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Titre : Utilisation des cellules souches pluripotentes humaines pour avancer dans la 
compréhension des mécanismes physiopathologiques associés à l’Amyotrophie Spinale 
Infantile 

Mots clés : Amyotrophie spinale infantile, Cellules souches pluripotentes humaines, 
Motoneurones spinaux et crâniaux, Jonction neuromusculaire 

Résumé : L'amyotrophie spinale infantile (SMA) est l'une des formes de maladie génétique les 
plus courantes chez l'enfant. La SMA se caractérise par une quantité insuffisante de protéine 
SMN (survival motor neuron), due à des mutations du gène SMN1, induisant la 
dégénérescence des neurones moteurs, la faiblesse et l’atrophie des muscles squelettiques. 
Au cours de la dernière décennie, trois traitements augmentant les niveaux de protéines SMN 
ont été mis sur le marché. Malgré des résultats remarquables, différentes études soulignent 
la nécessité de développer des stratégies thérapeutiques supplémentaires, et indépendantes 
de SMN, pour fournir des soins optimaux à tous les patients atteints de SMA. Ainsi, une 
meilleure compréhension des mécanismes physiopathologiques devrait permettre 
d'identifier de nouvelles stratégies thérapeutiques pour la SMA. Les modèles de criblage in 
vitro fonctionnels sont manquant dans le domaine de la SMA. Ainsi, le premier objectif de 
mon projet était d'évaluer le potentiel d'un nouveau modèle humain de co-culture SMA, 
associant des motoneurones dérivés de cellules souches pluripotentes humaines et des 
cellules musculaires primaires humaines, pour l’identification de nouvelles cibles 
thérapeutiques. Ce système intercellulaire reproduit la mort spécifique des motoneurones 
spinaux SMA, mais aussi les défauts synaptiques présents avant la mort cellulaire spécifique. 
Basé sur une cible agnostique, ce système nous a permis d’identifier le potentiel des 
inhibiteurs JNK et GSK-3 pour normaliser les phénotypes cellulaires associés à la SMA, et 
indépendamment de SMN. D’autres part, alors que les motoneurones spinaux sont 
vulnérables, d’autres groupes de motoneurones, y compris les motoneurones crâniaux, qui 
innervent les muscles du visage et des yeux, sont épargnés dans la SMA pour des raisons 
inconnues. Dans ce contexte, le second objectif de ma thèse était de mieux comprendre 
comment la perte d'une protéine ubiquitaire peut induire la dégénérescence d’un sous-type 
cellulaire spécifique, dans le but d’identifier de nouvelles stratégies thérapeutiques. Pour cela, 
nous avons généré des populations homogènes de motoneurones spinaux et crâniaux dérivés 
de hiPSC dont l’expression de SMN est diminuée. Alors que la survie des motoneurones 
spinaux SMA ainsi que leur connectivité avec la cible musculaire sont affectées, les 
motoneurones crâniaux SMA sont retrouvés épargnés. L'activation de voies de signalisation 
apoptotiques a été spécifiquement observée dans les motoneurones spinaux SMA. Par une 
approche transcriptomique, nous avons identifié une dérégulation spécifique dans les 
motoneurones spinaux SMA de gènes impliqués dans la plasticité synaptiques, pouvant 
affecter l’intégrité de la jonction neuromusculaire. Dans l'ensemble, nos résultats démontrent 
la possibilité de reproduire in vitro la vulnérabilité sélective associée à la SMA et devraient 
faciliter l'identification de nouvelles approches thérapeutiques. 
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Title: Using human pluripotent stem cells derived motoneurons to address the pathogenesis 
of Spinal Muscular Atrophy 

Keywords: Spinal muscular atrophy, Human induced pluripotent stem cells, Spinal and Cranial 
motoneurons, Neuromuscular junction 
 
Abstract: Spinal muscular atrophy is one of the most common genetic forms of motoneuron 
diseases in childhood. Due to mutations in the SMN1 gene, SMA is characterized by an insuf-
ficient amount of SMN (survival motor neuron) protein, resulting in denervation, skeletal mus-
cle atrophy and death. In the last decade, three treatments increasing SMN protein levels have 
been approved by the US Food and Drug Administration and result in significant benefits for 
the patients. Despite these remarkable results, it is appreciated that these SMN dependent 
drugs will have to be supported by additional non-SMN therapeutic interventions to provide 
optimal care to all SMA patients. Hence, a better comprehension of the pathogenic mecha-
nisms should help to identify new therapeutic strategies for SMA. However, predictive and 
functional SMA in vitro models for drug screening are still lacking. In this context, the first aim 
of my project was to develop a human SMA cellular model, based on the coculture of human 
pluripotent stem cells derived motoneurons and micropatterned human primary skeletal 
muscle cells, adaptable to screening format in 384 well plates. These intercellular systems re-
produced the specific death of SMA spinal motoneurons but also the pre-synaptic defects that 
appeared before this specific cell death. To evaluate to suitability of these intercellular sys-
tems for drug screening, we developed a target-agnostic based drug screening revealing the 
potential of JNK3 and GSK-3 inhibitors to normalize the cellular phenotypes associated to SMA 
independently of SMN expression. While spinal motoneurons are highly vulnerable, some mo-
tor neuron groups, including cranial motoneurons, which innervate the face and eye muscles, 
are for unknown reasons spared. In this context, the second objective of my thesis was to 
better understand the mechanisms underlying this selective vulnerability to determine how 
the loss of a ubiquitously expressed protein can induce degeneration in a select cell type and 
consequently to determine new therapeutic pathways. We generated homogenous popula-
tions of spinal and cranial motoneurons derived from SMA hiPSC that both harbored a de-
creased SMN expression. However, SMA hiPSC-derived cranial motoneurons were found to 
be spared whereas SMA hiPSC-derived spinal motoneurons exhibited a defective connectivity 
to their muscular targets as well as a decreased survival. Comparative transcriptional analysis 
between resistant and vulnerable SMA motoneurons revealed the potential contribution of 
genes involved in neurotransmission and neurite outgrowth that may aid in the maintenance 
of a functional neuromuscular synapse and thus contribute to the selective resistance of cer-
tain motor neurons in SMA. Altogether, our results described the possibility to capture in vitro 
the selective vulnerability associated with SMA and should facilitate the identification of new 
therapeutic targets toward preserving vulnerable motoneurons. 
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AVANT-PROPOS 

L’amyotrophie spinale infantile (ou SMA), liée au gène SMN1, est une maladie d’origine 
génétique rare. On estime entre 80 et 120 le nombre d’enfants atteints de SMA qui naîtraient 
chaque année en France. Cette anomalie génétique provoque la réduction des taux de 
protéine SMN, induisant la dégénérescence des neurones moteurs, la faiblesse et l’atrophie 
musculaire. Elle peut être diagnostiquée dès la naissance ou dans les tout premiers mois de 
vie, dans la petite enfance ou plus rarement à l’adolescence voire à l’âge adulte. En fonction 
de l'âge d'apparition des premiers symptômes et du niveau moteur maximal atteint, les 
médecins distinguent 4 types de SMA.  Il y a à peine quelques années, aucun traitement n’était 
disponible, seuls des soins et des médicaments symptomatiques étaient proposés aux 
patients. Depuis les cinq dernières années, trois traitements innovants, visant tous à 
augmenter le niveau de protéine SMN, ont été développés et mis sur le marché. Alors que ces 
traitements ont considérablement changé le domaine de la SMA, certaines limites ont 
cependant été mises en évidence, soulignant la nécessité d’identifier de nouvelles cibles 
thérapeutiques. 

Dans le domaine de la SMA, la recherche a longtemps reposé sur l’utilisation de 
modèles animaux et plus particulièrement les modèles murins SMA. En effet, les types 
cellulaires affectés, tels que les motoneurones et la jonction neuromusculaire, sont très 
difficiles d’accès chez le patient. Cependant, l’avènement des cellules souches pluripotentes 
a révolutionné le monde scientifique grâce à ces nombreuses applications : la modélisation 
pathologique, l’identification de nouveaux médicaments et la thérapie cellulaire. C’est dans 
ce contexte que j’ai commencé à m’intéresser à l’utilisation des cellules souches pluripotentes 
humaines à des fins de modélisation pathologique pour la SMA, lors de mon stage de Master 
1 en 2017, au sein de l’équipe du Professeur Kevin Talbot à Oxford (Nuffield department of 
clinical neurosciences). Afin de poursuivre dans ce domaine, j’ai pu rejoindre l’institut I-STEM 
(Institut des cellules Souches pour le Traitement et l’Etude des maladies Monogéniques), pour 
mon stage de Master 2, au sein de l’équipe « Maladie du motoneurone » dirigée par le Dr. 
Cécile Martinat. Cette équipe s’intéresse particulièrement à deux pathologies différentes : la 
Dystrophie Myotonique de type 1 (DM1) et la SMA. Dans le but d’avancer dans la 
compréhension des mécanismes physiopathologique associés à la SMA, j’ai pu évaluer au 
cours de ce stage l’intérêt d’utiliser des motoneurones spinaux dérivés de cellules souches 
humaines induites à la pluripotence et portant la mutation causale de la SMA pour reproduire 
certains phénotypes associés à cette pathologie. Cette preuve de concept m’a donné par la 
suite l’envie de poursuive ces travaux en tant qu’étudiante en thèse au sein de l’équipe.  

L’objectif de ma thèse consistait dans un premier temps à évaluer la possibilité de 
reproduire et d’étudier les mécanismes impliqués dans la sensibilité différentielle des 
motoneurones. Phénomène qui est observée à la fois chez des patients et dans des modèles 
animaux de la SMA. A partir d’un protocole développé précédemment dans l’équipe, la 
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première étape a été de générer les cellules d’intérêt, à savoir les motoneurones spinaux et 
craniaux à partir des hiPSC de patients SMA et contrôle. Le deuxième objectif a consisté à 
évaluer les atteintes en termes de connectivité entre les motoneurones spinaux et leur cible 
musculaire. Ce programme a été développé en collaboration avec une autre doctorante de 
l’équipe, Julie Tahraoui, dont le travail portait sur le développement d’un modèle de jonction 
neuromusculaire dans le cadre de la DM1. Ce travail, s’inscrivait dans un projet ANR en 
collaboration avec les équipes du Pr. Claire Legay (Université Paris Descartes, Paris), du Pr. 
Laurent Schaeffer (INMG, Lyon) et l’entreprise CYTOO (Grenoble), visait à produire un 
nouveau modèle in vitro de la jonction neuromusculaire humaine, adapté à l’identification de 
nouveaux biomarqueurs et au criblage à haut débit pour les maladies neuromusculaires. Le 
dernier objectif de mon doctorat a découlé directement de mon projet sur les interactions 
motoneurones et cellules musculaires. Ce projet a consisté à évaluer la possibilité d’identifier 
des composés potentiellement thérapeutiques pour la SMA. C’est dans le cadre de ce projet 
que j’ai pu travailler en collaboration avec les équipes du Pr. Ruben Artero (Université de 
Valence, Espagne) et du Dr. Marina Boido (Université de Turin, Italie) sur la validation de 
composés déjà sur le marché et qui avaient été identifiés préalablement comme capable 
d’augmenter l’inclusion de l’exon 7 de SMN2 dans un modèle de drosophile. Ce travail a abouti 
au dépôt d’un brevet (EP-08658) pour l’un des composés identifiés. 

L’ensemble de mon doctorat m’a offert l’opportunité d’appréhender l’utilisation des 
cellules souches pluripotentes humaines à des fins de modélisation pathologique, au 
développement de nouveaux outils biotechnologiques, et enfin, d’évaluer la pertinence de ces 
modèles pour l’identification et la validation de nouvelles cibles thérapeutiques. Dans 
l’optique de poursuivre mon parcours professionnel dans le monde de la recherche, et plus 
particulièrement dans le domaine des cellules souches pluripotentes humaines et leurs 
applications, j’ai pour projet de rejoindre la société américaine Neurona Therapeutics, à San 
Francisco.  
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Chapitre I : L’amyotrophie spinale infantile  

L’amyotrophie spinale, ou plus communément appelée Spinal Muscular Atrophy (SMA) 
en anglais, correspond à un groupe de maladies neuromusculaires d’origine génétique qui se 
caractérisent par des atteintes musculaires, telles que la faiblesse et l’atrophie musculaire, 
ainsi que la destruction des neurones moteurs de la moelle épinière. Ce terme regroupe une 
variété de pathologies qui se distinguent les unes des autres par l’âge d'apparition des 
premiers signes, la répartition des muscles touchés ou encore le mode de transmission 
génétique. Les amyotrophies spinales sont ainsi classifiées en trois groupes selon la 
topographie des muscles atteints : i) les amyotrophies spinales proximales qui se caractérisent 
par une atteinte des muscles des épaules, des bras, des hanches et des cuisses (c’est-à-dire 
les muscles proches du tronc cérébral) ; ii) les amyotrophies spinales distales dans lesquelles 
la faiblesse musculaire prédomine sur les muscles des mains, des avant-bras, des pieds et des 
jambes ; iii) les amyotrophies bulbo-spinales caractérisées par une atteinte des muscles 
bulbaires et qui se manifestent cliniquement par des difficultés d’articulation et de déglutition. 
De nos jours, l'utilisation du terme « SMA », sans autre précision, renvoie le plus souvent à la 
forme la plus fréquente : l'amyotrophie spinale proximale. Dans la suite de cette thèse, nous 
nous concentrerons uniquement sur l’étude de cette forme d’amyotrophie spinale. Parmi les 
amyotrophies spinales proximales, on distingue 4 types : l’amyotrophie spinale infantile 
sévère (SMA de type I) ; l’amyotrophie spinale infantile intermédiaire (SMA de type II) ; 
l’amyotrophie spinale juvénile (SMA de type III) et l’amyotrophie spinale de type IV.  

Depuis l’identification de la cause génétique sous-jacente en 1995 jusqu’à 
l’identification de thérapeutiques, 25 ans après et dont trois sont aujourd’hui mis sur le 
marché, il est remarquable de voir la vitesse à laquelle le domaine de la SMA a progressé. Ces 
nouvelles thérapies représentent une grande réussite pour les patients mais représentent 
aussi, d’une certaine manière, le début d’une nouvelle ère qui devra faire face à de nouveaux 
défis. 

 
1. Découverte de la SMA 

 
Les premières descriptions de cette pathologie ont été réalisées en 1881 par le 

neurologue autrichien Guido Werdnig qui décrivit 2 frères présentant un début de faiblesse 
musculaire vers 10 mois et qui décédèrent à trois et six ans. À l'autopsie, il a constaté une 
dégénérescence des cellules de la corne antérieure de la moelle. Entre 1893 et 1900, le 
pédiatre allemand Johann Hoffmann décrivit 7 nouveaux cas. Ces premières descriptions 
correspondaient à des formes particulièrement sévères débutants dès la naissance 
(Hoffmann, 1893; Werdnig, 1891) (Figure 1). Suite à l’observation de lésions dégénératives 
des motoneurones à l’autopsie, le Dr. Hoffmann établit l’origine médullaire de la maladie et y 
rattacha également son nom (Hoffmann, 1893). Ce n’est que plus tard, dans les années 1950, 
que deux médecins suédois, Erik Kugelberg et Lisa Welander, rapportèrent des formes de SMA 
moins sévères apparaissant au cours de l’adolescence ou à l’âge adulte (Brandt, 1950; 
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Kugelberg and Welander, 1956; Wohlfart et al., 1955).  
Cliniquement, l’ensemble de ces formes aboutit à une atteinte motrice proximale, 

symétrique et affectant de façon variable mais toujours ascendante le patient (les membres 
inférieurs sont plus atteints que les membres supérieurs). Anatomiquement, ces différentes 
formes se caractérisent par la dégénérescence spécifique des motoneurones α de la corne 
antérieure ventrale de la moelle épinière (Figure 2). Cette dégénérescence s’associe à une 
atrophie des muscles proximaux (tronc, hanche et épaules) conduisant, en premier lieu, à une 
faiblesse des membres inférieurs. Une paralysie progressive se développe dans un second 
temps, atteignant le diaphragme et les muscles du tronc dont la paralysie mène, dans une 
majorité des cas, au décès par insuffisance respiratoire (Markowitz et al., 2012). En revanche, 
cette dégénérescence est spécifique aux motoneurones spinaux car les neurones sensitifs, 
présents dans la corne postérieure dorsale de la moelle épinière, ne sont pas atteints. De plus, 
les patients ne présentent aucune altération des fonctions cognitives (Rivière, 2007; von 
Gontard et al., 2002).  
 
 

Figure 1 : Chronologie de la classification de l’amyotrophie spinale (SMA) depuis sa 
découverte clinique (Kolb and Kissel, 2011). 
 

En 1950, la première étude approfondie portant sur la description de plusieurs cas de 
SMA sévère a permis au danois, Sven Brandt, d’affirmer le caractère autosomique récessif et 
la grande hétérogénéité clinique de la maladie en examinant 112 patients issus de 69 familles 
(Brandt, 1950). Une vingtaine d’années plus tard, Pearn confirma l’implication d’un gène 
autosomique récessif dans tous les cas familiaux de SMA (Pearn et al., 1973). Cependant, il ne 
trouva aucune explication au fait que différents degrés de sévérité soient retrouvés au sein 
d’une même fratrie.  

En 1990, deux études portant sur la cartographie des génomes de 28 familles de 
patients atteints par des formes variables de la SMA, ont permis de mettre en évidence un 
marqueur génétique porté par le bras long du chromosome 5 : le locus 5q11.2-13.3 
(Brzustowicz et al., 1990; Gilliam et al., 1990; Melki et al., 1990). Ces études ont apporté la 
preuve d’une origine génétique commune dans plus de 90% des cas de SMA. La caractérisation 
approfondie de cette séquence a permis d’identifier, 5 ans plus tard, un gène anormalement 
transcrit dans 95 à 98% des patients atteints de la SMA, appelé SMN (Survival Motor Neuron) 
(Lefebvre et al., 1995). Ce gène est présent sous deux isoformes, l’une télomérique, appelée 
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SMN1, et l’autre centromérique, SMN2. Des analyses réalisées sur des patients atteints de 
SMA ont révélé une diminution significative de la transcription du gène SMN1 en protéine 
SMN pleine longueur ou « full length » (SMNFL) (Lefebvre et al., 1995). Dans 94% des cas, le 
patient présente une délétion homozygote du gène SMN1 au niveau chromosomique et dans 
les 6% restants, le patient est porteur de mutations entrainant un défaut de production de 
l’ARNm et donc de la protéine SMNFL en raison d’un décalage du cadre de lecture ou de 
l’apparition de mutations non-sens (Ogino and Wilson, 2004). D’autre part, dans près de 2% 
des cas, l’apparition de délétions de novo dans le gène SMN1 serait responsable d’une certaine 
instabilité chromosomique (Wirth et al., 1997).  

Des études épidémiologiques ont montré que cette maladie génétique, avec une 
incidence de 1 naissance sur 10000, était jusqu’à très récemment l’une des causes les plus 
fréquente de mortalité infantile, affectant sans distinction les hommes et les femmes (Lunn 
and Wang, 2008; Ogino and Wilson, 2002; Pearn, 1978). Ce taux d’incidence élevé peut être 
expliqué par un nombre important de porteurs sains, hétérozygotes, qui varie cependant en 
fonction de leur origine ethnique. La fréquence retrouvée dans la population caucasienne 
(1/47) est supérieure à celle retrouvée dans la population afro-américaine (1/72) (Feng et al., 
2017; Hendrickson et al., 2009; MacDonald et al., 2014; Sugarman et al., 2012). 

 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2 : Schéma représentant l'expression des gènes SMN (survival motor neuron) chez les 
individus sains et atteints de SMA. Le gène télomérique SMN1 produit 100% de protéine SMN 
pleine longueur (SMN-FL), tandis que le gène centromérique SMN2 produit environ 10 % de protéine 
SMN-FL et 90 % de protéine SMN tronquée (SMN∆7) en raison d'un épissage incorrect. Chez les 
individus sains, les deux gènes SMN sont présents. Chez les patients atteints de SMA, l'absence du 
gène SMN1, due à des mutations ponctuelles ou délétions, aboutit à l’absence de production de 
protéine SMN-FL. Dans ce cas, seule la contribution du gène SMN2 est responsable du niveau de la 
protéine SMN. Adapté de (Chong et al., 2021). 
 

2. Symptômes et formes associés  
 
L’hétérogénéité de l'âge d'apparition des premiers symptômes, du degré de l'atteinte 
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musculaire et de l’évolution des capacités motrices rendaient difficile le diagnostic et la prise 
en charge des patients. Dans un but de simplification, une première classification en trois 
types a été proposée en 1991 (Munsat, 1991). La SMA de type I est associée à une forme 
sévère, le type II à une forme intermédiaire et le type III à une forme juvénile. Des 
modifications ultérieures ont finalement été apportées avec l’ajout de deux autres formes : le 
type 0, pour les cas prénataux ; et le type IV, dont l’apparition des symptômes arrivent à l’âge 
l'adulte (Kolb and Kissel, 2015; Russman, 2007) (Tableau 1). Cependant, il existe des degrés 
de sévérité différent au sein d'une même forme et environ 25 % des patients échappent à une 
classification précise. Bien que de nombreuses études aient démontré une relation inverse 
entre le nombre de copies de SMN2 et la sévérité de la maladie, cette corrélation n’est 
cependant pas toujours exacte (Brkušanin et al., 2015; Fang et al., 2015; Lefebvre et al., 1997; 
Stabley et al., 2021, 2015; van der Steege et al., 1995). Par exemple, il existe des cas de 
patients SMA de type II et III qui ne présentent que deux copies de SMN2 au lieu des trois ou 
quatre copies théoriques (Bernal et al., 2010; Vezain et al., 2010). Ainsi, des chevauchements 
entre les types de SMA sont couramment observés. De plus, comme la valeur prédictive d'une 
classification basée uniquement sur l'évaluation motrice lors du diagnostic est limitée, la 
classification « classique » de la SMA devient de moins en moins adaptée pour les études 
cliniques actuelles. Pour assurer la cohérence et l'uniformité des mesures et du suivi 
thérapeutique, il a été recommandé de reclasser plus simplement les patients en « non-
sitters », « sitters » et « walkers » (Figure 3) (Calucho et al., 2018; Finkel et al., 2018; Mercuri 
et al., 2018). Cette classification a l’avantage de considérer la SMA comme un continuum et 
se concentre sur l'état fonctionnel actuel du patient. Néanmoins, aucune classification ne 
permet de couvrir parfaitement le suivi de chacune des formes de la SMA, pourtant cruciale 
dans le scénario actuel d'avancées thérapeutiques, dans la perspective de dépistage néonatal 
et de diagnostic précoce pour initier des traitements.  

 
2.1. SMA de type I : forme infantile sévère (maladie de Werdnig-Hoffmann) 

 
La SMA de type I, ou maladie de Werdnig-Hoffmann, correspond à la forme la plus 

répandue puisque 50 à 60% des patients diagnostiqués en sont atteints (Markowitz et al., 
2004; Meldrum et al., 2007). Cette forme est particulièrement sévère avec une manifestation 
avant l’âge de six mois et une espérance de vie ne dépassant généralement pas l’âge de deux 
ans si le patient ne bénéficie pas d’un des trois traitements actuellement disponibles. Les 
formes les plus précoces de SMA de type I peuvent se manifester in utero par une diminution 
des mouvements fœtaux et les nouveau-nés sont généralement hypotoniques et atteints 
d’une atrophie musculaire globale. Les enfants présentent une faiblesse musculaire 
symétrique des muscles proximaux, qui s’étend progressivement aux extrémités des 4 
membres et l’évolution extrêmement sévère de cette maladie mène à la dénervation de près 
de 95% des unités motrices en quelques mois (Swoboda et al., 2005). L’ampleur de l’atteinte 
musculaire rend impossible l’acquisition de la position assise. Durant la croissance des enfants, 
une déformation typique de la cage thoracique va apparaître, ainsi qu’une scoliose 
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irréversible. Ces enfants présentent également une atteinte du diaphragme qui est à l’origine 
d’une détresse respiratoire associée à un risque accru d’infections. Ces enfants rencontrent  
également des difficultés pour s’alimenter (De Sanctis et al., 2016; Markowitz et al., 2012). 

Tableau 1 : Classification des différentes formes d'amyotrophies spinales proximales. Adapté 
de (Farrar et al., 2017). 
 

2.2. Amyotrophie spinale infantile de type II : forme infantile intermédiaire 
 
Cette forme, considérée comme intermédiaire, affecte environ 45% des patients. Elle 

se développe entre 6 et 18 mois après la naissance et se caractérise par une évolution plus 
lente que la SMA de type I. Le développement clinique de cette forme est rapide et évolue 
généralement par palier pour ensuite se stabiliser (Mercuri et al., 2016). Les patients atteints 
de cette forme acquièrent la position assise pouvoir cependant se maintenir debout ou 
marcher de manière autonome. Les symptômes de l’atteinte neuromusculaire se manifestent 
également par une absence du reflexe ostéo-tendineux, une atrophie et des fasciculations des 
muscles de la langue, ainsi que des tremblements spontanés des mains. Ces enfants 
présentent généralement des signes sévères de scoliose et une forte détresse respiratoire 
dont la prise en charge peut permettre d’allonger l’espérance de vie de jusqu’à un âge adulte 
avancé (Oskoui et al., 2017). Avant l’émergence des traitements actuels, cette forme était 

Type Age 
d'apparition 

Espérance  
de vie Fonction motrice Symptômes Nombre de 

copie de SMN2 

Type 0 Congénital < 6 mois 

 
Pas de fonctions 

motrices 
  

Faiblesse musculaire sévère à la naissance 

1 

Hypotonie sévère 
Absence de réflexe 
Diplégie faciale  
Détresse respiratoire précoce 
Contractures articulaires 

Type I 0 – 6 mois 
< 2 ans sans 
assistance 

respiratoire 

 
Incapacité à 

s'assoir 
  

Faiblesse musculaire  

2 

Hypotonie  
Posture en « jambes de grenouille » 
Fasciculations de la langue  
Défauts de succion et de déglutition 

Détresse respiratoire précoce 

Absence de réflexe  

Type II 6-18 mois 70% atteignent 
l’âge de 25 ans 

 
Position assise 

mais incapacité à 
marcher 

  

Faiblesse proximale  

2-3 

Hypotonie 
Tremblement des mains  
Diminution des réflexes  

Capacités intellectuelles normales à l’adolescence   

Scoliose 

Type III > 18 mois Proche de la 
normale 

Station debout 
et marche  

Tremblement des mains 

3-4 Absence de réflexe rotulien 

Scoliose 
Type IV > 20 ans Normale Normale Faiblesse musculaire très légère ≥4 
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associée à un pronostic vital variable (Araki et al., 2003; Markowitz et al., 2012). 
 

2.3. Amyotrophie spinale infantile de type III : forme juvénile (maladie de Kugel-
berg-Welander) 
 
Cette forme modérée de la maladie, également appelée forme juvénile, touche 

environ 8% des patients. Elle se manifeste entre 18 mois et 20 ans et est associée à une 
espérance de vie relativement proche de celle observée dans la population générale (Kuru et 
al., 2009). Ces enfants acquièrent la marche de manière normale mais le déclenchement de la 
maladie entraîne des chutes fréquentes puis des difficultés à se déplacer. L’atrophie 
musculaire mise en jeu est plus proximale que chez les patients SMA de type II (muscles des 
épaules et du bassin). Généralement d’évolution lente et progressive, elle se développe sur 
plusieurs années, puis se stabilise (Mercuri et al., 2016). Certains cas sont cependant sujets à 
une phase d’aggravation aigue, caractérisée par la perte de la marche en quelques mois et 
bon nombre de ces patients présentent une hypertrophie des mollets. En fonction de l’âge 
d’apparition des symptômes, les patients atteindront l’âge adulte mais développeront des 
faiblesses musculaires associées à une faible endurance et des problèmes d’équilibre 
(Wadman et al., 2012). 

Les SMA présentent donc un large spectre de phénotypes cliniques et cette 
classification en trois groupes est, en réalité, constituée de sous-groupes dont les frontières 
ne sont pas si strictement définies (Markowitz et al., 2012). 

 
2.4. Formes rares d’Amyotrophie spinale infantile, type 0 et type IV 
 

Parallèlement aux formes considérées comme plus classiques, deux autres formes de 
SMA, plus rares mais toujours liées à la mutation du gène SMN1, ont également été décrites. 
La première, d’une sévérité extrême, est appelée SMA de type 0, et correspond à une forme 
très précoce se caractérisant par une forte hypotonie anténatale (Sarnat and Trevenen, 2007). 
La seconde est une forme qui se développe chez l’adulte entre 20 et 35 ans, dont la 
progression reste lente et limitée. Elle se manifeste par une faiblesse progressive des muscles 
des bras et des cuisses mais les patients conservent la marche et leur espérance de vie n’est 
pas diminuée (Markowitz et al., 2012; Pearn, 1978). 

Dans la nouvelle classification, tous les patients de type 0 et I et certains patients de 
type II qui sont incapables de s'asseoir de façon autonome entrent dans la nouvelle catégorie 
des « non-sitters ». Les individus de type II et certains individus de type III qui sont incapables 
de marcher seuls entrent dans la catégorie des « sitters ». Enfin, la majorité des individus de 
type III et tous les individus de type IV entrent dans la catégorie des « walkers » (Figure 3).   

Cependant, depuis l’apparition des nouveaux traitements pour la SMA, les trajectoires 
de la maladie diffèrent significativement de ce qui était initialement connu et nous faisons 
face à l’émergece de nouveau phénotype. Par exemple, les patients dont l'apparition est 
survenue avant l'âge de six mois (SMA de type I) pourraient atteindre la position assise (SMA 
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de type II) si le traitement est initié suffisemment tôt. Ainsi, il est maintenant plus approprié 
de s'appuyer sur une combinaison de paramètres : l’âge d'apparition, le nombre de copies de 
SMN2 et l’âge au début du traitement médicamenteux plutôt que sur les sous-types 
traditionnels pour définir une classification clinique de la SMA. 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3 : Formes cliniques de la SMA selon les classifications et leurs corrélations avec le 
nombre de copies de SMN2. Adapté de (Wirth et al., 2020).  
 

3. Les atteintes cellulaires de la SMA 
 

Bien que la SMA ait traditionnellement été classée comme une maladie des 
motoneurones dont la dégénérescence serait responsable des atteintes musculaires, il 
devient de plus en plus clair que d'autres types cellulaires et tissus sont également vulnérables 
aux niveaux réduits de SMN (Tableau 2).  
 

3.1. Atteintes du système nerveux central 
 

Les études histologiques d’échantillons de patients, issus de biopsies post-mortem, ont 
été la première source d’information et ont révélé que l’une des caractéristiques principales 
de cette pathologie reposait sur la disparition progressive des motoneurones (MNs) de la 
corne antérieure de la moelle épinière, responsables des défauts d’activité motrice 
(Hoffmann, 1893; Kugelberg, 1947; Werdnig, 1891). Ces cellules présentent des signes de 
dégénérescence. En effet, les observations réalisées sur ces biopsies de patients démontrent 
de profonds changements morphologiques et moléculaires, des MNs, qui s’accentuent avec 
la sévérité de la maladie. Les MNs qui dégénèrent, dit chromolytiques, adoptent une 
morphologie arrondie (« ballooned neurons ») par des phénomènes de rétraction cellulaire 
(Harding et al., 2015; Murayama et al., 1991). De plus, les analyses immunohistochimiques 
ont révélé une localisation anormale à la périphérie des corps cellulaires de neurofilaments 
phosphorylés, de protéines des microtubules, de la matrice extracellulaire ou d’adhésion 
(Chou et al., 1997; Ito et al., 2011; Piras et al., 2017). Ces MNs présentent également une 
accumulation de protéines ubiquitinilées et de cathepsine D suggérant une activité 
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protéolytique accrue par le lysosome et le protéasome (Ando et al., 2020; Chou et al., 1997; 
Murayama et al., 1991; Rodriguez-Muela et al., 2018). Les analyses histologiques ont révélé 
une augmentation de l’apoptose dans la moelle épinière des patients, détectée par le 
marquage TUNEL (Terminal deoxynucleotidyl transferase dUTP Nick End Labeling) et une 
diminution d’expression de la protéine anti-apoptotique (Bcl-2) a été observée dans les MNs 
de moelle épinière de fœtus SMA (Piras et al., 2017; Soler-Botija et al., 2002).  

Différentes études démontrent également d’autres atteintes du système nerveux 
central. L’analyse d’échantillons post-mortem de moelles épinières de patients révèlent des 
signes d’inflammation avec notamment une astrogliose qui s’intensifie avec la sévérité de la 
maladie (Araki et al., 2003; Kuru et al., 2009; Rindt et al., 2015; Soler-Botija et al., 2002).  
D’autre part, une neuropathie sensorielle a été décrite chez certains patients SMA de type I 
et une atteinte du thalamus a également été observée avec une perte neuronale et une 
activation anormale de la microglie (Carrasco et al., 2019; Harding et al., 2015; Kuru et al., 
2009; Rudnik-Schöneborn et al., 2008, 2003). Notons que les atteintes tissulaires observées 
chez des fœtus atteints de SMA de type 0 se distinguent des autres formes de SMA puisque la 
dégénération extrêmement rapide des MNs n’est pas associée à l’activation de la microglie ou 
à la prolifération astrocytaire, car non mobilisés à ces stades de développement (Sarnat and 
Trevenen, 2007). Chez des souris SMA sévère et intermédiaire, il a été observé que la 
restauration spécifique de la protéine SMN dans les astrocytes, améliorait leur survie ainsi que 
les défauts neuromusculaires (Rindt et al., 2015). L'expression accrue des cytokines pro-
inflammatoires a également été partiellement normalisée chez les souris traitées. Ces 
éléments soulèvent les questions suivantes : la diminution de la protéine SMN est-elle toxique 
pour les astrocytes ? L’astrogliose observée est-elle une atteinte physiopathologique de la 
SMA ? 

 
3.2. Atteintes musculaires  

 
L’atteinte progressive des muscles fait partie des caractéristiques majeure de la SMA. 

Cliniquement, cela s’observe par la perte progressive du volume musculaire et de la mobilité 
allant jusqu’au décès du patient dans les formes les plus sévères.  

Chez les patients, l’atteinte des muscles squelettiques semble être au moins en partie 
consécutive à une perte d’innervation (Mercuri et al., 2004; Thirunavukkarasu et al., 2020). 
Les observations histologiques révèlent la présence de fibres hypertrophiques et le 
regroupement de fibres atrophiées suite à une déstabilisation des myofibrilles, traduisant des 
stades de dénervation différents au sein du muscle (Mastaglia and Walton, 1971). Les fibres 
atrophique sont accompagnées de zones de nécrose, de fibrose et d’infiltrations graisseuses 
qui remplacent les fibres lésées (Kuru et al., 2009; Mastaglia and Walton, 1971; Oates et al., 
2012; Ohi et al., 2011). 

Les patients, atteints d’une forme moins sévère de SMA, présentent un phénotype de 
dystrophie musculaire comprenant des fibres en dégénérescence/régénération et un niveau 
sérique élevé de créatine kinase (Alves et al., 2020; Freigang et al., 2021; Muqit et al., 2004; 
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Nicole et al., 2002). Comme pour les atteintes neuronales, la SMA de type 0 fait exception. En 
effet, chez les fœtus SMA de type 0 de 20 semaines, l’atteinte neuronale est si précoce que le 
système musculaire, encore immature, est incapable de réagir à la dénervation et préserve 
ainsi son intégrité à ce stade de développement (Sarnat and Trevenen, 2007). 

Cependant, au-delà de la perte d’innervation, une atteinte directe des cellules 
musculaires a également été fortement suggérée. Durant la période prénatale, un retard 
myogénique a été rapporté dans des cultures myogéniques primaires issues d’échantillons 
fœtaux SMA de type I (Martínez-Hernández et al., 2014, 2009). Ce retard myogénique a été 
confirmé, d’une part, par des analyses de muscles postnataux SMA. Et d’autre part, in vitro, 
dans des cellules musculaires dérivées de cellules souches embryonnaire humaine SMA de 
type I, révélant des taux anormalement élevés de fibres positives pour la myosine 
embryonnaire (Hellbach et al., 2018; Martínez-Hernández et al., 2014; Stevens et al., 2008). 
De plus, des dommages mitochondriaux et une altération de la biogenèse mitochondriale ont 
été documentés, in vitro, dans des cellules musculaires dérivés de patients SMA de type I-III 
(Hellbach et al., 2018; Ripolone et al., 2015). Ces données suggèrent une atteinte dans la 
régulation de la différenciation et/ou du maintien des fibres musculaires. D’autre part, 
différentes études suggèrent des déficits musculaires intrinsèques à la SMA dans les modèles 
de souris SMA sévère, avec notamment une altération de la différenciation myogénique, de 
la taille des fibres musculaires et de la fusion des myoblastes en myotubes (Bowerman et al., 
2012; Boyer et al., 2014; Bricceno et al., 2014; Kim et al., 2020; McCormack et al., 2021). En 
parallèle, une dégénérescence neuronale a été observée dans un modèle de co-cultures entre 
des explants de moelle épinière de rats normaux et des myotubes différenciés à partir de 
myoblastes issus de patients SMA suggérant qu’une toxicité pouvait être amenée par le 
muscle déficient en protéine SMN (Braun et al., 1997, 1995; Guettier-Sigrist et al., 2001). 
 

Parallèlement à ces atteintes intrinsèques, des défauts de développements ont été 
suggérés. En effet, au cours du développement embryonnaire normal, les MNs n’ayant pas 
réussi à projeter leur axone sur une cible musculaire spécifique entrent en apoptose entre la 
8ème et la 13ème semaine de grossesse. Des analyses de microscopie électronique ont constaté 
que ce phénomène s’étend sur une période anormalement prolongée chez les fœtus SMA de 
type I par rapport aux contrôles et pourrait persister après la naissance, suggérant des défauts 
de mise en place des jonctions neuromusculaires (NMJ) (Fidziańska and Rafalowska, 2002; 
Kong et al., 2021; Simic et al., 2000; Soler-Botija et al., 2002). Ces résultats ont été appuyés 
par des défauts d’agrégation des récepteurs à l’acétylcholine (AchR), de transport des 
vésicules synaptiques et des terminaisons nerveuses aberrantes, observés chez des fœtus 
SMA de type I de 12 à 18 semaines (Martínez-Hernández et al., 2014). L’immaturité des NMJ 
semble d’ailleurs persister après la naissance chez les patients SMA de type I, où l’expression 
accrue de la forme fœtale de ces récepteurs, l’AchR-γ, a été décrite (Harding et al., 2015). 
Ainsi, des défauts dans la formation et le maintien des NMJ et/ou du muscle dans la SMA, 
pourrait précéder la mort des MNs. Cependant, la question de savoir si les altérations des NMJ 
sont secondaires à un défaut des motoneurones ou si le défaut des motoneurones est la 
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pathologie principale reste aujourd’hui un sujet à débat (Boido and Vercelli, 2016). 
Il est important de noter que toutes les NMJ ne sont pas touchés de la même manière. 

Ce phénomène de vulnérabilité différentielle a été bien caractérisé dans des modèles murins 
SMA, où il semble y avoir des niveaux élevés de perte de NMJ dans certains muscles 
(abdominaux) et de très faibles niveaux de perte voire aucune perte de NMJ dans d'autres 
(craniaux) (Comley et al., 2016; Murray et al., 2013, 2008). Bien que les raisons de cette 
vulnérabilité différentielle ne soient pas claires, ces études suggèrent que la vulnérabilité des 
NMJs seraient due à la fois à une susceptibilité autonome des MNs à divers stress, et à des 
défauts périphériques précoces. Ces défauts contribueraient ainsi à la dénervation 
musculaire, puis, à la perte des MNs (Fidziańska and Rafalowska, 2002; Wadman et al., 2012).  
 

3.3. Autres atteintes 
 

Diverses études ont fréquemment reporté des défauts cardiaques chez les patients 
SMA. Les patients présentent des arythmies, des cardiomyopathies associées à des défauts 
atrio-ventriculaires, atriaux ou aortiques (El-Matary et al., 2004; Menke et al., 2008; Møller et 
al., 1990; Mulleners et al., 1996; Rudnik-Schöneborn et al., 2008). Une analyse rétrospective 
a recensé soixante-douze études portant sur un total de 264 patients SMA présentant une 
pathologie cardiaque (Wijngaarde et al., 2017). Cette analyse a mis en avant la présence d’une 
pathologie cardiaque structurelle, avec des défauts principalement septaux et des anomalies 
de la voie d'éjection cardiaque chez les patients SMA de type I. Les troubles du rythme 
cardiaque ont quant à eux été le plus fréquemment rapportés chez les patients présentant 
des types de SMA plus légers (SMA de type II et III). Cependant, pour l'ensemble des études, 
il n'est pas clairement déterminé si ces problèmes sont dus à des défauts du système nerveux 
autonome ou à une atteinte directe du muscle cardiaque. Des défauts vasculaires ont 
également pu être observés, notamment des thromboses des vaisseaux sanguins (Araujo et 
al., 2009; Rudnik-Schöneborn et al., 2010). 
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Tissue Patient ou modèle animal Observations Références 

Muscle 

Patient SMA Type I-III 

Myoblastes immatures avec défauts de fusion 
(Arnold et al., 2004; 
Martínez-Hernández et al., 
2009) 

Anomalie musculaire lors de coculture avec MNs sains (Braun et al., 1995) 

Développement musculaire retardé, hypertrophie, altération de la 
biogenèse mitochondriale, faiblesse musculaire, manque de 
coordination 

(Hellbach et al., 2018, 2018; 
Lipnick et al., 2019) 

Animal 

Souris Taiwanese ; 
SMN2  

Changements moléculaires dans le muscle avant et indépendamment 
de la dégénérescence motrice 

(Monani et al., 2000; 
Riessland et al., 2010; 
Wishart et al., 2010) 

Souris SMN2 
Différenciation prématurée des cellules satellites du muscle 
squelettique et incapacité à former efficacement des myotubes 
multinucléés 

(Hayhurst et al., 2012) 

Souris Δ7 Diminution de la taille des fibres musculaires (Le et al., 2005; Lee et al., 
2011) 

Modèle de souris 
conditionnel 

La protéine SMN a un rôle dans la croissance musculaire (Martinez et al., 2012) 

Souris KO SMN 
muscle spécifique 

L’absence de SMN dans le muscle provoque la nécrose et dystrophie 
du muscle, qui conduise à une paralysie musculaire  

(Cifuentes-Diaz et al., 2001) 

Drosophila SMN est une protéine sarcomérique (Rajendra et al., 2007) 

Drosophila KO SMN 
muscle spécifique 

L’absence de SMN dans le muscle conduit la létalité larvaire (Chang et al., 2008) 

Système 
nerveux 
afférent  

Patient 
SMA Type I Dégénérescence axonal (Rudnik-Schöneborn et al., 

2003) 

SMA Type I-II 
Dégénérescence axonale des nerfs sensitifs chez les patients SMA type 
I ; pas retrouvé chez les patients SMA type II 

(Yonekawa et al., 2013) 

Animal 

Souris Δ7 

Réflexes proprioceptifs réduits dans les motoneurones et 
dysfonctionnement du circuit spinal 
Défauts de myélinisation, défauts de développement des neurones 
sensoriels, perte de synapse, déficits fonctionnels, neuroinflammation 

(Hunter et al., 2014; Ling et 
al., 2012, 2010; Mentis et 
al., 2011; Tarabal et al., 
2014)  

Souris SMN2 
Les neurones sensoriels isolés ont des neurites plus courts et des cônes 
de croissance plus petits 

(Jablonka et al., 2006) 

Modèle de souris 
sévère inductible  

Défauts sensoriels moteurs une conséquence de la vulnérabilité des 
motoneurones 

(Gogliotti et al., 2012) 

NMJ 

Patient SMA Type I 
Développement arrêté/retardé des NMJ, anomalies fonctionnelles des 
NMJ 

(Harding et al., 2015) 

Animal 

Souris KO SMN MN 
spécifique 

Anomalies structurelles des NMJ (Park et al., 2010)  

Souris Δ7 ; SMN2 
Anomalies structurelles et fonctionnelles des NMJ, diminution de la 
densité et de la libération des vésicules présynaptiques 

(Cifuentes-Diaz et al., 2001; 
Dachs et al., 2011; Ling et 
al., 2012; Murray et al., 
2008; Schreml et al., 2013) 

Cerveau 
Patient SMA Type I Lésions et dégénérescence du thalamus (Ito et al., 2004; Shishikura 

et al., 1983) 
Animal SMN2 Neurogénèse de l’hippocampe et développement cérébral altérés (Wishart et al., 2010) 

Cœur  

Patient 
SMA Type I-III 

Défauts structurels, bradycardie, anomalies de l'ECG, fibrose 
myocardique 

(Palladino et al., 2011; 
Rudnik-Schöneborn et al., 
2010; Wijngaarde et al., 
2017) 

SMA Type 0 Défaut septal congénital (Rudnik-Schöneborn et al., 
2008) 

Animal 
Souris Δ7 

Défauts cardiaques apparents à P7 ; bradycardie développée par P14 (Bevan et al., 2010) 

Bradycardie sévère avec réduction de la fréquence cardiaque, de 
l'efficacité de pompage et du flux sanguin 

(Heier et al., 2010) 

Souris Δ7 ; SMN2 Fréquence cardiaque considérablement réduite dès P3–P5 (Shababi et al., 2010) 
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Tableau 2 : Résumé des atteintes multi-systémiques observées chez les patients et les 
modèles animaux SMA. Adapté de (Singh et al., 2021). 
 

Dans l'ensemble, un grand nombre d’études menées chez des patients atteints de SMA 
et des modèles animaux SMA, tels que la souris, soulignent le rôle de la protéine SMN dans la 
plupart (sinon tous) les tissus, y compris le cerveau, la moelle épinière, le foie, les poumons, 
le cœur, les muscles squelettiques, les ovaires et les testicules (Tableau 2). Ainsi SMN semble 
être une protéine impliquée à la fois dans le développement et la fonction de différents tissus.   

 
4. Bases génétiques et moléculaires des défauts associés  

 
4.1. Le locus SMA 

Modèle de souris 
sévère inductible 

Bradycardie importante à P3 (Gogliotti et al., 2012) 

Souris Taiwanese  Amincissement du septum interventriculaire (Schreml et al., 2013) 

Système 
vasculaire 

Patient SMA Type I Patients : nécrose des doigts entre 3 et 5 mois  (Araujo et al., 2009; Rudnik-
Schöneborn et al., 2010) 

Animal 

Souris Δ7 

Les souris traitées à la TSA vivant plus de 27 jours ont développé une 
ischémie tissulaire et une nécrose de la queue et des oreilles 

(Narver et al., 2008) 

Les souris traitées avec scAAV9 ont développé des pavillons 
nécrotiques de P45 à P70 

(Foust et al., 2010) 

Souris Taiwanese 
modéré 

Nécrose de la queue et des oreilles (Hsieh-Li et al., 2000) 

Souris SMN2 
Diminution de la densité des capillaires musculaires et du nombre de 
ramifications ; augmentation du diamètre de capillaires 

(Somers et al., 2012) 

Souris Taiwanese 
sévère 

Diminution de la densité des capillaires musculaires (Schreml et al., 2013) 

Os 

Patient SMA Type I-III 
Faible densité minérale osseuse, fractures osseuses congénitales, 
côtes extrêmement fines, altération de la formation du cartilage 

(Hensel et al., 2020; 
Martinez et al., 2018; 
Wasserman et al., 2017) 

Animal 
Souris Taiwanese 
modéré 

Ostéoporose avec diminution des marqueurs de différenciation 
ostéoblastique 

(Hsieh-Li et al., 2000; 
Shanmugarajan et al., 2009) 

Diminution des taux de minéraux  (Shanmugarajan et al., 
2007) 

Pancréas 

Patient SMA Type I 
50 % des patients avaient des taux anormaux de glucose et de cellules 
α 

(Bowerman et al., 2012) 

Animal Souris 2B1 
Anomalies dans les îlots pancréatiques avec plus de cellules α que β ; 
hyperglycémie, hyperglucagonémie 

(Bowerman et al., 2012, 
2009) 

Poumon 
Patient SMA Type I-III Problèmes respiratoires et besoin de ventilation (Kapur et al., 2019) 

Animal 
Souris Taiwanese 
sévère 

Décoloration des poumons évocatrice d'infarctus pulmonaire (Schreml et al., 2013) 

Foie Animal 

Souris Taiwanese 
sévère 

Développement anormal du foie, atrophie, stéatose 
(Deguise et al., 2019; Hua et 
al., 2011; Szunyogova et al., 
2016) 

Souris KO SMN 
spécifique du foie 

L’absence de SMN dans le foie est létale qui entraîne une surcharge en 
fer et une atrophie du foie  

(Vitte et al., 2004)   

Intestin Animal 
Souris Taiwanese 
sévère 

Œdèmes intestinaux (Schreml et al., 2013) 

Appareil 
reproducteur 

Animal 
Souris 
(Smn1−/−;SMN2+) 

Anomalies du développement des gamètes  (Chang et al., 2020; Ottesen 
et al., 2016) 
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Comme dit précédemment, les études menées dans les années 1990 ont permis de dé-
montrer l’implication du locus 5q11.2-13-3 (Brzustowicz et al., 1990; Gilliam et al., 1990; Melki 
et al., 1990) et du gène SMN1 comme responsable de la SMA (Lefebvre et al., 1995). Ce locus 
correspond, en réalité, à la duplication inversée d’une région d’environ 500 kb, l’une télomé-
rique (originale) et l’autre centromérique (dupliquée) (Figure 4). Des études phylogénétiques 
ont démontré que cette duplication était absente chez les rongeurs, mais qu’elle avait eu lieu 
avant la séparation des lignages entre Homo Sapiens et Pan Troglodyes (chimpanzé), permet-
tant d’établir qu’elle était survenue il y a environ 5 millions d’années. Le gène SMN2 est en-
suite apparu uniquement chez les humains (Courseaux et al., 2003; Rochette et al., 2001; 
Schrank et al., 1997). Ces régions dupliquées hautement homologues codent pour 4 gènes 
principaux :  

- Survival Motor Neuron (SMN) :  
Ce gène est présent sous 2 formes SMN1 (télomérique) et SMN2 (centromérique), co-

dant pour une protéine ubiquitaire, SMN. Chez 95% des patients atteints de SMA, la forme 
télomérique est délétée ou mutée de manière homozygote (Hahnen et al., 1995; Lefebvre et 
al., 1995). Dans les 5% restant, les patients présentent des mutations ponctuelles, principale-
ment des substitutions de SMN1 (Bussaglia et al., 1995; Rochette et al., 1997). 

- Neuronal Apoptosis Inhibitory Protein (NAIP) :  
Ce gène code une protéine impliquée dans l’inflammasome, capable de reconnaître spé-

cifiquement un agent pathogène et ainsi déclencher des réactions de défense cellulaire tels 
que l’apoptose (Kofoed and Vance, 2012; Roy et al., 1995). Dans environ 50% des patients 
SMA de type I et 20% des patients SMA de type II et III confondus, la copie télomérique de ce 
gène est délétée (Hassan et al., 2020; He et al., 2013). 

- Small EDRK-Rich factor 1A (SERF1 ou H4F5) : 
Ce gène code une protéine décrite comme impliquée dans l’agrégation et l’assemblage 

des fibres amyloïdes (Falsone et al., 2012; Scharf et al., 1998). Certaines données, non 
reproduites à ce jour, ont suggéré une corrélation inversée entre le nombre de copies de ce 
gène et la sévérité de la maladie (Amara et al., 2012). Toutefois, les données suggèrent que 
les délétions de NAIP et de P44 seules ne contribueraient pas à la pathogénèse de la SMA  
(Bürglen et al., 1997; Burlet et al., 1996; Hassan et al., 2020; He et al., 2013; Theodorou et al., 
2015).  

- General Transcription Factor IIH, polypeptide 2 (GTF2H2 ou p44) : 
Ce gène code la sous-unité d’un complexe initiateur de la transcription de l’ARN 

polymérase II impliqué dans la transcription basale des gènes et dans les mécanismes 
d’excision-réparation des nucléotides (Bürglen et al., 1997; Carter et al., 1997; Humbert et al., 
1994). Ce gène télomérique est absent ou tronqué dans 73% des patients SMA de type I, et 
dans 12% des patients SMA de type II et III confondus (Bürglen et al., 1997). 
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Figure 4 : Gènes du locus SMA et description des gènes SMN. Le locus SMA humain, porté par 
le chromosome 5, est composé d’une duplication de 500kb en sens inverse. Les parties télomériques 
et centomériques codent pour 4 gènes principaux, p44, NAIP, SMN et H4F5. Les gènes SMN sont 
composés de 9 exons et l’exon 7 porté par SMN2 diffère d’une base nucléotidique (en rouge). Les exons 
inclus (en gris) et exclus (en blanc) aboutissent à la production des protéines SMN-FL/-Δ7. Adapté de 
(Markowitz et al., 2012). 
 

4.2. Les gènes SMN1 et SMN2 
 

Chez l’Homme, et uniquement chez l’Homme, le gène SMN existe sous deux copies, 
SMN1 (centromérique) et SMN2 (télomérique), dont les séquences génomiques sont 
extrêmement proches (Lefebvre et al., 1995; Lorson et al., 1999). Alors que la duplication du 
locus SMA est un événement très ancien dans l’évolution des espèces, les changements de 
nucléotides ponctuels ayant donné naissance au gène SMN2, dans la partie centromérique, 
ne sont apparues que très récemment (Rochette et al., 2001). En effet, un grand nombre de 
primates tels que les chimpanzés, les gorilles ou les orangs outangs sont également dotés du 
gène SMN1 dupliqué dans la partie centromérique. Cependant, la comparaison des séquences 
de ce gène dupliqué révèle qu’aucune de ces espèces n’est porteuse du gène SMN2. En 
revanche, l’Homme, quel que soit son appartenance ethnique en est porteur (Africaines, 
eurasiennes, asiatiques), démontrant que le gène SMN2 est spécifique à l’Homo Sapiens 
(Amara et al., 2012; He et al., 2013; Lefebvre et al., 1995). Les séquences génomiques des 
gènes SMN1 et SMN2 sont extrêmement proches, et sont dotées de promoteurs équivalents 
(Burghes and Beattie, 2009; Burlet et al., 1998). Ces gènes, de 29 kb, sont composés de 9 
exons, originellement numérotés de 1 à 8 puisque l’exon 2 était finalement composé de deux 
exons rebaptisés 2a et 2b (Bürglen et al., 1997). Ces gènes expriment un transcrit ubiquitaire 
de 1,7 kb.  

Alors que la majorité des transcrits émanant du gène SMN1 contiennent l’exon7, ce 
dernier n’est inclus que dans 10 à 20% des transcrits issus de SMN2 selon les études et les 
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modèles cellulaires utilisés (Lefebvre et al., 1995; Lorson et al., 1999; Singh et al., 2012). Les 
ARNm SMN-FL et SMNΔ7, respectivement avec et sans l’exon 7, correspondent aux isoformes 
majoritaires bien qu’il ait été montré un large panel d’isoformes pour les ARN pré-messagers 
SMN1 et SMN2, dû à l’épissage des exons 3, 4, 5, 6 et 7 (Singh et al., 2012). 
 

4.3. Mécanismes d’épissage alternatif de SMN2 
 

Les gènes SMN1 et SMN2 ne diffèrent que de 5 nucléotides (homologie de 99,8%) dont 
la majorité se trouvent dans des introns et n’ont donc aucune conséquence sur la séquence 
protéique. Il a été montré que seule la transition d’une cytosine (SMN1) en thymine (SMN2) 
(C6T), localisée sur le 6ème nucléotide de l’exon 7 (Bürglen et al., 1997), empêche le 
recrutement de facteurs impliqués dans l’épissage, et conduit à l’exclusion de l’exon 7 dans 
90% des ARNm (Lorson et al., 1999; Singh et al., 2011; Souček et al., 2019). Dans ce cas, la 
protéine SMNΔ7 produite est dépourvue des 16 acides aminés normalement présent en C-
terminal, et acquiert à la place le motif EMLA reconnu comme signal de dégradation, 
diminuant ainsi la stabilité de la protéine (Cho and Dreyfuss, 2010). Néanmoins, ce gène SMN2 
est aussi capable de produire l’ARNm complet, contenant l’exon 7 (SMN-FL), et dont la 
protéine est fonctionnelle, mais dans seulement 10 à 20% des cas.  

Cette modification du profil d’épissage, qui aboutit à l’exclusion préférentielle de 
l’exon 7, peut être expliquée par différents mécanismes. D’une part, la transition C6T altère la 
séquence activatrice d’inclusion de l’exon, dite ESE (Exon Splicing Enhancer). En effet, dans le 
cas du gène SMN1, la séquence ESE permet le recrutement de protéines impliquées dans la 
reconnaissance de la jonction intron-exon et dans l’assemblage du splicesome, tels que les 
facteurs d’épissage SF2/ASF, les protéines SR ou U2 (Figure 5A).  Ces protéines permettent 
l’inclusion de l’exon 7 dans 100% des transcrits. En revanche, dans le cas du gène SMN2, la 
transition C6T supprime la séquence ESE (Figure 5B). Le facteur d’épissage SF2/ASF n’étant 
plus recruté, cela entraîne l’affaiblissement du site accepteur (SA) d’épissage 3’ de l’exon. 
Ainsi, seule une faible quantité de SMNFL est produite (Cartegni and Krainer, 2002). D’autre 
part, la transition C6T entraîne également la création d’un site de répression de l’épissage, dit 
ESS (Exon Splicing Silencer), sur lequel le facteur de répression de l’épissage hnRNPA1 va 
pouvoir se lier (Figure 5C) (Kashima et al., 2007). Cette liaison va masquer le site accepteur 
(SA) de l’épissage de l’exon 7 et inhiber la fonction de Tra2β et des protéines SR (Hofmann et 
al., 2000; Kashima et al., 2007; Prior et al., 2009). Ces deux processus ne sont pas exclusifs 
mais contribuent à la diminution de la force du SA de l’exon 7 ayant pour conséquence 
l’exclusion préférentielle de celui-ci. En parallèle, il a été montré que la transition C6U de 
SMN2 en 3’ entraîne la formation d’une structure secondaire en « tige-boucle », en 5’ de l’exon 
7, nommée TSL2 (Terminal stem loop2) qui séquestre et inhibe le site donneur (SD) d’épissage 
(Singh et al., 2007) (Figure 5D). Enfin, un site inhibiteur d’épissage d’introns, dit ISS (Intronic 
Splicing Silencer), situé à proximité du site d’épissage de l’exon 7, permet le recrutement de 
protéines inhibitrices et contribue à la faiblesse du SD de l’exon 7 (Singh et al., 2006) (Figure 
5E). Il a aussi été démontré que des interactions longues distances provoquent une inhibition 
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de l’inclusion de l’exon 7 de SMN2 par la formation de structures secondaires complexes au 
niveau de l’intron 7 qui affaiblissent la définition du site d’épissage en 5’ et limitent la fixation 
de facteurs de promotion de l’inclusion (U1 snRNA) (Zhang et al., 2013).  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 
Figure 5 : Modèles de régulation de l’épissage de l’exon 7 des gènes SMN1 et SMN2. (A) Le 
gène SMN1 contient une séquence ESE (Exonic Splicing Enhancer) reconnue par les facteurs d’épissage 
SF2/ASF qui permettent le recrutement de protéines SR et hTRA2β et renforce le site accepteur d’épis-
sage (SA) de l’exon 7. Le gène SMN1 produit 100% de protéines SMN-FL. (B) La transition C6U de l’exon 
7 du gène SMN2 élimine la séquence ESE et affaiblit le SA. Cela se traduit par l’épissage préférentiel de 
l’exon7. (C) La modification C6U entraine la création d’un site ESS (Exon Splicing Silencer) qui permet 
la fixation du facteur de répression de l’épissage de l’exon 7, hnRNPA1. (D) La modification C6U du site 
d’épissage 3’de l’exon 7 provoque la formation d’un contexte inhibiteur dans le site d’épissage 5’ par 
la séquestration du site donneur d’épissage (SD). (E) La présence de séquences ISS (Intronic Splicing 
Silencer) dans l’intron 7 diminue le recrutement des protéines activatrices de l’épissage. Adapté de 
(Dominguez et al., 2017; Singh et al., 2011). 

 
Ainsi, chez les patients SMA, où le gène SMN1 n’est pas exprimé, seul le gène SMN2 

est alors en mesure de produire la protéine SMN-FL mais seulement à hauteur de 10-20% de 
la quantité normalement produite par SMN1 (Figure 6).  
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Figure 6 : Défaut de production de la protéine SMN chez les patients SMA. Chez les patients 
sains, la protéine SMNFL est produite à la fois par les gènes SMN1 et SMN2 alors que chez les patients 
SMA, seul le gène SMN2 produit de la protéine SMNFL mais en faible quantité. Modifiée de (Burghes 
and Beattie, 2009). 
 

4.4. Les gènes modificateurs de la SMA 
 

La seule atteinte du gène SMN1 ne peut cependant pas expliquer la grande 
hétérogénéité clinique de la SMA. L’existence d’autres acteurs moléculaires pouvant 
intervenir dans la modulation de cette sévérité a donc été envisagée. Outre la corrélation 
inverse entre la gravité de la maladie et le nombre de copies de SMN2, l’analyse génétique de 
cas familiaux atypiques a révélé la présence de modificateurs supplémentaires à l’intérieur et 
à l’extérieur de la région SMN2  (Bernal et al., 2010; Pera et al., 2017; Ruhno et al., 2019). Ces 
modificateurs incluent la Plastine-3 (PLS3) et la Neurocalcine delta (NCALD) comme pouvant 
influencer la gravité de la maladie (Opera et al., 2008 ; Riessland et al., 2017). 
  

4.4.1. Le gène modificateur SMN2 
 

La sévérité du phénotype SMA est principalement déterminée par le nombre de copies 
de SMN2, plus le nombre de copies est important, moins sévère est la maladie (Feldkötter et 
al., 2002; Verhaart et al., 2017). Le mécanisme de conversion génique de SMN1 par SMN2 
explique l’augmentation du nombre de copies du gène SMN2 chez certains patients (Figure 7) 
(Stabley et al., 2021; van der Steege et al., 1996). Cette augmentation du nombre de copies 
du gène SMN2 permet la production d’une plus grande quantité de transcrit SMN-FL et est 
donc associée à une atténuation du phénotype. Le gène SMN2 constitue le principal gène 
modificateur de la SMA. Bien que cette corrélation soit forte, elle n'est pas absolue. Ainsi, 73 % 
des patients SMA de type I portent deux copies de SMN2, 78 % des patients SMA de type II 
portent trois copies, 55 % des patients SMA type III portent trois ou quatre copies et 75 % des 
patients SMA de type IV ont quatre copies (Calucho et al., 2018; Feldkötter et al., 2002; Wirth 
et al., 2006). Il est très rare de trouver des patients ne possédant qu'une seule copie du gène 
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SMN2, associée au type 0. Néanmoins, 2 copies sont nécessaires au minimum pour que les 
patients survivent quelques mois (Vitali et al., 1999). Bien que le nombre de copies de SMN2 
module la sévérité de la maladie, il convient de garder à l'esprit que d’autres facteurs trans-
régulateurs influencent la quantité de SMN. Les variants au sein du gène SMN2 peuvent 
également influencer la gravité ; par exemple, le variant faux-sens c.859G>C (p.Gly287Arg) 
augmente les transcrits SMN2 de pleine longueur et influence ainsi positivement le phénotype 
SMA (Feldkötter et al., 2002; Prior et al., 2009). Par conséquent, le nombre de copies de SMN2 
seul est insuffisant pour faire une prédiction fiable de la sévérité de la SMA.  

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 7 : Influence du nombre de copies du gène SMN2 sur la sévérité clinique de la SMA. 
Le nombre de copie de SMN2 est augmenté par la conversion du gène SMN1. Adapté de (Wirth, 2021). 
 

4.4.2. Potentiel contribution de gènes voisins de SMN 
 

Le gène NAIP (Neuronal Apoptosis Inhibitory Protein) est à proximité du gène SMN sur 
le chromosome 5 (Roy et al., 1995). Une étude sur 2 lignées de neuroblastomes, in vitro, (NSC-
34 et Neuro2a) a montré que le produit de ce gène pouvait intervenir dans la protection des 
neurones de la mort induite par le calcium en interagissant avec l’hippocalcine et pouvait aussi 
inhiber directement les caspases 3 et 7 (Mercer et al., 2000). Le gène P44 est voisin du gène 
NAIP en position télomérique. Il code la protéine P44, appartenant à la sous-unité du 
complexe TFIIH, impliqué dans la régulation de la transcription, le contrôle du cycle cellulaire 
et la réparation de l’ADN (Bürglen et al., 1997; Matsuno et al., 2007). Il est à noter que les 
mutations de NAIP et P44 sont surtout observés chez des patients SMA de type I, dans 50% 
des cas. Cela suggère que les délétions de NAIP et de P44 seules ne sont pas impliquées dans 
la survenue de la SMA, mais pourraient être des modificateurs de la SMA, même si aucune 
donnée n'a démontré de corrélation directe (Bürglen et al., 1997; Burlet et al., 1996; Hassan 
et al., 2020; He et al., 2013; Theodorou et al., 2015). 
 

4.4.3. Modificateurs génétiques en dehors du locus SMN2  
 

• Plastine-3 (PLS3) 
La plastine-3 (PLS3) correspond au premier modulateur indépendant de SMN à avoir 

été identifié (Heesen et al., 2016; Oprea et al., 2008). En effet, l’équipe de B. Wirth a étudié 6 
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familles dans lesquelles des femmes porteuses de la délétion homozygote du gène SMN1 
étaient asymptomatiques. Elles possédaient pourtant le même nombre de copie du gène 
SMN2 (3 ou 4 copies) que leurs frères ou sœurs atteints suggérant la présence de 
modificateurs de la sévérité de la maladie indépendants de SMN2. Des analyses 
transcriptomiques réalisées sur l’ARN total de cellules lymphoblastoïdes issues de ces familles, 
ont permis de mettre en évidence une surexpression du gène PLS3 chez les femmes 
asymptomatiques en comparaison avec leurs apparentés malades.  

Le gène PSL3 est localisé sur le chromosome X et code la plastine 3, une protéine se 
liant à l’actine impliquée dans la dynamique du cytosquelette et dépendante du calcium 
(Glenney et al., 1981). Elle joue un rôle important dans l’axonogenèse (Dent and Gertler, 2003; 
Oprea et al., 2008). Une analyse plus approfondie d'échantillons de sang provenant d'une plus 
large population patients SMA et de témoins sains a confirmé cette association (Yanyan et al., 
2014). Au sein d’un même groupe de patient SMA de type III ayant le même nombre de copies 
du gène SMN2, à savoir 3 copies, les patients ayant acquis la marche présentent des taux de 
PLS3 supérieurs à ceux ne pouvant marcher (Yanyan et al., 2014). De plus, il a été démontré 
que seules les femmes post-pubères présentaient cette corrélation inverse entre la PLS3 
circulante et la sévérité de la maladie, suggérant que le rôle modificateur de PLS3 dépend de 
l’âge et du sexe. Cette corrélation inverse a également pu être confirmé dans des modèles 
humains in vitro SMA (Boza-Morán et al., 2015; Heesen et al., 2016; Janzen et al., 2018). De 
plus, il a été montré que la surexpression de PSL3 dans des modèles animaux de SMA (souris, 
zebrafish et drosophile) permettait de normaliser le défaut de croissance des axones associé 
à la dégénérescence des motoneurones dans la SMA (Ackermann et al., 2013; Alrafiah et al., 
2018; Hosseinibarkooie et al., 2016; Kaifer et al., 2017; Oprea et al., 2008).  

Toutefois ces données restent controversées. Une étude a montré que la 
surexpression de la protéine PLS3 dès le stade oocytes de souris SMA n’induisait pas 
d’amélioration du phénotype (McGovern et al., 2015). Bowerman et al., (2009) n'ont pas non 
plus observé d'amélioration phénotypique associée à des niveaux élevés de PLS3 suite au 
knock-out de la Proflin-2 dans leur modèle de souris SMA sévère (Bowerman et al., 2009). Fait 
intéressant, Kaifer et al. (2017) ont observé des avantages après surexpression de la PLS3 par 
l’AAV9 dans des modèles de souris SMA légères, mais pas chez des souris SMA sévères (Kaifer 
et al., 2017). Ainsi, le débat concernant le potentiel rôle de PLS3 en tant que modificateur 
protecteur de la SMA reste ouvert, et des études supplémentaires sont nécessaires pour 
comprendre par quel(s) mécanisme(s), la surexpression de PLS3 pourrait diminuer les 
symptômes associés à la SMA. 

 
• Neurocalcine delta (NCALD) 
Certains ont proposé que la sous-expression du gène de la neurocalcine delta (NCALD) 

soit un modificateur protecteur du phénotype SMA (Riessland et al., 2017). NCALD fonctionne 
comme un capteur de calcium neuronal qui régule négativement l'endocytose. Le knock-down 
hétérozygote de NCALD améliore l'endocytose dans les fibroblastes dérivés de patients SMA. 
Cette diminution d’expression améliore également l'allongement des axones, la maturation 
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neuromusculaire et la fonction motrice chez différents modèles murins sévères, 
intermédiaires et légers SMA (Riessland et al., 2017). Une double approche a été évaluée pour 
traiter la SMA en combinant des ASO augmentant le niveau de SMN et d’autres réduisant le 
niveau de NCALD dans un modèle des souris SMA sévère (Torres-Benito et al., 2019). Cette 
étude montre que la combinatoire présente une meilleure efficacité que l'utilisation de l’ASO-
SMN seul. Cependant, une autre étude n'a observé aucune association entre NCALD et le 
phénotype SMA à moins que plusieurs mutations de NCALD ne coïncident pour 
éventuellement créer un site d'épissage cryptique (Ruhno et al., 2019). 
 

5. Structure et fonction de la protéine SMN 
 

5.1. Structure de la protéine SMN 
 

Depuis son identification en 1995, de nombreuses études se sont intéressées à 
disséquer quelles pouvaient être les fonctions cellulaires jouées par la protéine SMN et en 
quoi une diminution de son expression peut aboutir à des altérations spécifiques du système 
neuromusculaire.  

Ces études ont permis d’établir que la protéine SMNFL est une protéine 
multifonctionnelle, impliquée dans de nombreuses fonctions cellulaires au niveau 
cytoplasmique et nucléaire (Figure 8A). Son activité repose sur sa capacité d’auto-assemblage 
via le domaine codé notamment par l’exon 6, alors que l’inclusion de l’exon 7 permet de 
stabiliser la protéine (Lorson and Androphy, 2000). Des études structurelles sur divers 
composants du complexe SMN, y compris des fragments de SMN lui-même, ont grandement 
contribué à notre compréhension sur les différents domaines composants la protéine ainsi 
que leurs fonctions. Pourtant, la structure de la protéine SMN n’a toujours pas été élucidée. 
En 2015, une étude rapporte la structure 3D, par cristallographie, de la protéine SMN 
complète mais cette étude a dû être retirée du fait d’erreurs d’interprétation (Weiss et al., 
2016). Plusieurs travaux ont néanmoins permis de décrire les différents domaines composant 
cette protéine de 294 acides aminés (Singh et al., 2017) : 

Le domaine TUDOR, nommé ainsi par son homologie de séquence avec la protéine 
TUDOR de la drosophile, correspond à une partie hydrophobe capable d’interagir avec 
d’autres protéines possédant des domaines riches en arginine et en glycine telles que les 
protéines Sm, intervenant dans l’assemblage du spliceosome (Friesen and Dreyfuss, 2000; 
Sabra et al., 2013; Selenko et al., 2001; Tripsianes et al., 2011). Ce domaine est également 
décrit comme impliqué dans d’autres fonctions, telles que la localisation nucléaire de SMN par 
interaction avec la protéine Coiline (Renvoisé et al., 2006; Tapia et al., 2014), ou encore le 
processus de transcription. En effet, un défaut dans le domaine TUDOR, causé par des 
mutations observées dans la SMA, a pour conséquence la perturbation de l’action de l’ARN 
polymérase II qui intervient dans la transcription d’autres facteurs (Zhao et al., 2016). 

Le domaine riche en proline est quant à lui situé dans la partie C-terminale. Il intervient 
d’une part dans la localisation de SMN, lui confère des propriétés d’auto-assemblage et 
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permet également l’interaction avec la Profiline, protéine impliquée dans la dynamique de 
l’actine. Bien que la protéine SMN se lie aux deux isoformes de la Profiline, l’interaction avec 
la Profiline-2 est privilégiée dans le SNC (Giesemann et al., 1999). Il a également été montré 
que la protéine SMN interagissait avec la voie Rho-Kinase par l’intermédiaire de la Profiline-
2a. Ainsi, la perte de SMN in vitro aboutit à l'hyper-phosphorylation de la Profiline-2a ce qui 
pourrait réprimer la croissance des neurites dans les cellules neuronales (Nölle et al., 2011). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 8 : Description schématique des domaines de la protéine SMN et impact de la muta-
tion sur la capacité d’oligomérisation, la fonction de SMN dans l’assemblage des snRNP et 
l’épissage. (A) Représentation schématique de la protéine SMN. (B) La protéine SMN est capable de 
s’oligomériser sous forme d’un octamère, nécessaire pour l’activité d’assemblage des snRNP. La pro-
téine SMNΔ7 ne peut pas s’oligomériser mais peut complémenter une faible quantité de SMNFL et ainsi 
permettre l’assemblage des snRNP avec une activité moindre. (C) La protéine SMN fonctionnelle est 
détectée au niveau de structures nucléaires appelées gems, mais est absente dans les échantillons de 
patients SMA de type I (b-d). Adapté de (Ebert et al., 2009; Singh et al., 2017).  
 

Des expériences d’interactions in vitro ont montré que la protéine SMN-FL est capable 
de s’oligomériser alors que la forme SMNΔ7 en est incapable (Lorson et al., 1998). Cependant, 
en complément d’une quantité minimale de SMNFL, il a été montré que la forme tronquée 
pouvait participer au phénomène d’oligomérisation, démontrant que l’exon 7 était nécessaire 
à cet auto-assemblage (Figure 8B) (Burghes and Beattie, 2009).  

Une fois oligomérisée, SMN est capable d’interagir avec plusieurs complexes 
moléculaires qui lui confèrent une action plus ou moins directe dans de nombreux processus 
essentiels à la physiologie cellulaire. En effet, la protéine SMN s’associe avec plusieurs autres 
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protéines pour former un complexe multi-protéique. Ce complexe est formé par les protéines 
Gemins 2-8 et Unrip. Les protéines Gemins sont nommées ainsi de par leur localisation dans 
les gems (leur numéro correspond à l’ordre chronologique de leur découverte) (Tableau 3) 
(Lorson et al., 1998; Otter et al., 2007). Ainsi, la protéine SMN va jouer un rôle dans les 
processus d’épissage et de traduction de certains gènes, dans le transport et la croissance 
axonale ou encore dans le maintien et la maturation des jonctions neuromusculaires (NMJ) 
(Burghes and Beattie, 2009; Eggert et al., 2006; Gabanella et al., 2005; Liu et al., 1997; 
Martínez-Hernández et al., 2014). 

 
Protéine Poids moléculaire (kDa) Localisation Références 

SMN 38 Cytoplasme, noyau, gems (Lefebvre et al., 1995) 
Gemin2 31,5 Cytoplasme, noyau, gems (Liu et al., 1997; Zhang et al., 2011) 

Gemin3 103 Cytoplasme, noyau, gems 
(Charroux et al., 1999) 
(Campbell et al., 2000) 

Gemin4 97 Cytoplasme, noyau, gems, nucléoles (Charroux et al., 2000) 

Gemin5 168,5 Cytoplasme, noyau, gems 
(Meister et al., 2001) 
(Gubitz et al., 2002) 

Gemin6 15 Cytoplasme, noyau, gems (Pellizzoni et al., 2002) 
Gemin7 14,5 Cytoplasme, noyau, gems (Baccon et al., 2002) 
Gemin8 28,6 Cytoplasme, noyau, gems (Carissimi et al., 2006) 
Unrip 64 Cytoplasme (Carissimi et al., 2005) 

Tableau 3 : Les composants du complexe SMN. Adapté de (Li et al., 2014). 
 

5.2. Expression de la protéine SMN en fonction du temps  
 

Des études réalisées chez l'homme et la souris ont révélé que la protéine SMN est 
fortement exprimée aux premiers stades du développement embryonnaire et fœtal. Puis son 
expression diminue progressivement au cours du développement pour atteindre un niveau 
d’expression basal au stade adulte (Bergin et al., 1997; Burlet et al., 1998; Jablonka and 
Sendtner, 2017). Récemment, une étude menée sur des tissus de moelle épinière post-
mortem a mis en évidence que les différences d'expression majeures de la protéine SMN entre 
les patients sains et SMA sont principalement retrouvées au 2ème et 3ème trimestre de 
gestation, et diminuent significativement 3 mois après la naissance (Ramos et al., 2019). Son 
niveau protéique diminue au cours des premières semaines postnatales pour être exprimée 
de façon ubiquitaire chez l’adulte mais avec des niveaux d’expression variable en fonction des 
tissus. Elle est ainsi retrouvée très exprimée dans le cerveau, le foie, le rein et la moelle 
épinière, plus modérément dans les muscles squelettiques et cardiaques et faiblement dans 
les fibroblastes et les lymphocytes (Burlet et al., 1998; Coovert et al., 1997; Lefebvre et al., 
1997; Young et al., 2000). Des changements de localisation et de phosphorylation modulent 
également l’activité de cette protéine indépendamment de son niveau d’expression 
(Fidziańska and Rafalowska, 2002; Gabanella et al., 2005; Giavazzi et al., 2006; Renvoisé et al., 
2012).  
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Dans l’ensemble, ces études mettent en lumière l’importance de la temporalité de 
SMN au cours du développement et ont permis de révéler les périodes critiques au cours 
desquelles l’expression de SMN doit être restaurer afin d'empêcher l'établissement de défauts 
irréversibles. 
 

5.3. Localisation cellulaire de la protéine SMN 
 

La protéine SMN est principalement localisée au niveau nucléaire, dans lequel elle se 
retrouve concentrée dans des structures de taille comprise entre 0,1 et 1 µm de diamètre, 
appelé « gems » (Gemini of coiled bodies). Mais SMN est également présente dans le 
cytoplasme où sa localisation est diffuse et à plus faible niveau (Lefebvre et al., 1997; Liu and 
Dreyfuss, 1996; Renvoisé et al., 2006). Dans le noyau de la plupart des tissus adultes, les gems 
sont retrouvés co-localisés avec les Corps de Cajal (ou Cajal Bodies), structures impliquées 
dans l’assemblage et la maturation de particules ribonucléoprotéiques (Han et al., 2016; Tapia 
et al., 2012) (Figure 9). Cette co-localisation n’est pas présente dans les tissus fœtaux 
(Carvalho et al., 1999; Young et al., 2000).  

Le nombre de gems contenus dans les noyaux de fibroblastes issus de patients SMA 
révèle que celui-ci est inversement corrélé à la sévérité clinique (tous types confondus). La 
baisse d'expression de SMN conduit à la fois à une diminution du nombre de gems par noyau 
ainsi qu'à une diminution du nombre de cellules possédant des gems (Coovert et al., 1997). 

 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
Figure 9 : Localisation cellulaire de la protéine SMN. Les gems et les corps de cajal sont indiqués 
par les flèches. Adapté de (Gubitz et al., 2004). 

5.4. Fonctions de la protéine SMN 
 

Depuis que la protéine SMN a été identifiée comme la cause directe de SMA, des 
efforts importants ont été déployés pour révéler les fonctions de cette protéine exprimée de 
manière ubiquitaire au niveau cytoplasmique et nucléaire des cellules. Ces travaux ont 
démontré que SMN joue un rôle important dans plusieurs voies fondamentales dans 
l’homéostasie cellulaire, en commençant par son rôle bien caractérisé dans l'assemblage du 
spliceosome et la biogenèse des ribonucléoprotéines. Des études plus récentes ont montré 
que SMN est également impliquée dans d'autres processus d'entretien cellulaire, y compris le 



 

 41 

trafic d'ARNm et la traduction, la dynamique du cytosquelette et d'endocytose et enfin les 
processus de mort cellulaire autophagique et apoptotique (Figure 10). 

 
 

 
 
 
 
 
 
Figure 10 : Fonctions cellulaires générales de la protéine SMN dans les motoneurones (Ojala 
et al., 2021). 
 

• L’assemblage des ribonucléoprotéines 
L’une des fonctions principales de la protéine SMN, liée à sa localisation dans les corps 

de Cajal, est son rôle dans l’assemblage des small nuclear ribonucleoproteins (snRNPs) du 
spliceosome (Bizarro et al., 2015; Fischer et al., 1997; Gupta et al., 2015; Liu et al., 1997; 
Massenet et al., 2002; Pellizzoni et al., 2002) (Figure 11).  

En effet, le complexe SMN constitue une plateforme d’assemblage cytoplasmique qui 
facilite la fixation des snRNA (small nuclear RNA) riches en Uridine aux protéines Sm (Eggert 
et al., 2006; Zhang et al., 2011). SMN recrute les protéines Sm riches en arginine et glycine 
(domaines RG et RGG) grâce à son domaine TUDOR. En parallèle, les UsnRNA (Uridine-rich 
snRNA) produits dans le noyau sont exportés vers le cytoplasme pour se lier au complexe au 
niveau de la protéine Gemin5. Il a été démontré le rôle crucial de Gemin2 dans la structure du 
complexe SMN et l’assemblage à proprement parler du snRNA sur les protéines Sm (Zhang et 
al., 2011), ainsi que le rôle de PP1γ dans la stabilisation de ce complexe (Renvoisé et al., 2012). 
Une fois constitué, ce complexe SMN-UsnRNP est entièrement exporté vers le noyau, au 
niveau des gems et corps de Cajal où certains snRNP sont essentiels à la reconnaissance de 
sites d’épissage et à l’élimination des introns. Ce phénomène serait initié par l’interaction de 
la protéine SMN avec la protéine Coiline (Tapia et al., 2014), et par la phosphorylation de 
certaines sérine (notamment 28 et 31) de SMN (Husedzinovic et al., 2014). A la fin de la 
réaction, la protéine SMN participerait au recyclage des UsnRNP et modulerait ainsi la 
dynamique de ces facteurs dans le spliceosome (Figure 12). De ce fait, la protéine SMN 
n'intervient pas directement dans le processus d'épissage des pré-ARNm, même si elle y joue 
un rôle majeur dans son bon fonctionnement. 
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Figure 11 : Implication de SMN dans l’assemblage des snRNP et dans l’épissage alternatif. 
(a) Dans le cytoplasme, 7 protéines Sm se lient à la PlCln (chloride conductance regulatory protein) 
puis sont assemblées et méthylées par les complexes PRMT (protein arginine methyltrasferase) 5 et 7, 
avant d’être libérées. (b) Le complexe SMN formé dans le cytoplasme, contient un nombre indéterminé 
d’oligomères de la protéine SMN qui recrute les protéines Sm assemblées. (c) Les snRNA sont transcrits 
dans le noyau et se lient aux protéines de transport PHAX (phosphorylated adaptor for RNA export), 
CBC (Cap-binding complex), Xpo1 (exportine) et RAN (Ras related Nuclear protein GTP) qui permettent 
l’export cytoplasmique. (d) Dans le cytoplasme, les snRNAs interagissent avec le complexe SMN via 
gemin-5, permettent ainsi l’assemblage de protéines Sm. La TGS1 (TrimethylGuanosine Sythétase 1), 
permet une tri-méthylation des snRNA et la liaison de l’importine et de la snurportine pour être 
transporté vers le noyau et plus particulièrement vers les corps de Cajal, lieux de l’épissage alternatif. 
Adapté de (Massenet et al., 2002). 
 

• Rôle de SMN dans la transcription et traduction  
D’autre part, SMN joue un rôle dans le métabolisme et la biogénèse des snoRNP (Small 

Nucleolar RNP), impliqués dans la méthylation et la pseudo-uridinilation des ARN ribosomaux, 
des ARN de transfert ou des snRNP qui sont essentiels à la régulation de l’expression génique 
(Eggert et al., 2006; Gubitz et al., 2004; Liu et al., 1997; Meister et al., 2001; Ogawa et al., 
2009; Pellizzoni, 2007). Elle est également associée à un complexe de traduction protéique en 
interaction avec l’hélicase RHA (RNA Helicase A) et l’ARN polymérase II (Pellizzoni et al., 2001) 
(Figure 12). Il a ainsi été montré que SMN régule au niveau traductionnel l’expression de 
l’arginine méthyltransférase CARM1 (co-activator-associated arginine méthyltransferase 1) et 
une augmentation anormale de la protéine CARM1 a été observée dans des échantillons de 
moelle épinière de souris SMA et dans des fibroblastes issus de patients SMA de type I 
(Sanchez et al., 2016, 2013). Cette régulation est dépendante du recrutement de cofacteurs 
via son domaine Tudor au niveau des ribosomes.  

De plus en plus de preuves indiquent que la protéine SMN est un déterminant clé de 
la voie de traduction. Parallèlement à son son rôle dans le traitement et le tri de l'ARN, 
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plusieurs travaux soutiennent une implication critique du SMN dans la biogenèse des 
ribosomes  (Gabanella et al., 2016; Lauria et al., 2020; Ottesen et al., 2018). Il a été démontré 
que la protéine SMN se lie aux protéines ribosomiques (RP) ainsi qu'à leurs transcrits codants, 
garantissant un niveau approprié de RP synthétisées localement. Ces études ont permis de 
constater que SMN peut réguler non seulement les composants structurels de la machinerie 
traductionnelle, mais aussi les facteurs de régulation en amont (Gabanella et al., 2021). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 12 : Principaux complexes moléculaires dans lesquels SMN est impliquée. La protéine 
SMN participe à la formation d’un complexe cytoplasmique qui facilite l’assemblage des snRNP dans 
le cytoplasme avant de les réimporter dans le noyau vers le splicéosome. Elle participerait au recyclage 
des UsnRNA en fin de réaction d’épissage. Elle interagit avec l’ARN hélicase A (RHA) et stimule la 
transcription par l’ARN polymérase II. SMN interagit avec l’ARNm de l’actine β qui est transporté de 
manière active dans les axones des MN. Adapté de (Singh et al., 2017). 
 

• Transport axonal  
De la même manière, certains éléments permettent de considérer que la protéine SMN 

est impliquée dans l’assemblage d’autres RNP, lui valant le qualificatif de « Master RNP 
assembler ». Ainsi, il a été démontré qu’elle était importante pour l’assemblage de certaines 
protéines LSm (Sm Like proteins) sur les snRNA avec cette fois-ci une localisation 
essentiellement cytoplasmique (Burghes and Beattie, 2009). Ces complexes ont été détectés 
dans les dendrites et axones de certains neurones et seraient associés à des phénomènes de 
stabilité, de dégradation et de transport des ARNm (di Penta et al., 2009).  

Il a également été démontré que la protéine SMN interagissait avec les Gemin 2 et 3 
dans des granules présentes le long des neurites et au niveau des cônes de croissance (Donlin-
Asp et al., 2017; Zhang et al., 2006). Grâce à son domaine riche en proline, SMN interagit avec 
la profiline 2a qui est impliquée dans la régulation de la dynamique de l’actine et la 
neurogenèse (Bowerman et al., 2017; Giesemann et al., 1999; Nölle et al., 2011; Rademacher, 
2017; Sharma et al., 2005). Cette interaction maintiendrait la dynamique de l’actine 
permettant la croissance correcte des cônes de croissance des MN. 
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Plusieurs études, basées sur différents modèles in vitro SMA, en sont arrivées à la 
même conclusion : la protéine SMN participe via son domaine Tudor au transport le long des 
axones de plusieurs « RNA binding protein » (RBPs) comme les protéines KSRP, hnRNPs, HuD 
et IMP1 (Dombert et al., 2014; Fallini et al., 2014, 2011; Ottesen et al., 2018; Tadesse et al., 
2008). Il a été démontré que ces RBPs influençeraient la localisation et la traduction des ARNm 
Gap43, β-actine, Anxa2 ou encore neuritin/cpg15 (Fallini et al., 2016; Hao et al., 2017; Ottesen 
et al., 2018; Rihan et al., 2017). Ces complexes se forment par l’association directe entre SMN 
et les hnRNP (Heterogeneous nuclear RNP) Q et R et permettent la localisation des ARNm dans 
les axones pour être traduits localement et ainsi participer à la dynamique de polymérisation 
de l’actine dans les cônes de croissance (Figure 12). Une autre équipe a identifié l’interaction 
de SMN avec la protéine vésiculaire α-COP suggérant que la protéine SMN pourrait intervenir 
dans la régulation du transport vésiculaire axonal (Li et al., 2015; Peter et al., 2011). Prises 
ensemble, ces données suggèrent collectivement que la protéine SMN joue un rôle important 
dans le transport axonal des ARNm. 
 

• Autres mécanismes d’action  
Différentes études suggèrent que SMN pourrait également intervenir dans un nombre 

croissant de domaines de l’homéostasie cellulaire, tels que l'endocytose (Figure 13), les 
processus de renouvellement des protéines de l'autophagie et de la voie ubiquitine-
protéasome et la régulation de l'activité mitochondriale. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 13 : Aperçu schématique des altérations de la dynamique du cytosquelette et de 
l'endocytose observées suite à un déficit en SMN. Le schéma met en évidence ces changements 
au niveau du motoneurone et de la jonction neuromusculaire. Tous les changements associés à la perte 
de SMN sont représentés en bleu foncé (Chaytow et al., 2018).  
 

- Voie de l’ubiquitine : 
Grâce à des analyses protéomiques, il a été découvert que le SMN interagit avec 

plusieurs composants de la voie de l'ubiquitine, y compris UBA1 et plusieurs ligases E3 (Fuller 
et al., 2016; Gray et al., 2018). Dans une autre forme de SMA, la SMA lié à l’X, les patients 
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présentent des symptômes et une espérance de vie comparables aux patients atteint de SMA 
de type I. Cette forme a été reliée à un hot-spot de mutations situé dans le gène UBA1 
(ubiquitin-like-modifier activating enzyme 1 gene) (Ramser et al., 2008). UBA1 intervient dans 
les premières étapes de la voie de l’ubiquitination conduisant à la mise en place de la 
dégradation des protéines par le protéasome. De façon intéressante, il a été montré que des 
fibroblastes de patients SMA de type I présentaient un taux supérieur de l’enzyme UCHL1 
(Ubiquitin Carboxyl-terminal Hydrolase L1) par rapport à des fibroblastes sains (Hsu et al., 
2010). Cette enzyme étant directement liée, tout comme UBA1, à la voie d’ubiquitination, il a 
été suggéré que cette voie de signalisation pouvait intervenir dans la SMA. Des travaux 
supplémentaires ont permis d’observer une diminution d’expression d’UBA1 dans des 
modèles sévères de souris et drosophile SMA, ainsi que dans des biopsies musculaires et des 
motoneurones dérivés de cellules souches pluripotentes issus de patients SMA (Liu and 
Pfleger, 2013; Powis et al., 2016; Wishart et al., 2014). De plus, la restauration de UBA1 dans 
ces différents modèles SMA réduit les phénotypes neuromusculaires suggérant le potentiel 
thérapeutique de cette protéine dans la SMA.  
 

- L’endocytose : 
SMN interviendrait également dans la régulation des processus d’endocytose par sa 

liaison avec la calvéoline, une protéine impliquée dans les processus d’endocytose (Doherty 
and McMahon, 2009; Pelkmans and Helenius, 2002). Chez C. Elegans, la suppression du gène 
Smn conduit à la perte du recyclage des vésicules au niveau de la membrane synaptique, 
suggérant un arrêt de la maturation des vésicules endocytaires (Dimitriadi et al., 2016). De 
même, dans un modèle murin sévère de SMA, l’endocytose est perturbée après stimulation 
musculaire (Hosseinibarkooie et al., 2016). 

 
- L’autophagie : 

L'autophagie est un mécanisme finement équilibré : une diminution de l'expression 
des gènes liés à l'autophagie peut conduire à l'accumulation de protéines indésirables tandis 
que l'autophagie trop active entraîne une augmentation du nombre d'autophagosomes, 
pouvant conduire à la mort cellulaire. Ces deux mécanismes ont été décrits dans divers 
modèles d'épuisement de SMN, indiquant un rôle de SMN dans la régulation de l'autophagie. 
En mesurant l'expression de LC3-II, un marqueur des autophagosomes, il a été montré que le 
nombre d'autophagosomes est augmenté dans les motoneurones primaires après le knock-
down de SMN (Garcera et al., 2013). Ce phénotype a aussi été observé in vivo dans la moelle 
épinière d’un modèle murin SMA sévère (Periyakaruppiah et al., 2016; Piras et al., 2017).  
 

- Processus apoptotique : 
Un ensemble de données montrent que le déficit en SMN induit la mort des cellules 

par apoptose. En effet, de nombreux régulateurs de survie cellulaire ont été retrouvés 
dérégulés (Figure 14), tels que Bcl-2 (Anderton et al., 2012; Iwahashi et al., 1997; Soler-Botija 
et al., 2002; Tseng et al., 2016), P53 (Anderton et al., 2013; Simon et al., 2017; Van Alstyne et 
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al., 2018; Young et al., 2002), ou encore ZPR1 (Ahmad et al., 2012; Gangwani et al., 2001; Jiang 
et al., 2019).  
 

 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
Figure 14 : modèle de voies de signalisation dans lesquels SMN est impliquée dans la 
régulation de l'apoptose. Adapté de (Anderton et al., 2013).  
 

L’identification des nombreuses fonctions associées à la protéine SMN a été possible 
en particulier grâce au développement de modèles animaux de la SMA. Néanmoins, pour un 
certain nombre de ces processus, nous ne connaissons pas aujourd’hui les mécanismes exacts 
par lesquels la diminution de la protéine SMN aboutit à la perturbation et dégénérescence du 
système neuromusculaire.  
 

6. Modèles d’étude de la SMA  
 

Le développement et la caractérisation de modèles animaux SMA ont conduit à de 
grands progrès à la fois dans la compréhension des processus physiopathologiques mais 
également dans l’identification et la validation de thérapeutiques. Comme nous allons le voir, 
ces modèles présentent toutefois certaines limites, d’où la nécessité de développer des 
modèles plus ciblés afin d’avancer dans la compréhension des mécanismes moléculaires et 
cellulaires associés à la SMA.  

 
6.1. Modèles animaux de la SMA  

 
Le gène SMN2 étant présent uniquement chez l’homme, le développement de 

modèles animaux a été particulièrement compliqué. En effet, dans tous les modèles animaux 
utilisés, la perte homozygote du gène Smn conduit à une mort embryonnaire (Chan et al., 
2003; Schrank et al., 1997). Les modèles les plus pertinents requièrent donc soit une 
inactivation conditionnelle (du taux d’expression et/ou dans le temps) du gène Smn endogène, 
soit en compensant partiellement l’inactivation du gène Smn par apport transgénique du gène 
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SMN2 humain (Tableau 4). De plus, suivant l'espèce utilisée, l'homologie de la protéine SMN 
avec la séquence humaine est plus ou moins élevée, ce qui pourrait potentiellement induire 
des différences dans les fonctions de la protéine entre les espèces (Figure 15). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figure 15 : Homologie de séquence de la protéine SMN. A) Arbre phylogénétique représentant 
l’homologie des séquences de la protéine SMN en fonction de différentes espèces. B) Alignement de 
séquence des gènes SMN de différents organismes. Les bases identiques sont entourées. Adapté de 
(Bertrandy et al., 1999; Edens et al., 2015). 
 

6.1.1 Modèles murins de la SMA 
 

Reproduire l'hétérogénéité de la SMA à travers les modèles murins s'est avérée 
difficile. En effet, le nombre de copies de SMN2 humain dans un modèle murin n'entraîne pas 
une gravité similaire à celle des patients. Par exemple, un patient SMA avec quatre copies du 
gène SMN2 présentent des déficits moteurs importants (certains patients SMA de type III) 
alors que très peu de défauts sont observés dans le modèle murin équivalent (Tsai et al., 
2006). Fait intéressant, il semble que le seuil auquel la déplétion en Smn provoque un 
phénotype SMA chez la souris est très étroit, avec un phénomène proche du « tout ou rien », 
où les souris sont soit très affectées, soit ne présentent presque aucun phénotype. Les 
modèles précliniques les plus utilisés pour la SMA, tels que le modèle murin sévère (Smn−/− ; 
SMN2), le modèle « Delta 7 » (Smn−/− ; SMN2 ; SMN∆7/∆7) et le modèle « taïwanais » (avec deux 
copies de SMN2), correspondent à des modèles murins sévères avec une durée de vie 
inférieure à 14 jours (Hsieh-Li et al., 2000; Le et al., 2005; Monani et al., 2000). La modèle 
Smn2B/− est plus modéré avec une durée de vie des animaux de 25 jours en moyenne 
(Bowerman et al., 2012; Eshraghi et al., 2016). Ce modèle est basé sur une substitution de 3 
paires de bases dans la région de l’ESE de l'exon 7 de Smn (Bowerman et al., 2012; DiDonato 
et al., 2001; Hammond et al., 2010). Bien que des modèles de SMA moins sévère aient été 
générés (Tableau 4) (Bogdanik et al., 2015; Cobb et al., 2013; Gladman et al., 2010; Monani et 
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al., 2003; Osborne et al., 2012; Workman et al., 2009), leur utilisation a été limitée, car 
beaucoup n'ont montré que peu de caractéristiques de la SMA.  

Néanmoins, un nouveau modèle de souris SMA modéré (Smn2B/− ; SMN2+/−) a 
récemment été généré, en croisant des souris Smn−/− ; SMN2 et Smn2B/2B (Deguise et al., 2020).  
Bien que ces souris ne présentent pas de défaut de survie, leur poids est néanmoins réduit, 
avec une faiblesse motrice, un déficit de transmission électrophysiologique, des défauts NMJ 
et une atrophie musculaire. Des déficits électrophysiologiques démontrent le potentiel rôle 
du muscle dans la SMA. L'utilisation de ce modèle pourrait permettre de comprendre les 
changements moléculaires pathogènes les plus sensibles dans les motoneurones et les 
muscles et d'étudier les effets de l'épuisement du SMN au cours du vieillissement. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Tableau 4 : Modèles murins de la SMA. Adapté de (Deguise et al., 2020).  
 

• Modèles murins conditionnels de SMA  
Enfin, plusieurs modèles ont été créés pour permettre d’étudier la fonction de Smn 

dans le développement et le maintien de certains tissus spécifiques. L’obtention de ces 
modèles a été rendue possible par l’ajout de séquences de recombinaison F7 autour de l’exon 
7 du gène Smn (Frugier et al., 2000). Ces animaux peuvent ensuite être croisés avec d’autres 
modèles murins exprimant une enzyme de recombinaison Cre régulée par un promoteur 
tissus spécifique et éventuellement inductible par l’administration de tamoxifène. Les 
phénotypes des différents modèles obtenus seront décrits dans la partie concernant les 
phénotypes tissulaires observés dans la SMA. L’utilisation de ces modèles inductibles a permis 
de montrer que l’expression de Smn durant une fenêtre précise du développement (de E13 à 
28 jours postnataux) permet d’allonger considérablement la durée de vie des souris Smn-/- ; 
SMN2+/+ ; SMNΔ7+/+ autour de 130 jours (Le et al., 2005). 

La stratégie de recombinaison Cre-LoxP a en particulier permis d’étudier l’effet de la 
délétion de l’exon 7 de Smn spécifiquement dans le système nerveux et musculaire. 
L’utilisation du promoteur HSA permet la délétion de l’exon7 de Smn spécifiquement dans les 

Sévérité du modèle, type 
de SMA Génotype Survie moyenne Ref.

N/A Smn-/- Létal durant 
l’embryogénèse Schrank et al., 1997 

Très sévère (SMA-0)
Smn-/-; SMN2 (89Ahmb)+/+ 5 jours Monani et al., 2000

Smn−/− ; SMN1VDQNQKE ; SMN2tg/tg 6,5 jours Workman et al., 2009 

Sévère (SMA I)

Smn-/-; SMN2 (2Hung)+/+ 10 jours Hsieh-Li et al., 2000 

Smn-/-; SMN2+/+ ; SMN1 (A111G)+/- 8,2 jours Workman et al., 2009 

Smn1-/- ; SMN2tg/tg ; SMN∆7tg/tg 13 jours Le et al., 2005

Smn +/- ; SMN2(N11)+/- ; SMN2(N46)+/- 15 jours Michaud et al., 2010 

Sévère (SMA I-II) Smn2B/- 28 jours Bowerman et al., 2012

Modéré (SMA II-III)

Smn−/−;SMN2tg/tg;SMN1A2G 227 jours Monani et al., 2003 

Smn1tm5(Smn1/SMN2)Mrph

Adult

Osborne et al., 2012

Smn+/– ; Gemin2+/– Jablonka et al., 2002

Smn2B/−;SMN2+/− Deguise et al., 2020
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cellules mésodermiques (dont les muscles squelettiques) et entraine l’apparition d’un 
phénotype sévère de dystrophie musculaire, menant à une paralysie musculaire en 3 
semaines (Cifuentes-Diaz et al., 2001). Cependant, lorsque le niveau de SMN-FL reste préservé 
dans les cellules satellites des phénomènes de régénération musculaires permettent de limiter 
la sévérité des phénotypes myogéniques et moteurs. Bien que ces animaux développent 
également une dystrophie musculaire, leur durée de vie est considérablement allongée 
(Nicole et al., 2003). Le promoteur NSE (Neuron Specific Enolase) a été utilisé pour induire la 
délétion de SmnF7 dans les neurones de manière aspécifique et a révélé la mise en place d’un 
phénotype SMA de sévérité moyenne. Les résultats démontrent des signes précoces de 
déficits moteurs et une atrophie musculaire caractéristique d’une dénervation (Ferri et al., 
2004; Frugier et al., 2000). 

Récemment, une nouvelle stratégie a été développée afin de dépléter spécifiquement 
SMN dans les muscles à l'aide d'une recombinase Cre modifiée, la MyoD-iCre (Kim et al., 2020). 
Ce modèle de souris a permis de démontrer que plus le niveau de protéine Smn dans le muscle 
est faible et plus les déficits moteurs, les défauts de NMJ et de régénération musculaire sont 
importants et apparaissent rapidement. Ces découvertes récentes ont mis en évidence le rôle 
fondamental de la protéine SMN dans le muscle et sa pertinence dans la pathogenèse de la 
SMA. 

 
• Modèles murins pharmacologiques 

Dans le but de développer des modèles murins présentant un phénotype SMA modéré, 
des souris pharmacologiques ont également été générées à partir de modèles sévères SMA 
en utilisant de faibles doses d'agents induisant la protéine Smn (Tableau 5). Cependant, ceux-
ci ne représentent pas l'expression physiologique normale de Smn au cours du 
développement ou à l’âge adulte. De plus, de nombreux rapports ont montré que des 
différences moléculaires sont présentes lors de la comparaison de modèles de souris SMA 
avec des tissus de patients SMA (Deguise et al., 2016; Millino et al., 2009). Ainsi, les modèles 
de souris SMA actuels ne permettent pas un suivi expérimental sur du long terme compte tenu 
de leur courte durée de vie. 

Tableau 5 : Modèles murins pharmacologiques de SMA. Adapté de (Deguise et al., 2020).  
 

Mouse model Lifespan Neuronal pathology NMJ pathology Muscle size Motor function Extra-neuronal findings Tail length Ref.

Taiwanese + PMO25 
(10 µg/g) 22 jours MN: no change ↓ innervation

↓ size ↓ ↓ N/A N/A (Zhou et al., 2015)

Taiwanese + PMO25 
(10 µg/g) (q2wks) ~92 jours MN: no change ↓ size ↓ No change N/A None (Zhou et al., 2015)

SmnΔ7 + 0.1 mg/kg 
SMN-C3 ~28 jours Axonal loss

MN: N/A ↓ innervation ↓ ↓ N/A Shorter
tails

(Feng et al., 2016; 
Long et al., 2019)

SmnΔ7 + 3 mg/kg 
SMN-C3 Near normal No axonal loss

MN: N/A ↓ innervation ↓ in some
muscles ↓ N/A Shorter

tails

(Feng et al., 2016; 
Long et al., 2019)

Taiwanese (4 
copies) + ASO-20-37 

(ICV)
~90-130 jours MN: ↓ or normal

MN size: ↓

Varicosities, 
Endplate fragmentation

No denervation
Normal ↓ No heart or liver abnormalities N/A (Sahashi et al., 2013)

Taiwanese (4 
copies) + ASO-20-37 

(IP)
~90 jours MN: ↓ N/A N/A No change

Heart: LV size reduction, IVS 
hypertrophy

Liver: necrosis, degeneration, 
regeneration

N/A (Sahashi et al., 2013)

Abréviations : N/A – non renseigné, MN – motoneurones, NMJ – neuromuscular junction, IVS – interventricular septum, PMO -, q2wks – toutes les 2 semaines, ICV – intracerebroventricular, IP 
– intraperitoneal, LV – left ventricle.
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6.1.2 Les autres modèles in vivo de la SMA  
 

Parallèlement aux modèles de souris, d’autres modèles animaux SMA ont été créés à 
partir d’organismes phylogénétiquement moins évolués afin de faciliter l’étude de certains 
phénomènes et mécanismes moléculaires.  
 

• Drosophila Mélanogaster 
Un modèle largement utilisé a été la drosophile (McGurk et al., 2015). Le gène Smn de 

la drosophile code une protéine Smn homologue à 41% avec la protéine humaine. Plusieurs 
modèles ont été générés en invalidant le gène Smn par un ARN double brin (dsARN) (Rajendra 
et al., 2007), en utilisant un système GAL4-inductible (Miguel-Aliaga et al., 2000) ou en 
générant des mutations ponctuelles sur le gène dSmn (Chan et al., 2003). L’utilisation de ces 
modèles drosophiles ont également permis d’identifier toute une liste de phénotypes associés 
à la diminution d’expression de Smn tels que la diminution des courants excitateurs post-
synaptiques au niveau des jonctions neuromusculaires, la désorganisation des boutons 
synaptiques, la perte des récepteurs aux glutamates, les défauts d’arborisation des MNs et 
l’incapacité des former des filaments fins d'actine dans les muscles (Chan et al., 2003; Chang 
et al., 2008; Rajendra et al., 2007; Spring et al., 2019). L'étude du modèle Drosophile a 
également permis de confirmer et d’identifier des fonctions à la protéine dSmn, comme un 
régulateur de l'expression du récepteur du FGF (Sen et al., 2011), ou dans la prolifération et la 
différenciation cellulaire (Aquilina and Cauchi, 2018; Grice and Liu, 2011). 

D’autre part, un modèle Drosophile plus récent a été développé en insérant le 
minigène rapporteur SMN2 humain, fusionné à la luciférase, afin d'obtenir facilement 
l'inclusion de l'exon 7 pendant le processus d'épissage de SMN2. Ce modèle peu couteux a 
permis de cribler rapidement des milliers de composés et d’en identifier une dizaine, dont la 
Moxifloxacin, permettant d’augmenter les niveaux de protéines SMN-FL (Konieczny and 
Artero, 2020). Sur la base de ce travail, une collaboration s’est montée avec l’équipe du Pr. 
Ruben Artero dans le but de valider ces composés dans des modèles in vitro humain SMA.  

• Poisson zèbre  
L’organisation relativement simple de son système neuromusculaire rend le poisson-

zèbre très utilisé pour des applications de modélisation de maladies neuromusculaires. Les 
premiers modèles de poisson-zèbre SMA, dont la protéine Smn est homologue à environ 50% 
avec la protéine humaine, ont été créés en utilisant des morpholinos anti-sens spécifiques de 
Smn introduits dans des embryons très précoces (1 à 4 cellules) (Hao et al., 2013). Différents 
phénotypes, tels que la faiblesse musculaire et la désorganisation des jonctions 
neuromusculaires, sont retrouvés dans ce modèle. Ces défauts peuvent être partiellement 
restaurés par réintroduction de mRNA codant la protéine SMN-FL et non par la forme 
tronquée SMNΔ7. De façon intéressante, ce modèle a permis d’établir que le défaut du 
développement du système neuromusculaire était la première conséquence phénotypique de 
la réduction de Smn, avant même l’apparition du phénotype de mort des motoneurones 
(McWhorter et al., 2003). Ces dernières années, la création d’un nouveau modèle à partir d'un 
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modèle Smn-/-, dans lequel la copie humaine de SMN2 a été réintroduite, démontre que SMN 
est épissé de la même manière chez le poisson, l’homme et la souris, suggérant un mécanisme 
très conservé au cours de l’évolution (Hao et al., 2011). 
 

• Caernorhabditis Elegans 
Bien que les nématodes et les humains soient éloignés sur le plan de l'évolution, ils 

partagent génétiquement un degré élevé de conservation, et C. elegans a été largement utilisé 
pour modéliser de nombreux aspects de la neurodégénérescence associée à la diminution de 
l’expression de smn (Duronio et al., 2017). Les gènes humains SMN1 et SMN2 ont un seul 
orthologue chez les nématodes, nommé smn-1 codant une protéine dont l’homologie n’est 
que de 36% à la protéine humaine (Bertrandy et al. 1999 ; Owen et al., 2000). C. elegans a été 
utilisé pour étudier les fonctions in vivo de la protéine smn-1 et a révélé des défauts de la voie 
endocytaire (Dimitriadi et al., 2016, 2013, 2010; Gao et al., 2014). L’utilisation de ce modèle a 
permis d’identifier 6 composés présentant un certain intérêt thérapeutique même si pour le 
moment aucun n’a abouti (Briese et al., 2009; Sleigh et al., 2011). Ces composés améliorent 
au moins l'un des phénotypes observés dans les modèles SMA de C. elegans : les défauts de 
mobilité lors de la nage et de fréquence de ponte.  

 
Bien que ces modèles puissent présenter des phénotypes très différents de ce qui est 

observé dans les modèles murins et les patients SMA, ces modèles ont été décrits comme 
étant utiles pour l’identification de nouvelles pistes thérapeutiques et sont ainsi susceptibles 
d'avoir des avantages significatifs quant à leur faible coût. 

 
• Les grands modèles animaux  

Des initiatives ont également été lancées pour développer de grands modèles animaux 
pour la SMA, en particulier pour l'évaluation de l'administration et de la non-toxicité des 
thérapeutiques qui étaient en développement clinique. Ainsi, un modèle porcin de SMA a été 
généré par l'administration intrathécale d'un scAAV9 contenant un shRNA dirigé contre le 
gène porcin SMN (pSMN) (Duque et al., 2015). L’extinction de l'ARNm de pSMN médiée par 
scAAV9 a entraîné une dénervation, une faiblesse et une dégénérescence des motoneurones 
et des axones de la racine ventrale. L'administration ultérieure de l'ADNc du SMN humain via 
scAAV9 a considérablement diminué la progression des défauts dans ce modèle et d’autant 
plus qu'il est administré précocement après le knock-down de pSMN.  

 
Bien que l’ensemble de ces données démontre que la SMA est due à une diminution 

d’expression de la protéine ubiquitaire SMN, les mécanismes physiopathologiques restent 
encore mal compris et plusieurs hypothèses mécanistiques ont été proposées. Une grande 
majorité de nos connaissances concernant SMA provient de l’étude des différents modèles 
animaux présentés ci-dessus. Nous pouvons néanmoins nous demander si les différents 
modèles in vivo décrits ci-dessus peuvent réellement être prédictifs des effets chez l’homme, 
en raison des différences inhérentes à la fonction cellulaire propre à l’espèce.  
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6.2. Modèles cellulaires de la SMA 
 

L'incapacité d'étudier directement les neurones chez les personnes atteintes d'un 
trouble neurodégénérative tel que la SMA a été un obstacle majeur à la compréhension des 
mécanismes pathologiques de base, en particulier ceux qui surviennent tôt dans le processus 
de la maladie. Les développements récents de la technologie des cellules souches ont 
considérablement révolutionné la gamme de modèles cellulaires disponibles dans la 
recherche sur les maladies des motoneurones en permettant l'observation directe des 
mécanismes pathologiques dans les neurones dérivés de cellules souches pluripotentes 
induites (iPSC) obtenues à partir de fibroblastes dérivés d'individus affectés. La SMA a été le 
premier trouble neurodégénératif dans lequel un phénotype pertinent pour la maladie a été 
démontré dans les motoneurones dérivés des iPSC (Ebert et al., 2009). D’autres modèles, 
dérivés de cellules souches pluripotentes humaines, ont émergé ces dernières années et 
seront présentés dans le chapitre III, dans la partie « Modélisation pathologique de la SMA ».  

 
7. Stratégies thérapeutiques de la SMA  

 
Depuis ces 10 dernières années, le domaine de la SMA a considérablement évolué avec 

l’identification de stratégies thérapeutiques prometteuses conduisant aux premiers succès 
thérapeutiques. Aujourd’hui, trois médicaments approuvés par la FDA (Food Drug 
Administration) et l’EMA (European Medicines Agency) sont disponibles sur le marché pour le 
traitement de la SMA. Ces thérapies visent toutes à restaurer le niveau de SMN : le Spinraza 
(Nusinersen, de Biogen) et l’Evrysdi (Risdiplam, de Genentech, filiale de Roche) ciblent 
l’inclusion de l’exon 7 du gène SMN2 alors que le Zolgensma (onasemnogene abeparvovec-
xioi, de Novartis) vise le remplacement direct du gène SMN1. Bien que ces thérapies basées 
sur le niveau de SMN restent à la pointe des stratégies de traitement de la SMA, tous les 
patients ne bénéficient pas d'un soulagement complet des symptômes. Ainsi, d’autres 
stratégies thérapeutiques indépendantes de SMN, ciblant un large panel de processus 
affectés, sont également explorées (Figure 16). Idéalement, ces stratégies thérapeutiques 
seront disponibles pour les patients de tout le spectre de la SMA et pourront être utilisés en 
combinaison avec des approches dépendantes de la SMN. 
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Figure 16 : Stratégies thérapeutiques actuelles pour la SMA. Les trois médicaments approuvés 
par la FDA (nusinersen, onasemnogene abeparvovec et risdiplam) et des médicaments en cours 
d'essais cliniques (branaplam, olesoxime, reldesemtiv et SRK-015). Adapté de (Chong et al., 2021). 
 

7.1. Stratégies dépendantes de SMN  
 

7.1.1. Stimulation de l’expression du gène SMN par le gène SMN2 
 

Comme vu précédemment, tous les patients atteints de la SMA possèdent au moins 
une copie du gène SMN2 capable de produire la protéine SMN complète et fonctionnelle mais 
en faible quantité (Figure 17A). Corriger l’épissage de SMN2, en vue d’augmenter la quantité 
de protéine SMN pleine longueur produite, a donc été une voie très explorée.  

 
• Oligonucléotide anti-sens 

En décembre 2016, un premier traitement révolutionnaire pour la SMA a été approuvé 
par la FDA. Il s’agit d’un oligonucléotide anti-sens (ASO) commercialisé par Biogen sous le nom 
de Spinraza (Nusinersen).  Son mécanisme d'action consiste à augmenter l’inclusion de l'exon 
7 dans les transcrits SMN2 lors de l’épissage du pré-ARNm, conduisant à augmenter la 
proportion de protéine SMN pleine longueur et fonctionnelle (Figure 17B) (Hua et al., 2010). 
L’ASO nusinersen va se lier spécifiquement au site d'épissage intronique silencieux N1 (ISS-
N1) présent dans l’intron 7 de l’ARNm de SMN2, qui est un inhibiteur majeur régulant 
l'épissage de l'exon 7. L'inhibition d'ISS-N1 entraîne l'inclusion de l'exon 7 dans les transcrits 
SMN2 matures et augmente ainsi le rapport de protéine SMN pleine longueur (Singh et al., 
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2015, 2017). 
La preuve de l’efficacité de ce type de construction a été apportée en montrant une 

augmentation de la protéine SMN dans des fibroblastes de patients puis dans différents 
modèles animaux (Hua et al., 2011, 2008; Passini et al., 2011; Skordis et al., 2003). Sur la base 
de ces résultats prometteurs, des essais cliniques engagés par la société Isis Pharmaceuticals 
(en collaboration avec Biogen Idec), avec la molécule rebaptisée ISI-SMNRx (Rigo et al., 2012), 
ont montré l’amélioration des scores moteurs, l’augmentation des potentiels d’action 
musculaires et la diminution du nombre de patients ventilés (Chiriboga, 2017; Finkel et al., 
2016). En 2016 la FDA, puis en 2017 l’EMA ont approuvé le nursinersen comme étant le 
premier traitement de la SMA (Scoto et al., 2017). Il est aujourd’hui disponible dans plus de 
40 pays. En raison de son incapacité à traverser la barrière hémato-encéphalique, 
l’administration du Nusinersen (12 mg) se fait par injection intrathécale selon le protocole 
suivant : 4 doses à 0, 2, 4 et 9 semaines puis une dose tous les 4 mois (EMA/736370/2017). 
Néanmoins, la fréquence, la voie d’administration et le fait que beaucoup de patients ne 
peuvent pas subir de ponction lombaire sont des freins à l’utilisation de ce traitement.  

Un rapport intermédiaire de l'étude NURTURE qui a recruté et traité des patients 
atteints de SMA de type I et II, pendant la petite enfance alors qu'ils étaient pré-
symptomatiques, illustre l'importance d'un traitement avec le nusinersen, le plus tôt possible 
(De Vivo et al., 2019). Les nourrissons inclus dans NURTURE étaient âgés de ≤ 6 semaines à la 
première dose et, sur la base de la concordance attendue du phénotype avec un ou plusieurs 
frères et sœurs affectés, devaient avoir une SMA de type I ou II. Les résultats de l'étude 
montrent que les bénéfices du traitement ont dépassé ceux observés lorsque le traitement 
est initié pendant la période symptomatique. Collectivement, ces résultats soulignent la 
nécessité d'un dépistage néonatal précoce de la SMA et de l'instauration d'un traitement dès 
que possible.  

Figure 17 : Traitement dépendant de SMN approuvées par la FDA pour la SMA (Ojala et al., 
2021). 

 
• Petites molécules  

D’autres approches visant à corriger l’épissage de SMN2 ont également été à l’étude, 
comme les petites molécules qui présentent l’avantage d’être administrables par voie orale. 
SMN-C1 correspond à la première petite molécule identifiée par screening par PTC 
thérapeutics et optimisée ensuite en collaboration avec Hoffmann-La Roche (Naryshkin et al., 
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2014). Les études précliniques sur les souris SMNΔ7 (SMA sévère) ont montré une 
augmentation systémique de la protéine SMN et une amélioration des phénotypes 
neuromusculaires (Feng et al., 2016; Naryshkin et al., 2014). Dès 2015, ces résultats ont permis 
de lancer plusieurs essais cliniques avec le RG7916 et du RG7800 chimiquement proches du 
SMN-C1.  

L’effet du RG7916 a d’abord été évalué chez des patients SMA de type I (MOONFISH, 
NCT02240355, phase I terminée en juillet 2015) puis chez des patients SMA de type I et de 
type II/III (FIREFISH, NCT02913482, phase II-III, fin estimée 2020 ; SUNFISH, NCT02908685 
phase II-III, fin 2020) (Ratni et al., 2018; Scoto et al., 2017). Les résultats de ces études 
montrent un effet bénéfique du traitement dans une large population d'enfants, 
d'adolescents et d'adultes, préservant la fonction motrice pour les patients atteints de SMA 
de type II/III. Récemment (7 août 2020), le risdiplam, anciennement connu sous le nom de 
RG7916 (Nom commercial : Evrysdi) a été approuvé par la FDA en tant que premier 
médicament oral pour les patients atteints de SMA (Figure 17C). Cependant, il est associé à 
certains effets secondaires, notamment fièvre, diarrhée, éruption cutanée, infections des 
voies respiratoires supérieures, pneumonie, constipation et vomissements selon les essais 
cliniques (FIREFISH pour les nourrissons âgés de 2 à 7 mois et SUNFISH pour les enfants et les 
adultes âgés de 2 à 25 ans). 

D’autre part, les résultats précliniques obtenus sur la seconde molécule, RG7800, 
développée par le laboratoire Roche, sont plus modestes que ceux obtenus initialement lors 
de l’essai clinique initié en 2015 (Phase I, NCT02268552). Le développement du RG7800 a dû 
être stoppé pour cause d’effets indésirables lors des essais précliniques (Palacino et al., 2015; 
Scoto et al., 2017).  

Une autre petite molécule, le branaplam (Tableau 6), développé par Novartis 
Pharmaceuticals, également connu sous le nom de LMI070, agit de manière similaire au 
risdiplam et permet d’améliorer la concentration en protéine SMN en corrigeant le défaut 
d'épissage dans le gène SMN2 (Palacino et al., 2015; Shorrock et al., 2018). Un essai ouvert de 
phase I/II (NCT02268552) évaluant l'efficacité du branaplam, administré une fois par semaine, 
chez 40 bébés atteints de SMA de type I avait été suspendu pendant deux ans en raison de 
problèmes de sécurité identifiés dans les études animales. Après avoir repris en juillet 2019, 
Novartis a finalement décidé d’arrêter le développement clinique du branaplam pour la SMA. 
Le branaplam est maintenant développé et a récemment été approuvé par la FDA (décembre 
2021) pour le traitement de la maladie de Huntington, une maladie neurodégénérative 
génétique rare.  

D'autres criblages ont identifié que la flunarizine, un bloqueur des canaux calciques, 
pouvait modifier les événements d’épissage dans les cellules HeLa, y compris la rétention 
d'intron dans SMN (Younis et al., 2010). Cela a été confirmé dans un autre modèle de 
fibroblastes de patients atteints de SMA, où la flunarizine a augmenté la localisation de la 
protéine SMN dans les corps de Cajal et a amélioré la survie des motoneurones dans un 
modèle de souris SMA (Sapaly et al., 2018). 
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Tableau 6 : Stratégies thérapeutiques de la SMA au stade de l'essai clinique. Adapté de (Chong 
et al., 2021). 

 
7.1.2. Remplacement du gène SMN1 

 
Ces premières stratégies visent toutes à augmenter le niveau de SMN en ciblant le gène 

SMN2. Une stratégie alternative a également été étudiée en parallèle par plusieurs équipes, il 
s’agit de la thérapie génique dont le but est de remplacer le gène SMN1 déficient (Figure 
17D,E). La première démonstration du bénéfice de la réintroduction du gène SMN1 a été 
effectuée dans un modèle murin SMA, en 2010, par l’équipe du docteur Kaspar. L’ADN 
complémentaire (ADNc) de SMN1 a été introduit dans un adénovirus associé auto-
complémenté de sérotype 9 (scAAV9) pour être ensuite injecté chez la souris. L’injection de 
l’AAV9-SMN en intraveineuse de ces animaux permet la restauration du niveau de SMN dans 
le cerveau, les motoneurones mais également dans les muscles squelettiques (Foust et al., 
2010). D’autres travaux ont confirmé ces résultats, y compris sur d’autres modèles animaux 
SMA, tel que le cochon (Bevan et al., 2010; Dominguez et al., 2011; Duque et al., 2015; Valori 
et al., 2010). L’ensemble de ces résultats ont permis le lancement d’un essai clinique pour les 
patients SMA de type I en avril 2014 par la société AveXis (Mendell et al., 2017). Ce tout 
premier essai clinique de thérapie génique pour la SMA rapporte que sur les 15 patients âgés 
de moins de 6 mois inclus, tous ont passé la médiane d’âge sans ventilation, et ont survécu 
plus de 20 mois (8% des patients SMA de type I passent normalement cet âge sans traitement). 
En parallèle d’autres essais cliniques de phase II et III ont été menés, pour finalement aboutir 
en 2019, à l’autorisation de mise sur le marché par la FDA de l’onasemnogene abeparvovec 
(anciennement AVXS-101), sous le nom commercial Zolgensma, en tant que deuxième 
traitement pour la SMA et plus particulièrement pour les patients âgés de moins de 2 ans 
atteints de SMA de type I. Avec une administration intraveineuse (IV) unique, l’AVV9 traverse 
la barrière hémato-encéphalique et délivre une copie du gène SMN1 capable d'atteindre les 
cellules des patients et permettant la production de la protéine SMN. De plus, le transgène 
SMN1 ainsi que le promoteur synthétique constitué par l’AAV9, jouent un rôle important pour 
le maintien de la production de protéines SMN à long terme. 

 
Alors que ces trois traitements ont considérablement changé le domaine de la SMA, 

certaines limites ont cependant été mises en évidence : les effets secondaires (dans le cas du 
nusinersen), les effets à long terme ou encore le coût de ces thérapies (Tableau 7). 
L’administration du nusinersen, par injection intrathécale, est difficile et nécessite un 

Drug Name Mechanism of 
Action 

Route of 
Administration 

Clinical Trial 
Stages Effects of Drugs Type of 

SMA Sponsor 

Branaplam
(LMI070) 

SMN2 splicing
modifier Oral II N/A Type I Novartis

Reldesemtiv
(CK-2127107) 

Fast skeletal muscle 
troponin activator

(FSTA) 
Oral II Mild improvement in the six-minute 

walk test after 4/8 weeks of treatment Type II/III/IV Cytokinetics, 
Astellas

SRK-015 Myostatin inhibitor Intravenous
(IV) injection II (TOPAZ) Positive results in animal model Type II/III Scholar Rock 
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personnel qualifié et une technique sophistiquée, en particulier pour les patients souffrant 
déjà de scoliose (Song et al., 2020). Pour la thérapie génique, la prévalence héréditaire des 
anticorps neutralisants d'origine maternelle (bien que potentiellement transitoire) dirigés 
contre l'AAV9 peut restreindre l'utilisation de la thérapie génique chez une minorité de 
personnes atteintes de SMA en raison du risque de rendre le vecteur viral inefficace (Sumner 
and Crawford, 2018) (Sumner et Crawford, 2018). De plus, des résultats récents obtenus dans 
des modèles murins SMA suggèrent que la surexpression à long terme de SMN médiée par 
l’AAV9 induirait un dysfonctionnement moteur d'apparition tardive (Van Alstyne et al., 2021). 
Une autre considération doit être accordée au prix élevé de ces produits thérapeutiques qui 
a fait l’objet d’une large couverture médiatique. Au cours de la première année de traitement, 
le nusinersen est estimé à 750 000 $ puis à 375 000 $ par an pour les doses d'entretien 
recommandées (Wurster et al., 2019; Zuluaga-Sanchez et al., 2019). L'onasemnogene 
abeparvovec coûte quant à lui 2,1 millions de dollars pour une dose unique, plaçant ce 
médicament comme le plus cher au monde. Enfin, le coût du médicament le plus récemment 
approuvé par la FDA, le risdiplam, est estimé à environ 340 000 $ par an. Comme toutes ces 
thérapies sont relativement nouvelles, il n'y a pas d'études sur leurs effets à long terme.  

Par conséquent, connaissant l’implication de la protéine SMN dans la survie des 
motoneurones et dans la fonction motrice, l'élargissement des cibles thérapeutiques pour 
améliorer la fonction neuromusculaire, par exemple, serait une alternative pour compléter 
l'efficacité des stratégies actuellement sur le marché. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Tableau 7 : Comparaison des trois thérapies SMA actuellement disponibles. Adapté de Wirth 
et al., 2020.  
 

7.2. Stratégies indépendantes de SMN 
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En plus des différentes limites présentées ci-dessus, toutes les personnes atteintes de 
SMA ne sont pas éligibles aux thérapies génétiquement ciblées, comme les nourrissons avec 
quatre copies ou plus de SMN2 ainsi que les adultes ayant déjà subi une perte importante de 
motoneurones (Darras and De Vivo, 2018). Pour ces raisons, un grand nombre de stratégies 
thérapeutiques indépendantes de SMN ont été et sont encore étudiées (Figure 18). Ces 
stratégies thérapeutiques ont pour but d’être élargies à tout le spectre de la SMA et être 
utilisable en combinatoire avec des approches dépendantes de SMN. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 18 : Schéma des principales cibles thérapeutiques potentielles indépendantes du 
SMN. En raison des divers rôles cellulaires et de l'expression ubiquitaire de SMN, de nombreux pro-
cessus et organes cellulaires ont été identifiés comme cibles thérapeutiques potentielles (Chaytow et 
al., 2021).  
 

7.2.1. Les Neuroprotecteurs 
 
L'olesoxime, une thérapie ciblant les mitochondries, a été initialement montré pour 

favoriser la survie des cellules dans des conditions de stress in vitro, probablement via la mo-
dulation de la perméabilité de la membrane mitochondriale (Bordet et al., 2010). En tant que 
tel, l'olesoxime pourrait être largement applicable pour les maladies neurodégénératives et 
s'est avérée tripler la durée de vie du modèle murin sévère SMA (Bordet et al., 2010). L’ole-
soxime a montré un bon profil d'innocuité chez les patients de type II/II ainsi qu'une amélio-
ration modérée de la fonction motrice (Bertini et al., 2017). Le laboratoire Roche l’a donc testé 
en essai clinique de phase II/III, mais l'essai a été annulé en raison de difficulté dans le choix 
du dosage et la production. Cependant, en raison de la demande actuelle de traitements com-
binatoires, l'olesoxime pourrait revenir comme sujet de recherches futures (Weber et al., 
2019). 
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7.2.2. Protection musculaire  
 

Dans le but de limiter les atteintes du muscle squelettique au cours de la maladie, plu-
sieurs stratégies ont été envisagées (Tableau 6). Une stratégie est actuellement en étude dans 
le but d’augmenter la masse musculaire en inhibant une protéine régulant la croissance du 
muscle, la myostatine. Un inhibiteur sélectif de la myostatine (SRK-015) s'est révélé promet-
teur chez les souris SMA (Long et al., 2019), et a été testé chez des patients atteints de SMA 
de type II/III (NCT03921528). Le laboratoire Scholar Rock a annoncé des résultats intermé-
diaires positifs, avec une augmentation de la fonction motrice chez les patients recevant la 
dose élevée, sans effets indésirables significatifs.  

Les activateurs de troponine prolongent la liaison du calcium au complexe de tropo-
nine du muscle squelettique rapide, augmentant ainsi la contractilité musculaire et réduisant 
le coût énergétique de la contraction (Cheng et al., 2019). Cette cible est à la base de nom-
breuses petites molécules développées par Cytokinetics. Malheureusement, les résultats 
d'une étude de phase II chez des patients SMA de type II à IV traités par reldesemtiv (CK-
2127107) n'étaient pas prometteurs ; sur les 10 critères de jugement principaux, seule une 
amélioration de la pression expiratoire maximale a été observée (NCT02644668). 

 
7.2.3. NMJs preservation  

 
L'augmentation de la fatigabilité est un symptôme majeur chez les patients SMA de 

type II/III, et des études répétées montrent une diminution de conduction nerveuse, confir-
mant que le dysfonctionnement de la NMJ pourrait jouer un rôle clé dans la fatigabilité (Wad-
man et al., 2012). Par conséquent, un essai clinique de phase II évalue actuellement les effets 
du pyridostigmine, un inhibiteur de l'acétylcholinestérase couramment prescrit pour la myas-
thénie gravis pour augmenter l'efficacité de la transmission cholinergique pour les patient 
SMA de type II (NTC02941328) (Stam et al., 2018). Des rapports préliminaires suggèrent que 
la pyridostigmine réduit la fatigabilité chez les patients et devrait être considérée comme un 
traitement d'appoint possible. 

Enfin, en parallèle des traitements médicamenteux, l’exercice physique a été démon-
tré comme permettant d’améliorer la fonction musculaire. Dans un modèle murin SMA mo-
déré, l’exercice aérobie de forte intensité en piscine ou en course de faible intensité permet 
de réduire la perte des motoneurones et les défauts des NMJ et d’améliorer la fonction mus-
culaire de manière indépendante au niveau de SMN (Chali et al., 2016). Ces résultats ont per-
mis l’ouverture d’une étude pilote chez des patients SMA type II et III (NCT02061189). Les 
résultats montrent une augmentation de la fonction oxydative et de la force musculaire chez 
les patients SMA de type III (Lewelt et al., 2015; Madsen et al., 2015). Enfin, après démonstra-
tion d’une bonne tolérance de la thérapie par vibration du corps en entier chez des patients 
atteints de dystrophie musculaire de Duchenne (DMD) (Vry et al., 2014) (Vry et al., 2014), un 
essai clinique a été lancé chez les patients SMA de type III dont on attend les résultats 
(NCT03056144).  
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7.2.4. Recherche de pistes thérapeutiques indépendantes de SMN 
 

En raison des nombreux processus cellulaires altérés dans la SMA, les avancées dans la 
compréhension des mécanismes sous-jacents ont permis d’identifier d’autres cibles, indépen-
dante de SMN, comme pistes thérapeutiques potentielles. Ceux-ci incluent la voie Rho kinase 
(ROCK) (Bowerman et al., 2012; Hensel et al., 2017; Nölle et al., 2011), la voie JNK (Genabai et 
al., 2015; Schellino et al., 2018), et la voie p53 (Simon et al., 2017) qui sont toutes retrouvées 
dérégulées dans la SMA.  

- La voie ROCK : Le cytosquelette joue un rôle clé dans le maintien de la compartimenta-
tion et de la polarisation des neurones. Dans un modèle de souris SMA, la dérégulation de la 
voie RhoA/Rho kinase (ROCK) a été identifié comme associé à une perturbation des voies de 
l'actine, affectant la croissance, la différenciation et la régénération neuronale (Nölle et al., 
2011). L'inhibition pharmacologique de la voie ROCK par le médicament Fasudil a permis 
d’améliorer la survie, la maturation des NMJ et le développement musculaire dans un modèle 
murin intermédiaire de SMA (Bowerman et al., 2012). 

- La voie JNK : La voie de signalisation JNK joue un rôle central dans l'apoptose neuronale 
et constitue une cible thérapeutique pour de multiples troubles neurodégénératifs (Musi et 
al., 2020). Il a été démontré que la voie JNK est activée dans la moelle épinière des souris et 
des patients SMA (Genabai et al., 2015), bien qu'une étude plus récente ait contesté ces ré-
sultats (Pilato et al., 2019). Ces incohérences peuvent être dues aux différents moments pris 
en compte pour les analyses. En effet, JNK et/ou d'autres voies moléculaires (prp-apopto-
tiques) peuvent être activées différemment au cours de la vie cellulaire : probablement l'ana-
lyse de leur expression dans les MN à des phases ultérieures de la maladie (eg., P16 dans le 
modèle murin Δ7, comme dans (Pilato et al., 2019) pourrait ne révéler aucune différence dans 
le tissu SMA, car à ce stade, la dégénérescence des MN est déjà bien installée. Néanmoins, le 
fait que l'inhibition génétique (Genabai et al., 2015) et pharmacologique (Schellino et al., 
2018) de la voie JNK entraîne une amélioration de la durée de vie et de la fonction motrice 
suggère qu'il pourrait s'agir d'une voie thérapeutique pertinente pour la SMA. Cependant, des 
études complémentaires sont nécessaires pour clarifier ces aspects. 

- La voie p53 : La perte de SMN active le suppresseur de tumeur p53 (Simon et al., 2019). 
La voie p53 présente donc une cible thérapeutique attrayante, car il est rapporté qu’elle en-
traîne la mort des motoneurones dans un modèle murin sévère de SMA (Simon et al., 2017). 
La perte de SMN pourrait conduire à une réduction en aval de Stasimon, une protéine trans-
membranaire localisée dans le réticulum endoplasmique (RE), activant ainsi p53 (Simon et al., 
2019). Cette même étude a montré que la surexpression de Stasimon, dans un modèle murin 
SMA, était suffisante pour bloquer la dégénérescence des motoneurones. Cependant, il n’est 
pas clairement défini si cet effet est réellement indépendant de SMN. En effet, une analyse 
plus approfondie a montré une augmentation des transcrits de SMN2 chez les souris traitées. 
Cette voie pourrait également être ciblée via l'inhibition de p38 à l'aide de MW150, empê-
chant ainsi la phosphorylation et l'activation de p53 (Simon et al., 2019). La voie p38 est éga-
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lement le mécanisme d'action proposé pour le célécoxib, un anti-inflammatoire non-sté-
roïdien, qui prolonge la durée de vie dans un modèle de souris intermédiaire (Farooq et al., 
2013; Wadman et al., 2020).  Ces résultats avaient abouti à un essai clinique de phase II qui a 
été interrompu prématurément sans que les raisons ne soient encore publiées 
(NCT02876094). 

 
7.3. Challenges et perspectives : 

 
Vingt-cinq ans après la découverte du gène SMN, trois médicaments sont aujourd’hui 

sur le marché et montrent des résultats considérables pour la SMA. Il est toutefois important 
de préciser qu’avec l’arrivée de ces nouvelles thérapies, le domaine de la SMA évolue vers une 
nouvelle ère. En effet, les trajectoires de la maladie diffèrent significativement de ce qui était 
initialement connu et nous faisons face à l’émergence de nouveaux phénotypes. Des études 
longitudinales systématiques seront nécessaires pour étudier ces nouveaux phénotypes 
potentiels afin d’améliorer leur prise en charge. De plus, un ensemble de résultats démontrent 
la nécessité d'un dépistage néonatal de la SMA afin d’administrer les traitements le plus 
précocement possible, de manière pré-symptomatique, afin d’optimiser leurs effets. Dans le 
but de faire face aux différentes limites que représentent les thérapies actuellement 
disponibles, et optimiser la prise en charge de tous les patients atteints de SMA, différents 
rapports soulignent le besoin de développer des thérapies combinatoires, indépendantes de 
SMN (Mercuri, 2021; Schorling et al., 2020).  

Il reste de nombreuses questions ouvertes, qui nécessitent des études approfondies : 
quelles fonctions de SMN sont impliquées dans le développement physiopathologique de la 
SMA et dans quelle mesure la spliceopathie y contribue ? Quelle quantité de SMN est néces-
saire, quand et pendant combien de temps pour un fonctionnement cellulaire normal ? Les 
thérapies futures devront-elles s’employer à restaurer la fonction de SMN de manière systé-
mique et/ou utiliser en combinatoire avec des approches SMN-indépendantes ? De nouveaux 
modèles d’étude cellulaires humains capables de reproduire la complexité du processus phy-
siopathologique de la SMA devront par conséquent être élaborés pour tenter de répondre à 
ces questions. Toutefois, la SMA peut être considérée aujourd’hui comme un paradigme dans 
la manière dont la génétique peut ouvrir la voie au développement de thérapies ciblées. 

 

 

 

 

 

 

 



 

 62 

Chapitre II : Les atteintes de la jonction neuromusculaire dans la 
SMA 

 
 Sur la base d’examens cliniques et d’analyses d’échantillons pathologiques au stade 
terminal, la SMA a pendant longtemps été caractérisée comme une maladie du motoneurone. 
Les études de compréhension des mécanismes impliqués dans la SMA, et donc les stratégies 
thérapeutiques, se sont donc pendant longtemps focalisés sur les atteintes motoneuronales. 
Or, depuis la dernière décennie, des analyses basées sur différents modèles animaux et in vitro 
SMA ont mis en évidence des atteintes de la jonction neuromusculaire (NMJ). Ces anomalies 
de maturation et de fonction de la NMJ sont détectables à des temps précoces et avant même 
la mort des motoneurones, chez les souris SMA pré-symptomatiques. Il est donc admis 
aujourd’hui que la SMA n’est plus exclusivement une maladie du motoneurone mais bien une 
maladie neuromusculaire. 
 

1. La jonction neuromusculaire 
 
Les maladies neuromusculaire (NMD) regroupent environ 600 pathologies dont 

l’origine des défauts peut être pré- ou post-synaptique mais qui se caractérisent toutes par 
des perturbations au niveau de la jonction neuromusculaire (NMJ). La NMJ est constituée de 
trois compartiments : pré-synaptique, synaptique, et post-synaptique pouvant être 
différentiellement affectés (Figure 19). A titre d’exemple, l’Amyotrophie Spinale Infantile 
(SMA) et la Sclérose Latérale Amyotrophie (ALS) se caractérisent par des atteintes 
préférentiellement pré-synaptiques. Les dystrophies myotoniques (DM1 et DM2) et la 
myopathie de Duchenne (DMD) sont quant à elle considérées comme des pathologies 
affectant le compartiment post-synaptique. D’autres pathologies, telles que les Syndromes 
Myasthéniques Congénitaux (CMS) peuvent atteindre les trois compartiments du système 
neuromusculaire suivant la mutation.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 19 : Les maladies neuromusculaires, un très large groupe avec des troubles différents. 
Adapté de (Benarroch et al., 2019).  
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Historiquement, la NMJ a été l’une des synapses les plus étudiées, de par son 
accessibilité et sa grosseur dans les modèles animaux tels que la grenouille. Les premières 
études de la NMJ sont d’ailleurs à l’origine de la découverte du principe de synapse chimique. 
La première démonstration de la transmission chimique, au sein d’une NMJ, fut réalisée par 
Dale et ses collègues en 1936 (Dale et al., 1936). Au milieu du XXème siècle, la première 
description de la NMJ des vertébrés est fournie grâce à des techniques alliant histologie et 
microscopie électronique (Couteaux, 1947; 1963). Ces études pionnières ont ainsi fortement 
participé aux connaissances actuelles de la NMJ, qui sont indispensables pour la 
compréhension des mécanismes physiopathologiques des maladies neuromusculaires.  

La NMJ est communément divisée en trois parties : le compartiment pré-synaptique 
avec le motoneurone (MN) α, le compartiment synaptique où se trouve la lame basale et le 
compartiment post-synaptique avec la fibre musculaire. La cellule de Schwann terminale (tSC), 
se trouve apposer au niveau pré-synaptique et enveloppe la NMJ (Figure 20). La terminaison 
axonale du MN, appelé bouton synaptique/terminal, est spécialisée dans la libération du 
neurotransmetteur : l’acétylcholine (ACh). Les vésicules synaptiques sont concentrées au 
niveau de « zones actives », correspondant à des épaississements de la membrane nerveuse 
(ou membrane pré-synaptique) où se produisent les phénomènes de fusion-exocytose des 
vésicules synaptique permettant la libération de leur contenu dans la fente synaptique 
(Couteaux and Pécot-Dechavassine, 1970; Lai et al., 2017). Un MN n’innerve qu’un seul muscle 
mais plusieurs fibres musculaires. La zone de communication entre MN et la fibre musculaire 
innervée correspondante est appelée « unité motrice ». Au niveau de la NMJ, la membrane 
de la fibre musculaire (ou membrane post-synaptique) présente une dépression : la gouttière 
synaptique. Cette gouttière synaptique permet de répondre rapidement à la libération du 
neurotransmetteur dans la fente synaptique par la dépolarisation de la plaque motrice et la 
génération d’un potentiel d'action musculaire. La membrane post-synaptique présente une 
concentration très élevée de récepteurs à l'ACh (AChR) (Salpeter and Loring, 1985). Ces 
récepteurs sont des canaux transmembranaires perméables aux cations lors de la liaison du 
ligand (Slater, 2017, 2015). 

Figure 20 : Structure de la jonction neuromusculaire humaine. (A) Représentation schématique 
de la NMJ, (B) Photographie de microscopie électronique d’une NMJ humaine. Adapté de (Rigoard et 
al., 2009).  
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La fente synaptique, qui sépare la terminaison nerveuse de la membrane post-
synaptique, contient un réseau dense aux électrons constitué de glycoprotéines et de 
protéoglycanes : la lame basale synaptique (Figure 21). Cette lame basale synaptique s'insinue 
jusque dans les plis sous-neuraux. La lame basale synaptique diffère partiellement de la lame 
basale extra-synaptique, recouvrant l'ensemble de la fibre musculaire squelettique en dehors 
de la zone jonctionnelle, par sa composition. En plus des molécules communes à toutes les 
lames basales (collagène de type IV, entactine, fibronectine, perlecan, laminines α2 et γ1), elle 
contient en particulier les formes asymétriques des enzymes de dégradation de l'ACh : 
acétylcholinestérase (AChE) et butyrylcholinestérase (BChE) (Blotnick-Rubin and Anglister, 
2018; Petrov et al., 2018, 2014). Elle renferme également des isoformes spécifiques de la 
laminine contenant la sous-unité β2 et des facteurs sécrétés par le MN comme l'agrine et la 
neuréguline (Lee et al., 2016; Massoulié and Millard, 2009). 

 
 
 

 
 
 
 
 
 
Figure 21 : Représentation schématique de la lame basale synaptique et de ses principaux 
composants (Rodríguez Cruz et al., 2018).  
 

Enfin, la cellule de Schwann terminale (tSC) coiffe la terminaison nerveuse et semble 
jouer un rôle important dans la formation, le maintien et la régénération des NMJ (Barik et al., 
2016; Feng and Ko, 2008). Entre 3 et 5 tSC sont présentes au niveau d’une NMJ (Jordan and 
Williams, 2001). Elles libèrent ainsi de nombreux facteurs trophiques comme le NGF (facteur 
de croissance du nerf) ou le CNTF (facteur neurotrophique ciliaire) (Singh et al., 2020; 
Terenghi, 1999). La tSC joue aussi vraisemblablement un rôle de modulation de l'efficacité de 
la transmission synaptique par le biais de variations de calcium intra-cytoplasmique 
(Castonguay et al., 2001; Castonguay and Robitaille, 2001; Heredia et al., 2018). Récemment 
un 4ème partenaire, le kranocyte, a été décrit comme étant impliqué dans la NMJ. Tout comme 
les tSC, ces cellules couronneraient la NMJ et pourraient jouer un rôle dans sa régénération 
(Court et al., 2008). Cependant, ce type cellulaire reste encore très peu caractérisé. 

 
2. Développement et maturation de la jonction neuromusculaire 

 
2.1. Étapes de la formation de la jonction neuromusculaire  

 
La formation de la NMJ implique la différenciation des terminaisons nerveuses 
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présynaptiques, des membranes musculaires postsynaptiques et des tSC. Son développement 
est étroitement lié à la myogenèse. En effet, à partir du stade E11-E12, avant l'arrivée des 
terminaisons nerveuses motrices, des petits agrégats de récepteurs à l’acétylcholine (AChR) 
se forment au niveau de la région centrale de la fibre musculaire. Ce phénomène, appelé 
« pré-patterning », est une étape importante pour la préparation de la fibre musculaire à 
l’arrivée du motoneurone (Figure 22a) (Kummer et al., 2006; Zhang et al., 2009). Lors des 
premiers contacts entre les terminaisons nerveuses et les fibres musculaires, de nouveaux 
clusters se forment et dispersent les précédents dans les zones non synaptiques. Initialement, 
les clusters AChR apparaissent comme des plaques ovales qui sont souvent innervées par plus 
d'un axone (entre 1 et 10) (E16-P14) (Tintignac et al., 2015).  

Les étapes finales de la formation de la NMJ ont lieu dans les 3 semaines suivant la 
naissance de la souris. Durant cette période, l’innervation multiple se réduit à une innervation 
simple lors du processus d’élimination des synapses (Lin et al., 2008). La composition des AChR 
change à ce même moment. En effet, l’AChR est un hétéro-pentamères composés 2 sous-
unités α, 1 sous-unité β, 1 sous-unité δ et 1 sous-unité γ dans l'embryon. Lors de la maturation 
de la NMJ, la période post-natale est caractérisée par le remplacement de la sous-unité γ en 
sous-unité ε. Au fur et à mesure de la maturation de la NMJ, les plaques se perforent et 
finissent par apparaître sous la forme de bretzel (Figure 22), tout du moins chez la souris car 
cette forme ne semble pas être retrouvée chez l’homme (Barbeau et al., 2020; Boehm et al., 
2020). La maturation de la NMJ entraîne une augmentation du nombre, de la stabilité et du 
regroupement des AChR dans le compartiment post-synaptique, ainsi que la différenciation 
de la membrane présynaptique en zones actives avec des protéines synaptiques appropriées 
et des vésicules synaptiques associées (Burden et al., 2018). Cette spécialisation reflète une 
forte signalisation réciproque entre les structures pré- et post-synaptiques. 

 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 22 : Les différentes étapes du développement de la jonction neuromusculaire chez la 
souris (Li et al., 2018).   
 

L’autre autre élément crucial impliqué dans la formation de la NMJ est la cellule de 



 

 66 

Schwann terminale (tSC). En effet, bien que les toutes premières étapes de la formation des 
synapses ne nécessitent pas la présence de tSC, ces cellules sont nécessaires au maintien et à 
la maturation des NMJ (Ko and Robitaille, 2015). L'ablation des tSC après maturation du NMJ 
à P30 chez la souris conduit à une fragmentation de la NMJ et à des défauts de transmission 
neuromusculaire (Barik et al., 2016). 

 
2.2. Composants moléculaires du développement et de la maturation de la NMJ 

 
 Des progrès considérables ont été réalisés dans la compréhension des mécanismes 

moléculaires impliqués dans la formation, la maintenance et la maturation de la NMJ. 
L’ensemble de ces étapes est assuré par plusieurs molécules clés intervenant soit dans la 
transduction du signal vers le compartiment post-synaptique ou la rétro-transduction du 
signal vers le compartiment pré-synaptique (Figure 23). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Figure 23 : Caractéristiques musculaires, neuronales et synaptiques de la jonction 
neuromusculaire mature (Mukund and Subramaniam, 2020).  
 

• Voie de signalisation MuSK-Lrp4-agrine 
Les premières molécules déterminantes pour la mise en place des NMJ sont MuSK 

(muscle-specific kinase), un récepteur transmembranaire de la tyrosine kinase, et son 
corécepteur LRP4 (Low-density lipoprotein receptor-related protein 4). Ces deux molécules 
sont en effet essentielles pour la formation des clusters de AChR (Figure 24). Avec 
l'innervation, LRP4 se lie à une isoforme neuronale de l'agrine (AGRN), un protéoglycane 
sulfate d'héparane sécrété par l'axone terminal (Ferns et al., 1993; Kim and Burden, 2008; 
Zhang et al., 2008). L'interaction de AGRN avec LRP4 entraîne la formation de complexes 
AGRN-LRP4 qui favorisent l'activation et la transphosphorylation de MuSK, conduisant au 
regroupement d'AChR et à la formation de la NMJ (Li et al., 2018; Zhang et al., 2011; Zong et 
al., 2012). Les clusters de AChR qui sont apposés aux terminaisons nerveuses persistent et se 
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développent, tandis que ceux non innervés se désassemblent (Wallace, 1989).  
Plus récemment, deux études ont révélé de manière indépendante que LRP4 agit 

également comme un signal rétrograde pour la différenciation pré-synaptique (Jing et al., 
2021; Wu et al., 2012; Yumoto et al., 2012). Dok7 (docking protein 7) est une protéine 
adaptatrice exprimée par le muscle et indispensable à l'activité de MuSK et donc au clustering 
AChR. La liaison de Dok7 à la région cytoplasmique juxta-membranaire de MuSK augmente 
fortement l'activité tyrosine kinase de MuSK, conduisant à son activation (Hamuro et al., 2008; 
Inoue et al., 2009). Les souris déficientes en MuSK ne présentent ni pré-structuration 
musculaire des AChR ni formation de NMJ, et meurent au stade périnatal d’insuffisance 
respiratoire (Okada et al., 2006). Plus récemment, il a été montré que la perte d’expression 
du gène Dok7 chez la souris en post-natal provoque des défauts structurels dans les NMJ et 
un dysfonctionnement moteur, soutenant un rôle de Dok7 dans le maintien de la NMJ (Eguchi 
et al., 2020, 2016; Ueta et al., 2020). 

 
 
 
 
 
 
 

 
 
Figure 24 : Activation du complexe Musk-Lrp4-Agrin. Les axones des MN libèrent de l’Agrin et de 
l’ACh. L'agrine se lie à Lrp4, ce qui stimule l'association entre Lrp4 et MuSK et la phosphorylation de 
MuSK. Une fois phosphorylé, MuSK recrute Dok7, qui forme un dimère et stabilise un dimère de MuSK. 
La phosphorylation de la tyrosine de Dok7 stimule le recrutement de Crk/Crk-L, ce qui conduit à 
l'ancrage de Rapsyn et d'AChR sur des sites où MuSK est activé (Burden et al., 2013).  
 

• Voie de signalisation AChR-rapsyne 
Au moment de la naissance, les AChR fœtaux (α2βγδ) sont progressivement remplacés 

par le sous-type adulte d'AChR (α2βεδ) (Figure 25). Bien que la signification physiologique de 
ce changement au cours du développement reste encore mal comprise, différentes études 
ont suggéré un rôle de la sous-unité γ au cours de la formation de la NMJ (Koenen et al., 2005; 
Tintignac et al., 2015). Par exemple, la délétion de la sous-unité γ de l'AChR entraîne une 
létalité périnatale chez la souris. Celle-ci serait associée à une absence de clusters d'AChR pré-
configurés au cours des étapes initiales de la synaptogenèse neuromusculaire (Koenen et al., 
2005; Takahashi et al., 2002).  

Rapsyne, une protéine d'échafaudage cytoplasmique exprimée dans le muscle, qui se 
lie directement à l'AChR et ancre l'AChR dans la membrane post-synaptique a été identifiée 
comme étant un effecteur clé dans le regroupement des AChR (Lee et al., 2009; Sobel et al., 
1978). En effet, il a été montré que les souris déficientes en rapsyne ne parviennent pas à 
développer de spécialisation post-synaptique (Gautam et al., 1995), indiquant que la rapsyne 
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est essentielle pour l'attache des AChR au compartiment post-synaptique. Bien que la rapsyne 
s'assemble avec les AChR dans la voie sécrétoire, les mécanismes exacts en aval de la voie 
MuSK/Dok7 qui stimulent le regroupement d'AChR induit par rapsyne restent à déterminer 
(Marchand et al., 2002; Moransard et al., 2003; Oury et al., 2019). 

 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 25 : Représentation schématique du récepteur à l’acétylcholine (AChR). (A) L’AChR est 
composé de 5 sous-unités dont γ est spécifique de la forme embryo-fœtale et ε exprimée à l’âge adulte 
Chaque sous-unité possède 4 domaines de M1 à M4. (B) 4 domaines transmembranaires sont présents 
et les extrémités N- et C-terminales sont situées du côté extracellulaire (Cetin et al., 2020). 
 

• Composants extracellulaires 
En plus de ces molécules clés essentielles à la formation de la NMJ, un certain nombres 

d’autres régulateurs participent aussi à ce processus, comme les protéines Wnt. Les Wnt sont 
un groupe de glycoprotéines sécrétées au niveau de la NMJ par la fibre musculaire, les 
motoneurones et les tSC. Les protéines Wnt peuvent se lier à leur complexe récepteur 
Frizzled/Lrp ou directement à MuSK (Jing et al., 2009; Messéant et al., 2017, 2015; Valenzuela 
et al., 1995) et jouent un rôle dans l'extension et la ramification des axones, ainsi que dans la 
préparation des AChR (Figure 26) (Li et al., 2018). A ce jour il a été identifié que parmi la famille 
des Wnt, certaines régulent positivement ou négativement les clusters de AChR. Les Wnt 4, 
9a, 11 et 16 auraient un effet positif sur le pré-patterning ou la formation des clusters de AChR 
via MuSK (Barik et al., 2014; Strochlic et al., 2012; Zhang et al., 2012). Les Wnt 7a, 8a et 3a 
réguleraient quant à eux négativement et indépendamment de MuSK (Barik et al., 2014; 
Henriquez et al., 2008; Shen et al., 2018). 

 
• Complexe protéique de la lame basale synaptique  

La lame basale synaptique contient de nombreux composants qui jouent le rôle de 
régulateurs importants dans la myogenèse et la synaptogenèse (Figure 27). Les molécules 
d'ECM aident à guider le processus d'innervation par les motoneurones et sont essentielles à 
l'organisation et au maintien de l'apposition fonctionnelle des éléments pré- et post-
synaptiques (Maselli et al., 2012; Rogers and Nishimune, 2017). Les composants clés de la 
lame basale synaptique comprennent : i) les collagènes (collagène IV (α3)(α4)(α5) et 
(α5)2(α6), le collagène XIII et le ColQ) ; ii) les glycoprotéines, telles que les isoformes de 
laminine α4β2γ1, α5β2γ1 et α2β2γ1, et nidogen 2 ; iii) les protéoglycanes d'héparane sulfate 
(HSPG), tels que le perlecan et l'agrine (Cescon et al., 2018; Fox et al., 2007; Sigoillot et al., 
2016; Zainul et al., 2018). La chaîne β2 de la laminine est considérée comme un organisateur 
de zones actives et se lie aux canaux calciques voltage-dépendants (VDCC) situés dans ces 



 

 69 

zones actives (Nishimune et al., 2004; Rogers and Nishimune, 2017). L'interaction entre la 
laminine β2 et les VDCC conduit au clustering de VDCC, qui est la première étape vers une 
zone active mature. Chez les souris knock-out pour la laminine β2, le nombre de zones actives, 
de vésicules synaptiques et de libération de neurotransmetteurs est réduit. Les souris 
dépourvues de ColQ, de collagène XIII, de collagène IV (α3)(α4)(α5), de trimères (α5)2(α6) ou 
de collagène VI présentent également des terminaisons nerveuses et/ou des NMJ immatures 
(Cescon et al., 2018; Sigoillot et al., 2016; Zainul et al., 2018). De plus, des mutations dans ces 
gènes, codant des éléments essentiels au développement et au maintien de la NMJ, ont été 
identifiés et associés à différentes maladies neuromusculaires. Comme par exemple, des 
mutations dans le gène ColQ sont retrouvées chez des patients CMS présentant un déficit en 
AChE (Barbeau et al., 2020).  

 

 

 

 

 

 
 
 
Figure 26 : Voie de signalisation Wnt dans la formation de la NMJ (Li et al., 2018). 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 27 : Schéma des composants structurels impliqués dans le fonctionnement de la NMJ 
(Tintignac et al., 2015).  
 

3. Transmission synaptique au niveau de la jonction neuromusculaire  
 

La première démonstration d’une transmission synaptique chimique, et plus 
précisément cholinergique, a été faite par Dale en 1936 (Dale et al., 1936). Dans les années 
50, Del Castillo et Katz mettront ensuite en évidence le caractère quantique et vésiculaire de 
la libération du neurotransmetteur (Del Castillo and Katz, 1954). Katz et Miledi montreront 
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par la suite que le potentiel d'action pré-synaptique augmente la libération du 
neurotransmetteur par une augmentation transitoire de la perméabilité de la membrane 
présynaptique aux ions calcium (Katz and Miledi, 1965). 

La NMJ est une structure hautement spécialisée qui permet le relai de l’information 
nerveuse vers l’élément musculaire. Notamment, l’axone du motoneurone se modifie 
structurellement pour contacter la fibre musculaire, en perdant sa couverture myélinisante et 
en formant plusieurs ramifications qui vont se juxtaposer à la plaque motrice. Ces régions 
permettent la libération des neurotransmetteurs, vers des récepteurs post-synaptiques 
présents sur le muscle, et ce, suite à l’arrivée du potentiel d’action provenant du 
motoneurone. Une machinerie complexe de protéines retrouvées dans la région dense en 
vésicules synaptiques va permettre de réguler les mécanismes de fusion-exocytose, et de 
recyclage des vésicules synaptiques contenant les neurotransmetteurs, afin de permettre une 
communication efficace entre le motoneurone et sa cible musculaire (Figure 28) (Slater, 
2015).  

 

 

 

 

 

 
 
 
Figure 28 : Processus d’exocytose et cycle des vésicules synaptiques. (A) Cycle d'événements 
par lesquels les vésicules synaptiques emmagasinent puis libèrent les NT pour être ensuite ramenés 
dans la terminaison nerveuse et être à nouveau remplis (NT, neurotransmetteur ; PSD, densité 
postsynaptique). (B) Événements moléculaires impliqués dans l'exocytose des vésicules synaptiques, 
et en particulier la formation d'un complexe de protéines SNARE (Slater, 2015). 
 

L’acétylcholine (ACh), synthétisé grâce à l'enzyme choline acétyltransférase (ChAT) à 
partir de l'acétyl coenzyme A (AcCoA) et de la choline, est concentrée dans les vésicules 
synaptiques grâce au transporteur vésiculaire de l'acétylcholine (VAChT) (Nachmansohn and 
Machado, 1943; Roghani et al., 1994). Des pools de vésicules synaptiques s'accumulent dans 
le bouton terminal pré-synaptique, près des sites de relâchement appelés zones actives 
(Südhof, 2012). L’arrivée du potentiel d’action au niveau de la terminaison axonale du 
motoneurone entraîne l’ouverture des canaux calciques voltage-dépendants et l’afflux d’ions 
Ca2+ déclenche l’exocytose des vésicules synaptiques. La préparation des vésicules 
synaptiques à l’exocytose implique plusieurs étapes de changement conformationnel des 
protéines vésiculaires et de la membrane plasmique par le biais du complexe SNARE (pour 
Soluble N-ethylmaleimide-sensitive factor Attachment protein Receptor) (Baker and Hughson, 
2016). Le « docking » va ainsi permettre de concentrer les vésicules près de la membrane et 

A B 
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le « priming » va quant à lui permettre de répondre au signal calcique et entraîner l’exocytose 
des vésicules dans la fente synaptique (Neher and Brose, 2018).  

L'ACh libérée par le bouton terminal pré-synaptique se lie au site de liaison de l'ACh 
situé aux interfaces des sous-unités α et δ ou ε de l'AChR. Lors de la liaison à l'ACh, les sous-
unités de l’AChR subissent un changement de conformation provoquant l’ouverture du canal 
cationique (Miyazawa et al., 2003). Cet événement permet à l'afflux d'ions chargés 
positivement de se déplacer à travers le canal, générant une modification du potentiel 
membranaire et conduisant à un potentiel de plaque motrice (EPP or end-plate potential) 
(Figure 29). La dépolarisation de la membrane postsynaptique générée par l'EPP est à l’origine 
d’un potentiel d'action qui va se propager de la plaque motrice au reste du sarcolemme, et 
déclencher la contraction du muscle (Engel et al., 2015; Slater, 2015). L’amplitude de l’EPP est 
conditionnée par la quantité d’ACh libérée. En effet, le motoneurone peut libérer 
spontanément de petites quantités d’ACh et déclencher un potentiel d’action musculaire 
miniature (mEPP). Il est important de noter que la NMJ est une synapse tout ou rien. Si le 
potentiel de la plaque terminale n'atteint pas le seuil d'ouverture des canaux sodiques, ou s'il 
n'y a pas suffisamment de canaux sodiques dans les plis postsynaptiques pour générer un 
potentiel d'action, la contraction musculaire ne se produit pas. La différence entre l'amplitude 
de l’EPP et l'amplitude nécessaire à l'apparition d'un potentiel d'action musculaire constitue 
la marge de sécurité de la transmission synaptique. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 29 : Bases de la transmission neuromusculaire : enregistrements intracellulaires 
d'événements synaptiques dans une NMJ de souris. Potentiel de plaque motrice miniature (mEPP) en 
réponse à un seul quantum d'ACh (en haut) ; Potentiel de plaque motrice (EPP) suite à la réponse 
évoquée par les nerfs pour environ 50 quanta d’ACh (en bas) (Slater, 2015). 
 

4. Altérations de la jonction neuromusculaire dans la SMA  
 

4.1. Implication de SMN dans le développement de la jonction neuromusculaire 
 
Chez l'homme et les mammifères, la protéine SMN est fortement exprimée au cours 

du développement embryonnaire et postnatal précoce, puis son expression diminue pour 
atteindre un niveau basal qui se maintient tout au long de la vie (Figure 30) (Gabanella et al., 
2005; Groen et al., 2018; Lutz et al., 2011). Les niveaux maximaux de protéine SMN dans la 
moelle épinière sont les plus élevés pendant la fenêtre de développement de la germination 
des axones de la moelle épinière au début de l'embryogenèse et coïncident avec le début de 
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la myélinisation (Gabanella et al., 2005; Jablonka et al., 2001). Chez la souris, il a été montré 
que les niveaux d’expression de Smn corrèlent avec des étapes importantes du 
développement. Ainsi l'expression maximale de Smn est observée pendant les jours 
embryonnaires E10-13 ce qui, de façon intéressante, correspond à la période au cours de 
laquelle les motoneurones rentrent en contact avec leur cible musculaire. Entre E14 et E19, 
alors que l’innervation des plaques motrices est finalisée, une diminution de l’expression de 
la protéine Smn est observée (Ling et al., 2012). Une baisse secondaire de l’expression de Smn 
se produit entre les jours postnataux P5 et P15, coïncidant avec le début de la myélinisation 
(Gabanella et al., 2005; Groen et al., 2018). Il a également été montré dans un modèle de 
souris que les conséquences de la déplétion de Smn à l'âge adulte sont minimes, à l'exception 
d'une capacité de régénération réduite en réponse à des lésions musculaires (Kariya et al., 
2014).  

Dans l’ensemble, ces études mettent en lumière l’importance de la temporalité de 
SMN au cours du développement et ont permis de révéler les périodes critiques au cours 
desquelles l’expression de SMN doit être restaurer afin d'empêcher l'établissement de défauts 
irréversibles. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 30 : Développement de la NMJ et corrélation avec l'expression de SMN chez la souris 
(Ojala et al., 2021). 
 

Différentes études, basées majoritairement sur les modèles murins SMA, ont montré 
que les premiers défauts structurels de la NMJ apparaissent pendant la maturation postnatale, 
et ce avant la perte de motoneurones (Fletcher et al., 2017; Kariya et al., 2008; Lee et al., 2011; 
Lefebvre and Sarret, 2020; Vukojicic et al., 2019). Néanmoins, les mécanismes 
physiopathologiques impliqués dans ces défauts ne sont pas connus. 

 
4.2. Le paradigme des motoneurones comme cible primaire de la SMA 
 

Dans l’étude de la SMA, les premières analyses anatomopathologiques post-mortem, 
ont été réalisées sur des biopsies de moelles épinières de patients SMA de type I. Ces obser-
vations, à des stades tardifs de la maladie, ont permis de mettre en évidence la perte des 
motoneurones dans la corne ventrale de la moelle épinière (Crawford and Pardo, 1996; Ro-
bertson et al., 1978). En accord avec ces premières observations, des analyses de microscopie 
électronique ont montré que le phénomène de mort des motoneurones, survenant au cours 
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du développement embryonnaire humain, était prolongé chez les fœtus SMA de type I par 
rapport aux contrôles (Fidziańska and Rafalowska, 2002; Soler-Botija et al., 2002). De ces ob-
servations, est apparue l’hypothèse selon laquelle la mort des motoneurones serait le premier 
signe clinique de la pathologie.  

Le développement des différents modèles murins, dans le but de récapituler la SMA 
humaine, ont d’abord permis de confirmer que les motoneurones sont particulièrement vul-
nérables aux fiables niveaux de Smn (Frugier et al., 2000; Hsieh-Li et al., 2000; Monani et al., 
2000). Cependant, des analyses plus poussées ont mis en évidence que la diminution du 
nombre de motoneurones ne devenait significative, chez la souris SMA, qu’une fois entrée en 
phase symptomatique (Bäumer et al., 2009; d’Errico et al., 2013; Le et al., 2005). En effet, les 
souris hSMN2 et Δ7, modèles de souris SMA sévères, présentent des défauts moteurs dès les 
premiers jours après la naissance, alors que la diminution du nombre de motoneurones ne 
devient significative qu’au 5ème et 9ème jours après la naissance (Bäumer et al., 2009; d’Er-
rico et al., 2013; Hua et al., 2015; Le et al., 2005; Monani et al., 2000). Ainsi, ces observations 
remettent en cause le rôle primaire de la mort des motoneurones dans la progression de la 
pathologie. Dans le but d’éclaircir cette question, des modèles murins mutants conditionnels 
ont été développés. Deux stratégies différentes ont été décrites : la déplétion ciblée de Smn 
dans les MNs et la restauration ciblée de l’expression de SMN dans les MNs (Tableau 8).  

Ces différentes études démontrent que la restauration ciblée de Smn dans les MN ne 
permet qu’une amélioration partielle du phénotype des souris SMA. De plus, d’autres ana-
lyses, sur différents modèles SMA, ont démontré l’apparition d’altérations neuromusculaires, 
et plus particulièrement la présence de défauts de la jonction neuromusculaire (NMJ), en 
phase pré-symptomatique, avant la perte des motoneurones (Boon et al., 2009; Chan et al., 
2003; McWhorter et al., 2003; Murray et al., 2010, 2008; Yeo and Darras, 2020).  

 
Modèle Phénotype Référence 

Souris hSMN2 
Souris Δ7 (SMA-I) 

Défauts moteurs dès les premiers jours après la naissance ; la diminu-
tion du nombre de MN de devient significative qu’à P5-P9 

(Bäumer et al., 2009; d’Errico et 
al., 2013; Monani et al., 2000) 

Souris A2G 
Souris Smn+/- (SMA-III) 

La réduction du nombre de MN devient significative à 3,5 mois (souris 
A2G) et à 6 mois (souris Smn+/-) 

(Jablonka et al., 2000; Monani 
et al., 2003) 

NSE-Cre;SMNF7/SmnΔ7 
(neurone-spécifique) 

Signes précoces de déficits moteurs (2 semaines post-natales), défauts 
NMJ : accumulation neurofilaments ; atrophie musculaire caractéristique 
d’une dénervation ; viabilité réduite de 25 jours en moyenne  

(Cifuentes-Diaz et al., 2002; 
Frugier et al., 2000) 

Olig2-Cre;SMN2+/+;SmnF7/−  
(MN-spécifique) 

Signes de défauts moteurs (réflexe de retournement) distinguables 
entre P2 et P14 ; atrophie musculaire ; diminution du nombre de fibres ; 
réduction des MN à P40 ; durée de vie supérieure à 12 mois (70%) 

(Park et al., 2010) 

SMN2tg/tg;Smn- /-;PrPSmn 
(moelle épinière et muscle) 

Restauration de SMN dans les motoneurones : survie 150 jours – Main-
tient du nombre de motoneurone  

(Gavrilina et al., 2008) 

SMN2tg/tg;SMNΔ7tg /tg 

;SmnRes/Res;ChATCre 

(MN et tronc cérébral spéci-
fique) 

Restauration de SMN dans les motoneurones et le tronc cérébral : sur-
vie 23 jours et légère amélioration du phénotype  

(Martinez et al., 2012) 

SMN2tg/tg;SMNΔ7tg /tg ;Smn-
Res/Res;HB9Cre 

(MN spécifique) 

Restauration de SMN dans les motoneurones : pas d’amélioration du 
phénotype  

(Paez-Colasante et al., 2013) 
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Tableau 8 : Modèle murins développés pour étudier la perte des motoneurones dans la 
SMA : modèles de déplétion/restauration ciblée de SMN dans les MN. Adapté de (Yeo and 
Darras, 2020).  
 

Depuis ces dix dernières années, les observations de défauts de NMJ ont été rappor-
tées chez des patients SMA (Martínez-Hernández et al., 2014; Querin et al., 2018; Swoboda et 
al., 2005) et dans une variété de modèles animaux SMA, y compris les souris (Courtney et al., 
2019; Murray et al., 2010), la drosophile (Chan et al., 2003; Chang et al., 2008) et le poisson 
zèbre (McWhorter et al., 2003). Ces anomalies peuvent être schématiquement regrouper en 
trois principales catégories : des défauts d'immaturité, de dénervation et des défauts d’accu-
mulation de neurofilaments (NF) (Figure 31).  

 
 
 
 

 
 
 
 
 
Figure 31 : Schémas représentant l’altération de la NMJ dans la SMA. (A) Dans des conditions 
où la quantité de SMN est normale, la NMJ est mature, avec une morphologie de type bretzel et une 
activité synaptique fonctionnelle. La reconstruction montre de fines fibres NF-positives (vert) 
innervant les NMJ (rouge). (B) Dans la SMA, le manque de SMN altère le transport axonal, on trouve 
les NF accumulés au niveau de la NMJ, affectant leur maturation et leur innervation, et par conséquent 
leur fonction synaptique (Boido and Vercelli, 2016; Valsecchi et al., 2015). 

 
• Immaturité de la NMJ SMA 

Chez les patients SMA de type I, une diminution de la surface et du nombre de perfo-
rations de la NMJ ainsi qu’une expression anormale des sous-unités fœtales ! des AChR ont 
été décrits (Figure 32) (Harding et al., 2015; Martínez-Hernández et al., 2014).  

Différentes études sont arrivées à la même conclusion dans le modèle de souris SMN∆7 
montrant des anomalies de morphologie de la NMJ. En effet, les NMJ sont immatures, avec 
une diminution des plaques perforées en formes de « bretzel », elles sont significativement 
plus petites par rapport aux souris contrôles, et parfois fragmentées (Figure 33) (Cifuentes-
Diaz et al., 2002; Kariya et al., 2008; Kong et al., 2009; Ruiz et al., 2010; Valsecchi et al., 2015). 
La forme fœtale ! des AChR est encore exprimée à des stades tardifs de développement chez 
les souris SMA (Kariya et al., 2008). De plus, au 14ème jour postnatal (P14), 50 % des NMJ SMA 
sont immatures, contre 10 % des témoins.  
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Figure 32 : Échantillons de NMJ postnataux issues de patients contrôles et SMA de type I. 
(A–D) NMJ issue de patient contrôle immunomarqués par AChRγ (en fuchsia), α-bungarotoxine (en 
rouge) et NF (en vert). L'expression de la sous-unité γ fœtale des AChR a été à peine observée dans les 
NMJ isolées. (E–H) Représentation morphologique de NMJ immunomarquées par AChRγ (en rouge) et 
NF et SyPhy (en vert) dans des échantillons issus de patients SMA postnataux (moins de 1 an) 
(Martínez-Hernández et al., 2014). 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figure 33 : Architecture de la NMJ de quadriceps chez les souris contrôle et SMA à P10. (A-B) 
Immunomarquage des protéines α-bungarotoxine (rouge) et neurofilament (vert) dans les NMJ de 
quadriceps de souris WT (A) et SMA (B). (C) Représentation isosurface avec le logiciel Imaris. Barre 
d'échelle = 10μm. (D-F) Morphologie des NMJ à plus fort grossissement : les souris WT présentent des 
plaques d'extrémité avec une morphologie plus mature (D), par rapport aux souris SMA (E). De plus, 
les quelques NMJ SMA formées semblent fragmentés (pointe de flèche – F). Barre d'échelle = 10μm. 
(G) Quantification des plaques motrices multi-innervés, mono-innervés et dénervés dans les quadri-
ceps de souris WT et SMA. (H) Distribution de l’aire des NMJ dans la condition WT (ligne continue) et 
SMA (ligne pointillée). (I) valeur moyenne de la surface de NMJ dans les quadriceps WT et SMA (Val-
secchi et al., 2015). 
 

D’autres études, ont également montré que le modèle expérimental SMN∆7 SMA pré-
sente des altérations en ce qui concerne le développement de la NMJ, en effet, l'ARNm de 
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l'agrine Z+ (nécessaire à la maturation du NMJ) est considérablement réduite dans les moto-
neurones SMA (Figure 34) (Zhang et al., 2013). De plus, la dérégulation à la hausse de l'agrine 
Z+ par une approche génétique (Kim et al., 2017) ou par un traitement pharmacologique 
(Boido et al., 2018) augmente la taille des fibres musculaires et l'innervation au niveau des 
NMJ des souris SMA. De même, l’administration d’un AAV9 couplé à DOK7 améliore égale-
ment l'architecture des NMJ et réduit l'atrophie musculaire des souris Smn2B/- (Kaifer et al., 
2020). Plus récemment, il a également été montré que l’activation de la kinase spécifique du 
muscle (MuSK) améliorait l’innervation des NMJ et la taille des fibres musculaires dans ce 
même modèle de souris SMN∆7 (Feng et al., 2021). Ces résultats suggèrent que les défauts de 
NMJ peuvent être atténués en améliorant la maturation post-synaptique chez les souris SMA. 

 

Figure 34 : Le saut d'exon de l'agrine Z entraîne une diminution drastique des niveaux 
d'ARNm et de protéines de l'agrine Z + dans les SMA MN. (A) Présence du saut d'exon d'agrine 
Z dans les MN P1 SMA (flèches rouges : anomalies d'épissage). (B-C) La coloration par 
immunofluorescence a été réalisée pour détecter l'agrine Z + dans les MN lombaires de souris P1 (B) 
et P3 (C) SMA (Zhang et al., 2013).  
 

Une autre caractéristique démontrant un développement incorrect de la NMJ 
concerne la persistance de l'innervation poly-neuronale. Une telle condition est généralement 
associée aux stades précoces de la structuration de la NMJ, mais est fortement retardée chez 
les souris SMA∆7 (Lee et al., 2011). Ces altérations synaptiques pourraient être liées à la 
dénervation affectant les muscles SMA. 
 

• Dénervation de la NMJ SMA 
Chez les patients SMA de type II et III, la mesure de l’amplitude du potentiel d’action 

composé (CAMP) ou potentiel évoqué révèle des anomalies de NMJ, suggérant que ces ano-
malies fonctionnelles pourraient être, au moins en partie, postsynaptiques (Wadman et al., 
2012; Weng et al., 2021).  

La protéine SMN joue un rôle central dans la formation et la maturation de la NMJ à des 
stades de développement précoces. En effet, le knock-down de SMN chez les souris néona-
tales a induit un phénotype de maladie neuromusculaire sévère, alors que la diminution de 
SMN après P17, lorsque la maturation complète de la NMJ est établie, a eu un effet relative-
ment faible (Kariya et al., 2014). Ce défaut de maturation, dû à la diminution de SMN, semble 
associé à une altération de la fonction synaptique des terminaisons nerveuses. En effet, des 
modèles de souris SMA sévères présentent des potentiels post-synaptiques ralentis et une 
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libération de neurotransmetteur évoquée réduite (Kariya et al., 2008; Ling et al., 2012; Ruiz et 
al., 2010; Ruiz and Tabares, 2014). La raison d'une telle transmission synaptique compromise 
pourrait être liée à un taux réduit de transport de la vésicule synaptique (SV2) et de la synap-
totagmine (Syt), observé à P11 chez les souris SMN∆7 (Dale et al., 2011; Tejero et al., 2016).  

 
• Accumulation de neurofilaments (NF) 

L'accumulation de neurofilaments (NF), résultant d'un dérèglement de la machinerie 
de transport axonal (Kreutzer et al., 2012), pourrait jouer un rôle dans la déstabilisation des 
NMJ. Il a ainsi été montré dans des modèles murins SMA sévères que la réduction de SMN 
entraînerait une perturbation du transport de l'ARNm de l'actine et affecterait la navette du 
NF dans l'axone du MN, conduisant à une accumulation aberrante de NF et à une mauvaise 
arborisation terminale (Bowerman et al., 2009, 2007). De plus, les niveaux de protéines de 
dynéine semblent être réduits, suggérant à son tour une altération du transport axonal (Dale 
et al., 2011). En effet, l'accumulation de NF est une caractéristique pathologique de la SMA, 
son accumulation a été associée au transport lent et retardé de composants essentiels à la 
maturation et au maintien des NMJ (Darras et al., 2019; Olsson et al., 2019; Torres-Benito et 
al., 2012).  

 
4.3. Vulnérabilité sélective des MN spinaux et de leur connectivité avec leur cible muscu-

laire 
 

La SMA se caractérise par une faiblesse des muscles proximaux chez le patient. Toutefois, 
alors que les muscle du biceps brachial, les muscles abdominaux latéraux et les muscles inter-
costaux internes sont retrouvés sévèrement touchés chez les patients SMA, le diaphragme, le 
muscle buccinateur et la langue, semblent quant à eux relativement épargnés (Kariya et al., 
2008; Munsat and Davies, 1992). Cela a été bien caractérisé dans des modèles murins SMA, 
où l’atteinte sélective des muscles axiaux et appendiculaires corrèlent avec la perte des sous-
types de MNs et semblent être associées à des altérations de NMJ (d’Errico et al., 2013; Ling 
et al., 2012; Murray et al., 2013, 2008).  

Il a été démontré dans des modèles murins SMA, que les motoneurones spinaux sont le 
type cellulaire le plus affecté dans la maladie (Harding et al., 2015; Petit et al., 2011). Les NMJ 
des motoneurones faciaux et hypoglosses restent quant à eux peu affectés dans les modèles 
murins de SMA (Comley et al., 2016; Murray et al., 2015, 2008). Les motoneurones oculaires, 
qui innervent les muscles extra-oculaires et contrôlent ainsi le mouvement des yeux, semblent 
systématiquement résistants dans la SMA et ce même chez des souris SMA en phase terminale 
(Comley et al., 2016).  

Ainsi, dans la SMA, tous les sous-types de MNs et leurs NMJs ne seraient pas sensibles 
de la même manière à la SMA. Cependant, cette variabilité ne semble pas être liée à une dif-
férence d’expression de SMN (Figure 35) (Ling et al., 2012; Murray et al., 2015, 2008; Nichter-
witz et al., 2020). 
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Figure 35 : L'analyse de la jonction neuromusculaire révèle une vulnérabilité différentielle 
entre les muscles crâniens et abdominaux. A) Les micrographies confocales montrent des jonc-
tions neuromusculaires marquées à la bungarotoxine (BTX, rouge) et des anticorps contre le neurofi-
lament et la protéine des vésicules synaptiques 2 (NF/SV2, vert). B) Quantification des plaques termi-
nales innervées dans les muscles abdominaux [transversus abdominis (TVA), rectus abdominis (RA) et 
external oblique (EO)] par rapport aux muscles crâniens [levator auris longus (LAL), auricularis superior 
(AS) et adductor auris longus (AAL)] et les muscles contrôle (Murray et al., 2015). 

 
Les causes spécifiques d'une telle sélectivité restent encore floues. D’autant plus que, 

plusieurs études se sont intéressées à la vulnérabilité des motoneurones dans différents mo-
dèles de souris SMA, mais avec des rapports contradictoires sur la sévérité de la dénervation 
suivant le modèle utilisé (Figure 36) (Ling et al., 2012; Murray et al., 2015, 2008; Nichterwitz 
et al., 2020). Toutefois, bien que l'origine précise de la vulnérabilité sélective de certains mo-
toneurones et de leurs NMJ reste incertaine, elle démontre clairement que toutes les cellules, 
même du même type et de la même localisation, ne répondent pas de la même manière aux 
faibles niveaux de SMN (Ahmad et al., 2016).  

 
 

 
 
 
 

 
 
 

Figure 36 : Les protéines des neurofilaments s'accumulent de manière pré-synaptique dans 
les muscles lombaires, mais pas dans les muscles extra-oculaires ou de la langue chez les 
souris SMND7 SMA. (A–C) Accumulations anormales de neurofilaments dans les terminaisons ner-
veuses pré-synaptiques des NMJ dans les muscles lombaires SMA au fil du temps et peuvent être vus 
à P10 (B) et P14 (C) (*). (D) Augmente du pourcentage de plaque motrice avec une accumulation de 



 

 79 

neurofilaments au cours du temps dans les muscles lombaires des souris SMA (barres noires) par rap-
port aux souris témoins (barres blanches). (E–G) Morphologie de la NMJ extra-oculaire (EOM, E) et du 
muscle de la langue (F) à P14 sans signe d'accumulation de neurofilaments, par rapport à une accumu-
lation pathologique de neurofilaments dans les muscles lombaires (G) au même moment. (H) Quanti-
fication de l'accumulation de neurofilaments dans les muscles extra-oculaires, de la langue et lom-
baires chez les souris témoins et SMA (Comley et al., 2016). 

 
En conclusion, même si les mécanismes sous-jacents restent encore mal compris, il 

existe un consensus général sur le fait que la rupture de la NMJ est un événement précoce 
dans la pathogenèse de la SMA, qui anticipe probablement un dysfonctionnement des MNs 
et l'apparition des symptômes moteurs. Dans cette mesure, la NMJ pourrait représenter une 
cible thérapeutique importante à exploiter pour contrer la progression de la pathologie. Alors 
que les défauts de l’unité motrice ont presque exclusivement été décrits dans des modèles 
animaux de la SMA et plus particulièrement les modèles murins, l’évolution dans le temps, et 
l’interdépendance des composants de la NMJ au cours de cette dégénérescence ne sont pas 
claires. Sur la base de ce constat, on peut souligner la nécessité de développer de nouveaux 
modèles pathologiques, robustes et pertinents, capables de reproduire la complexité de la 
SMA en vue d’identifier de nouvelles cibles thérapeutiques. Dans ce contexte, les progrès ré-
alisés dans le domaine des cellules souches pluripotentes humaines a permis de proposer de 
nouvelles opportunités dont nous allons discuter dans le dernier chapitre de cette introduc-
tion.  
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Chapitre III : Les cellules souches pluripotentes humaines 
 

L’engouement de la communauté scientifique envers les cellules souches 
pluripotentes humaines (hPSC) s’explique par les deux propriétés cardinales qui les 
caractérisent. Tout d’abord, leur propriété d’auto-renouvèlement leur permet de se diviser à 
l’identique et de manière quasi-indéfinie, faisant de ces cellules une source illimitée de 
matériel. Deuxièmement, leur propriété de pluripotence rend ces cellules capables de se 
différentier, en théorie, tous les types cellulaires d’un organisme. En particulier, ces cellules 
sont capables de donner naissance aux trois lignages embryonnaires, à savoir l’endoderme, 
l’ectoderme et le mésoderme.  Depuis l’isolement en 1998 des premières cellules souches 
pluripotentes humaines, à savoir les cellules souches embryonnaires humaines (hESC), les 
espoirs portés par ces cellules ont été grandement atteints, voir même dépassés. Comme nous 
le verrons dans ce chapitre, elles sont surtout devenues un outil incontournable à la dois pour 
la génération de nouveaux modèles cellulaires pathologiques mais également pour le 
développement de nouvelles stratégies thérapeutiques innovantes visant en particulier la 
régénération tissulaire. 

 
1. Obtention des cellules souches pluripotentes humaines 

 
A ce jour, les hPSC proviennent de deux sources. Pendant une dizaine d’années, les 

cellules souches embryonnaires humaines (hESC) ont été l’unique source de hPSC. Ces cellules 
sont obtenues à partir d’embryons humains surnuméraires issus de fécondation in vitro (FIV) 
dans le contexte de programmes de procréation médicalement assistée (PMA) ou encore de 
diagnostics préimplantatoires (DPI). Beaucoup plus récemment, en 2007, le Professeur Shinya 
Yamanaka et son équipe ont identifié une alternative pour obtenir des hPSC. Cette deuxième 
source repose sur la conversion, par modification génétique, de cellules somatiques humaines 
en cellules présentant les deux propriétés cardinales des hESC, à savoir la capacité de 
pluripotence et d’auto-renouvèlement. Ces cellules ont ainsi été appelées cellules souches 
humaines induites à la pluripotence (hiPSC).  

 
1.1. Les cellules souches embryonnaires humaines  

 
Les cellules souches embryonnaires (ESC) de mammifères ont été pour la première fois 

isolées, en 1981, à partir d’embryon de souris (Evans and Kaufman, 1981; Martin, 1981). 
Chez l'Homme, ces mêmes cellules (hESC) ont pu être isolées et cultivées dès 1998 

(Thomson et al., 1998). Les auteurs ont prélevé ces hESC sur des embryons âgés de 5 à 7 jour 
après une fécondation in vitro (FIV), correspondant au stade blastocyste du développement 
embryonnaire (Figure 37). Le blastocyste est constitué en 3 parties, le trophoblaste 
périphérique qui donnera naissance à la plupart des structures extra-embryonnaires ; la masse 
cellulaire interne (MCI) qui est constitué de cellules souches embryonnaires, capables de 
donner à elles seules l’organisme entier ; et enfin une grande cavité remplie d’un liquide 
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appelé blastocèle qui disparaîtra progressivement au cours du développement embryonnaire. 
C’est à partir de la MCI du blastocyste, et plus particulièrement de l’épiblaste, que les 
premières cellules hESC ont été isolées. En effet, la MCI est composée de deux structures, 
l’hypoblaste qui donnera naissance à l’endoderme pariétal (ou sac vitellin) et l’épiblaste qui 
se situe plus en profondeur et qui est constitué de cellules pluripotentes. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 37 : L’embryogénèse, l’origine des cellules hES. A. Cinétique de développement d’un 
embryon humain in vitro. B. Représentation schématique de la structure d’un blastocyste. Adapté du 
site internet : Collège National des Gynécologues et Obstétriciens Français (CNGOF). 
 

In vitro, les hESC ont ensuite été « domptées » en suivant des méthodes proches de 
celles utilisées précédemment chez la souris. Ces cellules se présentent sous la forme de 
colonies plates. Pour conserver leur pluripotence, elles ont besoin de facteurs extracellulaire 
mais différents des mESC, il s’agit ici du facteur bFGF (basic fibroblast growth factor) et de la 
voie activine/nodal (Thomson et al., 1998). Depuis les 20 dernières années, les méthodes de 
dérivation et de culture ont beaucoup évolué permettant même aujourd’hui de générer dans 
des conditions GMP (Good Manufacturing Practice) des lignées d’hESC de grade clinique et 
dont les conditions de culture ne comportent aucun facteur xénogène, critère nécessaire pour 
leur utilisation en thérapie cellulaire (Ilic and Ogilvie, 2017; Tannenbaum et al., 2012). 

Parallèlement, des lignées d’hESC ont été dérivées à partir d’embryons générés dans 
le cadre de diagnostic préimplantatoire (DPI). Bien qu’on dénombre entre 6000 et 8000 
maladies génétiques, le DPI n’est autorisé que pour 243 maladies aujourd’hui (Rapport 
d’activité de DPI). A ce jour, seuls 190 lignées d’hESC porteuses de mutations ont été publiées 
représentant environ 30 maladies génétiques (Ben-Yehudah et al., 2012).  

L’utilisation des hESC a toujours soulevé des questions éthiques et leur manipulation 
en France est régi depuis 1994 par les Lois de Bioéthique. Ainsi, la recherche sur l’embryon et 
l’utilisation des hESC a été interdite jusqu’au 6 août 2004, date à partir de laquelle une révision 
de la Loi de Bioéthique a autorisé leur utilisation dans certaines conditions très strictes. La 
recherche sur les hESC dépendait ainsi d’une dérogation accordée par l’agence de la 
biomédecine avec un moratoire de 5 ans. Pour pouvoir bénéficier de cette dérogation et 
travailler sur les hESC, comme à I-STEM, les projets de recherche devaient être « susceptibles 
de permettre des progrès thérapeutiques majeurs et cette recherche ne pouvait pas être 
poursuivie par une méthode alternative d‘efficacité comparable, en l’état des connaissances 



 

 82 

scientifiques » (Loi de Bioéthiques, 6 août 2004). Depuis 2004, les lois de Bioéthique ont été 
révisées en 2011 puis 2013 pour aboutir à un assouplissement du système d’interdiction avec 
dérogation, qui a été remplacé par un système d’autorisation encadré par l’agence de la 
Biomédecine. Bien que plus souple, cette nouvelle législation nécessitait que les programmes 
de recherche respectent quatre conditions : la pertinence du projet scientifique, la finalité 
médicale de la recherche, l’absence de techniques alternatives et le respect des principes 
éthiques. A la suite des états généraux de bioéthique, en 2019, une proposition de texte de 
loi a été votée permettant de passer d’un système d’autorisation encadrée à un système 
déclaratif et dont les décrets d’application devraient sortir d’ici peu 
(https://www.legifrance.gouv.fr/jorf/id/JOR FTEXT000043884384).  

Bien qu’étant démontré comme une prouesse scientifique, l’utilisation des hESC est 
restée jusqu’à maintenant assez compliquée autant pour des questions bioéthiques et 
règlementaires que pour l’obtention du matériel cellulaire. Ainsi, la découverte des cellules 
souches humaines induites à la pluripotence (hiPSC) a permis de s’affranchir de telles 
limitations. 

 
1.2. Les cellules souches humaines induites à la pluripotence  

 
L’année 2007 a été consacré, par le prix Nobel de Médecine, Martin Evans, pionnier de 

la dérivation des cellules ES murines, et ses collègues Mario Capecchi et Oliver Smithies. Cette 
même année s’est achevée sur une prouesse scientifique toute aussi importante, celle de la 
génération des cellules souches humaines induite à la pluripotence (hiPSC) par l’équipe du 
Professeur Shinya Yamanaka.  

 
1.2.1 Autorenouvèlement des cellules pluripotentes : un processus très conservé 

 
La découverte des iPSC repose initialement sur les travaux de John B. Gurdon avec 

l’émergence du concept de pluripotence. On a longtemps pensé que lorsqu'une cellule se 
différencie, elle inactive définitivement les gènes dont elle n'a plus besoin. Pourquoi une 
cellule spécialisée conserverait-elle la possibilité de réactiver des gènes spécifiques d'un autre 
type cellulaire ? Cela semblait être un mécanisme risqué, laissant la possibilité à des gènes 
d’être activés de manière inappropriée. Pourtant, trois approches de reprogrammation (le 
transfert nucléaire, la fusion cellulaire et la reprogrammation par induction) ont montré de 
manière concluante que le destin cellulaire peut être inversé, ramenant la cellule à un état 
embryonnaire. C’est ainsi que sont apparues les notions de plasticité du devenir cellulaire et 
d’état intermédiaire de différenciation (Figure 38). 
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Figure 38 : Schéma représentant la plasticité du devenir cellulaire. Une série d'expériences 
marquantes a montré que le destin des cellules est flexible et réversible. On sait maintenant que les 
cellules peuvent, en fait, passer d'un état différencié à un état pluripotent au cours d'une 
reprogrammation (Takahashi and Yamanaka, 2016). 
 

• Transfert nucléaire  
Le transfert nucléaire consiste à transférer le noyau d’une cellule somatique dans des 

œufs énuclées (Figure 39). Les expériences pionnières de clonage par transfert nucléaire, en 
1952 d’abord, par Robert Briggs et Thomas King chez les amphibiens (Briggs and King, 1952), 
puis en 1962 par John Gurdon, ont permis de montrer que le transfert d’un noyau issu de 
cellule intestinale de têtard dans des ovocytes de Xénope non fécondés pouvait aboutir au 
développement d’un clone de têtard normal  (Gurdon, 1962; Gurdon and Uehlinger, 1966). Il 
faudra attendre plusieurs dizaines d’années pour observer les premiers exemples réussis de 
clonage par transfert nucléaire chez les mammifères avec la célèbre brebis Dolly et la vache 
Marguerite (Wilmut et al., 1997). Chez l’homme, la perspective de générer des cellules 
souches pluripotentes par transfert nucléaire a fait l’objet de communications controversées, 
mais aucune n’a abouti à la dérivation d’une lignée de cellules souches.  

 
 
 

 
 
 
Figure 39 : La reprogrammation par transfert nucléaire (Yamanaka and Blau, 2010). 
 

• La fusion cellulaire 
Une autre stratégie de reprogrammation des cellules somatiques repose sur leur 

fusion avec des cellules souches (Figure 40). A partir de 1976, Miller et Ruddle ont montré que 
les thymocytes fusionnés avec des cellules de carcinome embryonnaire devenaient 
pluripotents (Miller and Ruddle, 1976). Dans les cellules tétraploïdes obtenues, les gènes 
marqueurs des cellules ESC tels que Oct3/4 acquièrent un état épigénétique caractéristique 
de la pluripotence en adoptant les schémas de méthylation de l'ADN et de modification des 
histones normalement observés dans les cellules ESC (Kimura et al., 2004; Tada et al., 2001; 
Terada et al., 2002; Ying et al., 2002). De plus, la transplantation de ces cellules dans des souris 
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nudes entraîne la formation de tératomes, tumeurs embryonnaires, confirmant la 
pluripotence de ces cellules. La reprogrammation par fusion avec des cellules ES humaines a 
finalement été rapportée en 2005 (Cowan et al., 2005; Yu et al., 2006). Ces modèles ont ainsi 
montré que des facteurs contenus dans les cellules ES non seulement maintiennent l’état 
indifférencié, mais surtout sont capables de l’induire à partir de cellules différenciées, 
soulignant une fois de plus l’importance du contrôle épigénétique et l’expression des gènes 
de pluripotence dans la reprogrammation.  

 
 
 
 

 
 
Figure 40 : La reprogrammation par fusion cellulaire (Yamanaka and Blau, 2010). 
 

• La reprogrammation par induction 
Le fait que les noyaux des cellules somatiques puissent être reprogrammés par 

transfert dans des ovocytes ou fusion avec des cellules ESC indique que les ovocytes et les 
cellules ESC contiennent des facteurs de reprogrammation (Figure 41). C’est sur ce postulat 
qu’une équipe japonaise à découvert, en 2006, comment reprogrammer des cellules 
somatiques de souris (fibroblastes) en cellules pluripotentes (appelé iPSC, induced pluripotent 
stem cell), par l’expression forcée de 4 facteurs de transcription (OKSM) : Oct3/4, Klf4, Sox2 
et c-Myc (Takahashi and Yamanaka, 2006). Cette combinaison de facteurs a été identifiée 
après le criblage de 24 gènes candidats et de leur combinatoire en utilisant comme marqueur 
l’expression d’un gène spécifique de l’état de pluripotence chez la souris : Fbx15. Parmi ces 4 
facteurs nécessaires et suffisant pour reprogrammer des cellules somatiques en iPSC, Oct3/4, 
Klf4 et Sox2 ont été décrits comme des régulateurs positifs de la pluripotence alors que c-Myc 
serait un inhibiteur des gènes de l’identité cellulaire (Sridharan et al., 2009). L’année suivante, 
en 2007, cette même équipe a réussi à étendre ce protocole à des fibroblastes adultes 
humains permettant de générer la première lignée de cellules iPS humaines (hiPSC) (Takahashi 
et al., 2007). Quelques mois plus tard une équipe américaine a également décrit la génération 
de cellules iPSC humaines mais avec une combinaison de facteurs partiellement différente : 
Oct3/4, Sox2, Nanog et Lin28 (Yu et al., 2007). L’ensemble des travaux du Pr. Yamanaka seront 
récompensés par le Prix Nobel de médecine en 2012, en particulier pour avoir fait voler en 
éclat un dogme de la biologie : les cellules somatiques sont réversibles et peuvent être 
reprogrammées en cellules souches pluripotentes. 
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Figure 41 : La reprogrammation par induction (Yamanaka and Blau, 2010). 
 

1.2.2 Les méthodes de reprogrammation  
 

• Les hiPSC une méthode alternative  
Dès leur première description, les iPSC humaines sont apparues comme extrêmement 

prometteuses pour diverses applications biomédicales, que ce soit pour la thérapie cellulaire 
personnalisée, la modélisation pathologique combinée à l’identification de nouveaux 
composés thérapeutiques. Même si les méthodes de reprogrammation se sont énormément 
démocratisées ces dernières années, la génération de ces hiPSC relève quelques défis, tels que 
l'efficacité de la reprogrammation, et les risques associés à l'instabilité chromosomique. 
 

• La méthode de transfert de gènes  
Diverses méthodes ont été adoptées pour introduire les facteurs de reprogrammation 

et induire la pluripotence dans les cellules somatiques. Ces approches peuvent être classées 
suivant deux catégories :  intégratives et non intégratives (Figure 42). Les premières 
expériences de reprogrammation utilisaient des vecteurs intégratifs, comme des lentivirus, 
qui impliquent l'insertion de matériel génétique exogène dans le génome de l'hôte et pouvant 
être à l’origine de mutations susceptibles d’altérer la fonction de certains gènes et donc 
perturber la physiologie et l’intégrité des cellules. Les approches non intégratives basés sur 
l’utilisation des ARNm, d’épisome ou encore du virus Sendaï sont quant à elles privilégiées 
aujourd’hui car elles ne nécessitent pas de modification génétique permanente (Gois Beghini 
et al., 2020; Moradi et al., 2019).  

Figure 42 : Les méthodes de reprogrammation des cellules somatiques suivant la balance 
sécurité/efficacité. Ces méthodes peuvent être classées suivant quatre catégories selon leurs 
critères intégratif et viral. Les méthodes virales intégratives sont les rétrovirus (a), lentivirus (b) rétro-
lentivirus inductibles (c) ; et les méthodes non virales intégratives correspondent aux fragments d'ADN 
linéaires ou circulaires (d) ou aux transposons (e). Les méthodes non intégratives peuvent aussi être 
virales avec les adénovirus (f) ou le virus Sendai (g) ; ou non virales avec l'ADN épisomal (h), les ARN 
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(i), le chromosome artificiel humain (HAC) (j), les protéines (k) ou les petites molécules (l) (Gois Beghini 
et al., 2020; Moradi et al., 2019). 
 

• Origine des cellules somatiques 
Historiquement, les fibroblastes cutanés étaient la source cellulaire utilisée pour les 

premières descriptions de reprogrammation. Les kératinocytes, adipocytes ou hépatocytes 
ont également été utilisés démontrant que de nombreuses cellules somatiques peuvent servir 
à la génération des hiPSC, même si leur efficacité est différente (entre 0,1 et 1% suivant le 
type cellulaire) (Cai et al., 2010; Eminli et al., 2008; Malik and Rao, 2013). Cependant, le 
prélèvement de ces différents types cellulaires repose sur un acte chirurgical invasif.  Il est 
aujourd’hui possible de différentier des cellules sanguines, ou encore des cellules d’urine, ce 
qui représentent des alternatives moins invasives pour les patients (Bento et al., 2020; Loh et 
al., 2010; Staerk et al., 2010).   

 
2. Culture des cellules souches pluripotentes humaines  

 
L’enjeu principal de la culture des hPSC, que ce soit pour les hESC ou les hiPSC, repose 

sur la conservation des deux propriétés cardinales de ces cellules, l’auto-renouvèlement et la 
pluripotence, tout en préservant leur intégrité génomique. 

 
2.1. Maintien de la pluripotence des hPSC  

 
Au cours de la dernière décennie, diverses méthodes ont été développées pour la cul-

ture des hPSC. Trois facteurs clés ont ainsi été identifiés pour influencer la qualité et la robus-
tesse des cultures : (i) le milieu de croissance, (ii) la matrice extracellulaire et (iii) les signaux 
environnementaux.  

 
•  Le milieu de croissance  
Le maintien des CSP en culture repose sur l’utilisation de petites molécules permettant 

de contrôler la balance entre l’activation des voies de signalisation impliquées dans la pluri-
potence et l’inhibition des voies de différenciation. Ainsi, plusieurs molécules ont été identi-
fiées comme facteurs de régulation de cette balance. En effet, des molécules comme le FGF2, 
l’Activine A et le TGF-β permettent le maintien de la pluripotence en induisant l’expression 
des gènes de pluripotence Oct4, Sox2 ou encore Nanog (Eiselleova et al., 2008). Ceux-ci sont 
capables de s’autoréguler et forment une boucle de régulation de la pluripotence (Figure 43). 
Ainsi, le milieu de croissance est l'un des composants les plus critiques de la culture des hPSC 
et a subi une évolution importante depuis qu'il a été initialement utilisé pour la culture des 
hESC (Thomson et al., 1998). La première génération de milieu pour la culture des hESC con-
tenait généralement du sérum KSR (knock-out serum replacement) et des cellules nourricières 
permettant la sécrétion de facteurs de croissance, de cytokines et de protéines de la matrice 
extracellulaire (Mallon et al., 2006; Thomson et al., 1998).  
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Figure 43 : Voie de signalisation permettant le maintien de la pluripotence ou la différencia-
tion des PSC (https://www.cellsignal.com/pathways/pluripotency-and-differentiation-pathway). 

 
• La matrice extracellulaire  
L'objectif ultime pour une utilisation thérapeutique était de développer un milieu sans 

sérum, non-xénogénique, défini chimiquement, et adapté pour soutenir la croissance de 
presque tous les types de lignées hPSC. L’une des premières alternatives aux cellules nourri-
cières a été l’utilisation du coating Matrigel. Le Matrigel correspond à une matrice de mem-
brane basale, riche en collagènes (Kleinman et al., 1982). Bien qu'il soit largement utilisé à des 
fins de recherche, le Matrigel est un substrat xénogénique chimiquement défini et qui ne peut 
donc pas être utilisé pour des applications cliniques. D’autres polymères, telle que la Vitro-
nectine, ont été utilisés et présentent l’avantage d’assurer une meilleure reproductibilité des 
cultures (Chen et al., 2011). Désormais, les hPSC sont majoritairement cultivées sur coating 
Matrigel ou Vitronectine, associés à des milieux de culture contenant des petites molécules 
ou cytokines permettant de moduler certaine voie de signalisation impliquées dans le destin 
cellulaire (Rivera et al., 2020). 

  
• Les signaux environnementaux 
Il existe un certain nombre d'indices environnementaux, y compris des indices prove-

nant d'environnements physiques et physiologiques qui encouragent la croissance des hPSC, 
tels que la température, l'humidité, l'osmose, l'acidité, la rigidité des surfaces de croissance, 
la densité cellulaire, l'échange par diffusion gazeuse et les modes d'associations multicellu-
laires. Parmi ces différents facteurs, la consommation d'oxygène et les modes d'associations 
multicellulaires, sont deux facteurs clés qui influençant la croissance des hPSC. L'environne-
ment physiologique du développement embryonnaire des mammifères à un stade précoce 
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est hypoxique. La culture des hPSC doit ainsi être conçue pour imiter au maximum cette con-
dition (Forristal et al., 2010; Forsyth et al., 2006). Les modes d'association multicellulaire ont 
un impact significatif sur la densité cellulaire, les interactions ligands-récepteurs et la trans-
duction du signal intracellulaire des hPSC. Initialement, les hPSC étaient cultivées, manuelle-
ment à l’aiguille, sous forme de colonies et se différenciaient spontanément sous forme 
d'agrégats de corps embryoïdes (EB). Avec la découverte des méthodes de dissociation enzy-
matiques (Chen et al., 2010; Ohgushi et al., 2010; Watanabe et al., 2007), nous pouvons main-
tenant cultiver des hPSCs en cellules uniques (Tsutsui et al., 2011), en monocouches de type 
non-colonie (Chen et al., 2012; Kunova et al., 2013) ou en suspension (Gerecht-Nir et al., 2004; 
Steiner et al., 2010; Ungrin et al., 2008).  

 
2.2. Contrôle qualité de la pluripotence et de l’intégrité génomique des hPSC  

 
Les hPSC étant de plus en plus utilisées à des fins cliniques, les procédures de contrôles 

qualités sont devenues extrêmement réglementées au cours des dernières années. Ces con-
trôles qualités concernent le maintien de la pluripotence et l’intégrité génomique des cellules. 
Afin de contrôler l’état de pluripotence de ces cellules, l’expression des facteurs de transcrip-
tion tels que Nanog et Oct3/4 peuvent être suivie par des techniques et qPCR ou cytométrie 
en flux (Figure 44A,B). De même, de nombreux marqueurs de surface ont été identifiés 
comme associés à l’état indifférencié des hPSC, tels que SSEA3 et 4 (Stage Specific Embryonic 
Antigen), TRA-1-60 et 81 (Tumour Rejection Antigen), TRA-2-49 et 54 et GCTM-2 (Germ Cell 
Tumour Marker) (Mateizel et al., 2006). L’état de pluripotence de ces hPSC peut également 
être évalué in vivo. L’injection sous cutanée des hPSC dans des souris immunodéficientes 
aboutie à la formation de tératomes composés des trois feuillets embryonnaires caractéris-
tiques : l’endoderme, l’ectoderme et le mésoderme (Kim et al., 2009). 

D’autre part, plusieurs études ont montré la présence d’anomalies chromosomiques 
importantes, et qui se trouvent être d’autant plus récurrentes que le nombre de passage est 
élevé. Ces anomalies sont majoritairement recensées sur les chromosomes 12, 17, 20 et X 
(Henry et al., 2019; Lefort et al., 2009). La prévalence des aneuploïdies dans les PSC en culture 
semble être déterminée par la sélection de gènes qui favorisent la survie pendant les périodes 
de stress cellulaire (Zhang et al., 2019). D’autre part, plusieurs mutations spontanées dans le 
gène TP53 codant la protéine suppresseur de tumeur P53 ont été décrites (Avery-Kiejda et al., 
2014; Lefort et al., 2009; Merkle et al., 2017). L’ensemble de ces études soulignent l’impor-
tance d’effectuer des contrôles qualités réguliers sur l’intégrité génomique de ces lignées 
d’hPSC et d’autant plus quand celle-ci sont destinées à la clinique. Pour ce faire, la technique 
du caryotype est la plus couramment utilisée pour déceler les anomalies chromosomiques 
telles que les aneuploïdies ou les polyploïdies (Figure 44C) (Assou et al., 2020). D’autres tech-
niques plus sensibles existent, pour détecter les duplications et insertions chromosomiques, 
comme le mFISH (multicolor fluorescence in situ hybridization) ou les analyses de SNP (Single 
Nucleotide Polymorphisms) (Steichen et al., 2019). Pour certaines applications, telle que la 
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vérification des lignées générées par la technologie CRISPR/Cas9, le séquençage complet du 
génome est nécessaire (Lund et al., 2012). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 44 : Caractérisation de colonies d’hiPSC in vitro. A,B) Analyse des marqueurs de la pluri-
potence par (A) immunohistochimie avec les anticorps Oct4, Nanog, TRA-1-60 et SSEA3, et par (B) cy-
tométrie en flux avec le double marquage SSEA4/TRA-1-60. C) Le caryotypage de la lignée d’hiPSC ne 
montre pas de défaut. Adapté de (Yang et al., 2015). 

 
2.3. Le potentiel de différenciation 

 
Les stratégies de conversion des hPSC en cellules d’intérêts reposent sur une vaste 

connaissance de la biologie du développement. Il existe deux méthodes de différenciation des 
hPSC, la différenciation par surexpression de facteurs intrinsèques ou par l’utilisation de pe-
tites molécules. 

 
2.3.1 La différenciation par surexpression  

 
Des avancées dans les stratégies d'ingénieries cellulaires, telles que la conversion directe 

du destin cellulaire, ont démontré la faisabilité de manipuler les identités cellulaires par la 
surexpression de facteurs de transcription déterminant le destin cellulaire. La surexpression 
des facteurs de transcription peut se faire en administrant le gène via un vecteur viral intégra-
tif ou non-intégratif, la transduction de protéines ou par un ARNm synthétique. Ces stratégies 
sont maintenant de plus en plus mises en œuvre pour la différenciation guidée des précur-
seurs neuraux.  

Ces protocoles de différenciation par surexpression de facteurs de transcription présen-
tent l’avantage d’être souvent cours (quelques jours) et de générer des cultures cellulaires 
relativement homogènes. Pour autant, cette technique interpelle quant au respect des pro-
cessus de différenciation cellulaire et des conséquences physiologiques. En effet, au cours du 
développement, l’état de cellule différenciée et mature émerge au travers de plusieurs étapes 
intermédiaires. Ces résultats démontrent que cette technique de différenciation par surex-
pression de facteurs de transcription, bien que directe, présente certaines limites.  
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Figure 45 : Différenciation ciblée des cellules souches pluripotentes. Adapté de (Williams et al., 
2012). 

 
2.3.2 L’induction par facteurs de croissance et petites molécules  

 
La différenciation dirigée des hPSC peut être enclenchée par l’utilisation séquentielle 

de facteurs de croissance et petites molécules activatrices et/ou inhibitrices de certaines voies 
de signalisations nécessaire au développement du type cellulaire d’intérêt. Cette approche 
vise à imiter fidèlement les différentes étapes du développement in vivo.  

 
• Facteurs de croissances 
Une première méthode efficace pour contrôler le destin cellulaire in vitro est l'ajout de 

facteurs de croissance recombinants dont le rôle est connu pour la différenciation vers le type 
cellulaire souhaité in vivo. Cette stratégie a été extrêmement efficace pour imiter les pre-
mières étapes du développement embryonnaire. En conséquence, la première étape dans de 
nombreux protocoles est la conversion des hPSC en cellules d’une des couches germinales 
souhaitées. De manière assez surprenante, différentes études sont arrivées à la même con-
clusion, seule une petite poignée de voies de signalisation sont nécessaires à la spécification 
des couches germinales, à savoir la voie du TGFβ, FGF, WNT et SHH (Moustakas and Heldin, 
2009; Rao and Kühl, 2010; Turner and Grose, 2010). Bien que l'importance de ces facteurs au 
cours du développement embryonnaire soit connue depuis longtemps, la concentration de 
chaque facteur auquel une cellule en développement pourrait être exposée dans un embryon 
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et la période d'exposition ont été difficiles à déterminer (Borowiak et al., 2009; Kroon et al., 
2008; Oldershaw et al., 2010; Yang et al., 2008). 

Après une induction réussie de la couche germinale souhaitée, les facteurs de crois-
sance protéiques et les molécules de signalisation, en combinaison avec des petites molécules, 
peuvent engager les cellules dans la voie de différenciation souhaitée (Figure 46). Bon nombre 
des mêmes voies de signalisation qui jouent un rôle dans la spécification des couches germi-
nales jouent d'autres rôles dans la spécification des types cellulaires plus matures. Grâce à un 
titrage minutieux de la concentration et de la durée d'application des facteurs, et à l'utilisation 
combinatoire de facteurs protéiques, une grande variété de destins cellulaires peut être gé-
nérée en utilisant un panel relativement étroit de protéines (Oldershaw et al., 2010; Perrier 
et al., 2004; Touboul et al., 2010).  

Malgré leur application réussie à de nombreuses étapes des protocoles de différencia-
tion dirigés, l'utilité à long terme des facteurs de croissance dans ces protocoles est sujette à 
caution. L'optimisation empirique des traitements par des facteurs de croissance est très la-
borieuse. De plus, des facteurs recombinants sont souvent produits dans des cellules bacté-
riennes ou mammifères modifiées, dont les traces peuvent contaminer la préparation finale. 
Par conséquent, bien que les facteurs de croissance recombinants puissent être très utiles à 
des fins de recherche, d'autres méthodes peuvent, en fin de compte, être plus utiles et moins 
coûteuses, pour produire de grandes quantités de cellules adaptées à la thérapie. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

 
 

Figure 46 : Différenciation induite par facteurs de croissance et petites molécules (Cohen and 
Melton, 2011).  

 
• Petites molécules  

Les composés chimiques offrent une alternative intéressante aux facteurs protéiques 
décrits ci-dessus (Tableau 9). Par rapport aux facteurs protéiques, les petites molécules sont 
moins chères, ont moins de variabilité d'un lot à l'autre, sont non immunogènes et sont plus 
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stables. Pour ces raisons, les cellules différenciées à l'aide de petites molécules pourraient être 
plus facilement envisagées pour la clinique que celles traitées avec des protéines recombi-
nantes. Ainsi, l'idée de remplacer les facteurs biologiques par des facteurs chimiques dans les 
protocoles de différenciation a suscité un vif intérêt et trois approches principales ont été 
envisagées.  

Tout d’abord, de nombreuses études ont démontré la faisabilité de substituer directe-
ment un facteur protéique par une petite molécule pour activer ou supprimer une voie de 
signalisation développementale donnée. Par exemple, les agonistes et antagonistes de la voie 
Hedgehog se sont révélés très efficaces pour la différenciation des motoneurones (Frank-
Kamenetsky et al., 2002; Wichterle et al., 2002).  

Ensuite, dans les cas où la voie biologique cible n'est pas connue, ou les molécules ciblant 
la voie souhaitée n'ont pas été identifiées, des approches de criblage chimique peuvent être 
utilisées pour identifier, de manière relativement impartiale, les molécules qui peuvent pro-
duire l'effet souhaité (Rubin, 2008). Cependant, une limitation importante au criblage chi-
mique a été l'extrême difficulté à déterminer le mécanisme d'action des composés identifiés.  

Tableau 9 : Différenciation induite par les petites molécules (Cohen and Melton, 2011).   
 

La génération de cellules entièrement différenciées à partir des hPSC a été un domaine 
de recherche très actif ces dernières années, permettant la publication de protocoles de 
différenciation toujours plus efficaces (Williams et al., 2021). Néanmoins, ces approches 
prennent du temps, la différenciation en neurones matures, par exemple, prend 
généralement entre 4 et 6 semaines (Tao and Zhang, 2016; Xie et al., 2013). La pureté des 
cellules obtenues peut également être insuffisante et nécessiter une étape intermédiaire de 
tri cellulaire, ce qui peut induire un biais de sélection. Enfin, que la différenciation soit réalisée 
par surexpression génique ou induite par des facteurs de croissance et/ou petites molécules, 
la caractérisation des cellules produites au cours du protocole de différenciation est 
indispensable. Cette caractérisation sera réalisée à différents niveaux : cellulaire, moléculaire 
et fonctionnel. Dans la partie 4, je détaillerai plus en détails les avancées et les caractérisations 
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des protocoles de différenciation pour l’obtention des neurones moteurs et leurs sous types 
ainsi que les cellules musculaires squelettiques à partir des hPSC. 
 

La mise en place de la technologie des cellules hPSC a été une grande réussite scienti-
fique, résultant de la convergence de divers courants scientifiques précédents tels que la « re-
programmation », les facteurs de transcription « maîtres » et les cellules souches embryon-
naires. Son développement a également entraîné de nouveaux défis avec l’émergence des 
nombreuses applications biomédicales. 

 
3. Applications biomédicales des cellules pluripotentes humaines  

 
Les hPSC ne sont plus seulement utilisées dans le cadre de projet d’études développe-

mentales mais leurs objectifs ultimes sont aujourd’hui à des fins de thérapie cellulaire, de mo-
délisation pathologique, d’identification de nouvelles stratégies pharmacologiques (Figure 
47).  

 
 
 
 
 
 
 

 
 

Figure 47 : Application des cellules souches pluripotentes. Les hiPSC, reprogrammées à partir de 
cellules somatiques d’un patient, peuvent être corrigées génétiquement, puis différenciées dans le 
type cellulaire d’intérêt, avant d’être transplantées chez le patient (thérapie cellulaire). Par ailleurs, les 
hiPSC peuvent être utilisées pour (a) la modélisation pathologique, (b) le criblage de molécules, (c) les 
tests de toxicité (Bellin et al., 2012). 

 
3.1. La thérapie cellulaire 

 
La thérapie cellulaire consiste à greffer des cellules différenciées à partir de hPSC dans 

le but de remplacer les cellules absentes, non fonctionnelles ou perdues dans le contexte 
d’une pathologie donnée. Il existe à ce jour deux stratégies : soit injecter des cellules saines 
différenciées préalablement à partir des hPSC ; soit injecter des cellules du patient qui auront 
été corrigées génétiquement, par thérapie génique ex-vivo, avant de les greffer en retour. 
Cette thérapie de médecine personnalisée présente l’avantage de s’affranchir de tout pro-
blème de rejet de greffe et de limiter l’utilisation d’immunosuppresseurs. Néanmoins, celle-ci 
reste coûteuse par rapport aux cellules thérapeutiques issues de banques. Les premiers essais 
cliniques utilisant les hPSC en thérapie cellulaire ont commencé il y a environ 10 ans, pour 
traiter les maladies telles que la dégénérescence maculaire, des lésions de la moelle épinière, 
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du diabète et de l’infarctus du myocarde (Kimbrel and Lanza, 2020). Ces essais ont montré que 
les thérapies à base de hPSC sont sûres et bien tolérées chez les patients.  

A ce jour, on dénombre 30 essais cliniques impliquant des CSPh dont la majorité se 
basent sur l’utilisation d’hESC (22 essais) (Figure 48). En se concentrant sur les régions géo-
graphiques, la plupart de ces études ont été réalisées dans les pays asiatiques (Chine 36,7 %, 
Japon 13,3%, Corée du Sud 10,0%) et dans le domaine de l'ophtalmologie (Deinsberger et al., 
2020). En France, on compte deux essais cliniques. Le premier a démontré la faisabilité d’uti-
liser des progéniteurs cardiovasculaires dérivées d’hESC et leur innocuité à court et moyen 
terme chez les patients présentant une dysfonction ventriculaire gauche ischémique sévère. 
A l’issu de cette étude, tous les patients présentaient une amélioration symptomatique avec 
une augmentation du mouvement systolique des segments traités par les cellules (Menasché 
et al., 2018). Plus récemment, STREAM, une étude de phase I/II, a été lancé par I-STEM, et vise 
à implanter des cellules de l’épithélium pigmentaire rétinien dérivées de hESC dans l’œil de 
patients atteints de rétinite pigmentaire, due à une mutation monogénique (Ben M’Barek et 
al., 2020).   
 

 
 
 
 
 
 
 

 
Figure 48 : Tendances mondiales des essais cliniques impliquant des cellules souches pluri-
potentes. (A) Geographic distribution of studies involving human pluripotent stem cells. (B) Catégo-
ries de maladies ciblées dans les essais cliniques impliquant des cellules souches pluripotentes hu-
maines. Adapté de (Deinsberger et al., 2020). 

 
3.2. Modélisation pathologique in vitro : la course au développement 

 
Une autre application prometteuse des hPSC consiste à étudier l’impact des mutations 

causales de maladies génétiques sur la genèse, la maturation et la fonction de types cellulaires 
spécifiques affectés normalement durant le processus pathologique. Cette approche permet 
à la fois d’étudier les mécanismes responsables de la pathologie mais également de détermi-
ner des phénotypes et biomarqueurs pertinents utilisables pour tester l’effet de molécules 
chimiques. De nombreux protocoles de différenciation ont ainsi été développés à partir des 
hPSC et permettent aujourd’hui d’avoir accès à un grand nombre de modèles cellulaires af-
fectés dans des états pathologiques variés. In vitro, les modèles conventionnellement utilisés 
sont des modèles dit 2D en monocouche ou en co-culture, et permettent d’étudier la prolifé-
ration, l’expression de marqueurs ou encore les interactions cellules-cellules (Liu et al., 2018). 
Cependant, ces modèles 2D présentent des limitations importantes en raison du manque de 

A 
B 
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complexité dans la structure, la maturité, les interactions intercellulaires et le microenviron-
nement des tissus. Face à ce constat, on a pu assister à l’émergence de modèles cellulaires 
tridimensionnels (3D). Deux approches distinctes ont émergé au cours des dernières années : 
les organoïdes, et l'ingénierie des organes sur puce (Figure 49).  

 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
Figure 49 : L’ingénierie synergique pour surmonter les limites des organoïdes et des organ-
on-chips (Takebe et al., 2017). 
 

• Les Organoïdes  
La capacité d’auto-organisation des hPSC au cours de processus de différenciation a 

permis le développement de ces structures multicellulaires en suspension, appelé organoïdes. 
Le principal avantage d'un organoïde est sa sophistication structurelle qui reproduit plus fidè-
lement le développement et microenvironnement de l’organisme humain. A ce jour plusieurs 
organoïdes humains ont été développés à partir des hPSC tels que la rétine (Lancaster and 
Knoblich, 2014), l’appareil digestif (Shah et al., 2016), les poumons (Miller et al., 2019), le rein 
(Nishinakamura, 2019), les vaisseaux sanguins (Wimmer et al., 2019), le cerveau (Chiaradia 
and Lancaster, 2020), la jonction neuromusculaire (Faustino Martins et al., 2020; Pereira et 
al., 2021). La plupart des tissus générés in vitro possèdent des phénotypes fœtaux et relative-
ment immatures ; cependant, une série d'études ont montré que lors de la transplantation de 
ces structures complexes, ces dernières atteignent un certain niveau de maturité (Dong et al., 
2021; Takebe et al., 2013; Zhang et al., 2021). Malgré ces progrès remarquables à des fins de 
modélisation pathologique, l’utilisation du modèle organoïdes pour des études à haut débits 
est limité, ceci est au moins en partie dû à l’hétérogénéité présente au sein d’un même lot de 
production (Liu et al., 2018). 
 

• Approche d’ingénierie Organ-on-chip  
La technologie Organ-on-chip consiste à reproduire fidèlement les caractéristiques 

physiologiques d’un organe cible (intestins, alvéoles pulmonaires, foie…). Cette technologie 
en plein essor vise à associer un modèle cellulaire microfluidique 2D ou 3D avec un modèle de 
bio-ingénierie, utilisant des biomatériaux visant à reproduire la matrice extracellulaire 
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naturellement présente au sein du tissu. L’étude pionnière dans le domaine a été de créer un 
dispositif de poumon sur puce utilisant la lithographie douce classique et la microfluidique 
pour reproduire une interface alvéolo-capillaire fonctionnelle du poumon humain (Huh et al., 
2011). Depuis cette première publication, le domaine a très rapidement évolué. Nous pouvons 
désormais regrouper largement ces approches en trois catégories distinctes : (i) la 
modélisation de la fonction de barrière au sein de chaque organe ; (ii) la modélisation de la 
fonctionnalité du tissu parenchymateux (Nunes et al., 2013; Zhang et al., 2016) ; et (iii) la 
modélisation de l'interaction systématique entre divers tissus (body-on-chip). Le système 
body-on-chip permet d’intégrer au sein d’un même système plusieurs compartiments 
d’organes ou de tissus pour simuler le corps humain (Sharma et al., 2020).  

Cette technologie s’impose aujourd’hui dans divers domaines, en plus de la 
modélisation pathologique, tels que la validation de candidats médicaments et les tests de 
pharmacocinétique. Cependant, en termes d'hétérogénéités cellulaires, de fidélité 
phénotypique et de complexité physiologique, les organoïdes restent plus adaptés que les 
modèles organ-on-chip. Ainsi, la convergence de ces deux approches pourrait être le prochain 
challenge.  

 
3.3. La découverte de nouveaux médicaments  

 
Les modèles cellulaires basés sur l’utilisation des hPSC ont montré leur utilité dans la 

recherche ou la validation de composés thérapeutiques. Il existe deux stratégies principales 
pour l’identification de nouvelles molécules thérapeutiques : une approche à faible débit (hy-
pothesis-driven drug discovery) ou à haut débit (HTS, high Throughput Screening) appelée éga-
lement « ressource-driven » (Figure 50). 

 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
Figure 50 : Utilisation des hiPSC dans la recherche de nouveaux composés thérapeutiques. 
Après l'établissement du modèle caractéristique de la maladie, trois stratégies sont couramment utili-
sées : le criblage à haut débit (HTS) de médicaments, l'approche médicament-candidat ou la thérapie 
spécifique au patient (Avior et al., 2016). 

 
Pour la découverte de médicaments basée sur une hypothèse mécanistique, un petit 

groupe bien défini de composés sera testé sur les cellules affectées. Cette méthode convient 
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lorsque la voie de signalisation responsable du phénotype cellulaire est déjà connue, ainsi il 
sera possible de sélectionner spécifiquement les molécules capables de cibler cette voie de 
signalisation. Dans ce cas, seul un panel restreint de molécules est testé, souvent appartenant 
à une même famille. Si les composés à tester sont déjà validés et commercialisés pour une 
autre maladie, on parle de repositionnement de molécules. Ce repositionnement présente 
l’avantage que, les profils toxicologiques et la pharmacocinétique du composé étant déjà con-
nus, le développement clinique peut aller beaucoup plus rapidement et à moindre coût. 
L’exemple d’une telle approche a été publié dans le cadre d’une maladie neuromusculaire 
appelé la Dystrophie Myotonique de type 1 (DM1) le repositionnement d’un antidiabétique, 
la Metformine, pour son effet sur des défauts d’épissage alternatif, dans un modèle de MPC 
(mesodermal precursor cells) dérivées d’iPSC DM1 (Laustriat et al., 2015) (Tableau 10). Dans 
le cadre de troubles neuromusculaires tels que l’amyotrophie spinal (SMA) et la sclérose laté-
rale amyotrophique (SLA), l’utilisation de motoneurones dérivés de hPSC ont également con-
duit au dépistage de médicaments (Ando et al., 2017; Hawrot et al., 2020; Lee et al., 2018; 
McNeish et al., 2015; Ng et al., 2015; Sareen et al., 2012). 

Le criblage par High-Throughput-Screening (HTS) ne nécessite quant à lui pas de sélec-
tion préalable pour initier la découverte de médicaments, car il permet de tester jusqu’à plus 
d’un million de composés par étude (Barmada et al., 2014). Cependant, le phénotype sur le-
quel sont testées les molécules doit être automatisable (plaque 96 ou 384 puits). De plus, les 
composés à tester peuvent être issus de différentes libraires chimiques commerciales appe-
lées chimiothèques. Ces librairies peuvent contenir des molécules nouvellement synthétisées, 
des composés dont le mécanisme d’action est déjà connu ou encore des molécules reposi-
tionnables. Plusieurs études basées sur des modèles de hPSC ont montré la faisabilité de ce 
type d’approche pour différentes pathologies telles que des troubles neurologiques (Durens 
et al., 2020; Ruillier et al., 2020) ou la myopathie de Duchenne (DMD) (Shu et al., 2020).  

 
 Médicaments Pathologie Administration Entreprise Référence 

Validation Risdiplam SMA Petite molécule Roche (Naryshkin et al., 2014) 
Isolation BMS-986168 Alzheimer  Anticorps Bristol-Myers Squibb (Bright et al., 2015) 

Repositionnement 
Ezogabine ALS Petite molécule GlaxoSmithKline (McNeish et al., 2015) 
Bosutinib ALS Petite molécule Université de Kyoto (Imamura et al., 2017) 
Metformine DM1 Petite molécule I-STEM (Laustriat et al., 2015) 

 

Tableau 10 : Découverte de médicaments basé sur l’utilisation des hiPSC.  
 

4. Utilisation des hPSC pour la modélisation de maladies neuromusculaires  
 

L’amyotrophie spinale (SMA) étant une maladie neuromusculaire, il est primordial 
d’avoir accès aux cellules qui composent la jonction neuromusculaire, à savoir le neurone mo-
teur et sa cible musculaire squelettique, afin d’étudier les effets de la mutation dans des cel-
lules non accessibles chez le patient mais pouvant être produites à partir des hPSC.  
 

4.1. Obtention des cellules d’intérêt de la jonction neuromusculaire  
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4.1.1. Les motoneurones 
 
Bien que souvent considérés comme un seul et même groupe, les motoneurones sont 

très divers en termes de morphologie, de connectivité et de propriétés fonctionnelles. De plus, 
en fonction des pathologies, différents sous-groupes seront plus particulièrement touchés. 
Les motoneurones de différentes classes et sous-types sont regroupés en pools, dont chacun 
innerve un seul muscle squelettique. Dans de multiples contextes dégénératifs, comme la 
Sclérose Latérale Amyotrophique (SLA) ou la SMA, certaines unités motrices dégénèrent pré-
cocement, tandis que d’autres sont remarquablement préservées. Les mécanismes extrin-
sèques et intrinsèques qui leurs confèrent cette résistance sont encore mal connus mais re-
présentent des cibles thérapeutiques prometteuses.  

Toutefois, la quasi-totalité de ces observations proviennent de modèles murins (An et 
al., 2019; Comley et al., 2016; Ling et al., 2012; Murray et al., 2015, 2008; Nichterwitz et al., 
2020). Ainsi, diriger la différenciation des hPSC en motoneurones et plus particulièrement en 
sous-type de MN permettrait de développer de nouveaux modèles pour étudier cette sensi-
bilité différentielle.  
 

C’est à partir de 2002 que le premier protocole de différenciation de cellules souches 
pluripotentes de souris en motoneurones a été établie (Wichterle et al., 2002). Cette étude 
montre la possibilité de générer des motoneurones fonctionnels en jouant sur un cocktail de 
cytokines dont l’acide rétinoïque (RA) et la voie Sonic Hedghog (SHH). Depuis, de nombreux 
autres protocoles ont été publiés et transposés aux cellules humaines issus de hPSC dérivées 
de patients sains ou porteurs de maladies neuromusculaires (Sances et al., 2016). Ces proto-
coles tentent d’imiter le développement embryonnaire, où l’activation de certaines voies de 
signalisation et de facteurs de transcriptions vont mener à la spécification des motoneurones. 
Les protocoles partagent trois étapes fondamentales à savoir : l’induction neurale par inhibi-
tion double-SMAD, la caudalisation par exposition au RA, et la ventralisation par activation de 
la voie SHH (Figure 51).  

- L’induction neurale : la neuralisation correspond à l’induction des hPSC en cellules pro-
génitrices neurales.  Dans la majorité des protocoles publiés, cette étape passe soit par la for-
mation de rosettes soit la formation d’EBs. La première méthode correspond à des cellules 
adhérentes à fort taux prolifératif, considérées comme des cellules souches neurales, elles 
pourront donner tous les types de neurones et de cellules gliales sous l’induction de morpho-
gènes adaptés. L’induction neurale est influencée par les voies de signalisation BMP/TGF-β. 
Cette étape de neuralisation débute généralement avec l’utilisation du SB431542 et 
LDN193189 qui ont pour effet d’inhiber ces deux facteurs (Chambers et al., 2009). Cette inhi-
bition double-SMAD permet la spécification neuronale, comme indiqué par un pourcentage 
élevé de marqueurs progéniteurs neuronaux, Pax6 et Sox2. L'enrichissement précoce de 
Pax6/Sox2 à son tour réprime intrinsèquement les destins du mésoderme et de l'endoderme, 
réduisant ainsi considérablement la durée des protocoles de différenciation et, surtout, l'ap-
parition de types cellulaires non neuronales. 
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- La caudalisation et la ventralisation : Le neuroectoderme étant spécifié, les gradients 
de signalisation agissent maintenant comme des indices de position le long de l’axe rostro-
caudal et dorso-ventral (Muhr et al., 1999). Plusieurs facteurs impliqués dans le développe-
ment interviennent aussi dans cette spécification. La caudalisation est d’abord assurée par 
une concentration élevée de l’AR, permettant le passage des cellules du mésencéphale à une 
identité spinale (Wichterle et al., 2002). En plus de l’AR, le FGF et Wnt sont également néces-
saires pour l'induction des identités du cerveau postérieur caudal et de la moelle épinière 
(Nordström et al., 2002). Une autre molécule clé est la protéine de signalisation SHH qui dé-
termine l'identité spinale dorso-ventrale et est sécrétée par la notocorde dans un gradient 
ventral le long de l'axe ventro-dorsal (Roelink et al., 1995). En revanche, l’identité dorsale est 
dictée par la signalisation BMP/TGF-β. Cette étape va permettre la spécification en interneu-
rones et motoneurones inférieures. 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figure 51 : Étapes du développement des MN humains reproduit in vitro par l’ajout de pe-
tites molécules et de protéines recombinantes de signalisation (Sances et al., 2016). 

 
Au-delà de ces principes de structuration communs, les protocoles de différenciation 

des MN à partir de hPSC ont montré que de subtiles différences dans le temps d’ajout de 
certaines cytokines, la durée et la composition du milieu peuvent fortement influencer le ren-
dement, la pureté et le phénotype des MNs. Jusqu'à récemment, les phases de caudalisation 
et de ventralisation n'avaient pas été améliorées par rapport au protocole de différenciation 
initialement établi sur le modèle murin. En modifiant la concentration, l'ordre et le timing des 
signaux RA, Wnt3a, FGF2 et SHH au cours de la différenciation in vitro, l’équipe de Cécile Mar-
tinat, révèlent le rôle, auparavant sous-estimé, de la signalisation graduée de Wnt au cours du 
développement des MNs (Maury et al., 2015). L'activation de la voie Wnt permet la génération 
de 80% de MN progéniteurs exprimant le marqueur Olig2 (le facteur de transcription oligo-
dendrocytes). Cette optimisation a également permis de diminuer drastiquement le temps de 
différenciation des hPSC en MN spinaux à 14 jours. De même, Du et al., ont montré que pour 
limiter la spécification des progéniteurs ventraux, exprimant NKX2.2, tout en favorisant la gé-
nération de progéniteurs Olig2, un cocktail de CHIR et de SB peut être appliqué pour atténuer 
l'effet du SHH (Du et al., 2015). 

L'expression séquentielle des membres de la famille Cdx et Hox au cours du dévelop-
pement, appelée colinéarité, dicte l'identité rostro-caudale le long du cerveau postérieur et 
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de la moelle épinière (Dasen et al., 2005; Ensini et al., 1998; Philippidou and Dasen, 2013). 
Récemment, une étude, menée à I-STEM, a démontré la faisabilité de générer à partir de hPSC 
différents sous-types de MN spinaux le long de l’axe rostro-caudal en jouant sur les facteurs 
RA, SAG, FGF et GDF11 tant sur le timing que sur leur concentration (Mouilleau et al., 2021). 

 
Des études générant des MN à partir des hPSC de patients atteints de SMA ont révélé 

des phénotypes spécifiques à la maladie, validant ainsi l'utilisation de ce système pour explo-
rer les fondements moléculaires de la SMA et développer de nouvelles plateformes de criblage 
pour l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques (Ando et al., 2017) (Tableau 11). Ce-
pendant, certains défis clés demeurent, à savoir : comment comparer les nombreux proto-
coles existants pour la différenciation des MN spinaux ? ; comment établir des stratégies de 
différenciation dirigées pour les autres sous types de MN, comme les MN craniaux ? ; com-
ment faire maturer correctement les MN in vitro.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Tableau 11 : Résumé des protocoles de différenciation de motoneurones à partir de cellules 
souches humaines induites à la pluripotence. 
 

4.1.2. La cellule musculaire striée squelettique  
 
On peut distinguer deux méthodes pour tenter de récapituler la myogenèse in vitro à 

partir des hPSC qui parfois peuvent être associées (Figure 52) : la différenciation forcée et la 
différenciation par induction à l’aide de petites molécules.  

La différenciation forcée est la plus communément utilisée, et dépend de stratégies de 
surexpression de facteurs de régulation myogéniques. Parmi ces stratégies, les plus courantes 
utilisent la surexpression du facteur de transcription MyoD (Maffioletti et al., 2015) ou encore 
celle des facteurs Pax3/7 (Darabi and Perlingeiro, 2016; Filareto et al., 2015) dans des hiPSC. 
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Cela aboutit à une différenciation forcée des hPSC vers le lignage du muscle squelettique avec 
des cellules poly-nucléés et exprimant les marqueurs MHC (Myosin Heavy Chain), MyoD, 
MyoG (myogénine) et CD56 (Darabi et al., 2012; Goudenege et al., 2012; Tedesco and Cossu, 
2012). Ces stratégies de reprogrammation directe présentent néanmoins des inconvénients 
importants, tels que l’insertion d’un transgène pouvant être responsable de recombinaison 
génomique ou de réactivation génique incompatible avec la thérapie cellulaire ; un contour-
nement des étapes précoces du développement, étapes pouvant être critiques dans le cadre 
de l’étude de maladies développementales (Chal and Pourquié, 2017). Jusqu’à très récem-
ment, l’obtention des cellules musculaires dérivés de hPSC se faisaient exclusivement par l’ap-
port d’un transgène, la génération de protocoles transgene-free a longtemps représenté un 
véritable challenge (Tableau 12). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 52 : La différenciation myogénique à partir de CSPh. Les deux méthodes d’obtention de 
cellules myogéniques sont schématisées ici. La différenciation dirigée permet de suivre les étapes du 
développement in vivo alors que la reprogrammation directe contourne les étapes précoces de la myo-
genèse. L’expression de certains facteurs de transcription (Tbx6, Pax3, Pax7, MyoD ou MyoG) et de 
certaines protéines spécifiques du muscle (Desmine ou MyHC) permettent de suivre le déroulement 
de la différenciation myogénique (Chal and Pourquié, 2017).  
 

Plusieurs études ont ainsi tenté d’établir un protocole de différenciation en suivant 
cette stratégie, dite de transgene-free. Celle-ci repose sur l’utilisation de milieux supplémen-
tés en cytokines ou petites molécules mimant l’effet de morphogènes. Parmi ces études, trois 
semblent plus prometteuses que les autres, notamment en raison de l’utilisation d’inhibiteurs 
GSK3-β, permettant d’induire le mésoderme dans les étapes les plus précoces de la différen-
ciation (Chal and Pourquié, 2017; Kodaka et al., 2017; Sakurai et al., 2012). Enfin, le protocole 
initialement commercialisé par Genea Biocells (Caron et al., 2016) présente quant à lui un réel 
avantage puisqu’il permet l’obtention de myotubes après seulement 25 jours de culture cel-
lulaire. Cependant ce dernier ne permet pas de générer de cellules satellites PAX7+, contrai-
rement au protocole du Pr. Pourquié. L’obtention de ces cellules dites "satellite-like" est im-
portant d’un point de vue thérapeutique car elles ont la capacité de se diviser de manière 
asymétrique, ce qui permet d’une part l’auto-renouvèlement et d’autre part la génération de 

 

101 
 

 
Tableau 5 : Résumé des  protocoles de différenciation de cellules musculaires à partir de CSPh. 
 

C’est la raison pour laquelle des protocoles transgene-free  reposant sur l’utilisation de 
milieux supplémentés en cytokines ou petites molécules mimant l’effet de morphogènes ont 
été développés (Figure 66). 

 

Figure 66 : La différenciation myogénique à partir de CSPh. (Chal et Pourquié, 2017) 
 

Les protocoles princeps étaient caractérisés par une phase de prédifférenciation en EB 
qui fut rapidement abandonnée au profit d’une phase en 2D avec induction mésodermique 
permettant d’obtenir directement le feuillet à l’origine des précurseurs myogéniques plutôt 
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myoblastes pouvant proliférer et contribuer à la régénérescence musculaire (Chal and Pour-
quié, 2017).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Tableau 12 : Résumé des protocoles de différenciation de cellules musculaires à partir des 
hPSC.  
 

Bien que l’on puisse observer la présence de sarcomères très organisés, le niveau de 
maturité des myotubes obtenus in vitro à partir des hPSC reste toutefois limité. En effet, des 
analyses ultra-structurales ont montré, par exemple, que ces fibres musculaires ne parve-
naient pas à former un réseau de tubules T mature et caractéristique des fibres musculaires 
adultes (Skoglund et al., 2014). En effet, sur la base de leurs caractéristiques morphologiques, 
ces myotubes dérivés des hPSC présenteraient davantage un phénotype fœtal ou périnatal. 
Outre le caractère immature intrinsèque des fibres, cette maturation incomplète pourrait éga-
lement s’expliquer par le manque d’innervation et de vascularisation dans ces cultures cellu-
laires (Chal and Pourquié, 2017). Ainsi, des systèmes cellulaires plus complexes ont été déve-
loppés, avec notamment la mise en place de systèmes tridimensionnels (3D) comme la géné-
ration d’un myocarde humain artificiel à partir de fibroblastes et de cardiomyocytes dérivés 
de hPSC contenus au sein d’un patch construit par impression 3D, permettant d’améliorer la 
maturation de ces cardiomyocytes (Tiburcy et al., 2017). Plus récemment, un tissu musculaire 
squelettique artificiel humain a été mis au point à partir de plusieurs types cellulaires dérivés 
d’hiPSC (cellules musculaires, motoneurones, péricytes et cellules endothéliales vasculaires) 
afin d’augmenter la complexité histologique (Maffioletti et al., 2018).  
 

4.2. Modélisation in vitro de la jonction neuromusculaire humaine 
 

4.2.1. La jonction neuromusculaire - limite des modèles animaux  
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Différents modèles et approches ont été développés pour décrypter les mécanismes 
impliqués dans la formation, le maintien et le fonctionnement des jonctions neuromusculaires 
(NMJ). Parallèlement, la prévalence et l'incidence des maladies neuromusculaires héréditaires 
nécessite le développement de modèles pathologiques pertinents pour déchiffrer la physio-
pathologie sous-jacente à ces maladies et développer des traitements efficaces (Bhatt, 2016). 
Le développement et le fonctionnement de la NMJ ont longtemps été étudiés sur la base de 
modèles animaux, telle que la souris (Wood and R. Slater, 2001). Bien que les modèles murins 
aient été cruciaux dans les premières études de modélisation pathologique de maladies neu-
romusculaires, ils présentent des limites importantes, telles que leur capacité à reproduire 
pleinement la physiologie de la NMJ humaine. Ces limites peuvent expliquer, d’une part les 
nombreux échecs de transpositions de certaines études chez l’homme, et d’autre part les dif-
ficultés quant à l’identification de voie de signalisation spécifiques (Boehm et al., 2020; Clerc 
et al., 2016; Dupuis and Loeffler, 2009). Les chercheurs ont tenté de surmonter ces obstacles 
en développant des modèles cellulaires in vitro humains plus pertinents.  

Un certain nombre d’études utilisaient des modèles inter-espèces, également appelés 
modèles chimériques, et ont permis de confirmer que la formation et la fonction de la NMJ 
étaient, au moins en parti, conservées parmi une variété d’espaces allant de la grenouille aux 
rongeurs en passant par le poulet. En utilisant ces outils, Fischbach et ses collègues ont dé-
montré que des co-cultures de cellules dissociées à partir de muscle squelettique et de moelle 
épinière produisaient des contacts synaptiques fonctionnels (Fischbach, 1970). Ces modèles 
de cultures cellulaires chimériques ont ainsi pu apporter des informations capitales sur la for-
mation et la fonction de la NMJ.  

Alors que le modèle murin était facilement utilisé pour des études de modélisation 
pathologique des maladies neuromusculaires, il a montré que la NMJ humaine présentait des 
caractéristiques particulières. A titre de comparaison avec la NMJ murine, la NMJ humaine est 
plus petite avec un axone plus fin, les terminaisons nerveuses présente une complexité réduite 
et une morphologie « nummulaire » alors qu’elle est dite en forme de « bretzel » chez la souris 
(Figure 53) (Jones et al., 2017). De plus, l’analyse de la taille des NMJ en fonction du poids de 
l’animal a montré que la NMJ humaine se rapprochait plus de celle du mouton et du porc que 
de la souris (Boehm et al., 2020; Jones et al., 2017; Slater, 2017). Plus que des différences 
morphologiques, l’équipe du Professeur Tom Gillingwater (Université d’Édimbourg) a égale-
ment montré des différences significatives au niveau du profil protéomique des jonctions neu-
romusculaires murines et humaines (Boehm et al., 2020). Des différences majeures ont été 
identifié sur une gamme de voies de signalisation synaptique de base, telles que la « signali-
sation des intégrines » ou la « signalisation du guidage axonale ». L’ensemble de ces résultats 
révèlent des différences fondamentales entre la NMJ humaine et les autres espèces de mam-
mifères, différences fondamentales qui doivent être soigneusement prises en considération 
lors de l'interprétation d’études basées sur des modèles animaux en ce qui concerne leur ap-
plicabilité à l’Homme. 
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Figure 53 : Hétérogénéité des jonctions neuromusculaires chez les mammifères. (A) Photos 
de microscopie confocale représentatives de NMJ de chaque. α-BTX (α-bungarotoxine), récepteurs de 
l'acétylcholine (magenta); vésicule synaptique et neurofilament (vert). Barre d'échelle = 20 µm. (B) 
Comparaison de la morphologie de NMJ « moyenne » de chaque espèce pour une gamme de variables 
pré- et post-synaptiques (Boehm et al., 2020). 
 

4.2.2. La jonction neuromusculaire : modèles in vitro humains 
 
Au cours de la dernière décennie, une première génération de modèles in vitro entiè-

rement humanisés de NMJ a émergé. Initialement, ces protocoles étaient basés principale-
ment sur des motoneurones dérivés de hPSC cultivés avec des cellules musculaires squelet-
tiques primaires humaines (Tableau 13) (Afshar Bakooshli et al., 2019; Marteyn et al., 2011; 
Santhanam et al., 2018; Shimojo et al., 2015; Steinbeck et al., 2016; Vila et al., 2019). Bien que 
toutes ces études divergent dans leurs protocoles, elles décrivent toutes la présence de clus-
ters de récepteurs à l’acétylcholine (AChR), ainsi que des contractions musculaires après 2 ou 
3 semaines de co-culture. Ces résultats montrent, dans une certaine mesure, la fonctionnalité 
des cellules musculaires squelettiques primaires humaines lorsqu'elles sont co-cultivées avec 
des motoneurones humains.  

 
 

A

B
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Tableau 13 : Modèles de NMJ in vitro humain (cellules musculaires squelettiques et moto-
neurones humains) (Barbeau et al., 2020). 

 
4.2.3. Modèle de NMJ in vitro : prochains challenges 

 
La modélisation in vitro de la jonction neuromusculaire humaine est en plein essor avec 

l’apparition, dès 2011, des premiers modèles utilisant des hPSC (Guo et al., 2011; Marteyn et 
al., 2011) pour aboutir en 2020, au premier système 3D organoïdes de NMJ humaine (Faustino 
Martins et al., 2020). La plupart des études de la NMJ humaine ont d’abord utilisé un système 
de culture cellulaire 2D qui n'imite pas la structure tissulaire native. Récemment, différentes 
tentatives ont été faites pour évaluer la possibilité de développer un modèle de NMJ humain 
in vitro en profitant de l'avènement des cultures 3D et des technologies microfluidiques sur 
puce (Afshar Bakooshli et al., 2019; Maffioletti et al., 2018; Osaki et al., 2018; Santhanam et 
al., 2018; Vila et al., 2019). Santhanam et ses collègues ont été parmi les premiers à appliquer 
cette technique de microfluidique dans le domaine des NMJ. Les motoneurones et les muscles 
peuvent ainsi se trouver dans deux chambres différentes reliées par des axones, ce qui permet 
un contrôle spatio-temporel des cellules. Deux semaines de co-culture ont été suffisantes 
pour observer des contractions musculaires après stimulation électrique des motoneurones 
qui peuvent être bloquées par un traitement à la d-tubocurarine. Cependant, le pourcentage 
de myotubes contractants est inférieur au nombre de NMJ déterminés par immunocytochi-
mie, ce qui suggère une certaine immaturité du système (Santhanam et al., 2018).  
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Une analyse comparative des co-cultures 2D versus 3D révèle une innervation fonc-
tionnelle plus rapide et plus efficace dans les co-cultures 3D versus 2D. Néanmoins, la petite 
taille des fibres musculaires, ainsi que les propriétés des potentiels d'action enregistrés dans 
ces co-cultures par rapport aux modèles mammifères in vivo, suggèrent que les co-cultures de 
NMJ humains 3D ne sont pas complètement matures (Afshar Bakooshli et al., 2019). Récem-
ment, des co-cultures 3D complexes multi-lignées ont été développées contenant des moto-
neurones, des cellules musculaires squelettiques, ainsi que des neurones sensoriels, des as-
trocytes, de la microglie et des cellules endothéliales vasculaires, tous dérivés de hiPSC ALS 
(Pereira et al., 2021). Alors que ces co-cultures complexes étaient principalement caractéri-
sées au niveau morphologique, ces résultats ouvrent de nouvelles perspectives pour le déve-
loppement de plateformes humanisées de type organoïdes pour étudier le développement et 
la modélisation pathologique de maladie neuromusculaire. Une autre approche, combinant la 
microfluidique et l’incorporation d’un hydrogel, a permis de générer un modèle de co-cultures 
3D entièrement dérivé de hPSC (Osaki et al., 2018; Vila et al., 2019). De telles approches sont 
compatibles pour étudier et valider le potentiel thérapeutique de composés dans le cadre de 
troubles neuromusculaires tels que la SLA (Osaki et al., 2018). 
 

Alors que les traitements disponibles pour les troubles neurodégénératifs et 
musculaires sont rares, il est urgent d’identifier de nouvelles stratégies thérapeutiques. 
Comprendre la physiopathologie des maladies sous-jacentes, telles que l’amyotrophie spinale 
(SMA est une étape cruciale pour le développement de traitements efficaces. L’utilisation des 
hPSC et la possibilité de générer des motoneurones et des cellules musculaires porteuses de 
mutations causales de ces maladies neuromusculaires pourraient permettre l’étude des 
dérégulations à des stades précoces de l’apparition des phénotypes pathologiques (Thomson 
et al., 2012). Par conséquent, le défi principal est de générer, à terme, un modèle de NMJ in 
vitro humain et mature comme outil d’évaluation thérapeutique.  
 

4.3. Modélisation pathologique de l’Amyotrophie Spinale et identification de mé-
dicaments candidats in vitro 
 
La SMA étant une maladie neuromusculaire, il est primordial d’avoir accès aux diffé-

rents types cellulaires afin d’y étudier les effets de la mutation, dans des cellules non acces-
sibles chez le patient mais pouvant être produites à partir des hPSC. De plus, le développe-
ment de modèles qui reflètent le génotype humain est indispensable. Ainsi, les hPSC dérivés 
de patients présentent un grand intérêt pour caractériser la physiopathologie cellulaire et 
moléculaire de cette maladie dans le but de proposer de nouvelles pistes thérapeutiques. 
Ainsi, en 2009, Ebert et son équipe ont fait la première reprogrammation cellules issues de 
patient SMA, il s’agissait alors de fibroblastes d’un garçon de 3 ans souffrant de SMA de type 
I (Ebert et al., 2009). Depuis, des hiPSC ont également été générés à partir de patients SMA 
de type II, III et IV (Boza-Morán et al., 2015; Heesen et al., 2016; Valetdinova et al., 2019). 
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4.3.1 Modèles de motoneurones dérivés d’hiPSC SMA  
 

Dans les motoneurones générés à partir des hiPSC SMA, le phénotype de mortalité des 
MN a été retrouvé, il a également été montré que le déficit de croissance des neurites était 
plus sévère dans les motoneurones spinaux SMA de type I, en corrélation avec la gravité de la 
maladie (Figure 54) (Chang et al., 2011; Ebert et al., 2009; Ohuchi et al., 2016; Son et al., 2019). 
Bien qu’exprimer de manière ubiquitaire, en quoi la diminution de la protéine SMN entraîne-
t-elle la dégénérescence spécifique de ces motoneurones ? Les mécanismes sous-jacents res-
tent incompris. Ainsi, de nombreuses études basées sur l’utilisation de motoneurones dérivés 
d’hiPSC SMA ont été effectué et différentes hypothèses ont émergé. La protéine SMN étant 
un composant essentiel de la machinerie d'épissage, sa diminution entraînerait des dom-
mages à l'ADN dans les motoneurones SMA (Jangi et al., 2017). Le réticulum endoplasmique 
et la dynamique mitochondriale ont également pu être étudié et semblent altérés dans ces 
motoneurones dérivés d’hiPSC SMA (Ando et al., 2017; Ng et al., 2015; Xu et al., 2016). La 
protéine de liaison à l'actine plastine 3 (PLS3) qui est normalement exprimée dans les cônes 
de croissance des motoneurones a été identifié comme significativement réduite dans les mo-
toneurones SMA ce qui augmenterait leur vulnérabilité (Boza-Morán et al., 2015; Heesen et 
al., 2016). De plus, ces motoneurones présentent une hyperexcitabilité due à une activité ac-
crue des canaux sodiques (Liu et al., 2015), mais ce changement serait spécifique au type I car 
n’a pas été retrouvé dans les motoneurones dérivés de patient SMA de type III (Lin et al., 
2017). Des études ont également rapporté des défauts dans la voie de l'ubiquitine (UBA1) 
dans la SMA (Fuller et al., 2016; Powis et al., 2016). Plus récemment, des organoïdes spinaux 
ont été générés à partir de d’hiPSC SMA et ont révélé une activation anormale du cycle cellu-
laire induite par l'activation de p53 en raison d'un déficit en SMN (Hor et al., 2018). Enfin, des 
études transcriptomiques ont démontré une déficience en neurexine 2 (NRXN2), une protéine 
d'adhésion cellulaire présynaptique spécifique aux neurones, une protéine essentielle à la sur-
vie et à la fonction des motoneurones (Rizzo et al., 2019).  

D’autre part, une fonction altérée de certains miARN et petits ARN non codants 
(SnRNA) ont été observées dans les motoneurones dérivés de SMA-iPSC (Murdocca et al., 
2016; Vazquez-Arango et al., 2016). En effet, une analyse du profil des miARN dans les moto-
neurones dérivés des hiPSC SMA a démontré une régulation négative de miR-23a, dont la res-
tauration de l'expression pourrait les protéger de la dégénérescence (Kaifer et al., 2019). Une 
autre étude a également identifié le miARN-146a dont l’inhibition pourrait limiter la dégéné-
rescence des motoneurones (Ohuchi et al., 2016; Sison et al., 2017).  
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Figure 54 : Résumé des principales découvertes faite grâce à l’utilisation des hPSC SMA 
(Adami and Bottai, 2019). 
 

4.3.2 Modélisation du trouble de la jonction neuromusculaire SMA in vitro 
 

L’un des premiers rapports de défauts de NMJ in vitro dans la SMA fut émis par l’équipe 
du Docteur Corti en 2012, dans un modèle hybride de MN dérivés d’iPSC SMA co-cultivés en 
présence de myoblastes humains sains (Corti et al., 2012). Néanmoins, une perte des MN SMA 
a été observée sans co-culture avec les cellules musculaires, laissant la possibilité que la mort 
des MN puisse avoir conduit au défaut de formation de NMJ. En 2015, une équipe a élaboré 
un modèle hybride inter-espèce utilisant des MN dérivés d’hiPSC SMA et une lignée immorta-
lisée musculaire murine (Yoshida et al., 2015). Les auteurs retrouvent un défaut d’agrégation 
des récepteurs à l’acétylcholine, potentiellement lié à la mort des MN SMA au cours de la 
culture. Le test de viabilité a réfuté cette hypothèse puisqu’aucune diminution du nombre de 
MN n’était détectée, attestant que les défauts de NMJ surviennent avant la mort des MN 
(Yoshida et al., 2015). Plus récemment, un modèle de NMJ humain SMA, basé sur l’utilisation 
d’une lignée mutante SMN induite par shRNA, a montré que la diminution de la protéine SMN 
provoquait la formation de NMJ anormal présentant des défauts fonctionnels concordants 
avec les défauts observés dans les modèles de souris SMA (Lin et al., 2019).  
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4.3.3 Identification de candidats-médicaments pour la SMA 
 
Plusieurs pistes thérapeutiques ont pu être explorées ou validées en utilisant des mo-

toneurones dérivés d’hiPSC SMA. En effet, des études ont montré que la fonction mitochon-
driale était compromise dans la SMA et que l’exposition de ces motoneurones à des antioxy-
dants tels que l'édaravone, le lévétiracétam (Ando et al., 2019, 2017) et le N-acétylcystéine 
(Xu et al., 2016) pouvait inhiber la mort cellulaire induite par le stress oxydatif. D’autre part, 
l’utilisation d’inhibiteurs de stress du réticulum endoplasmique tels que le Salubrinal ou le 
Guanabenz permettent d’améliorer la survie des motoneurones (Ng et al., 2015). Divers 
agents thérapeutiques connus pour atténuer l’apoptose et améliorer la survie cellulaire ont 
également été étudiés à l'aide d’hiPSC SMA comme : le rigosertib, inhibiteur spécifique de la 
caspase-3 (Son et al., 2019) ; l’anticorps monoclonal anti-Fas (Sareen et al., 2012) et la surex-
pression de la neurexine 2, protéine d’adhésion cellulaire présynaptique (Rizzo et al., 2019). 
Enfin, l’utilisation de systèmes plus complexes, comme le modèle organoïdes spinal 3-D dérivé 
d’iPSC SMA, a permis de montrer que l'inhibiteur du cycle cellulaire CDK4/6 pouvait préserver 
les motoneurones de la dégénérescence (Hor et al., 2018). Le modèle de MN dérivés d’hiPSC 
SMA a également été utilisé à des fins de validation. Le laboratoire Roche a ainsi montré que 
son composé SMN-C3 (Risdiplam) entraînait l'augmentation des niveaux de protéine SMN 
dans des MN dérivés d’hiPSC SMA (Naryshkin et al., 2014).  

D’autre part, des molécules thérapeutiques qui visent à corriger les défauts de NMJ de 
la SMA ont pu être identifiées. En effet, l’acide valproïque (VPA) et des oligonucléotides anti-
sens (ASO) permettraient de rétablir les défauts de la jonction neuromusculaire, comme le 
nombre de clusters d’AChR (Lin et al., 2019; Yoshida et al., 2015).  

 
A l’heure actuelle, les publications décrivant les modèles in vitro de NMJ pour l’étude 

de la SMA se concentrent principalement sur l’évaluation de leur pertinence physiologique et 
sur la validation d’un système qui récapitule in vitro des phénotypes déjà connus de maladie. 
Et finalement que très peu d’études ont procédé à identification de nouveaux phénotypes 
pathologiques. De plus, la quasi-totalité des criblages de composés pour la SMA a été réalisée 
dans des modèles peu relevant pour la maladie. La perspective est désormais d’utiliser des 
systèmes entièrement dérivés de hPSC sous la forme de plateforme adaptée au criblage, ce 
qui permettrait de reproduire in vitro le génotype d’un patient atteint de la SMA ou autre 
maladie neuromusculaire afin de procéder à des criblages de molécules thérapeutiques en 
plus de la modélisation pathologique.    
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PROBLEMATIQUE & DEMARCHES EXPERIMENTALES 

La SMA, bien que longtemps caractérisée comme une maladie du motoneurone, 
présente des défauts au niveau de la jonction neuromusculaire (NMJ). En effet, des études 
basées sur différents modèles de SMA en sont arrivées à la même conclusion : les défauts 
observés au niveau de la NMJ apparaissent de manière pré-symptomatique, avec une 
dénervation évidente dans certains muscles, et ce avant même la perte de motoneurones. 
Toutefois, pour des raisons encore inconnues, certains sous-types de motoneurones ainsi que 
leur NMJ présentent des degrés variables de susceptibilité à la dégénérescence. La grande 
majorité de ces résultats reposent sur l’utilisation de modèle animaux de SMA et plus 
particulièrement des modèles murins SMA dont la transposition chez l’Homme est sujet à 
discussion.  

 En s’appuyant sur la technologie des cellules souches pluripotentes humaines, 
l’objectif de ma thèse était d’une part d’évaluer, in vitro, la sensibilité différentielle des 
motoneurones dans la SMA, dans le but d’identifier de nouveaux mécanismes moléculaires et 
cellulaires associés à la dégénérescence spécifique des motoneurones spinaux. En se basant 
sur un protocole développer précédemment dans l’équipe (Maury et al., 2015), notre 
démarche expérimentale fut de générer les cellules d’intérêt, à savoir les motoneurones 
spinaux et craniaux à partir des hiPSC de patients SMA et contrôle. D’autre part, l’objectif était 
d’évaluer les conséquences fonctionnelles de ces défauts en termes de connectivité avec leur 
cible musculaire squelettique. Ce programme a été développé en collaboration avec une 
étudiante en thèse de l’équipe, Julie Tahraoui, dont le travail portait sur le développement 
d’un système de co-culture humain, dans le cadre de la Dystrophie Myotonique de type 1 
(DM1). Notre objectif était double, développer un modèle in vitro humain de la jonction 
neuromusculaire à des fins de modélisation pathologique et adapté à la validation de pistes 
thérapeutiques potentielles pour les maladies neuromusculaires.   

D’autre part, malgré les résultats remarquables que proposent les trois approches 
thérapeutiques actuelles de la SMA, différentes études soulignent la nécessité de développer 
des stratégies thérapeutiques supplémentaires pour fournir des soins optimaux à tous les 
patients atteints de SMA. Dans ce sens et sur la base des différents phénotypes observés dans 
nos modèles dérivés d’hiPSC SMA, le dernier objectif de ma thèse était d'évaluer la faisabilité 
de ce nouveau modèle humain in vitro de co-culture SMA pour l’identification de nouvelles 
cibles thérapeutiques SMN-dépendantes ou SMN-indépendantes. Ainsi, en nous inspirant 
d’études réalisées dans un autre contexte de maladie neuromusculaire, la sclérose latérale 
amyotrophique (SLA), une petite molécule inhibitrice de plusieurs voies de signalisations : 
CDKs (cyclin-dependent kinase), JNK (c-Jun N-terminal kinase) et GSK3 (Glycogen Synthase 
Kinase-3), la kenpaullone, avait été identifié comme capable de prévenir la mort des 
motoneurones (Yang et al., 2013). Dans ce contexte, nous avons évalué l'effet de cette famille 
chimique dans nos modèle dérivés d’hiPSC SMA. En parallèle de ce travail et sur la base de 



 

 112 

résultats prometteurs obtenus, par l’équipe du Pr. Ruben Artero (Université de Valence, 
Espagne), après criblage de composés repositionnable pour leur capacité à induire 
l’expression de la protéine SMN, une collaboration s’est formée avec cette équipe et l’équipe 
du Dr. Marina Boido (Université de Turin, Italie) (Konieczny and Artero, 2020). L'objectif de 
cette collaboration était d’identifier et de valider le meilleur candidat grâce à l’utilisation de 
différents modèles : in vitro humain SMA (fibroblastes, cellules musculaires, motoneurones 
dérivés d’hiPSC, co-culture de motoneurones et cellules musculaires), et dans un modèle in 
vivo de souris SMA. 

L’ensemble de ces travaux ont ainsi permis d’ouvrir de nouvelles pistes d’études, basés 
sur des modèles in vitro humain, telles que la sensibilité différentielle des sous-types de 
motoneurones associés à des défauts de la jonction neuromusculaire dans la SMA, et 
l’identification de nouvelles pistes thérapeutiques SMN-dépendantes ou SMN-
indépendantes. 
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Depuis ces dix dernières années, le domaine de la SMA a énormément évolué avec 
l’émergence de nouvelles stratégies thérapeutiques, et le développement de trois 
médicaments aujourd’hui mis sur le marché. Bien qu’utilisant des stratégies différentes, ces 
traitements visent tous à augmenter le niveau de la protéine SMN, soit en ciblant l’épissage 
du gène SMN2 (Hua et al. 2010; Naryshkin et al. 2014; Feng et al. 2016); soit par thérapie 
génique, en délivrant le gène SMN1 (Foust et al. 2010; Valori et al. 2010). Compte tenu de 
certaines limitations soulignées dans différents rapports, la nécessite d’identifier de nouvelles 
stratégies, SNC et SMN-indépendantes sont toujours présentes, dans le but de fournir des 
soins optimaux à tous les patients atteins de SMA (Kruzik et al. 2019; Van Alstyne et al. 2021; 
Al-Zaidy and Mendell 2019; Ravi et al. 2021). D’autre part, connaissant l’extrême difficulté 
d’accéder aux cellules d’intérêt chez les patients SMA, le développement de nouveaux 
modèles cellulaires SMA humanisés appropriés sont indispensables afin d’identifier de 
nouvelles cibles thérapeutiques pertinentes. 

Dans ce contexte, cette publication répond aux objectifs suivants : (i) développer un 
modèle de motoneurones dérivés de hiPSC à large échelle adapté à la modélisation 
pathologique et à l’identification de cibles thérapeutiques ; (ii) étudier la communication entre 
le motoneurone avec sa cible musculaire squelettique dans le contexte SMA ; (iii) valider ces 
cibles thérapeutiques potentielles en utilisant des inhibiteurs pharmacologiques.  
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I. Modèle de motoneurones dérivés de hiPSC adapté à la modélisation pathologique 
SMA et à l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques  
 

1. Génération de motoneurones dérivés de hiPSC à grande échelle et modélisation pa-
thologique de la SMA  

 
La première étape de ce projet a été de générer des motoneurones spinaux porteurs 

de mutation SMA et contrôle. Pour cela, j’ai eu à ma disposition 3 lignées de hiPSC SMA et 
contrôle provenant de familles différentes. De plus, grâce à un travail effectué dans l’équipe 
avant mon arrivée, un contrôle isogénique a été généré à partir d’une lignée SMA dans lequel 
un plasmide codant pour SMN a été transfecté de manière stable (lignée nommée « Rescue »). 
La différenciation en motoneurones spinaux de ces hiPSC a été faite selon le protocole 
développé précédemment par l’équipe (Maury et al. 2015), protocole que j’ai adapté en 
bioréacteurs afin de générer des grandes banques de motoneurones spinaux à partir d’hiPSC. 
Cette première étape a permis de démontrer que la diminution de la protéine SMN, n’altère 
pas la génération de motoneurones spinaux après 14 jours de différenciation et la 
quantification par les marqueurs ISL1/HB9 montre un taux d’efficacité d’environ 70%. Dans 
un second temps, nous avons évalué la survie de ces motoneurones à différents de temps : 18 
et 24 jours de différenciation, et avons montré une diminution significative de la survie des 
motoneurones SMA à partir du jour 24 par rapport aux conditions contrôle et rescue. Ces 
résultats ont démontré que ce modèle de motoneurones dérivés de hiPSC SMA reproduisait 
les principales caractéristiques de la maladie où la mort des motoneurones spinaux est 
directement corrélée au faible niveau d'expression de la protéine SMN.  

 
2. Identification de nouvelles cibles thérapeutiques pour la SMA 

 
En nous inspirant de la littérature, une petite molécule, la kenpaullone, a été identifiée 

comme capable de prévenir la mort des motoneurones dans un autre contexte de maladie du 
motoneurone, la sclérose latérale amyotrophique (SLA) (Yang et al. 2013). Ce composé est 
connu pour son effet inhibiteur de plusieurs voies de signalisations : CDKs (cyclin-dependent 
kinase), JNK (c-Jun N-terminal kinase) et GSK-3 (Glycogen Synthase Kinase-3) (Leost et al. 2000; 
Meijer et al. 2004; Y. M. Yang et al. 2013). Dans le but d’évaluer l’effet de la kenpaullone dans 
notre modèle in vitro SMA, les motoneurones ont été exposés à différentes doses de 
kenpaullone à partir du 14ème jour de différenciation et pendant les 10 jours suivants. De façon 
intéressante, nous avons constaté une augmentation significative de la survie des 
motoneurones SMA après traitement à la kenpaullone (10 µM). Différentes études, basées 
sur des modèles de souris SMA, ont démontré que la dégénérescence des motoneurones se 
produisait par un mécanisme apoptotique (Sareen et al. 2012; Simon et al. 2017; Schellino et 
al. 2018). Processus apoptotique que nous avons aussi identifié comme spécifiquement activé 
dans les motoneurones SMA, et ce même avant le phénomène de mort cellulaire, comme 
nous l’a montré l’augmentation significative du marquage Cleaved-Caspase-3 dès le 18ème jour 
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de différenciation par rapport aux conditions contrôle et rescue.  Ainsi, ces résultats suggèrent 
que le phénomène de mort prématuré des motoneurones SMA observé pourrait être médié 
par un processus apoptotique, processus apoptotique restauré par le traitement à la 
kenpaullone.  

Dans le but d’identifier de nouvelles cibles thérapeutiques, nous avons cherché à 
déterminer par quelle(s) mécanisme(s) la kenpaullone pouvait agir sur la survie des 
motoneurones SMA. La kenpaullone est rapportée comme un inhibiteur des voies CDKs, GSK-
3 et JNK. Dans un premier temps, nous avons évalué l’effet d’autres inhibiteurs spécifiques 
des CDKs, à savoir la roscovitine et l’olomoucine, qui n’ont montré aucun effet sur la survie 
des motoneurones SMA.  Ensuite, la voie JNK se trouve en amont de la voie de l’apoptose 
neuronale médiée par la phosphorylation de la protéine c-Jun (Yarza et al. 2015). De façon 
intéressante, nous avons observé une corrélation entre le marqueur phospho-c-Jun et la mort 
prématurée des motoneurones SMA, restaurée par le traitement à la kenpaullone. Enfin, bien 
que la kenpaullone soit défini comme un inhibiteur de la forme GSK-3β, l’analyse après 
traitement des motoneurones a montré une diminution des deux isoformes GSK-3α et β dans 
les motoneurones contrôles et SMA. D’autre part, sachant que la mort prématurée des 
motoneurones SMA corrèle avec le faible niveau de protéine SMN, la kenpaullone pourrait 
agir en augmentant les niveaux de la protéine SMN dans les motoneurones SMA. Cependant, 
nous ne mesurons aucune variation des niveaux de SMN après traitement à la kenpaullone, 
que ce soit au niveau ARN ou protéique. Nous pouvons ainsi conclure que l'effet protecteur 
de la kenpaullone observé dans les motoneurones dérivés de hiPSC SMA semble médié par 
l'inhibition des voies de signalisation JNK et GSK-3. Ces données suggèrent que de faibles 
niveaux de SMN pourraient conduire à une activation de la voie du stress intracellulaire dans 
les motoneurones, initiant la neurodégénérescence (Genabai et al. 2015; Schellino et al. 2018; 
Burghes and Beattie 2009). Pour valider l'effet protecteur de l'inhibition des voies de 
signalisation JNK et GSK-3 dans les motoneurones SMA, nous avons évalué et confirmé l’effet 
d’autres inhibiteurs plus spécifiques des voies JNK et GSK-3, dont le Tideglusib, un inhibiteur 
GSK-3β qui a montré des propriétés neuroprotectrices, anti-inflammatoires et neurogènes 
dans différents modèles neurodégénératifs (Morales-Garcia et al. 2012; Martínez-González et 
al. 2021). Ce composé est aujourd’hui en essai clinique de phase III pour la DM1 
(NCT03692312) et un essai clinique de phase II a été lancé très récemment pour la SLA 
(NCT05105958).  
 

II. Modèle in vitro humain de co-culture SMA pour étudier la communication entre le 
motoneurone et sa cible musculaire  

 
1. Altérations de la communication entre les motoneurones et la cible musculaire dans 

un contexte SMA  
 

Dans le but d’étudier l’effet de la diminution de la protéine SMN de façon plus 
fonctionnelle au niveau des motoneurones, nous avons développé un modèle de co-culture 
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permettant d’étudier leur communication avec la cellule musculaire squelettique. Ce modèle 
a été développé grâce à une collaboration entre I-STEM et la société CYTOO, une entreprise à 
l’origine de la technologie MyoScreen, permettant d’améliorer la maturité des cellules 
musculaires in vitro grâce à la présence d’environ 50 patterns en forme d’ovni dans chaque 
puits de plaque 384 puits (Young et al. 2018). Le protocole est divisé en trois phases : 
ensemencement et prolifération des myoblastes primaires pendant 2 jours, différenciation et 
fusion des myoblastes en myotubes pendant 2 jours, puis ajout des motoneurones (J14) et 
établissement de communication entre les motoneurones et la cellule musculaire pendant 4 
à 7 jours (Tahraoui et al., 2022). Dans ce système, différentes combinaisons sont possibles : 
l’utilisation d’un modèle purement SMA ou contrôle, mais le modèle peut aussi être hybride, 
dans le but d’étudier la contribution de la composante motoneuronale SMA d’une part et 
musculaire SMA d’autre part.  

Dans un premier temps, après une semaine de co-culture nous avons reproduit le 
défaut de survie des motoneurones SMA, correspondant au 21ème jour de différenciation, à 
partir des hiPSC SMA, et ce en présence de myotubes SMA ou contrôle. Comme déjà démontré 
dans des modèles murins SMA, l’aire de fusion des cellules musculaires primaires et 
immortalisées SMA est retrouvée significativement diminué par rapport aux myotubes WT et 
ce même avant la mort des motoneurones SMA. Ainsi, la diminution de la protéine SMN a un 
impact sur la myogenèse qui ne semble pas être dépendante de la présence des 
motoneurones (Monani et al. 2000a; Hellbach et al. 2018).  

Afin d’évaluer si les motoneurones SMA présentaient des défauts fonctionnels, nous 
avons évalué différents paramètres dans nos modèles de co-culture en se plaçant à des temps 
plus précoces, correspondant à des motoneurones J18. De façon intéressante, la diminution 
de la protéine SMN au niveau des motoneurones aboutie à une diminution anormale de 
l’arborisation neuritique. Afin de mieux comprendre les conséquences de ce phénotype sur la 
physiologie du compartiment post-synaptique, nous nous sommes concentrés sur deux 
processus majeurs de la transmission neuromusculaire à savoir les clusters de récepteurs à 
l’acétylcholine (AChR) et l’activité calcique dans les cellules musculaires. La quantification des 
clusters d’AChR a été réalisée par une technique d’immunofluorescence et d’analyses semi-
automatisées permettant de mesurer la surface des clusters d’AChR. La présence de 
motoneurones SMA sur des cellules musculaires contrôle montre une diminution de ces 
clusters, diminution encore plus importante lors que co-cultivés sur des myotubes SMA. Ces 
résultats suggèrent une altération de la voie d’induction du clustering des AChR, qui pourrait 
provenir à la fois de la composante motoneuronale et musculaire dans la SMA. Ces défauts 
pourraient ainsi affecter la qualité de la communication entre le motoneurone et la cellule 
musculaire. Pour évaluer la transmission entre les deux types cellulaires, nous avons étudié 
l’activité calcique dans les myotubes. Dans les conditions de co-cultures en présence de 
cellules musculaires SMA, le défaut de maturation est tel qu’aucune activité calcique n’est 
mesurable. Cependant, les analyses des autres conditions contrôle ou hybrides ont montré 
qu’en présence de motoneurones SMA, le nombre de pics calciques était significativement 
diminué, phénotype normalisé par la restauration de la protéine SMN dans la condition 
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rescue. Ces défauts suggèrent une dérégulation de la communication entre les motoneurones 
mutés SMA et les cellules musculaires saines ; défauts qui semblent exacerbés par la présence 
de cellules musculaires SMA. Nous pouvons conclure, grâce à ces outils cellulaires, que les 
deux compartiments pré- et post-synaptique contribuent à la mise en place des défauts de 
NMJ observés dans la SMA.  
 

2. Validation des nouvelles cibles thérapeutiques identifiées dans ce modèle de co-cul-
ture SMA 
 
L’altération de la NMJ se produit avant la mort des motoneurones dans la SMA, et 

serait même l’un des premiers, voir le premier signe pathologique de la maladie. Ainsi, 
l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques capables de restaurer ces défauts pourrait 
être une approche efficace. Le format 384 puits du modèle de co-culture offre la possibilité 
de tester un grand nombre de conditions. Par conséquent, nous avons évalué dans notre 
modèle de co-culture entièrement composé de cellules SMA ou contrôle, l’effet de la 
kenpaullone et des différents inhibiteurs spécifiques de la voie JNK ou GSK-3 identifiés 
précédemment.  

L’utilisation de la kenpaullone et des inhibiteurs spécifiques des voies JNK ou GSK-3 
dans le modèle de co-culture SMA confirme l’effet protecteur de ces composés pour la survie 
des motoneurones. De même, l’aire des myotubes SMA est retrouvée significativement 
augmentée après traitements par un inhibiteur de la voie JNK ou GSK-3. De façon très 
intéressante, les défauts pré- et post-synaptiques observés avant même la mort des 
motoneurones SMA sont, au moins partiellement, restaurés par l’inhibition des voies JNK ou 
GSK-3. Ainsi, ces résultats confirment l’effet protecteur de l’inhibition de ces voies et montre 
ainsi la pertinence de ces voies dans la pathogénèse de la SMA.  

 
Pour conclure, nous avons développé un système de co-culture SMA humanisé 

permettant d’évaluer la communication entre le motoneurone et sa cible musculaire. Nous 
avons également démontré le potentiel de ces modèles à des fins d’identification ou de 
validation de composés thérapeutiques. Dans ce contexte, nous avons démontré que 
l'inhibition des voies de signalisation JNK ou GSK-3 pouvait être de nouvelles cibles 
thérapeutiques potentielles pour la SMA. Plus généralement, ces systèmes pourraient 
également être utiles pour d'autres troubles neuromusculaires. 
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ABSTRACT 
 

Spinal muscular atrophy is one of the most common genetic forms of motoneuron 
diseases in childhood. Due to mutations in the SMN1 gene, SMA is characterized by an 
insufficient amount of SMN (survival motor neuron) protein, resulting in denervation, skeletal 
muscle atrophy and death. In the last decade, three treatments increasing SMN protein levels 
have been approved by the US Food and Drug Administration and result in impressive benefits 
for the patients. However, an intervention delay has a strong negative impact on the efficacy, 
especially when therapy stars at a late symptomatic stage. Even when therapy starts at pre-
symptomatic stages, not all SMA patients respond equally well and symptoms progress. An 
important step forward would be to develop therapeutic approaches targeting pathways that are 
independent of SMN. However, predictive and functional SMA in vitro models for drug 
screening are still lacking. In this context, we developed a human SMA in vitro co-culture 
system between pluripotent stem cells-derived spinal motoneurons and their muscular targets 
adaptable to screening format in 384 well plates. These inter-cellular systems reproduced the 
specific death of SMA spinal motoneurons but also the pre-synaptic defects that appeared 
before this specific cell death. To evaluate to suitability of these intercellular systems for drug 
screening, we developed a target-agnostic based drug screening revealing the potential of JNK3 
and GSK3 inhibitors to normalize the cellular phenotypes associated to SMA independently of 
SMN expression. 
 
Keywords: Spinal Muscular Atrophy, Human induced pluripotent stem cells, Motoneurons, 
Co-culture.  
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INTRODUCTION 
 

Spinal muscular atrophy (SMA) is an autosomal recessive disorder characterized by the 
selective degeneration of lower α-motor neurons in the anterior horn of spinal cord, resulting in 
denervation, skeletal muscle atrophy and in severe cases respiratory failure and death (Prior et 
al., 2009; Wirth et al., 2006). SMA etiology relates to an insufficient amount of survival motor 
neuron (SMN) protein which, results from loss-of-function mutations or deletion of the SMN1 
(Lefebvre et al., 1995; Rodrigues et al., 1995). While a total deficiency in the SMN protein is 
embryonic lethal (Schrank et al., 1997), humans have a duplicated copy of SMN1, termed SMN2 
(Lefebvre et al., 1995; Rochette et al., 2001), which allows for survival in the absence of the 
former. However, the duplicated SMN2 gene cannot fully compensate for the loss of SMN1 
because it predominantly gives rise to an exon 7- skipped SMN2 mRNA that produces a non-
functional truncated SMN∆7 protein (Lorson et al., 1999; Monani et al., 1999). Thus, the SMN1 
copy gives rise to the full-length (FL) SMN protein while approximatively 10% of FL-SMN 
transcripts are produced by the SMN2 copy. This level is insufficient to support long-term motor 
neurons survival. Importantly, the severity of the disease is inversely correlated with SMN pro-
tein levels.  

Therapeutic strategies have recently emerged and have started to change the field of 
SMA with the development of three FDA-approved commercial drugs. All of them are based 
on genetic modulations that aim to increase SMN level, either by targeting SMN2 to produce 
more full-length SMN or by delivering a fully functional SMN gene into patients’ motor neu-
rons to supplement their own production of the protein. These strategies include antisense oli-
gonucleotide (ASO) (Hua et al. 2010; Porensky et al. 2012; Zhou et al. 2013; Passini et al. 
2011), adeno-associated virus (AAV) for introducing SMN1 gene (Foust et al., 2010; Valori et 
al., 2010) and small molecule (Naryshkin et al., 2014). While the benefits of these SMN-de-
pendent therapies are undeniably remarkable, some concerns may still be raised. First, disease 
duration before treatment is critical and a delayed intervention leads to a less efficient rescue 
(Ravi et al., 2021). In addition, treated SMA patients can still display neuromuscular symptoms 
and decline, and for reasons still unknown, patients respond differently to the treatment, roughly 
dividing into groups of responders that improve, responders that plateau and non-responders 
(Aragon-Gawinska et al., 2018; Gidaro and Servais, 2019; Kruzik et al., 2019; Pechmann et al., 
2018). Finally, the high costs of the approved new treatments as well as the limited data on 
long-term efficacy also highlight the importance to identify new therapeutic strategies which 
are not based on enhanced SMN protein expression but reverse pathological changes independ-
ent of SMN (Bowerman et al., 2017; Gidaro and Servais, 2019; Lipnick et al., 2019; Ravi et al., 
2021).  

However, identification of such SMN independent strategies needs to rely on robust 
models capable to recapitulate pathological changes. Recent advances in stem cell biology have 
fueled the prospect to establish a more relevant human cellular model for SMA disease 
(Makarev et al., 2015; Schmid and DiDonato, 2007).  

Based on our previous protocol to efficiently produce spinal motor neurons (MNs) from 
human pluripotent stem cells, we developed in this study target agnostic-based drug screening 
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systems in order to identify therapeutic strategies capable to reverse pathological changes ob-
served in MNs independently of SMN expression.  

 
 

RESULTS 
 

Large-scale generation of hiPSC-derived spinal motor neurons 
Although the generation of mature spinal motor neurons (MNs) from hiPSC has been 

proven successful, these systems do not allow the generation of hiPSC-derived cells in relevant 
quantities for drug screening applications (Ando et al., 2017; Wang et al., 2019). Consequently, 
we sought to adapt our previously reported protocol by using bioreactor scale-up in order to 
produce large scale production of hiPSC-derived spinal MN (Maury et al. 2015). Briefly, this 
protocol is a three-stage process that involves neural induction through the generation of em-
bryoid bodies (EBs) (day 0-10), conversion of MN progenitors (day 10-14) and final maturation 
(day 14-24) (Figure 1A). After 10 days of differentiation, EBs dissociated from the bioreactors 
showed a 20-time increased in cell yield compared to T25 flasks with around 300x106 cells per 
bioreactor. EBs cultivated in bioreactors sustained their morphology during the entire process 
(Figure 1B) and generated spinal MN progenitors of typical morphology after adherence to 
culture plates and OLIG2 marker profile (Figure 1C,D). In addition, at this time, MN progen-
itors can be frozen, allowing the possibility to generate large cell banks. Independently of the 
use of T25 flasks or bioreactors, we observed after 14 days of differentiation a highly pure 
spinal MN culture as revealed by the expression of MN specific transcription factors LIM 
homeodomain transcription factor (ISL1–70%) and Homeobox protein (HB9-70%) (Figure 
1C,E,F). After 24 days of differentiation, most of these HB9/ISL1-positive MNs expressed the 
pan-neuronal marker Tuj1 and choline acetyltransferase (ChAT) (Figure 1C). These results 
demonstrated our ability to generate large bank of hiPSC-derived MNs. 

 
SMA hiPSC-derived MNs have increased susceptibility to MN death 

Healthy and SMA type I patient’s fibroblasts-derived hiPSC were differentiated into 
spinal MNs according to this protocol. In addition, an SMA hiPSC line has been modified to 
stably expressed SMN (Rescue). The hiPSC lines were efficiently differentiated into OLIG2 
positive spinal MN progenitors (Figure 2A,B) as well as their efficient conversion into spinal 
MNs (70% of MNs) characterized by the expression of the ISL1 marker on day 14 (Figure 
2A,C). These results demonstrated that the reduced level of SMN expression does not impair 
the temporal and differentiation into MN generation. 

Next, we assessed the survival of hiPSC-derived MNs by counting ISL1 positive cells 
from day 14 to day 24 (Figure 2D). At day 24, a significant decrease in MN survival was 
observed in the SMA culture compared to the control and rescue MNs. We next quantified the 
SMN protein level in these MNs from SMA patient lines compared to the wild-type and rescue 
lines by western blotting (Figure 2E). Our results confirmed a lower expression of SMN protein 
in SMA hiPSC-derived MNs compared to the wild-type and rescue lines (Figure 2F). Different 
studies in SMA mouse models have demonstrated that the selective degeneration of MNs in 
SMA occurs through an apoptotic mechanism (Sareen et al., 2012; Schellino et al., 2018; Simon 
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et al., 2017). To investigate whether the MNs carrying pathogenic mutations on SMN1 gene 
develop an apoptotic process under normal culture conditions, we assessed markers of cellular 
stress and cell death such as cleaved caspase-3 in MNs derived from control, SMA patients and 
rescue lines (Figure 3D,E). At day 14, when there is no difference on MN survival, the im-
munostaining of cleaved-caspase-3 showed a little increase trend (10%) of apoptotic MNs in 
SMA patients, compared to control and rescue MNs. From d18 and d24 the cleaved-caspase-3 
signal is significantly increased in the SMA spinal MN compared to control and rescue ones. 
Altogether, these results confirmed the capacity of SMA hiPSC- derived MNs to reproduce key 
pathological changes. 

 
Kenpaullone promotes the survival of SMA hiPSC-derived MNs  

A previous study identified the capacity of a chemical compound, kenpaullone, to re-
store MN cell death observed in vitro in the context of another neuromuscular disease, the am-
yotrophy lateral sclerosis (ALS) (Yang et al. 2013). To examine the potential efficacy of 
kenpaullone as a MN protective agent in SMA, we exposed both SMA or control hiPSC-derived 
spinal MNs to kenpaullone at different concentrations from 1.25 to 20 µM from day 14 of dif-
ferentiation and for the next 10 days with each medium change every two days (Figure 3A). By 
measuring the number of ISL1 positive cells, we observed that kenpaullone treatment, at 10 
µM, resulted in a significant increased survival of MNs derived from SMA hiPSC (Figure 
3B,C). We also evaluated by immunostaining the expression of cleaved caspase-3 in MNs after 
kenpaullone treatment and observed a significant decrease (about 50%) in apoptotic signal in 
SMA MNs (Figure 3D,E), suggesting that kenpaullone can exert an anti-apoptotic role in MNs. 
In order to evaluate the hypothesis that kenpaullone could act on the survival of SMA hiPSC-
derived MNs by increasing SMN expression, we quantified the relative mRNA (Figure S1A) 
and protein expression (Figure S1B-C) levels of SMN on treated and untreated control and 
SMA MNs. No effect of kenpaullone was observed on SMN expression suggesting that the 
mode of action of this compound is SMN-independent. 

 
Kenpaullone acts as JNK and GSK3 inhibitor pathways in hiPSC-derived MNs 

The mode of action of kenpaullone has been previously shown to rely on three distinct 
pathways: inhibition of several cyclin dependent kinases (CDKs), glycogen synthase kinase 3β 
(GSK3β) and c-Jun N-terminal kinase (JNK) (Castelo-Branco et al. 2004; Akiba et al. 2016). 
We sought to evaluate the potential contribution of each of these pathways on the survival of 
SMA hiPSC-derived MNs. First, we evaluated the implication of CDK signaling pathways by 
testing other specific CDKs inhibitors, roscovitine and olomoucine, for their ability to decreased 
MN cell death (Figure 4A). No effect on the survival of hiPSC-derived MNs was observed 
after treatment with these two compounds, indicating that the kenpaullone-mediated survival 
effect is independent of CDKs inhibition. As kenpaullone has also been reported to induce an 
inhibition of JNK pathway, a kinase upstream in the phospho-c-jun mediated neuronal apopto-
sis pathway, we determined the number of MNs expressing phospho-c-jun before treatment, at 
day 14, day 18, and after 10 days of treatment (Figure 4B,C). We observed a significant in-
creased number of SMA MNs positive for phospho-c-Jun from day 18 to day 24 compared to 
WT and rescue MNs. Our results also demonstrated the capacity of kenpaullone treatment to 
reduce the number of phospho-c-Jun positive MNs. Finally, we also evaluated by western blot 
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the expression of GSK3 after kenpaullone treatment. These analysis showed marked decrease 
in GSK-3β and GSK-3α after Kenpaullone treatment on both control and SMA MNs (Figure 
4D,E). Our data suggest that the protective effect of kenpaullone observed in MNs derived from 
SMA hiPSC is mediated by the inhibition of JNK and GSK3 signaling pathways. Our data 
suggest that the protective effect of kenpaullone observed in MNs derived from SMA hiPSC is 
mediated by the inhibition of JNK and GSK3 signaling pathways. 

To validate the protective effect of the JNK and GSK3 signaling pathway inhibition in 
SMA MNs, we evaluated different specific JNK and GSK3 inhibitors (Table S2). We observed 
that treatment with all these JNK and GSK3 inhibitor compounds led to an increased survival 
of MNs derived from SMA hiPSC (Figure 5A-E, Figure S2A-F). These findings suggest that 
JNK and GSK3 inhibition could be a potential target to reduce neurodegeneration in SMA. 

 
Human in vitro SMA co-culture system to study the communication defects between hu-
man skeletal muscle cells and hiPSC-derived MNs 

Even though SMA is classically categorized as a motor neuron disease, there is a general 
consensus that pathological changes of the neuromuscular junction precede the motor neuron 
loss (Ling et al. 2012; Murray et al. 2008; 2015; Kariya et al. 2008). We consequently evaluated 
the possibility to reproduce in vitro these changes at the neuromuscular junction. For this pur-
pose, we based our approach on our recent development of co-cultures of hiPSC-derived MNs 
and human skeletal muscle cells using micropatterned 384 plates shown to favor the formation 
of aligned and striated mature myofibers from human primary skeletal muscle cells (Figure 
6A) (Young et al. 2018; Tahraoui et al., 2022 - submitted).  

We first characterized our co-culture system one week after MN seeding, corresponding 
to MN day 21. As expected, a significant decrease of SMA hiPSC-derived MNs survival was 
observed after co-culture with WT or SMA skeletal muscle cells (Figure 6B,C). Strikingly, we 
observed a significantly reduced fusion capacity of SMA skeletal muscle cells when compared 
to control cells (Figure 6B,D and Figure S3A-F). This result was also observed with immor-
talized skeletal muscle cells from SMA type I or type II patients compared to WT (Figure S4A-
D). 

A key characteristic of myotubes and muscle fibers is the ability to connect with moto-
neurons via neuromuscular endplates. We characterized our in vitro co-culture system and 
found that AchRs were clustered at the site of SV2-positive neuronal endplates (Figure 7A) 
and synaptophysin-positive neuronal endplates (Figure 7B). In addition, the AchR clusters 
were localized on MF20-positive multinuclear myotubes (Figure 7C). Defective pre- and post-
synaptic defects were observed before the death of hiPSC-derived MNs. Decreased neuritic 
length was specifically observed with SMA hiPSC-derived MNs when compared with SMA 
Rescue or WT hiPSC-derived MNs (Figure 7D). Consequently, decreased AChR clustering 
was also observed at the post-synaptic level in SMA conditions (Figure 7E). SMA hiPSC-
derived MNs induced statistically less AchR clusters area in SMA or WT myotubes than control 
and rescue hiPSC-derived MN. To evaluate the consequences of these phenotypes in term of 
functional connectivity between MN endplates and muscle fibers, we analyzed the Ca2+ oscil-
lations induced by hiPSC-derived MNs at the level of skeletal muscle cells (Figure 7F-G). A 
significant decrease in the frequency of calcium waves was observed in control skeletal muscle 
cells when co-cultured in presence of SMA hiPSC-derived MNs compared to control hiPSC-
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derived MNs. In contrast, no defect was observed with SMA rescue hiPSC-derived MNs. In 
addition, we also measured a significant decrease in the frequency of calcium waves in SMA 
skeletal muscle cells independently of the genotype of hiPSC-derived MNs which is consistent 
with the myogenic defect observed in SMA skeletal muscle cells.  

 
Correction of SMA-related neuronal and muscular phenotypes by JNK and GSK3 inhib-
itor compounds. 

Since the NMJ formation defect is regarded as an important sign preceding the motor 
neuronal loss, drugs capable rescue the NMJ pathology may represent promising therapeutic 
candidates. Hence, we assessed whether kenpaullone, different JNK inhibitors (SP600125, 
CC401), more specific JNK3 inhibitors (SR3576, IQ3) and GSK3 inhibitors (Tideglusib, Chir) 
can normalize the different phenotypes previously identified. We first observed the capacity of 
these compounds to significantly increase SMA hiPSC-derived MN survival (Figure 8A,B). A 
benefit effect was also observed on the myogenic alteration observed in SMA skeletal muscle 
cells (Figure 8C).  

Interestingly, the earliest pre- and post-synaptic defects observed even before SMA MN 
cell death, were at least partially restored after JNK and GSK3 inhibition treatments (Figure 
8D-F). Significant effects were detected on neurite outgrowth and AChR clustering in SMA 
conditions compare to control (Figure 6D-F). At the functional level, Ca2+ oscillations induced 
hiPSC-derived MNs were measured at the level of skeletal muscle cells after kenpaullone treat-
ment. The significant decrease in the frequency of calcium transient observed in SMA co-cul-
ture conditions is restored by kenpaullone treatment (Figure 8G). 
 
 

DISCUSSION 
 

In this study, we developed a target-agnostic based drug screenings revealing the 
potential of JNK and GSK3 inhibitors to normalize the cellular phenotypes associated to SMA-
specific neuromuscular defects.  

JNK and GSK3 inhibitors were identified after the observation that kenpaullone was 
capable to rescue SMA hiPSC-derived MN death. As previously described in the context of 
another neuromuscular disease, the amyotrophy lateral sclerosis (ALS) (Yang et al., 2013), we 
indeed first evaluated the potential of kenpaullone in the context of SMA. Whereas kenpaullone 
showed a protective effect on SMA hiPSC-derived MNs, this effect is not specific to SMA 
MNs, as a similar effect was observed in ALS conditions (Yang et al., 2013). Consistent with 
this, kenpaullone ameliorated the SMA phenotype in hiPSC-derived MNs independent of SMN 
induction. Kenpaullone is classified as an inhibitor of several cyclin dependent kinases (CDKs), 
c-Jun N-terminal kinase (JNK) and GSK3 signaling pathway. Our data suggested the benefit 
effect of kenpaullone is independent of the CDKs inhibition (Tejero et al. 2020). However, our 
results demonstrated that the protective effect of kenpaullone was mediated through an 
inhibition of JNK and GSK3 signaling pathway.  

The c-Jun N-terminal kinase (JNK) signaling pathway plays a critical role in cell 
survival and death and implicated in the pathogenesis of human diseases, including cancer and 
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neurodegenerative disorders (Sabapathy 2012). Activation of the JNK signaling pathway has 
been shown to mediate caspase-dependent degeneration of the spinal cord motor neurons in 
SMA mice and the spinal cords of SMA patients. The JNK group of MAP kinase is encoded by 
the Jnk1, Jnk2 and Jnk3 genes. Neurodegeneration in SMA seems to be mediated by neuron-
specific JNK3 isoform. Genetic inactivation of Jnk3 gene in mice with SMA results in 
amelioration of SMA phenotype including reduced loss of spinal motor neurons, increased 
overall growth and increased lifespan of mice with SMA (Genabai et al. 2015; Schellino et al. 
2018). However, contrasting results have reported no differences in stress-activated JNK-c-Jun 
signaling in MNs of SMNΔ7 SMA mice and SMA human spinal cord compared to healthy 
tissue (Simon et al. 2017; Pilato et al. 2019). These inconsistencies can be ascribed to different 
time points considered for the analyses. JNK and/or other (pro-apoptotic) molecular pathways 
can be activated differently during the cell life: probably the analysis of their expression in MNs 
at later phases of the disease might not reveal any differences in SMA tissue, because at this 
late-stage MN degeneration is already too advanced.  

Glycogen synthase kinase 3 (GSK-3) is a cellular serine/threonine protein kinase that is 
involved in glycogen metabolism. GSK-3 is encoded by two paralogous genes, GSK-3α and 
GSK-3β. GSK-3β is the more studied and better characterized GSK-3 isoform because of its 
predominant expression in the majority of cells and tissues. Recent studies have suggested a 
possible role of GSK-3β in neuromuscular disorder, such as ALS (Martínez-González et al., 
2021) and Myotonic Dystrophy type 1 (DM1) (M. Wang et al., 2019; Wei et al., 2013). A 
previous study has also suggested the involvement of GSK-3β in SMA and demonstrated that 
GSK-3β inhibition was neuroprotective in a SMA-related model of oxidative stress-induced 
neurodegeneration. Our findings suggested that JNK, and even specifically JNK3, and GSK-3β 
inhibition could be potential targets to reduce neurodegeneration. Furthermore, JNK and GSK-
3β inhibitions indicated a positive role of these kinase signaling pathways in myogenic 
differentiation. These results were in concert with the role of JNK signaling in stimulating 
myofibers growth through myostatin/SMAD inhibition (Lessard et al. 2018). Furthermore, 
GSK-3 inhibitors have been shown to mimic the activation of Wnt signaling and potentially 
increase muscle differentiation (Theeuwes et al. 2017; Suzuki et al. 2015). In our SMA human 
in vitro co-culture system, we also demonstrated that the pharmacological inhibition of the JNK 
and GSK-3 signaling pathway, leads to muscle improvement in addition to increase MN cell 
survival. These results raised an important issue about the clinical transferability of these 
compounds. Although some selective inhibitors of JNK have been identified in the field of 
cancer therapies, their clinical studies were relatively less convincing. For example, CC-401, a 
seconded generation of ATP competitive inhibitors of JNK, have shown a high capacity in the 
inhibition of JNK and is also seen to show antineoplastic activity. However, a phase I clinical 
trial using CC-401 for acute myeloid leukemia was discontinued (Messoussi et al. 2014; Wu et 
al. 2020). The lack of efficacy and the side effects are highly possible, at least in part, due to 
the lack of selecting and identifying of a subset of patients who would respond positively to 
anti-JNK therapies (Messoussi et al. 2014). On contrary, GSK-3β inhibitor and more 
specifically, Tideglusib, a small thiadiazolidindione (TDZD), has shown neuroprotective, anti- 
inflammatory, and neurogenic properties in different neurodegenerative models (Morales-
Garcia et al. 2012; Martínez-González et al. 2021; Luna-Medina et al. 2007). Furthermore, good 
safety, tolerability, and efficacy have been reported in clinical trials for different neurological 
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diseases, Alzheimer disease (Lovestone et al. 2015), Autism Spectrum Disorder (Anagnostou 
et al. 2018), as well as neuromuscular disorders for which this treatment is currently in phase 
III trials for Myotonic Dystrophy (Horrigan et al. 2020) (Clinical trial Identifier: 
NCT03692312) and phase II trials for ALS (Clinical trial Identifier: NCT05105958). 

Recent studies in SMA animal models have shown that in the pathogenesis of SMA, 
pathological changes of the NMJ precede the motor neuronal loss (Ling et al. 2012; Murray et 
al. 2010). Synaptic defects were reported at the NMJ of SMA mice included abnormal synaptic 
transmission (Kong et al. 2009) and in human (Martínez-Hernández et al. 2013). Since obstacles 
still existed with obtaining human specimens from either biopsy or post-mortem samples, 
research efforts aimed at developing appropriate humanized SMA cellular models could be 
extremely relevant to identify new therapeutic strategies for SMA. Recent advances in stem cell 
biology, especially for the development of hiPSCs, and  have fueled the prospect to establish a 
more relevant human cellular model for SMA disease (Schmid and DiDonato 2007; Makarev 
et al. 2015; Ebert et al. 2009). In this context, few human co-culture systems have been 
developed and have identified NMJ impairments (Braun et al. 1995; Corti et al. 2012; Yoshida 
et al. 2015). For example, co-culturing hiPSC-derived SMA MNs and murine primary muscle 
cells was found to present defects in cluster acetylcholine receptors (AChRs) (Yoshida et al. 
2015). However, these models are based on inter-species co-culture models with human and 
rodent cells. It was thus critical to evaluate the NMJ formed by SMA patients’ MNs and 
especially since the contributing role of muscle in SMA remains controversial. Hence, a 
strategy of co-culture between hiPSC-derived spinal MNs and human primary skeletal muscle 
cells were developed using 384 micropatterned plates. In this model, different conditions were 
generated: WT, SMA and hybrid co-cultures to better understand the contribution of spinal 
MNs and skeletal muscle cells in SMA disease. Hence, the objective is to identify whether the 
presence of the SMA mutation can impact this inter-cellular system and if so, use this model 
for drug screening. Our results indicated that SMA co-cultures between SMA hiPSC-MNs and 
SMA muscle cells harbor several defective features both at the neuronal level and at the 
muscular level. Indeed, we observed a defective myogenic fusion, an abnormal acetylcholine 
receptor clustering as well as a decreased neurite outgrowth. It must be highlighted that these 
defects occur prior the MN degeneration. Furthermore, we demonstrated an effect of SMA 
hiPSC-MNs on control muscle cells, such as an impaired calcium homeostasis. Taken together, 
in this study we developed a reliable and functional human in vitro model that recapitulate SMA 
phenotypic defects with a large number of parameters, which seems to be available for a large 
panel of neuromuscular disorders.  

In conclusion, even though it is commonly accepted that approaches aimed at increasing 
SMN levels would have therapeutic benefit in treating the disease, it remains unclear that these 
treatments could be effective in the large spectrum of SMA patients. In this study we 
demonstrated that our hiPSC-based models are useful to develop a target agnostic approach 
where we did not target SMN but its related phenotypes. We thus developed a model, suitable 
for drug screening, that allows the study of "early born" spinal MNs and the identification of 
compounds before MNs degeneration that might be more specific and thus more efficient in 
SMA disease. Furthermore, we also developed a reliable and functional SMA coculture system 
that could be useful in all neuromuscular disorder for identification or validation of drug 
screening.  
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MATERIALS AND METHODS 
 

Human induced pluripotent stem cells  
Human induced pluripotent stem cell lines (hiPSC) were generated by reprogramming Coriell 
Biorepository fibroblasts derived from non-affected and SMA affected patients as previously 
described (Table S1) (Maury et al. 2015). Three independent clones hiPSC were generated 
from each line of healthy fibroblasts GM03814 and C03. Similarly, 3 independent clones of 
hiPSC were generated from each fibroblast line issues from two type SMA type 1 patients 
(GM03813 or GM00232). Informed consents were obtained from all the patients included in 
this study, complying with the ethical guidelines of the institutions and with the legislation 
requirements. Experimental protocols were approved by the French minister of health (2019-
A02599-48). In addition to these hiPSC lines, an isogenic control line was generated from one 
SMA hiPSC line (GM03813) in which a plasmid containing SMN (pEF1aFlagbiotagSMN-
PGKpuro, kindly gift of H. Wichterle and S. Nedelec) was stably transfected. Briefly, cells 
were nucleofected with 5mg of linearized plasmid (ClaI enzyme) (AMAXA Program 23). Cells 
were selected for 8 days with puromycin (1µg/ml). The integration of the transgene was 
validated by immunostaining for the Tag and by western blot for SMN. 
All the different hiPSC lines were grown on culture dishes-coated vitronectin (Gibco) and 
maintained in iPS-Brew XF medium (Miltenyi Biotec) as previously described (Mérien et al. 
2021). Cell passaging was performed manually every 5 days and culture medium was changed 
every two days.  

 
Generation of spinal motor neurons from hiPSCs  
The conversion of hiPSC into spinal MNs was performed as previously described (Maury et al. 
2015). Briefly, hiPSC were dissociated enzymatically using Stem Pro Accutase (ThermoFisher) 
for 5 min and plated in 25cm2 flask (Dutscher) or spinner flask (Corning) at a density of 0.2x106 

cell/mL in a total volume of respectively 10mL and 70mL. Cells were incubated in suspension 
in a neural induction medium containing of DMEM/F12 and Neurobasal medium supplemented 
with B27 (Life Technologies), N2 Supplement (Life Technologies), Pen-Strep 0.1%, β -ME 
0.1% (Life Technologies), Ascorbic Acid (0.5 μM, Sigma-Aldrich), Chir99021 (3 μM, 
Stemgent), SB431542 (20 μ M, Tocris), LDN 193189 (0.2 μ M, Stemgent) and Y-27632 (10 
μM, Stemcell). After 2 days, caudalization of the neural progenitors was obtained by addition 
of retinoic acid (RA 0.1 μM) and smoothened agonist (SAG, 0.5 μM). After 1 week in 
suspension, brain derived neurotrophic factor (BDNF, 10 ng/mL), glial-derived neurotrophic 
factor (GDNF, 10 ng/mL), and N-[N-(3,5-Difluorophenacetyl)-L-alanyl]-S- phenylglycine t-
butyl ester (DAPT, 10 nM) were added in the medium without SB431542 and LDN193189. 
Between day 10 and 14, MN progenitors are converted into MNs. At this step (day 10) embryoid 
bodies (EBs) were dissociated into single cells with Trypsin-EDTA and plated either in 384-
well plates (Corning) or cell culture dish coated with poly-ornithin (20 μg/ml, Sigma-Aldrich) 
and 5 g/ml laminin (Invitrogen) into the same medium with Y-27632. MNs were obtained after 
14 days of differentiation and can be assessed by immunolabeling for Islet1. They can be 
maintained for at least another 10 days for the maturation of spinal MNs. 
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Co-culture of human iPSC-derived spinal MN and human skeletal muscle cells   
Human primary as well as immortalized non affected and SMA myoblasts were obtained from 
the Myobank-AFM and provided by Vincent Mouly. Skeletal muscle cells were obtained from 
a quadriceps muscle biopsy of a 5 day-old unaffected infant (CHQ or Ctl) (Edom et al. 1994), 
a paravertebral muscle biopsy of a 11-year-old infant patient suffering from SMA (KM432-
7PV or SMA type I) and a paravertebral muscle biopsy of a 7-year-old infant patient suffering 
from SMA (KM1150-11PV or SMA type II). Primary cells were isolated from skeletal muscle 
as described previously (Chaouch et al. 2009). These cells were expanded and differentiated as 
previously described. Briefly, primary and immortalized myoblasts were expanded in a mix of 
199 medium/Dulbecco modified Eagles minimal essential medium (1:4 ratio) supplemented 
with 20% fetal bovine serum (FBS), 25 μg/mL fetuin, 0.5 ng/mL basic fibroblast growth factor, 
5 ng/mL epidermal growth factor, 5 μg/mL insulin. Cells were then cultivated in a growth 
medium consisting of DMEM-F12 glutamax (Life Technologies) supplemented with 20% FBS 
(Sigma-Aldrich) and 0,1% penicillin/steptomycine (Life Technologies). Myogenic 
differentiation was induced by switching growth medium to DMEM supplemented with 2% 
horse serum (Life Technologies). 
For co-culture, spinal MNs must be differentiated from hiPSC as described previously, but the 
embryoid bodies are dissociated at day 14 of differentiation and frozen. 384 micropatterned-
well plates were designed and provided by CYTOO SA (Young et al. 2018). The co-cultures 
were performed as previously described (Tahraoui et al., 2022 - submitted). Briefly, myoblasts 
were plated at a density of 5 500 cells per well in myoblast growth medium (DMEM/F12-
glutamax supplemented with 20% fetal bovine serum (Sigma-Aldrich) and 0.1% penicillin-
streptomycin (ThermoFisher)) with Y- 27632 (10 μM, Stemcell). After 2 days, the growth 
medium was replaced by the differentiation medium (DMEM/F12-glutamax supplemented with 
2% hors serum (ThermoFisher)). On day 4, the hiPSC-dervied MNs were thawed and plated at 
a density of 8 000 cells per well in N2B27 medium supplemented by brain derived neurotrophic 
factor (BDNF, 10 ng/mL, Peprotech), glial-derived neurotrophic factor (GDNF, 10 ng/mL, 
Peprotech), N-[N-(3,5-Difluorophenacetyl)-L-alanyl]-S- phenylglycine t-butyl ester (DAPT, 
10 µM, Tocris) and Y- 27632 (10 μM, Stemcell). Cultures have been maintained up to 11 days 
which correspond to 4 days of myogenic differentiation and 7 days of co-culture with hiPSC-
derived MNs.  

 
Treatment of motor neuron cultures with small molecules 
To analyze the effect of kenpaullone and other JNK or GSK3 inhibitors, MN progenitors were 
plated into poly-l-ornithine/laminin–treated 384-well plates at 3 000 cells per well in N2B27 
medium without growth factors. After 4 days of differentiation, "early" spinal MNs were treated 
with the different compounds (Tocris) by using the Bravo Automated Liquid Handling Platform 
(Agilent Technologies). Cells were treated every 3 days for the next 10 days (Table S2). A 
solution of 0.1% DMSO (MilliporeSigma) was used as a negative control. After 10 days, the 
cell viability was quantified. 
 
Immunostaining 
After fixation with 4% PFA (Electron Microscopy Sciences) for 7 min at room temperature, 
cells were incubated overnight at 4°C with primary antibodies (listed in Table S3). The cells 
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were washed 3 times in PBS buffer and incubated for 1h at room temperature with appropriated 
Alexa fluorescent labeled secondary antibodies (Invitrogen, 1:1 000) and Hoechst (5 μg/mL).  
 
Image acquisition and analysis  
Image acquisitions were performed using the automated imaging Cell Insight CX7 HCS 
Platform (Cellomics Inc). Masks and algorithms were developed with the HCS Reader software 
for automated quantification of the percentage of cells stained for ISL1, Caspase-3 and p-c-Jun, 
compared to the total number of cells. Co-culture images were acquired using Spinning Disk 
microscopy (Zeiss) with 20X objective. Each image was taken with z-stack and an orthogonal 
view was performed on Fiji Software. By using Fiji software, AChR clustering were quantified 
by manually measuring the total area as well as the mean size of AChR clusters (Tahraoui et 
al., 2022 – submitted). By application of background correction and intensity threshold, the 
neuritic arborization was quantified by the determination of the neuritic length per micropattern. 
Islet1 quantification was determined by automatically counting the number of Islet1-positive 
cells by micropattern. Myotube area was quantified by using Fiji Software to quantify total area 
of cells stained by MF20 antibody per micropattern. 
 
Protein extraction and Immunoblotting  
Western blots analyses were performed as previously described (Pourtoy-Brasselet et al. 2021). 
Briefly, cells were lysed in RIPA 1X buffer (Sigma-Aldrich) supplemented with 1% protease 
inhibitors (Sigma-Aldrich) and 10% phosphatase inhibitor (Roche). Protein samples were 
quantified with Pierce BCA Protein Assay kit (Thermo Fisher Scientific) with CLARIOstar 
Plus Instrument (BMG Labtech). Protein extracts (10 μg) were loaded on a 4-12% SDS-PAGE 
gradient (NuPage Bis–Tris gels, Invitrogen) and transferred onto Gel Transfer Stacks 
Nitrocellulose membranes (Invitrogen) using the iBlot2 Dry Blotting System (Invitrogen). 
Membranes were then incubated overnight at 4°C with following primary antibodies: mouse 
anti-SMN (610647, BD Transduction, 1:500), rabbit-GSK-3α/β (D75D3, Cell Signaling, 1:500) 
and rabbit-p-GSK3 α/β (Ser21/9) (D17D2, Cell signaling, 1:500). Following 1h incubation with 
the fluorescent secondary antibodies (1:10,000, Li-Cor), blots were revealed with Odyssey CLx 
Imaging System (Li-Cor). Equal protein loading was verified by the detection of β-Actin (1:5 
000, Li-Cor).  
 
HTRF Assay to quantify SMN protein expression 
SMN protein was also quantified using Homogeneous Time Resolved Fluorescence (HTRF, 
Cisbio Bioassays) according to the manufacturer's protocol. This technology allows the 
detection and quantification of SMN protein in 384 well plate format. For this, cells were lyzed 
in 15 µL of lysate buffer and 10 µL of cell lysate were transferred to a 384-well small volume 
white plate containing 5 µL of the antibody solution (1:100 dilution of anti-SMN d2 and anti-
SMN cryptate) (Cisbio). The plate was incubated overnight at room temperature. Fluorescence 
was measured at 665 nm and 620 nm on a CLARIOstar microplate reader (BMG Labtech). 
Ratio values of (665 nm emission/620 nm emission) × 10 000 were used to calculate ΔF (%) 
according to the following equation:  

ΔF (%) = [(Sample ratio − Negative control ratio) / Negative control ratio] × 100. 
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Calcium imaging 
Cell culture medium was replaced with a Ca2+-containing HEPES buffered salt solution (Ca2+-
HBSS) composed of (mM): 135 NaCl, 5.4 KCl, 2 CaCl2, 1 MgCl2, 10 HEPES, and 10 glucose; 
pH=7.4 set with NaOH). Cells were then incubated with 2 μM of Cal520 probe (Abcam, 1:1 
000) diluted in Ca2+-HBSS. After 20 min, cells were washed twice with Ca2+-HBSS solution 
and kept at RT for 15 min prior to recording in controlled atmospheric Zeiss Spinning Disk 
Microscopy. Acquisitions were performed at 200 ms intervals. Images were processed and 
analyzed on Fiji Software using ROI manager to quantify fluorescence intensity inside each 
myotube (= 1 ROI) and corrected for background. The curve of calcium response is represented 
as time as function of the ΔF/F0 ratio in which F0 represents the basal fluorescence intensity 
whereas ΔF represents the mean fluorescence (Tahraoui et al., 2022 – submitted). 
 
Statistical analysis  
All quantitative data were analyzed with Prism 8. Values are represented as ± SD. Student’s t-
test was used to compare data between two groups (*p < 0.05; **p < 0.005; ***p < 0.0005; 
****p < 0.0001). One-way analysis of variance (ANOVA) was performed to compare data 
among three or more groups, followed by a post-hoc Tukey’s multiple comparison test. Values 
of p < 0.05 were considered as statistically significant (*p < 0.05; **p < 0.005; ***p < 0.0005; 
****p < 0.0001).   
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Figure 1: Large-scale generation of human spinal MNs from non-affected hiPSC. A. Schematic 
representation of the differentiation protocol used to convert hiPSCs into spinal MNs. B. Representative 
bright-field images of EBs in spinner flask and T25 flask. Scale bar: 100 μm. C. Representative images 
of immunolabeling for motor neuronal markers at different time points of the differentiation: OLIG2 
(red) progenitor marker on day 11, ISL1 (red) and HB9 (green) MN markers on days 14 and day 24, 
ChAT (red) and Tuj1 (white) mature MN markers on day 24 in control cells. Scale bare: 20 μm. D-F. 
Quantification of the percentage of OLIG2+ MN progenitors on day 11 (D) and ISL1+ (E) and HB9+ 
(F) MNs on day 14. Data represent the mean values ± SD from 3 independent experiments perform on 
2 different control hiPSC lines. Statistics were calculated using the Student’s t-test (p>0.05, ns: not 
significant).  
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Figure 2: Phenotypic characterization of hiPSC-derived spinal MN from control, SMA and rescue 
cell lines. A. Representative images of OLIG2 (red) MN progenitor marker on day 11 and ISL1 (red) 
MN marker on days 14 and day 24 of differentiation in control, SMA and rescue cells. Scale bar: 20 μm. 
B,C. Quantification of the percentage of OLIG2+ MN progenitors on day 11 (B), and ISL1+ MNs on 
day 14 (C) on control, SMA, and rescue cells. D. Quantification of MNs survival using a combination 
of DAPI and ISL1 staining at days 18 and 24, normalized on day 14. E,F. Western blot analysis of SMN 
protein expression in control, SMA and rescue MNs after 24 days of differentiation. β-Actine was used 
as a housekeeping protein for normalization. Data represent the mean values ± SD from at least 3 
independent experiments perform on 3 control, 4 SMA and 1 rescue cell lines. Statistics were calculated 
using an ordinary One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test (p>0.05, ns: not significant, 
*p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001).  
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Figure 3: Kenpaullone restores SMA-relevant phenotypes in SMA hiPSC-derived spinal MN. A. 
Dose-response analysis for MN survival in control and SMA hiPSC-derived spinal MN treated with 5 
different concentrations of Kenpaullone for 10 days (from day 14 to day 24 of differentiation). B,C. 
Immunostaining and quantification of ISL1 (red) in control, SMA and rescue MNs (day 24) treated or 
not with kenpaullone (10 μM) for 10 days. D,E. Immunostaining and quantification of Cleaved-caspase- 
3 (green) in SMA compared to control and rescue MNs at day 14, day 18 and day 24 with or without 
kenpaullone treatment.  
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Figure 4: Mode of action of Kenpaullone. A. Quantification of MNs survival after kenpaullone 
treatment compared to specific Cdks inhibitors: roscovitine (Rosco-5 μM) and olomoucine (Olo-5 μM), 
on control and SMA MNs (day 24) treated for 10 days. B,C. Immunostaining and quantification of p-c-
Jun (white) in control, SMA and rescue MNs at day 14, day 18 and day 24 treated or not with 
kenpaullone (10 μM) for 10 days. D-F. Western Blot analysis of phospho-GSK-3α (Y2XX)/β (Y216) 
and total GSK-3α/β in control and SMA MNs treated or not with Kenpaullone. β-Actine was used as a 
housekeeping protein for normalization.  Data represent the mean values ± SD from at least 3 
independent experiments perform on 3 control, 3 SMA and 1 rescue cell lines. Statistics were calculated 
using the One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test (p>0.05, ns: not significant, *p<0.05, 
**p<0.01, ***p<0.001, ****p<0.0001).  
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Figure 5: Effect of JNK and GSK3 inhibitor compounds on hiPSC-derived MN survival. A-G. 
Evaluation of 2 pan JNK inhibitor compounds (B,C), 2 JNK3 inhibitor compounds (D,E), and 2 GSK3 
inhibitor compounds. Dose-response activities were measured on control and SMA MNs survival using 
a combination of DAPI (blue) and ISL1 (red) staining at day 24 normalized on day 14 of differentiation. 
Kenpaullone (10μM) was used as a positive control. Data represent the mean values ± SD from 3 
independent experiments perform on 1 control and 1 SMA hiPSC-derived MN lines, with 4 technical 
replicates per plate.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

 140 

 
 
 
 

�

�

�

�

�

�

������

������

��	
������
��� ��	
������
��� ��	
������
��� ��	
������
���
���������

Figure 6

������
	
��

������
���������
�����

��������

��������
��
�� ���

�������!"#$��

�����
���% �����

���&
��

������
�
''�����
��
���

��&
()

������
���

���&
��

�
���*
��
��

������!��������
	���*���
+��
��

,��-.�  �
)
*����������&�� ���

��������������� !����

���������	

��������������	�	���������	��	����

Myo-WT Myo-SMA
0

5000

10000

15000

20000

M
yo

tu
be

 m
ea

n 
ar

ea
 (µ

m
2 )

D21 - Myotube mean area

w/o MN
MN-Ctl
MN-SMA

****

**** MN-Rescue

Myo-Ctl Myo-SMA
0

20

40

60

80

100

M
N

 s
ur

vi
va

l [
%

]

D21 - MN survival

****

****

MN-Ctl
MN-SMA
MN-Rescue

ns ns

Myo-Ctl Myo-SMA
0

20

40

60

80

100

120

M
N

 s
ur

vi
va

l [
%

]

D18 - MN survival

MN-Ctl
MN-SMA
MN-Rescue

ns ns ns ns

Myo-Ctl Myo-SMA
0

5000

10000

15000

20000

M
yo

tu
be

 m
ea

n 
ar

ea
 (µ

m
2 )

D18 - Myotube mean area

****

****

w/o MN
MN-Ctl
MN-SMA
MN-Rescue

MN 
day 14

MN 
day 18 /
day 21



 

 141 

Figure 6: Human SMA in vitro co-culture between hiPSC-derived motoneurons and skeletal 
muscle cells. A. Schematic representation of the co-culture protocol and timeline based on hiPSC- 
derived spinal MN and human skeletal muscle cells in micropatterned 384-well plate. B. Representative 
images of immunostaining (myosin heavy chain MF20 in green for myotubes and ISL1 in white for 
MNs) of co-culture on MN day 18 and 21 of differentiation. Scale bar: 100 μm. C,D. Quantification of 
MNs survival (C) and the mean of myotube area per pattern (D) on day 21 of MN differentiation in 
control, SMA, rescue and hybrid co-cultures (data are presented as the mean ± SD of the 1 control, 1 
SMA hiPSC-derived MN and 1 control and 1 SMA skeletal muscle cells with 3 replicates per 
conditions). E,F. Quantification of MNs survival (E) and myotube mean area per pattern (F) on day 18 
of MN differentiation in control, SMA, rescue and hybrid co-cultures. Data represent the mean values 
± SD from at least 3 independent experiments performed on 2 control, 2 SMA and 1 rescue hiPSC- 
derived MN lines co-cultured with 1 control or 1 SMA primary skeletal muscle cells. Statistics were 
calculated using the One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test (p>0.05, ns: not significant, 
****p<0.0001).  
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Figure 7: Functional defects observed in the human SMA in vitro co-culture model. A,B. Co- 
immunostaining of axonal terminal branched (Tuj1) in white with AchR and synaptic vesicles markers: 
Synaptic vesicle glycoprotein 2 (SV2) (A) or Synaptophysin (SYP) (B) in control condition. Scale bar: 
100 μm. C. Representative images of AchR (red), MF20 (green) and Tuj1 (white) on day 18 in control, 
SMA, rescue and hybrid co-cultures. Scale bar: 100 μm. D. Quantification of Tuj1 mean length per 
pattern on day 18 in control, SMA, rescue and hybrid co-cultures. E. Quantification of AchR clusters 
mean area normalized on myotube area per pattern on day 18 in control, SMA, rescue and hybrid co- 
cultures. F. Quantification of the number of calcium waves recorded in human primary skeletal muscle 
cells per pattern and per min. G,H. Representative diagram of calcium waves recorded in different 
hiPSC-derived MN conditions (control, SMA or rescue) co-cultured with either control (G) or SMA (H) 
human primary skeletal muscle cells. ΔF/F0 is the representation after background correction. Data 
represent the mean values ± SD from 3 independent experiments perform on 2 control, 2 SMA and 1 
rescue hiPSC-derived MN lines co-cultured with 1 control or 1 SMA primary skeletal muscle cells. 
Statistics were calculated using the One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test (p>0.05, ns: 
not significant, *p≤0,05, **p≤0,01, ***p≤0,001, ****p≤0,0001).  
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Figure 8: JNK and GSK3 inhibition leads to reduce spinal MN loss and increase myotube fiber 
size in SMA co-culture model. A. Immunostaining of ISL1 (red) MN marker and MF20 (green) 
myotube marker in control or SMA co-cultures untreated or treated with kenpaullone, or specific JNK 
inhibitor compounds (SR3576, CC401, IQ3) for 7 days. Scale bar: 100 μm. B,C. Quantification of MNs 
survival (B) and myotube mean area per pattern (C) on MN day 21 in control or SMA co-cultures treated 
or not. D-F. Quantification of myotube mean area per pattern (D), AchR clusters mean area normalized 
on myotube area per pattern (E) and Tuj1 mean length per pattern (F) on MN day 18 in control or SMA 
co-cultures treated or not. G. Representative diagram of calcium waves recorded in control or SMA 
human primary skeletal muscle cells with different hiPSC-derived MN conditions (control, SMA or 
rescue) treated or not with kenpaullone. ΔF/F0 is the representation after background correction. Data 
represent the mean values ± SD from 3 independent experiments perform on 1 control and 1 SMA 
hiPSC-derived MN lines co-cultured with 1 control and 1 SMA skeletal muscle cell lines with 3 
replicates per conditions.  
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SUPPLEMENTARY FIGURES 
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Figure S1: Kenpaullone promotes SMA MN survival through SMN independent manner. A. Rel-
ative expression level of SMN exon 7 (A) and exon 2 (B) in control and SMA hiPSC-derived MNs after 
Kenpaullone treatment. B. Western blot analysis of SMN protein expression in control and SMA MNs 
after Kenpaullone treatment. β-Actin was used as a housekeeping protein for normalization. C. HTRF 
analysis of the SMN protein level after 10 days of continuous treatment with or without kenpaullone in 
control and SMA hiPSC-derived MNs. Data represent the mean values ± SD from 3 independent exper-
iments in triplicate. Statistics were calculated using an ordinary One-Way ANOVA, Turkey’s multiple 
comparisons test (p>0.05, ns: not significant, **p<0.01, ****p<0.0001).  
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Figure S2: Screening of other specific JNK inhibitor compounds. A-F. Evaluation of 5 other JNK 
inhibitor compounds’ dose-response activity on control and SMA MN survival using a combination of 
DAPI and ISL1 staining at day 24 normalized on day 14 of differentiation. Kenpaullone (10 µM) was 
used as a positive control. Data represent the mean values ± SD from at least 2 independent experiments 
perform on 1 control and 1 SMA hiPSC-derived MN lines, with 4 technical replicates per plate.  
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Figure S3: Depletion of SMN protein impairs myogenic fusion in primary and immortalized cells 
from SMA patients. A. Representative images of immunolabeling for Desmin (green) and DAPI nu-
clear staining (blue) in primary skeletal muscle cells from control and SMA patients on day 1, 3 and 7. 
Scale bar: 10 μm. B. Quantification of Desmin positive cells in control and SMA primary and immor-
talized skeletal muscle cells. C. Immunostaining of Myosin Heavy Chain (MF20) (red) and DAPI (blue) 
in primary skeletal muscle cells from control and SMA patients on day 3 and 7. Scale bar: 10 μm. D. 
The graph represents the area of MF20 positive nuclei normalized to the area of total nuclei measured 
in control and SMA primary and immortalized skeletal muscle cells. E. Representative example of west-
ern blot analysis for SMN at different time points of the myogenic differentiation in primary skeletal 
muscle cells from control and SMA patients. F. The graph represents the quantification of SMN protein 
expression level in control and SMA primary and immortalized skeletal muscle cells. β-Actin was used 
as a housekeeping protein for normalization. Data represent mean values ± SD from 3 independent ex-
periments. Data were analyzed with an ordinary One-Way ANOVA, Turkey’s multiple comparisons 
test (p>0.05, ns: not significant, *p<0.05, **p<0.01).  
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Figure S4: Synaptic defects observed in human SMA in vitro co-culture model using immortalized 
skeletal muscle cells. A. Representative images of AchR (red) and MF20 (green) in control or SMA co-
cultures corresponding to MN day 18. Scale bar: 100 μm. B,C,D. Quantification of MNs survival (B), 
myotube mean area per pattern (C) and AChR clusters mean area normalized on myotube area per pat-
tern (D) in hiPSC-derived MNs control, SMA, or rescue co-cultured with control, SMA type I or SMA 
type II human immortalized skeletal muscle cells. Data represent the mean values ± SD from 3 inde-
pendent experiments perform on 1 control, 2 SMA and 1 rescue hiPSC-derived MN lines co- cultured 
with 1 control and 2 SMA immortalized skeletal muscle cells (SMA type 1 and SMA type 2) with 3 
replicates per conditions. Statistics were calculated using One-Way ANOVA, Tukey’s multiple com-
parisons test (p>0.05, ns: not significant, **p≤0,01, ***p≤0,001, ****p≤0,0001).  
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Table S1: Characteristics of human fibroblast-derived iPSC lines from non-affected and SMA 
affected patients.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Table S2: List of primary antibodies, providers, and dilutions  
 

 
Table S3: Selected JNK inhibitor compounds. 
 

Fibroblast
number Sex Age Type 

C03 Female 57 Yr Control

GM03814 Female
Mother of 

GM03813
Control

GM03813 Male 3 Yr SMA I

GM00232 Male 7 MO SMA I

Table S1. Characteristics of human fibroblast-derived iPSC lines from non-affected and SMA 
affected patients. 

Antibody Host Reference Provider Diulution
Olig2 Rabbit AB9610 Merck Millipore 1:500
Islet1 Goat GT15051 Neuromics 1:1 000
Hb9 Mouse 81.5C10 DSHB 1:500

ChAT Goat AB144P Merck Millipore 1:50
Tubulin β III (Tuj1) Mouse 801201 Biolegend 1:1 000
Tubulin β III (Tuj1) Rabbit PRB-435P Biolegend 1:1 000
Cleaved-caspase-3 Rabbit 9661S Cell Signaling 1:400

p-c-Jun (Ser73) Rabbit 3270S Cell Signaling 1:800
Myosin Heavy Chain (MF20) Mouse MF20 DSHB 1:200

Desmin Goat AF3844 R&D systems 1:200
Acetylcholine receptor (AchR) Rat mAB 35 DSHB 1:350

SV2 Mouse SV2 DSHB 1:50
Synaptophysin Rabbit PA11043 Thermo Fisher Scientific 1:200

Table S3: List of primary antibodies, providers and dilutions 

Name JNK1 JNK2 JNK3 JNK Others Clinical trial References
Kenpaullone + CDKs; GSK3β Poor solubility and potency Hazlitt et al (2018) 

TCS JNK 6o + ERK2; p38 In vitro study Szczepankiewicz et al (2006); Kauskot et al (2007) 

BI78D3 + ERK2 In vitro study Kaoud et al (2019); Stebbins et al (2008) 

CC401 + - Phase I stage Zhang et al (2015) 

SU3327 + p38; MAPK; Akt In vitro; In vivo study De et al (2009) 

AEG3482 + - In vitro study Salehi et al (2006) 

SP600125 +++ +++ ++ TrkA; FLT3 Preclinical Messoussi et al (2014), Jiang et al (2019) 

IQ1S + ++ +++ - In vitro; In vivo study Atochin et al (2016); Schepetkin et al (2012) 

IQ 3 + + +++ TNFα, NF-κB In vitro; In vivo study Schepetkin et al (2012) 

SR3576 +++ p38 In vitro; In vivo study Kamenecka et al (2009) 

Tideglusib GSK-3β Phase III stage 
(NCT03692312) Anagnostou et al (2018); Horrigan et al (2020)

CHIR99021 GSK3 In vitro; In vivo study

Table S2: Selected GSK3 or JNK inhibitor compounds. 
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Depuis la dernière décennie, différentes études basées sur des modèles murins SMA 
ont démontré un degré variable de susceptibilité à la dégénérescence de certains sous-types 
de motoneurones (Comley et al., 2016; Murray et al., 2015, 2008; Nichterwitz et al., 2020). 
Alors que les motoneurones spinaux sont le type cellulaire le plus affecté dans la maladie, 
certains motoneurones crâniaux qui innervent les muscles extra-oculaires et contrôlent ainsi 
le mouvement des yeux par exemple semblent systématiquement résistants chez les souris 
SMA. Cependant, les mécanismes impliqués dans cette sensibilité différentielle des motoneu-
rones restent encore flous.  

L’objectif principal de cette étude a consisté à évaluer la possibilité de reproduire cette 
vulnérabilité différentielle in vitro en tirant avantage de notre capacité à manipuler les cellules 
souches pluripotentes humaines. Pour cela, nous nous sommes basés sur un protocole 
développé, il y a quelques années, par l’équipe permettant de générer les deux grandes 
classes de motoneurones, à savoir les spinaux et les craniaux. Cependant dans le cas de ces 
derniers, le protocole initialement décrit ne permettait de générer qu’environ 50 % de ces 
cellules ce qui ne nous paraissait pas suffisant. Nous avons donc dans un premier temps 
cherché à optimiser ce protocole. Pour cela, nous avons utilisé la même approche que 
précédemment nous permettant à la fois de jouer sur les temps d’ajout et les concentrations 
des molécules permettant d’agir sur les voies Wnt, Acide Rétinoique et Hedgeog (Maury et al., 
2015). Nos résultats ont permis de confirmer le rôle important de voie Hedgehog sur la 
spécification des motoneurones craniaux (Brooks et al., 2020) et ont abouti à un protocole 
permettant d’obtenir de façon robuste plus de 70% de motoneurones craniaux. Appliqué à la 
condition SMA, nous avons ainsi pu confirmer dans un premier temps que si les motoneurones 
spinaux SMA ont une sensibilité accrue à la dégénérescence, médiée par un processus 
apoptotique, les motoneurones craniaux SMA sont quant à eux épargnés. De façon 
intéressante, les motoneurones craniaux SMA semblent être résistants face à la 
dégénérescence et ce, même à des temps plus tardifs de la différenciation. En effet, après 40 
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voire 60 jours de différenciation, les motoneurones craniaux SMA sont comparables aux 
motoneurones contrôles.  

D’autre part, en se basant sur l’utilisation du système de co-culture précédemment 
décrit dans « l’Article 1 » (Tahraoui et al., 2022; Januel et al., 2022 - submitted), l’objectif était 
dans un second temps d’évaluer la communication entre ses deux principaux sous-types mo-
toneurones et leur cible musculaire. Dans ce but, nous avons opté pour un système de co-
culture hybride où des cellules musculaires squelettiques primaires contrôle ont été co-culti-
vées avec des motoneurones spinaux ou craniaux issus des hiPSC contrôle ou SMA. Nous avons 
ainsi confirmé la vulnérabilité sélective des motoneurones spinaux SMA (J21) en co-culture, 
phénotype qui n’est pas retrouvé dans les co-cultures en présence des motoneurones cra-
niaux SMA. En se plaçant à des temps de co-cultures plus précoces, en particulier avant l’ap-
parition de la dégénérescence des motoneurones spinaux SMA, nous avons identifié des dé-
fauts plus fonctionnels affectant la mise en place des clusters de récepteurs à l’acétylcholine 
(AChR) et l’activité calcique dans les cellules musculaires. D’une part, la quantification de l’aire 
des clusters de AChR a révélé une diminution significative de la taille moyenne des clusters 
seulement pour les co-culture en présence de motoneurones spinaux SMA. D’autre part, 
l’analyse de flux calcique dans les différentes conditions de co-culture a montré une diminu-
tion significative du nombre d’influx calciques au niveau post-synaptique en présence de mo-
toneurones spinaux SMA. Aucun de ces phénotypes n’a été observé avec des neurones mo-
teurs craniaux SMA. L’ensemble de ces résultats nous permettent de conclure que contraire-
ment aux motoneurones spinaux SMA, les motoneurones craniaux SMA présentent une résis-
tance à la dégénérescence et ne montrent pas non plus d’atteinte en termes de communica-
tion avec leur cible musculaire. Ainsi, la vulnérabilité sélective des motoneurones spinaux ob-
servée in vivo peut être reproduite dans notre modèle dérivé de hiPSC, in vitro.  

Afin de mieux comprendre les mécanismes moléculaires à l’origine de cette sensibilité 
différentielle, nous avons dans un premier temps évaluer le niveau d’expression de SMN 
puisque différentes études avaient suggéré que celui-ci pouvait influencer sur la survie des 
motoneurones (Rodriguez-Muela et al., 2017; Ruggiu et al., 2012). Ainsi, dans le but d’évaluer 
cette hypothèse, les ARNm des isoformes de SMN-exon 7 et SMN-total ont été quantifiés par 
RTqPCR et montrent une diminution significative dans les motoneurones SMA par rapport au 
contrôle, sans révéler de différence suivant le sous-type de motoneurones. Ces résultats ont 
également été confirmé au niveau protéique par immunofluorescence, western-blot et HTRF 
(homogeneous time-resolved fluorescence). Ainsi, la sensibilité différentielle des sous-types 
de motoneurones SMA ne peut pas être expliquée par des niveaux d'expression variables de 
SMN.  

Dans le but de mieux comprendre les mécanismes de cette dégénérescence sélective, 
une approche transcriptomique a été réalisée. Des analyses comparatives ont révélé des dé-
régulations retrouvées spécifiquement dans les motoneurones spinaux SMA. Les études d’en-
richissement de ces listes de gènes ont montré que les voies principalement affectées concer-
naient « la projection neuronale », « la guidance axonale », « la transmission synaptique » et 
« le transport des vésicules synaptiques ». En recoupant nos données avec celles publiées 
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dans la littérature, plusieurs gènes ont retenu notre attention. Par exemple, nous avons iden-
tifié des gènes associés aux fonctions synaptiques et au maintien de la NMJ, dont plusieurs 
ont aussi été retrouvés dérégulés dans d’autres études transcriptomiques tels que Unc-5 Ne-
trin Receptor A (UNC5A), Neurexin 3 (NRXN3) (Rizzo et al., 2019) et Semaphorin 6A (SEMA6A) 
(Welby et al., 2021). De plus, nous pouvons également confirmer la dérégulation de certains 
transcrits qualifiés de modificateurs et identifiés dans d'autres modèles SMA, tels que Neuritin 
1 (NRN1), Plastin 3 (PLS3) et Neurocalcin Delta (NCALD) (Akten et al., 2011; Jiang et al., 2019; 
Oprea et al., 2008; Riessland et al., 2017; Yener et al., 2017). La neurodégénérescence dans la 
SMA a été largement associée à l'activation des voies apoptotiques (Gallotta et al., 2016; 
Murray et al., 2015; Nichterwitz et al., 2020; Rizzo et al., 2019). Nous avons également re-
trouvé des gènes impliqués dans la survie neuronale : contre les dommages oxydatifs (ENC1, 
PRDX1), les voies de signalisations apoptotique (RPH3A, BCL2) et neurotrophique (NTRK1, 
NTRK3, GFRA2). De façon intéressante, le gène PRDX1 a récemment été démontré comme un 
régulateur de la kinase JNK, médiateur de l’apoptose induite par le stresse (Jezierska-Drutel 
et al., 2019). La voie de signalisation JNK, que nous avons trouvé comme activée spécifique-
ment dans les motoneurones spinaux SMA, et qui selon plusieurs études jouerait un rôle dans 
la dégénérescence de la SMA dans des modèles murins (Genabai et al., 2015; Jangi et al., 2017; 
Schellino et al., 2019, 2018). En raison du grand nombre de gènes retrouvés dérégulés spéci-
fiquement dans les motoneurones spinaux SMA, l'hypothèse d'un mécanisme unique sous-
jacent aux différents phénotypes paraît improbable, mais l’altération combinée de plusieurs 
acteurs impliqués dans des voies de signalisation synaptiques, liée à la neuroprotection, la 
neurotransmission et la guidance axonale, pourrait être envisagée. 
 

Pour conclure, cette étude évaluant la sensibilité différentielle des motoneurones SMA 
est la première basée sur un modèle in vitro humain. Dans l'ensemble, nos résultats 
confirment la sensibilité spécifique des motoneurones spinaux SMA à la fois en termes de 
survie et de défauts de connectivité avec leur cible musculaire squelettique. Des analyses 
comparatives ont permis d’identifier des dérégulations engendrées spécifiquement au niveau 
des motoneurones spinaux SMA. Ce modèle in vitro humain pourrait être appliquer à d’autres 
maladies neurodégénératives, comme la SLA, dans le but d’élucider les mécanismes de cette 
dégénérescence sélective et ainsi faciliter l'identification de nouvelles approches 
thérapeutiques capables de préserver les motoneurones vulnérables. 
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ABSTRACT 

 
Spinal muscular atrophy is an autosomal recessive disease caused by a deficiency of the 

ubiquitously expressed survival of motor neuron protein. While spinal motoneurons are highly 
vulnerable, some motor neuron groups, including cranial motoneurons, which innervate the 
face and eye muscles, are spared. Understanding the mechanisms underlying this selective 
vulnerability is crucial to determine how the loss of a ubiquitously expressed protein can induce 
degeneration in a select cell type and consequently to determine new therapeutic pathways. 
However, progresses towards identification of such mechanisms have been hampered by the 
restricted access to these cellular types in humans. We took advantage of human pluripotent 
stem cells (hiPSC) to generate homogenous populations of spinal and cranial motoneurons. 
Both populations of motoneurons displayed a similar decreased SMN expression. However, 
SMA hiPSC-derived cranial motoneurons were found to be spared whereas SMA hiPSC-
derived spinal motoneurons exhibited a defective connectivity to their muscular targets as well 
as a decreased survival. Comparative transcriptional analysis between resistant and vulnerable 
SMA motoneurons revealed the potential contribution of genes involved in neurotransmission 
and neurite outgrowth that may aid in the maintenance of a functional neuromuscular synapse 
and thus contribute to the selective resistance of certain motor neurons in SMA. Altogether, our 
results described the possibility to capture in vitro the selective vulnerability associated with 
SMA and should facilitate the identification of new therapeutic targets toward preserving 
vulnerable motoneurons. 

 
 

Keywords: Spinal Muscular Atrophy, Human induced pluripotent stem cells, Cranial and 
Spinal motoneurons, Co-culture.  
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INTRODUCTION 
 

Spinal muscular atrophy (SMA) is an autosomal recessive disease characterized by the 
progressive degeneration of lower α-motor neurons in the anterior horn of spinal cord, resulting 
in denervation, skeletal muscle atrophy and in severe cases respiratory failure and death (Prior 
et al., 2009; Wirth et al., 2006). SMA is caused by the loss of functional survival motor neuron 
(SMN) protein caused by loss-of-function mutations or deletions in the SMN1 gene (Lefebvre 
et al., 1995; Rodrigues et al., 1995). However, all humans comprise a second very similar 
gene, SMN2, which encodes the same SMN protein. SMN2 differs from SMN1 in some 
mutations with a translational silent cytosine to thymine transition within exon 7. This leads to 
an altered splicing of the vast majority of the SMN2 pre-mRNA resulting in a shortened 
transcript which lacks exon 7 (Δ7 mRNA) and only a few transcripts of the mature full 
length SMN2 mRNA (Feldkötter et al., 2002; Lorson et al., 1999; Monani et al., 1999; Vitali et 
al., 1999; Wirth, 2000). While SMN1 copy gives rise to the full-length (FL) SMN protein SMN2 
copy produces approximatively 10% of FL-SMN transcripts. The copy number of SMN2 can 
vary, making it an important phenotypic modifier, with disease severity closely correlating to 
the SMN2 copy numbers.  

The recent approval of three different landmark treatments which all aim at increasing 
the level of SMN protein has completely transformed the SMA therapeutic landscape. These 
treatments result in impressive benefits for the patients (Ojala et al., 2021). There is, however, 
a significant number of non-responders and an intervention delay has a strong negative impact 
on the efficacy highlighting the necessity to still better understand the pathobiology associated 
to SMA (Aragon-Gawinska et al., 2018; Gidaro and Servais, 2019; Kruzik et al., 2019; 
Pechmann et al., 2018). Currently, our understating of how loss of the widely expressed SMN 
leads to the selective pathogenesis observed in SMA is limited. While SMN depletion impacts 
first and foremost spinal cord motor neurons, it is now appreciated that certain motor neuron 
groups are for unknown reasons relatively resistant to degeneration (Ling et al., 2012; Murray 
et al., 2015, 2008; Nichterwitz et al., 2020). Among the most resistant are cranial ocular motor 
neurons, which control eye movement. In SMA patients ocular tracking devices are used in 
later stages of the disease to enable communication (Kubota et al., 2000), indicating the 
resistance of this group of neurons. Furthermore, neuromuscular junctions (NMJ) of spinal 
motor neurons present early pathological changes in mouse models of SMA while NMJ remain 
unaffected in extraocular muscles of end-stage SMA mice (Cifuentes-Diaz et al., 2001; Comley 
et al., 2016; Kariya et al., 2008; Kong et al., 2009; Murray et al., 2008; Nichterwitz et al., 2020). 
However, the reasons why motor neurons are selectively vulnerable to a reduction in SMN 
protein are currently undefined.   

Investigating cell intrinsic pathways that are differentially activated within resistant and 
vulnerable motor neurons could reveal mechanisms of selective neuronal degeneration and lead 
to therapies preventing progressive motor neuron loss. Most of the transcriptomic studies in 
SMA have focused on the comparison of vulnerable patient-derived motor neurons (Ng et al. 
2015; Rizzo et al. 2019) or whole spinal cords isolated from SMA mice SMA (Bäumer et al. 
2009; Staropoli et al. 2015; Zhang et al. 2013; 2008; Maury et al., 2015) with healthy controls. 
These studies have revealed the importance of intrinsic factors to motor neurons for their 
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degeneration, but they could not explain how the loss of a ubiquitously expressed protein can 
induce degeneration in a select cell type. Only few studies have investigated so far 
transcriptional changes in differentially affected motor neuron pools (Murray et al., 2015; 
Nichterwitz et al., 2020). However, these studies were restricted to SMA mouse models, 
limiting the scope of the findings.  

Here, we address this issue by taking advantage of our recent protocols to convert human 
pluripotent stem cells into the two fundamental classes of motor neurons, i.e. cranial and spinal 
motoneurons (Maury et al., 2015). When applied to SMA conditions, we demonstrated the 
possibility to generate an in vitro model recapitulating the differential vulnerability. 
 
 

RESULTS 
 

Rapid and efficient hiPSC-derived protocol to study differential SMA sensitivity between 
cranial and spinal MNs. 

We previously demonstrated an unappreciated role for patterning molecules in 
specifying motor neuron diversity from hPSCs (Maury et al., 2015). Thus, manipulating the 
level of Wnt and Retinoic Acid (RA) signaling pathways controlled the specification of cranial 
and spinal motoneurons. For instance, Chir3RA100 drove cells toward a spinal identity whereas 
lower concentrations of Chir and RA (Chir1RA10) directed cells toward a hindbrain identity that 
could then be differentiated into cranial MNs. Furthermore, in contrast to spinal MN 
differentiation protocol that generated more than 70% of spinal MNs, the cranial MN 
differentiation led to an average of 50% of cranial MNs.  

Consequently, we first sought to optimize this initial protocol in order to obtain a higher 
yield of cranial MN population from these different hPSC lines. For this purpose, we evaluated 
time and concentration of Chir, RA and SAG (Figure S1A and Figure 1A). This class of MNs 
can be defined by the co-expression of ISL1, PHOX2B and PHOX2A markers (Nordström et 
al., 2006). We therefore evaluated the efficiency of the different conditions by following the 
number of cells expressing these markers. Neutralizing hiPSCs were exposed, in the presence 
of lower Wnt concentration (Chir1), to various concentrations of RA and SAG followed by 
DAPT. After 11 days of differentiation, while spinal MNs progenitors expressed Olig2 (75% 
of the cells on average), we identified a specific condition which allowed to produce a similar 
yield of cranial MNs progenitors expressing Nkx2.2 (Figure S1B,C). This condition is based 
on Chir1RA10SAG400. Similar results were obtained with different hiPSC lines (7 in total, 
including control, SMA and rescue hiPSC) (Figure 1B-D). ISL1, HB9 and pan-neuronal 
marker Tubulin β-III (Tuj1) expression were assessed. As expected, after 14 days of 
differentiation ISL1+/HB9+/PHOX2B- spinal MNs (70% of cells on average) were observed 
in the Chir3RA100SAG500 condition from all the hiPSC lines (Figure S1D-F and Figure 1E-J). 
In contrast ISL1+/PHOX2B+/PHOX2A+/HB9- MNs were predominantly generated upon 
lower Wnt and RA concentrations (Chir1RA10SAG400) (Figure S1D-F). Thus, changing the 
concentration of SAG (400 nM) influenced the purity of the cranial MN population. 
Quantitative analyses indicated that in this condition, ISL1+PHOX2B+ neurons represented 
75% of the cells on average, with no difference between control, SMA and rescue hiPSC lines 
(Figure S1D,F and Figure 1E,F). Therefore, tempering early Wnt, RA and SAG signaling 



 

 166 

pathways led to discrete changes in cell fate and the specification of cMNs. These results 
demonstrated that we have generated a high proportion of bona fide spinal and cranial MNs in 
vitro that can be utilized to understand their normal function as well as resilience to 
degeneration in SMA diseases. 
 
SMA hiPSC-derived cranial and spinal MNs have differential susceptibility to 
degeneration  

In order to evaluate the potential differential vulnerability of cranial and spinal MNs, 
we generated these two main classes of MNs from 3 control (WT), 3 SMA type 1 and 1 rescue 
hiPSC lines. The rescue hiPSC line corresponds to a SMA hiPSC line in which we stably 
reintroduced SMN1 gene. The survival of hiPSC-derived cranial and spinal MNs, from control, 
SMA and rescue hiPSC lines was assessed by counting ISL1 positive cells from day 14 to day 
24. While we already reported the selective vulnerability of SMA spinal MNs compared to 
control after 24 days of differentiation (Januel et al., 2022), we demonstrated that SMA cranial 
MNs are resistant with the same levels as control or rescue MNs (Figure 2A,B). Furthermore, 
by measuring the cleaved-caspase-3 (Figure 2A,C) and p-cJun (Figure 2D,E) signals, we 
confirmed that both of these apoptotic signals are significantly increased in SMA spinal MNs 
from day 18 and day 24 whereas these signals were not found dysregulated in SMA cranial 
MNs and even later, after 40 and 60 days of differentiation (Figure S2A-E). Altogether, these 
results demonstrated the pattern of selective motor neuron vulnerability described in SMA mice 
models can be reproduced in vitro using human pluripotent stem cells-derived neurons. 

 
Transcriptional analysis of differentially vulnerable motor neurons reveals dysregulation 
of synaptic pathways in SMA spinal MNs 

We first sought to evaluate whether the differential vulnerability between cranial and 
spinal motor neurons could be related to a differential expression of SMN. SMN mRNA levels 
are significantly decreased in both SMA MN subtypes compared to control MNs, with no 
difference between cranial and spinal MNs at day 14 and day 24 (Figure 3A,B). These results 
were also confirmed at the protein level, either by immunostaining (Figure 3C,D), western blot 
analysis (Figure 3E,F) and homogeneous time-resolved fluorescence (HTRF) assay (Figure 
3G). Thus, the differential vulnerability between cranial and spinal motor neurons is not 
explained by differences in SMN expression,  

To go further in understanding the molecular mechanisms that could explain the 
differential sensitivity of SMA hiPSC-derived cranial MNs to degeneration, we conducted a 
comparative transcriptomic analysis between control and SMA cranial MNs versus spinal MNs 
at different time point of differentiation. Thus, transcriptional analyses between differentially 
vulnerable motor neurons were investigated prior to the onset of degeneration (day 14) and after 
the appearance of degeneration (day 24). A distinct transcriptomic profile between these 
conditions was validated by the principal component analysis (PCA) (Figure 4A). The 
comparison between SMA hiPSC-derived cranial and spinal MNs led to the identification of 
353 genes differentially expressed at day 14 and 203 genes differentially expressed at day 24 
(Figure 4B). All the differentially expressed genes (DEGs) are listed in Table S3. Among the 
353 DEGs observed in SMA hiPSC-derived spinal motoneurons at day 14, 144 were only found 
deregulated in SMA hiPSC-derived spinal motoneurons when compared to control MNs 
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(Figure 4C). Gene ontology analysis of these 144 DEGs revealed enrichment in pathway 
related to synaptic function “neuron projection”, “axon guidance” and “synaptic vesicle 
component”. Similar observations were found in the 97 DEGs specifically found deregulated 
in day 24 SMA spinal MNs (Figure 4D). Cross-checking our RNA-Seq data with data 
published in the literature, several genes caught our attention. Among them, different genes, 
associated with synaptic functions and NMJ maintenance were found to be deregulated, such 
as Unc-5 Netrin Receptor A (UNC5A), Neurexin 3 (NRXN3) (Rizzo et al., 2019), Semaphorin 
6A (SEMA6A) (Welby et al., 2021), and glutamate ionotropic receptor AMPA-type subunit 1 
and 2 (GRIA1, GRIA2), which encode core subunits of AMPA-type glutamate receptors that 
are critical for glutamatergic excitatory synapses (Rizzo et al., 2019; Zhang et al., 2013). We 
also found genes involved in the maintenance of neuronal survival through apoptotic (RPH3A, 
BCL2) and neurotrophic factor signaling (NTRK1, NTRK3, GFRA2). Interestingly, these 
genes were also identified as deregulated in other SMA models (Nichterwitz et al., 2020; Welby 
et al., 2021). Finally, Plastin 3 (PLS3), Neuritin 1 (NRN1) and Neurocalcin Delta (NCALD), 
previously described as SMA modifiers, are found deregulated specifically in SMA spinal MNs, 
further supporting the potential involvement of these genes in selective MN vulnerability 
(Akten et al., 2011; Jiang et al., 2019; Oprea et al., 2008; Riessland et al., 2017; Yener et al., 
2017). 

 
Communication defects between SMA iPSC-derived spinal MN and its skeletal muscle 
target 

To evaluate at the functional level the potential contribution of these dysregulated 
synaptic pathways, we next sought to analyze the capacity of spinal and cranial MNs to interact 
with their skeletal muscle targets.  

For this purpose, we used an already published in vitro humanized co-culture system 
between hiPSC-derived MNs and human skeletal muscle cells compatible with cellular and 
functional analyses (Tahraoui et al., 2022; Januel et al., 2022). The use of a 384 well plate 
format offers the possibility for drug screening assays, as we recently demonstrated (Januel et 
al., 2022). In order to evaluate only the influence of the pre-synaptic compartment, different 
hybrid systems were developed in which control primary skeletal muscle cells were co-cultured 
with control or SMA hiPSC-derived cranial or spinal MNs (Figure 5A). As previously observed 
in the cultures of hiPSC-derived MNs alone, a significant decreased survival of SMA spinal 
MNs was quantified when compared to SMA cranial MNs (Figure 5B,C). This phenotype 
could not be attributed to a difference of myogenic area (Figure 5D). In parallel to the MN 
survival phenotype, quantitative analysis of the mean size of AChR clusters revealed impaired 
endplate maturation only in SMA spinal MNs condition and even before MNs cell death (day 
18) as compared to SMA cranial MNs and control spinal and cranial MNs (Figure 5E,F).  

To evaluate the functional consequences of these phenotypes, Ca2+ oscillations induced 
hiPSC-derived spinal and cranial MNs were measured at the level of skeletal muscle cells. A 
significant decrease in the frequency of calcium transient was observed in the presence of SMA 
spinal MNs only (Figure 6A,B). In contrast, no difference was observed between SMA cranial 
MNs and WT spinal and cranial MNs. Because the muscular component consisted in healthy 
control skeletal muscle cells, we concluded that abnormal behavior of the myofibers could be 
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attributable to the presence of SMA hiPSC-derived spinal MNs.  
 
 

DISCUSSION 
 

In this study, we described the possibility to reproduce in vitro the selective vulnerability 
of spinal motoneurons associated with SMA by using human pluripotent stem cells. While SMA 
cranial and spinal hiPSC-derived MNs harbored the same amount of SMN protein, only SMA 
hiPSC-derived spinal motoneurons exhibited defective connectivity to their muscular targets as 
well as decreased survival. Comparative transcriptomic analyses also revealed pathways 
associated with differential vulnerability. We demonstrated a selective down regulation of 
synaptic pathways in selectively vulnerable motor neurons observed prior to defective 
connectivity to their muscular targets. 

SMA and other neuromuscular disorders, such as amyotrophy lateral sclerosis (ALS), 
present, for unknown reasons different motor neurons groups varying degrees of susceptibility 
to degeneration. Investigating cell intrinsic pathways that are differentially activated within re-
sistant and vulnerable motor neurons could reveal mechanisms of selective neuronal degenera-
tion and lead to therapies preventing progressive motor neuron loss. However, due to the diffi-
culties to have access to suitable human material, either from biopsy or post-mortem, most of 
our knowledges come from initial research on animal models (Allodi et al., 2019, 2016; An et 
al., 2019; Comley et al., 2016; Hedlund et al., 2010; Kaplan et al., 2014; Murray et al., 2015; 
Nichterwitz et al., 2020; Nijssen et al., 2017). Thanks to the remarkable progress made in the 
recent years in the generation of hiPSC and their differentiation into specific cell types, disease-
specific hiPSC offer new opportunities to explore the potential sources of differential vulnera-
bility. Our group has previously demonstrated the potential of using human pluripotent stem 
cells to convert them rapidly and efficiently into homogenous and synchronous population of 
spinal motoneurons (Maury et al., 2015). Although this protocol demonstrated the conversion 
of hPSC onto cranial motoneurons, the differentiation yielded only 50% of cranial motoneurons 
with a proportion of contaminating non-relevant cells that clearly hampered efforts to patho-
logical modeling. By taking advantage of our previous approach to expose hPSC to a virtually 
unlimited number of concentrations, durations, and combinations of small molecules, we opti-
mized this previous protocol and identified the condition allowing us to generate high propor-
tion of bona fide cranial motoneurons from different hiPSC lines. Thanks to this development, 
we confirmed that spinal motoneurons are selectively vulnerable to the decrease expression of 
SMN in contrast to cranial motoneurons. This selective vulnerability concerns both the survival 
of this sub-type of motoneurons but also their capacity to interact with their skeletal muscle 
cells prior their degeneration.  

One possible mechanism underlying motoneuron differential sensitivity may reside in 
variation of SMN levels depending on motoneurons subtypes. Thus, it has been recently shown 
in motoneurons derived from mouse and human pluripotent stem cells with low SMN are more 
susceptible to cell death (Rodriguez-Muela et al., 2017). Together with previous evidence that 
spinal motoneurons display inefficient SMN2 exon 7 inclusion compared to other cells in the 
spinal cord (Ruggiu et al., 2012), these studies suggest that differences in the degree of SMN 
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reduction could contribute to the selective vulnerability of specific motor neuron pools in SMA. 
However, consistently with our results, a more recent study, has investigated SMN2 splicing 
among different sub-types of motoneurons, and showed no difference in exon 7 splicing effi-
ciency (Nichterwitz et al., 2020). Altogether, these data warrant further investigation to identify 
cell intrinsic mechanisms of selective motoneuronal vulnerability in SMA. 

We consequently performed a comparative transcriptomic analysis between spinal and 
cranial motoneurons from SMA and control hiPSC. Comparative analyses revealed the 
deregulation of several pathways related to the neuron projection, axon guidance and synaptic 
vesicle components and synapses. Interestingly, these results are concordant with previous 
transcriptomic analyses performed on different murine SMA models, including the deregulation 
of GRIA1 and GRIA2, which encode core subunits of AMPA-type glutamate receptors that are 
critical for glutamatergic excitatory synapses (Rizzo et al., 2019; Zhang et al., 2013). We also 
found genes involved in neurotransmission and neurite outgrowth that should aid in the 
maintenance of a functional neuromuscular synapse, with some of them already shown 
deregulated in SMA such as Unc-5 Netrin Receptor A (UNC5A), Neurexin 3 (NRXN3)  (Rizzo 
et al., 2019) and Semaphorin 6A (SEMA6A) (Welby et al., 2021). Remarkably, we confirmed 
the deregulation of modifiers already found to be altered in other SMA models, such as Neuritin 
1 (NRN1), Plastin 3 (PLS3) and Neurocalcin Delta (NCALD) (Akten et al., 2011; Jiang et al., 
2019; Oprea et al., 2008; Riessland et al., 2017; Yener et al., 2017). 

Neurodegeneration in SMA has been widely associated with stress and apoptotic 
pathways activation (Gallotta et al. 2016; Murray et al. 2015; Nichterwitz et al. 2020; Rizzo et 
al. 2019).  We also found genes needed to maintain neuronal health against oxidative damage 
(ENC1, PRDX1) and through apoptotic (RPH3A, BCL2) and neurotrophic factor signaling 
(NTRK1, NTRK3, GFRA2). We showed here PRDX1 deregulation, interestingly this gene was 
recently demonstrated as a regulator of JNK kinase signaling pathway (Jezierska-Drutel et al. 
2019). JNK signaling pathway that we found as significantly upregulated specifically in our 
SMA hiPSC-derived spinal MNs and that was already implicated in the degeneration of SMA 
in mouse models (Genabai et al. 2015; Jangi et al. 2017; Schellino et al. 2019, 2018). As SMN 
also functions locally in the axon, including in nerve terminals, preventing apoptosis is unlikely 
to fully rescue motor neuron function. Due to the large number of deregulated genes, we 
identified, the hypothesis of a unique gene underlying the different phenotypes may be unlikely 
and combined misexpression of several actors involved in synaptic signaling pathways, related 
to neuroprotection, neurotransmission, and neurite outgrowth, might be considered. 

Cell-type specificity is a hallmark of most human diseases. Combining patient-specific 
hiPSC and targeted differentiation into closely related cell types distinguished by their sensi-
tivity to disease, such as different MN disorders, should facilitate in vitro disease modeling and 
drug screening. More generally, our approach should be applicable to other neuromuscular dis-
eases such as ALS, to further elucidate mechanisms that could be highly advantageous to acti-
vate in vivo to rescue vulnerable motor neurons from degeneration. 
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MATERIALS AND METHODS 
 

Human induced pluripotent stem cells  
Human induced pluripotent stem cell lines (hiPSC) were generated by reprogramming 

Coriell Biorepository fibroblasts derived from non-affected and SMA affected patients as 
previously described (Maury et al. 2015). Three independent clones hiPSC were generated from 
each lines of healthy fibroblasts GM03814 and C03. Similarly, 3 independent clones of hiPSC 
were generated from each fibroblast lines issues from two type SMA type 1 patients (GM03813 
or GM00232). Informed consents were obtained from all the patients included in this study, 
complying with the ethical guidelines of the institutions and with the legislation requirements. 
Experimental protocols were approved by the French minister of health (2019-A02599-48). In 
addition to these hiPSC lines, an isogenic control line was generated from one SMA hiPSC line 
(GM03813) in which a plasmid containing SMN (pEF1aFlagbiotagSMN-PGKpuro, kindly gift 
of H. Wichterle and S. Nedelec) was stably transfected. Briefly, cells were nucleofected with 
5mg of linearized plasmid (ClaI enzyme) (AMAXA Program 23). Cells were selected for 8 
days with puromycin (1µg/ml). The integration of the transgene was validated by 
immunostaining for the Tag and by western blot for SMN. 

All the different hiPSC lines were grown on culture dishes-coated vitronectin (Gibco) 
and maintained in iPS-Brew XF medium (Miltenyi Biotec) as previously described (Mérien et 
al, 2021). Cell passaging was performed manually every 5 days and culture medium was 
changed every two days.  

 
Generation of spinal and cranial motor neurons from hiPSCs  

The conversion of hiPSC into spinal or cranial MNs was performed as previously 
described (Maury et al. 2015). Briefly, hiPSC were dissociated enzymatically using Stem Pro 
Accutase (ThermoFisher) for 5 min and plated in 25cm2 flask (Dutscher) at a density of 0.2x106 

cell/mL in a total volume of respectively 10mL. Cells were incubated in suspension in a neural 
induction medium containing of DMEM/F12 and Neurobasal medium supplemented with B27 
(Life Technologies), N2 Supplement (Life Technologies), Pen-Strep 0.1%, β -ME 0.1% (Life 
Technologies), Chir99021 (3 μM for spinal MNs and 1 µM for cranial MNs, Stemgent), 
SB431542 (20 μ M, Tocris), LDN 193189 (0.2 μ M, Stemgent) and Y-27632 (10 μM, Stemcell). 
After 4 days, caudalization of the neural progenitors was obtained by addition of retinoic acid 
(RA 100 nM for spinal MNs and 10 nM for cranial MNs) and smoothened agonist (SAG, 0.5 
μM for spinal MNs and 0,4 μM for cranial MNs). After 1 week in suspension, brain derived 
neurotrophic factor (BDNF, 10 ng/mL), glial-derived neurotrophic factor (GDNF, 10 ng/mL), 
and N-[N-(3,5-Difluorophenacetyl)-L-alanyl]-S- phenylglycine t-butyl ester (DAPT, 10 nM) 
were added in the medium without SB431542 and LDN193189. From day 10, spinal MN 
progenitors can be labelled with the Olig2 marker and cranial MN progenitors with the Nkx2.2. 
marker. Between day 10 and 14, MN progenitors are converted into MNs. At this step (day 10) 
embryoid bodies (EBs) were dissociated into single cells with Trypsin-EDTA and plated either 
in 384-well plates (Corning) or cell culture dish coated with poly-ornithin (20 μg/ml, Sigma-
Aldrich) and 5 g/ml laminin (Invitrogen) into the same medium with Y-27632. MNs were 
obtained after 14 days of differentiation and can be assessed by immunolabeling for both 
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Islet1/hb9 for spinal MN and Islet1/Phox2B/Phox2A for cranial MN. 
 

Co-culture of human iPSC-derived spinal MN and human skeletal muscle cells   
Human primary myoblasts were obtained from the Myobank-AFM and provided by 

Vincent Mouly. Skeletal muscle cells were obtained from a quadriceps muscle biopsy of a 5 
day-old unaffected infant (CHQ or Ctl) (Edom et al. 1994). Primary cells were isolated from 
skeletal muscle as described previously (Chaouch et al. 2009). These cells were expanded and 
differentiated as previously described. Briefly, primary myoblasts were expanded in a mix of 
199 medium/Dulbecco modified Eagles minimal essential medium (1:4 ratio) supplemented 
with 20% fetal bovine serum (FBS), 25 μg/mL fetuin, 0.5 ng/mL basic fibroblast growth factor, 
5 ng/mL epidermal growth factor, 5 μg/mL insulin. Cells were then cultivated in a growth 
medium consisting of DMEM-F12 glutamax (Life Technologies) supplemented with 20% FBS 
(Sigma-Aldrich) and 0,1% penicillin/steptomycine (Life Technologies). Myogenic 
differentiation was induced by switching growth medium to DMEM supplemented with 2% 
horse serum (Life Technologies). 

For co-culture, spinal and cranial MNs must be differentiated from hiPSC as described 
previously, but the embryoid bodies are dissociated at day 14 of differentiation and frozen. 384 
micropatterned-well plates were designed and provided by CYTOO SA (Young et al. 2018). 
The co-cultures were performed as previously described (Tahraoui et al., 2022 - submitted). 
Briefly, myoblasts were plated at a density of 5 500 cells per well in myoblast growth medium 
(DMEM/F12-glutamax supplemented with 20% fetal bovine serum (Sigma-Aldrich) and 0.1% 
penicillin-streptomycin (ThermoFisher)) with Y- 27632 (10 μM, Stemcell). After 2 days, the 
growth medium was replaced by the differentiation medium (DMEM/F12-glutamax 
supplemented with 2% hors serum (ThermoFisher)). On day 4, the hiPSC-dervied MNs were 
thawed and plated at a density of 8 000 cells per well in N2B27 medium supplemented by brain 
derived neurotrophic factor (BDNF, 10 ng/mL, Peprotech), glial-derived neurotrophic factor 
(GDNF, 10 ng/mL, Peprotech), N-[N-(3,5-Difluorophenacetyl)-L-alanyl]-S- phenylglycine t-
butyl ester (DAPT, 10 µM, Tocris) and Y- 27632 (10 μM, Stemcell). Cultures have been 
maintained up to 11 days which correspond to 4 days of myogenic differentiation and 7 days of 
co-culture with hiPSC-derived MNs.  

 
Immunostaining 

After fixation with 4% PFA (Electron Microscopy Sciences) for 7 min at room 
temperature, cells were incubated overnight at 4°C with primary antibodies (listed in Table 
S1). The, the cells were washed 3 times in PBS buffer and incubated for 1h at room temperature 
with appropriated Alexa fluorescent labeled secondary antibodies (Invitrogen, 1:1 000) and 
Hoechst (5 μg/mL).  
 
Image acquisition and analysis  

Image acquisition were performed using the automated imaging Cell Insight CX7 HCS 
Platform (Cellomics Inc). Masks and algorithms were developed with the HCS Reader software 
for automated quantification of the percentage of cells stained for ISL1, Caspase-3 and p-c-Jun, 
compared to the total number of cells. Co-culture images were acquired using Spinning Disk 
microscopy (Zeiss) with 20X objective. Each image was taken with z-stack and an orthogonal 
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view was performed on Fiji Software. By using Fiji software, AChR clustering were quantified 
by manually measuring the total area as well as the mean size of AChR clusters (Tahraoui et 
al., 2022). Islet1 quantification was determined by automatically counting the number of Islet1-
positive cells by micropattern. Myotube area was quantified by using Fiji Software to quantify 
total area of cells stained by MF20 antibody per micropattern. 
 
Protein extraction and Immunoblotting  
Western blots analyses were performed as previously described (Pourtoy-Brasselet et al. 2021). 
Briefly, cells were lysed in RIPA 1X buffer (Sigma-Aldrich) supplemented with 1% protease 
inhibitors (Sigma-Aldrich) and 10% phosphatase inhibitor (Roche). Protein samples were 
quantified with Pierce BCA Protein Assay kit (Thermo Fisher Scientific) with CLARIOstar 
Plus Instrument (BMG Labtech). Protein extracts (10 μg) were loaded on a 4-12% SDS-PAGE 
gradient (NuPage Bis–Tris gels, Invitrogen) and transferred onto Gel Transfer Stacks 
Nitrocellulose membranes (Invitrogen) using the iBlot2 Dry Blotting System (Invitrogen). 
Membranes were then incubated overnight at 4°C with following primary antibodies: mouse 
anti-SMN (610647, BD Transduction, 1:500). Following 1h incubation with the fluorescent 
secondary antibodies (1:10,000, Li-Cor), blots were revealed with Odyssey CLx Imaging 
System (Li-Cor). Equal protein loading was verified by the detection of GFAP (1:5 000, Li-
Cor).  
 
HTRF Assay to quantify SMN protein expression 

SMN protein was also quantified using Homogeneous Time Resolved Fluorescence 
(HTRF, Cisbio Bioassays) according to the manufacturer's protocol. This technology allows the 
detection and quantification of SMN protein in 384 well plate format. For this, cells were lysed 
in 15 µL of lysate buffer and 10 µL of cell lysate were transferred to a 384-well small volume 
white plate containing 5 µL of the antibody solution (1:100 dilution of anti-SMN d2 and anti-
SMN cryptate) (Cisbio). The plate was incubated overnight at room temperature. Fluorescence 
was measured at 665 nm and 620 nm on a CLARIOstar microplate reader (BMG Labtech). 
Ratio values of (665 nm emission/620 nm emission) × 10 000 were used to calculate ΔF (%) 
according to the following equation:  

ΔF (%) = [(Sample ratio − Negative control ratio) / Negative control ratio] × 100. 
 
Calcium imaging 

Cell culture medium was replaced with a Ca2+-containing HEPES buffered salt solution 
(Ca2+-HBSS) composed of (mM): 135 NaCl, 5.4 KCl, 2 CaCl2, 1 MgCl2, 10 HEPES, and 10 
glucose; pH=7.4 set with NaOH). Cells were then incubated with 2 μM of Cal520 probe 
(Abcam, 1:1 000) diluted in Ca2+-HBSS. After 20 min, cells were washed twice with Ca2+-
HBSS solution and kept at RT for 15 min prior to recording in controlled atmospheric Zeiss 
Spinning Disk Microscopy. Acquisitions were performed at 200 ms intervals. Images were 
processed and analyzed on Fiji Software using ROI manager to quantify fluorescence intensity 
inside each myotube (= 1 ROI) and corrected for background. The curve of calcium response 
is represented as time as function of the ΔF/F0 ratio in which F0 represents the basal fluorescence 
intensity whereas ΔF represents the mean fluorescence (Tahraoui et al., 2022 - submitted). 
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RNA isolation and RT-qPCR analysis  
Total RNAs were isolated using the RNAeasy Mini extraction kit (Qiagen) according to the 
manufacture’s protocol. RNA level and quality were checked using the NanoDrop technology. 
cDNA was synthetized using SuperScript III (ThermoFisher). Quantitative polymerase chain 
reaction (qPCR) analysis was performed using a QuantStudio 12K Flex real- time PCR system 
(Applied Biosystem). Primers sequences are detailed in Table S2. All analyses were performed 
with at least three technical replicates per plate. The 2-ΔΔ Ct method was used to determine the 
relative expression level of each gene. All expression data were normalized to cyclophilinA and 
18S housekeeping genes.  
 
RNA-Seq library preparation and sequencing (TrueSeq polyA)  
Total RNAs were isolated using the RNAeasy Mini extraction kit (Qiagen) according to the 
manufacture’s protocol. RNA level were assessed using the NanoDrop technology and quality 
control was evaluated by determining RNA Integrity Number (RIN) using the RNA screen tape 
technology (Agilent). For each sample, 100ng of total RNA was used. mRNAs were purified 
using poly-T oligo from TruSeq Stranded kit (Illumina) and were fragmented and retro-tran-
scribed using the TruSeq Stranded kit following the protocol of the manufacturer (Illumina). 
Final library was quantified using Agilent High Sensitivity DNA kit before the samples were 
pooled in sets of six for sequencing. 2nM of pooled libraries were denatured and the quantity 
of 1.8pM was used for cluster generation before paired-end sequencing on an Illumina 
Nextseq550 (Hight output 2*150pb run). Samples were sequenced with an average of 89 532 
366 reads (paired-end) per sample. The quality control of the sequencing data was evaluated 
using FastQC (v0.11.2) (“Babraham Bioinformatics - FastQC A Quality Control Tool for High 
Throughput Sequence Data”). The reads were trimmed using Prinseq (v0.20.4) (Schmieder and 
Edwards 2011) (-trim-right 20) and filtered by average quality score (--trim- qual 20) and cu-
tadapt (v1.16) (Martin, 2011). For the Alternative splicing the raw reads was annotated on 
GRCh37.75 EnsEMBL reference annotation by Tophat2 (Daehwan Kim et al. 2013) (v2.0.13) 
and analyzed using only reads on exonics junctions with FaRLine pipeline (Benoit-Pilven et al. 
2018) and FasterDB database (Mallinjoud et al. 2014).  
 
Statistical analysis  

All quantitative data were analyzed with Prism 8. Values are represented as ± SD. 
Student’s t-test was used to compare data between two groups (*p < 0.05; **p < 0.005; ***p < 
0.0005; ****p < 0.0001). One-way analysis of variance (ANOVA) was performed to compare 
data among three or more groups, followed by a post-hoc Tukey’s multiple comparison test. 
Values of p < 0.05 were considered as statistically significant (*p < 0.05; **p < 0.005; ***p < 
0.0005; ****p < 0.0001).   
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Figure 1: Generation of the two main subtypes of MNs derived from SMA, control and 
rescue hiPSC. A. Schematic representation of the differentiation protocol used to convert 
hiPSCs into spinal and cranial MNs. B-D. Representative images of immunolabeling (B) and 
quantification of Olig2 (red) spinal MN progenitor marker (C) and Nkx2.2 (green) cranial MN 
progenitor (D) marker on day 11. E-G. Representative images of immunolabeling (E) and 
quantification of cranial motor neuron markers: Isl1 (red), Phox2B (green) (F) and Phox2A 
(white) (G) on day 14. H-J. Representative images of immunolabeling (H) and quantification 
of spinal motor neuron markers: Isl1 (red) and Hb9 (green) (I) and neuronal marker: HuC/D 
(white) (J) on day 14. Scale bare: 20 μm. Data represent the mean values ± SD from at least 3 
independent experiments perform on 3 control, 3 SMA and 1 rescue hiPSC lines. Statistics were 
calculated using an ordinary One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test (p>0.05, 
ns: not significant, ****p<0.0001).  
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Figure 2: Analysis of the survival of hiPSC-derived spinal MN and cranial MN from 
control, SMA and rescue cell lines. A-B. Immunostaining of Isl1 (red) and Cleaved-caspase-
3 (white) (A) and quantification of MNs survival using a combination of DAPI and Isl1 staining 
at days 18 and 24, normalized on day 14 (B). C. Quantification of Cleaved-caspase-3 in SMA 
compared to control and rescue cranial and spinal MNs at day 18 and day 24. D,E. 
Immunostaining and quantification of p-c-Jun (white) in control, SMA and rescue cranial and 
spinal MNs at day 18 and day 24. Scale bar: 20 μm. Data represent the mean values ± SD from 
at least 3 independent experiments perform on 3 control, 3 SMA and 1 rescue cell lines. 
Statistics were calculated using an ordinary One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons 
test (p>0.05, ns: not significant, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001, ****p<0.001).  
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Figure 3: Comparison of the SMN expression level in hiPSC-derived spinal MN and 
cranial MN from control, SMA and rescue cell lines. A,B. Relative expression level of SMN 
exon 7 (A) and total SMN (B) in control and SMA hiPSC-derived spinal MN and cranial MN 
after 14 and 24 days of differentiation. C,D. Immunostaining of Isl1 (red) and SMN (green) (C) 
and quantification of SMN (D) in SMA compared to control and rescue cranial and spinal MNs. 
E,F. Western blot analysis of SMN protein expression in control, SMA and rescue spinal and 
cranial MNs. GFAP was used as a housekeeping protein for normalization. G. HTRF analysis 
of the SMN protein level in control, SMA and rescue hiPSC-derived spinal and cranial MNs. 
Data represent the mean values ± SD from 3 independent experiments in 3 control, 3 SMA and 
1 rescue cell lines. Statistics were calculated using an ordinary One-Way ANOVA, Turkey’s 
multiple comparisons test (p>0.05, ns: not significant, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001, 
****p<0.0001).  
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Figure 4: Transcriptional analysis of SMA or control cranial MNs versus spinal MNs by 
RNA-Seq analysis shows deregulation of gene sets related to synaptic function. A. Principal 
component analysis (PCA) results. The figure displays a three-dimensional scatter plot of the 
first three principal components (PCs) of the data. Each point represents an RNA-Seq sample. 
Samples with similar gene expression profiles are clustered together. Sample groups are indi-
cated by using different colors as indicated in the legend provided. B. Schematic representation 
of the number of DEG in SMA (blue) and WT (red) hiPSC-derived cranial and spinal MN at 
day 14 and day 24. C,D. Venn diagram representation of the number of DEG deregulated be-
tween both Control and SMA hiPSC-derived cranial and spinal MN at day 14 (C) and day 24 
(D). Genes set enrichment analysis using EnrichR on the deregulated genes between SMA 
hiPSC-derived cranial and spinal MN at day 14 (144 genes - EnrichR analysis using GO cellular 
component 2021 database) (C) and day 24 (97 genes - EnrichR analysis using GO biological 
process 2021 database). On the right, lists of specific deregulated genes in the panel of 144 or 
97 genes identified specifically in SMA hiPSC-derived cranial versus spinal MN at day 14 (C) 
and day 24 (D). 
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Figure 5
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Figure 5: Synaptic defects observed at pre- and post- levels in SMA hiPSC- derived spinal 
MN. A. Schematic representation of hybrid co-culture systems developed in the study. B. 
Representative images of immunostaining of ISL1 (red), Phox2B (green) and synaptophysin 
(white) in the co-culture with spinal and cranial MN day 21 derived from the different hiPSC 
lines. Scale bar: 100 μm. C. C,D. Quantification of MNs survival (C) and the mean of myotube 
area per pattern (D) on day 18 and day 21 of spinal and cranial MN differentiation in control, 
SMA and rescue conditions. E,F. Representative images of AChR immunolabelling (green) (E) 
in the co-cultures with spinal and cranial MN derived from the different hiPSC lines and the 
quantification of the mean size of AChR clusters per pattern (F).  Scale bar: 100 μm. Data 
represent the mean values ± SD from 3 independent experiments in 2 control, 2 SMA and 1 
rescue cell lines. Statistics were calculated using an ordinary One-Way ANOVA, Turkey’s 
multiple comparisons test (p>0.05, ns: not significant, ***p<0.001, ****p<0.0001).  
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Figure 6
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Figure 6: Communication defect between SMA hiPSC-derived spinal MN and skeletal 
muscle cells. A. Representative diagram of calcium waves (time = 100 sec) recorded in human 
primary skeletal muscle cells in different hybrid conditions (Control, SMA and Rescue spinal 
and cranial MN conditions). ΔF/F0 representation after background correction. B. 
Quantification of the number of calcium waves recorded in human primary skeletal muscle cells 
per pattern and per min after 11 days of co-culture. Data represent the mean values ± SD from 
3 independent experiments in triplicate (at least 50 micropatterns per experiment). Statistics 
were calculated using an ordinary One-Way ANOVA, Turkey’s multiple comparisons test 
(p>0.05, ns: not significant, **p<0.01).  
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SUPPLEMENTARY FIGURES 
 
 

Figure S1 
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Figure S1: Time-dependent combinatorial action of RA and SAG to efficiently specify 
cranial MN. A. Neuralizing embryoid bodies (SMADi) were exposed to Chir1 and various 
concentrations of RA, and SAG at different time points of differentiation. On day 10, cells were 
dissociated, replated in four 384-well plates, and further differentiated. B,C. Representative 
images of immunolabeling (B) and quantification (C) of Olig2 (red) spinal MN progenitor 
marker and Nkx2.2 (green) cranial MN progenitor marker on day 11. D-F. Representative 
images of immunolabeling and quantification (F) of cranial motor neuron markers (D): Isl1 
(red) and Phox2B (green), and spinal motor neuron markers (E): Isl1 (red) and Hb9 (green) on 
day 14. 
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Figure S2: Analysis of the survival of hiPSC-derived spinal MN and cranial MN at later 
time points. A-B. Immunostaining of Isl1 (red) and Tuj1 (white) (A) and quantification (B) of 
MNs survival using a combination of DAPI and Isl1 staining at days 40, normalized on day 14. 
C,D. Quantification of Cleaved-caspase-3 (C) and p-c-Jun (D) in SMA compared to control 
and rescue cranial and spinal MNs at day 40. E,F. Immunostaining of Isl1 (red) and Tuj1 (white) 
(E) and quantification (F) of MNs survival using a combination of DAPI and Isl1 staining at 
days 60, normalized on day 14. Scale bar: 20 μm. Data represent the mean values ± SD from at 
least 3 independent experiments perform on 2 control, 2 SMA and 1 rescue cell lines. Statistics 
were calculated using an ordinary One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test 
(p>0.05, ns: not significant, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001, ****p<0.001).  
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SUPPLEMENTARY MATERIAL & METHOD 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Table S1: List of primary antibodies, providers, and dilutions  
 
 
 
 
 
 
 
Table S2: List of primer sequences  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Gene Forward Reverse
SMN (exon7) CAAAAAGAAGGAAGGTGCTCACATT GTGTCATTTAGTGCTGCTCTATGC

SMN (exon 2a) TCCCGGAGCAGGAGGATT CCACAGCTTTATCATATGCTTTTATCAG
18S GAGGATGAGGTGGAACGTGT TCTTCAGTCGCTCCAGGTCT 

Cyclophilin A CCCACCGTGTTCTTCGACAT CCAGTGCTCAGAGCACGAAA 

Table S1: List of primer sequences

Antibodies Designation Reference Host Provider Dilution

Primary 
antibodies

Olig2 AB9610 Rabbit Merck Millipore 1:500
Nkx2.2 74.5A5 Mouse DSHB 1:200
Islet1 AF1837 Goat R&D systems 1:500
Hb9 81.5C10 Mouse DSHB 1:500
ChAT AB144P Goat Merck Millipore 1:50
Tubulin β III (Tuj1) 801201 Mouse Biolegend 1:1 000
Tubulin β III (Tuj1) PRB-435P Rabbit Biolegend 1:1 000
Cleaved-caspase-3 9661S Rabbit Cell Signaling 1:400
p-c-Jun (Ser73) 3270S Rabbit Cell Signaling 1:800
Myosin Heavy Chain (MF20) MF20 Mouse DSHB 1:200
Desmin AF3844 Goat R&D systems 1:200
Acetylcholine receptor (AchR) mAB 35 Rat DSHB 1:350
SV2 SV2 Mouse DSHB 1:50
Synaptophysin PA11043 Rabbit Thermo Fisher Scientific 1:200
SMN Sc-32313 Mouse Santa Cruz Biotechnology 1:200

Secondary 
antibodies 

Donkey anti-mouse IgG(H+L) alexa fluor 568 Thermo Fisher Scientific 1:1 000
Donkey anti-mouse IgG(H+L) alexa fluor 647 Thermo Fisher Scientific 1:1 000
Donkey anti-mouse IgG(H+L) alexa fluor 488 A21202 Thermo Fisher Scientific 1:1 000
Donkey anti-goat IgG(H+L) alexa fluor 488 Thermo Fisher Scientific 1:1 000
Donkey anti-goat IgG(H+L) alexa fluor 568 A11057 Thermo Fisher Scientific 1:1 000
Donkey anti-goat IgG(H+L) alexa fluor 647 Thermo Fisher Scientific 1:1 000
Donkey anti-rabbit IgG(H+L) alexa fluor 647
Donkey anti-rat IgG(H+L) alexa fluor 488 Thermo Fisher Scientific 1:1 000
Hoechst (1mg/ml) Invitrogen 1:1 000

Table S1: List of primary antibodies, providers and dilutions 
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La découverte du gène SMN1 muté, et de sa copie SMN2 non affectée ont permis de 
lier le nombre de copies du gène SMN2 à la sévérité de la maladie. Ainsi, l'amélioration spéci-
fique de l'inclusion de l’exon 7 de SMN2 est une approche thérapeutique prometteuse qui 
permet d’augmenter les niveaux de transcrits complets et, par conséquent, les niveaux de 
protéines SMN fonctionnelles. Chez les patients, le rapport protéine pleine longueur/protéine 
tronquée est d'environ 1 pour 4. Ainsi, deux approches thérapeutiques sont actuellement uti-
lisées : l'une implique l'utilisation d'oligonucléotides anti-sens (ASO) favorisant l'inclusion de 
l’exon 7, et l'autre est basée sur l’utilisation de petites molécules. Malgré l'existence de plu-
sieurs thérapies aujourd’hui approuvées, le besoin de développer de nouvelles stratégies thé-
rapeutiques demeure. En effet, ces thérapies commercialisées présentent certaines limites et 
inconvénients : voies d'administration invasives (nusinersen), efficacité dépendante de l'âge 
et du type de patient (plus efficace lorsque les patients sont traités à des stades précoces), 
effets indésirables, et coûts élevés (340 000-750 000 USD). Par conséquent, il existe toujours 
le besoin de développer de nouveaux traitements pour la SMA, avec un régime d'administra-
tion moins invasif, plus abordable, capable d’augmenter la quantité de protéine SMN com-
plète et fonctionnelle et ayant la capacité de franchir la barrière hémato-encéphalique.  

Sur la base de résultats prometteurs obtenus par l’équipe du Pr. Ruben Artero (Univer-
sité de Valence, Espagne), après criblage de composés repositionnable pour leur capacité à 
induire l’expression de la protéine SMN, une collaboration s’est formée avec cette équipe et 
l’équipe du Dr. Marina Boido (Université de Turin, Italie) (Konieczny and Artero, 2020). L'ob-
jectif de cette collaboration était d’identifier et de valider les hits, dont la moxifloxacine, grâce 
à l’utilisation de différents modèles : in vitro humain SMA (fibroblastes, cellules musculaires, 
motoneurones dérivés d’hiPSC, co-culture de motoneurones et cellules musculaires), et dans 
un modèle in vivo de souris SMA. 
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Dans cet article, nous nous sommes concentrés sur le potentiel thérapeutique d’un 
antibiotique, la moxifloxacine, comme potentiellement repositionnable pour la SMA. En effet, 
la moxifloxacine a montré son efficacité dans nos différents modèles in vitro et in vivo SMA et 
entraîne une augmentation des niveaux de protéine SMN complète et fonctionnelle via l’in-
clusion de l’exon 7 dans les transcrits SMN2. Dans les modèles in vitro, nous avons démontré 
que la moxifloxacine permettait de restaurer la survie des motoneurones SMA ainsi que leur 
défaut en termes de communication avec la cible musculaire squelettique. De façon intéres-
sante nous avons démontré que les effets bénéfiques de la moxifloxacine sur les motoneu-
rones et leur cible musculaire s’accompagnaient d’une augmentation significative du niveau 
de protéine SMN dans les motoneurones SMA. Enfin, pour confirmer que l'augmentation des 
niveaux de protéine SMN dans les motoneurones était due à la modulation d'épissage du gène 
SMN2, nous avons mesuré par RTqPCR les niveaux des isoformes SMN-FL et SMN-Δ7. L'aug-
mentation dose-dépendante des niveaux de SMN après le traitement à la moxifloxacine re-
flète l'augmentation des niveaux d'isoforme FL avec une diminution simultanée des niveaux 
de SMN-Δ7. Ainsi, ces résultats montrent que la moxifloxacine agit comme un modificateur 
d'épissage, favorisant l'inclusion de l’exon 7 de SMN2 comme cela avait été précédemment 
montré dans les fibroblastes SMA de manière dose-dépendante (Konieczny and Artero 2020). 

D’autre part, l’effet de la moxifloxacine a également été évalué sur un modèle de souris 
sévère SMA, la souris SMAΔ7. Différentes analyses ont été réalisées et ont permis de démon-
trer que le traitement des souris SMAΔ7 à la moxifloxacine améliorait la survie et les perfor-
mances motrices de ces souris. Compte tenu des améliorations motrices observées et de l'aug-
mentation de l'expression de la protéine SMN dans les tissus SMA au niveau central et péri-
phérique, nous avons également étudié l’effet neuroprotecteur du traitement en évaluant la 
survie des motoneurones. Les résultats démontrent que la densité des motoneurones est si-
gnificativement plus élevée chez les souris traitées par rapport aux souris non traitées. De 
façon intéressante, un effet anti-inflammatoire au niveau de la moelle épinière des souris 
SMAΔ7 a également pu être observé. Enfin, l'administration de la moxifloxacine améliore éga-
lement le phénotype de NMJ chez ces souris, en effet les NMJ des souris traitées sont plus 
matures et sont associées à une meilleure innervation musculaire.  Ainsi, à travers cette étude 
nous montrons que la moxifloxacine, initialement utilisée comme antibiotique, peut être po-
tentiellement repositionnée pour le traitement de la SMA. 
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ABSTRACT 
 

Spinal muscular atrophy (SMA) is a genetic disease resulting in the loss of α-
motoneurons followed by muscle atrophy. It is caused by knock-out mutations in the survival 
of motor neuron 1 (SMN1) gene, which has an unaffected and partially functional human-
specific SMN2 copy. We previously described a Drosophila-based screening of FDA-approved 
drugs that led us to discover moxifloxacin. We showed its positive effect on the SMN2 exon 7 
splicing in SMA patient-derived skin cells and its ability to increase the SMN protein level. 
Here, we focus on moxifloxacin's therapeutic potential in additional SMA cellular and animal 
models. We demonstrate that moxifloxacin rescues the SMA-related molecular and 
phenotypical defects in muscle cells and motoneurons by improving the SMN2 splicing. The 
consequent increase of SMN levels was higher than in case of risdiplam and exceeded the 
threshold necessary for a survival improvement.   We also demonstrate that daily subcutaneous 
injections of moxifloxacin in moderate SMA murine model reduces its characteristic 
neuroinflammation and increases the SMN levels in various tissues, leading to improved motor 
skills and extended lifespan. We show that moxifloxacin, originally used as an antibiotic, can 
be potentially repositioned for the SMA treatment. 
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INTRODUCTION 
 

Spinal muscular atrophy (SMA) is a rare genetic neuromuscular disorder caused by the 
loss of alpha-motor neurons (MNs) in the spinal cord and brainstem nuclei with an incidence 
of 1 in 6,000 to 10,000 children. Five clinical types of SMA have been described (0, I, II, III, 
and IV), ranging from the complete absence of motor function and infant mortality to minor 
defects with no significant reduction in lifespan. SMA types originate from varying levels of 
the Survival Motor Neuron protein (SMN), from very low in severe cases to higher levels in 
the milder forms [reviewed in (1)]. The SMN protein decrease mostly affects MNs, although 
SMA patients also develop defects in non-CNS tissues, e.g., lungs, heart, skeletal muscles, or 
peripheral nervous system [reviewed in (2)]. The analysis of samples from human fetuses and 
data collected from animal models indicate that the muscle growth impairment occurs before 
the MNs degeneration (3, 4), suggesting that a systemic SMN restoration is needed for the 
highest therapeutic benefit. 

SMA is primarily caused by loss of function mutations in the SMN1 gene. However, 
due to duplication in the genome, the SMN locus contains two inverted copies of SMN, called 
SMN1 (telomeric) and SMN2 (centromeric). The difference in the coding regions of both genes 
is a C-to-T transition at position +6 of exon 7 (Ex7) in SMN2 (5). This change is critical, as it 
results in different splicing patterns. In SMN1, Ex7 is included giving a full-length, functional 
SMN protein (FL-SMN), whereas the C-to-T transition in SMN2 causes Ex7 exclusion in the 
majority of cases, giving a C-terminally truncated SMN protein (Δ7-SMN). A part of the SMN2 
mRNAs includes Ex7 and gives a functional FL-SMN protein (6), although insufficient to fully 
compensate for the SMN1 loss. All the SMA patients carry one or more copies of the SMN2 
gene. The number of SMN2 copies is inversely correlated with the disease severity because the 
amount of functional protein translated from the SMN2 transcript partially compensates for 
SMN1 deficiencies (7). 

The FDA approved three SMA modifying treatments to restore the functional SMN 
protein in the last years. One of them is a gene therapy called onasemnogene abeparvovec 
(Zolgensma™), which substitutes the mutated SMN1 with its normal version. Also, two drugs 
aim to increase the functional SMN protein by boosting the inclusion of SMN2 Ex7: an 
antisense oligonucleotide named nusinersen (Spinraza™) and the small molecule drug 
risdiplam (Evrysdi™) (8). Despite the remarkable efficiency of these treatments, they also 
present disadvantages in administration method, patient exclusion criteria, or access due to the 
therapy's high cost (9–11).  Moreover, the limited data on the long-term efficacy and safety of 
these innovative therapies makes it crucial to continue to search for alternative, backup 
treatments for SMA. The repositioning approach drastically shortens the time needed for a drug 
to become a new therapy for patients (12, 13). Our previous research combined this strategy 
with a novel Drosophila-based screening method and reported moxifloxacin, a fluoroquinolone 
antibiotic, to be an effective SMN2 Ex7 splicing booster in SMA patient fibroblasts (14). This 
paper investigates moxifloxacin’s effect on the SMA molecular and phenotypical hallmarks in 
MNs generated from patient-derived induced pluripotent stem cells and a human in vitro model 
of NMJs, and in a moderate SMA murine model, further reinforcing its therapeutic potential. 
The well-known profile of this drug makes it an exciting candidate for a clinical trial. 
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RESULTS 
 

SMA type I motor neurons  
 We first sought to evaluate the potential effect of moxifloxacin on motoneurons, the 
primary cell type affected in SMA.  The effect of moxifloxacin was evaluated on the survival 
of MNs derived from induced pluripotent stem cells (iPSCs) from two different SMA type I 
patients. The conversion of the human iPSCs into spinal MN was performed as previously 
described (15). Briefly, the protocol used is a four-stage process that involves neural induction, 
generation of motoneuron progenitors, their conversion into motoneurons (Day 14), and their 
final maturation (Day 24) (Figure 1A). The percentage of Isl-1 positive cells was measured at 
day 14 and compared to the control wild-type MNs (Supplementary Figure 1). We started the 
treatment with moxifloxacin at this early stage and continued for the next 10 days until day 24, 
when a significant decline of the cells' survival is already observed in the SMA condition 
(Figure 1B).  

Early-born MNs were treated with moxifloxacin at 10 concentrations ranging from 100 
µM to 0.8 µM with the solvent (DMSO) at 0.1%. The FDA-approved molecule Risdiplam at 
0.5 µM, as well as a neuroprotective JNK inhibitor, Kenpaullone (Januel C. et al., submitted), 
were used as a positive control in this assay and healthy wild-type MNs cultures. The motor 
neurons survival rate was measured by counting ISL1 positive cells from day 14 to day 24. We 
observed that moxifloxacin significantly decreased the death rate of the SMA MNs, at levels 
similar to the healthy cells (Figure 1B-C). The most effective concentration was 3.2 µM, which 
is over 150x lower than the one used previously in SMA fibroblasts (14), showing the high 
efficiency of the drug in MNs. As previously described, we observed a reduction in the number 
of motor neurons as detected by quantifying the number of ISL1 positive cells in SMA 
compared to wild-type conditions, a phenotype that can be normalized after moxifloxacin 
treatment. Similar to the survival experiment, moxifloxacin at 3.2 µM proved to be the most 
efficient in increasing the SMN protein levels (Figure 1D). The SMN levels after moxifloxacin 
treatment are lower than the SMN wild-type levels; nevertheless, the survival rates of wild-type 
and treated cells are very similar. Finally, to confirm that the increase of the SMN protein in 
MNs is due to the SMN2 splicing modulation, we measured the FL and Δ7 isoforms by RT-
qPCR. The dose-dependent increase in SMN levels after moxifloxacin treatment reflects the 
increase of FL isoform levels with simultaneous decrease of Δ7 transcripts (Figure 1E). Taken 
together, these results show that moxifloxacin acts as a splicing modifier, promoting the 
inclusion of SMN2 Ex7 as it was previously showed in SMA fibroblasts in a dose-dependent 
manner (14). 

 
SMA type I myoblasts and motor neurons co-culture 

As dramatic alterations at the neuromuscular junctions have been described prior to 
symptom onset (16), we next sought to evaluate the therapeutic potential of moxifloxacin in a 
human in vitro model of NMJ. For this purpose, we used co-cultures between SMA hiPSC-
derived MNs (and WT MNs as control) and human primary skeletal muscle cells isolated from 
an SMA type 1 patient as previously described. To improve myogenic maturation, skeletal 
muscle cells were grown on micropatterned 384 well plates in which each well contains around 
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50 micropatterns (17) (Tahraoui-Bories et al., Januel C et al., submitted) (Figure 2A). Co-
cultures were treated every 3 days for one week, and then different parameters were evaluated 
such as the survival of MNs, the myogenic differentiation into myotubes and their ability to 
connect each other (Figure 2B).  

We observed that in the co-culture conditions, treatment with moxifloxacin led to the 
normalization of MNs survival as observed in cultures of MNs alone (Figure 2C), which was 
also clearly capable of increasing the myotube area (Figure 2D) and restoring the AChR 
clustering area (Figure 2E) of SMA myotubes. When compared to the vehicle-treated cells, the 
increase was over 20% of the myotube area per pattern and AChR area per pattern normalized 
to SMA myotube in co-culture with healthy MNs. Thus, moxifloxacin not only enhanced SMA 
MN survival but improved their ability to establish functional NMJ with SMA myotubes and 
promoted their growth to approximately 70% of the ability that normal MNs have to rescue 
SMA myotube growth in vitro.  

 
Effects of moxifloxacin treatment on survival and motor performances of delta 7 SMA 
mice 

To investigate the efficacy of moxifloxacin administration in the delta 7 SMA murine 
model (18), we first assessed whether the treatment could extend the lifespan of the treated mice 
by daily injecting the pups from P2 until death. Indeed, we observed that the administration of 
moxifloxacin significantly increased the lifespan of treated mice, whose median survival was 
45% higher compared to vehicle-treated (VHL) group (Figure 3A). Then, we decided to 
characterize better the moxifloxacin effects on SMA-related phenotypic signs and motor 
performances. For these analyses, treated and untreated pups underwent behavioural tests 
starting from P2 and were sacrificed at P12. 

The weight assessment (Figure 3B-C) showed an overall constant increase in the mean 
body weight in moxifloxacin-treated mice compared to VHL, becoming significant from P8 
onwards (P8: + 34%; P9: + 37%; P10: + 39%; P12 + 34%). Furthermore, despite the slight 
weight loss occurring in the last phase of the disease, the moxifloxacin mice always exhibited 
greater motor strength and activity than VHL (Supplementary Video 1). 

Starting from P2/P4, the motor skills of treated mice were evaluated with a battery of 
behavioural motor tests specifically designed for delta 7 mice pups (19). The results highlighted 
a general improvement in hindlimb posture and muscle strength in moxifloxacin-treated mice 
compared to controls. Indeed, compared to VHL (showing hindlimbs often close together), the 
treated mice showed higher scores both in the tail suspension test (Figure 3D) from P5 to P11 
and in the hindlimb suspension test (Figure 3E) with a 1-fold increase at P10-P11 (P10: 
+104.3 %; P11: +154%), showing almost completely spread hindlimbs. 

The results of the righting reflex test (Figure 3F) showed a positive tendency of 
moxifloxacin mice in righting themselves when placed on their backs in less time than in control 
mice, suggesting enhanced muscle strength. Considering the percentage of mice that 
successfully completed the test, we observed that 44.44%, 77.80% and 44.44% of treated mice 
righted themselves respectively at P4, P8 and P10, compared with 9.52%, 23.53% and 6.67% 
of controls. In addition, the latency to complete the test is shown in Supplementary Figure 2A, 
revealing a statistically significant difference between the groups at P8 (moxifloxacin: 13.23 ± 
3.36 s; VHL: 27.84 ± 1.13 s). 
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Finally, as assessed by the negative geotaxis test (Figure 3G), vestibular and motor 
coordination improved significantly in moxifloxacin-treated mice compared to the VHL group, 
starting from P7 to P12. Interestingly, at P12 the percentage of treated delta 7 mice able to 
complete the test (in 60 s) was 89% compared to 25% in the control group. The latency to 
complete the test is shown in Supplementary Figure 2B and confirms statistically significant 
differences from P8 to P12 between the two groups.  

Overall, these results suggest a general improvement in the health (lifespan and weight 
gain), and strength and motor coordination (behavioural tests) of the skeletal muscles of SMA 
mice upon moxifloxacin administration compared to control animals. 

 
Moxifloxacin treatment exerts a neuroprotective and anti-inflammatory effect at the level 
of the murine spinal cord 

Previous results reported that moxifloxacin, acting as an SMN2 modifier, can increase 
SMN protein levels in patients’ fibroblasts (14) and motoneurons. To confirm such findings in 
vivo, first we performed an immunoblotting analysis on the spinal cord of VHL and drug-treated 
delta 7 SMA mice. The SMN protein levels were significantly increased in the moxifloxacin 
group, by approximately 34% compared with controls (Figure 4A). This observation was 
confirmed using a fully automated Simple Western™ platform, which allowed a precise 
measurement of the SMN protein and normalization to the total protein instead of an 
endogenous control like vinculin. With this alternative method, we observed a 57% increase of 
SMN after the treatment with moxifloxacin (Supplementary figure 3A). 

Given the observed motor improvements in delta 7 mice and the SMN expression 
increase in the spinal cord, we then investigated the neuroprotective effects of the drug 
treatment by evaluating the lower MN survival in the disease model. With this aim, 
stereological MN counts and quantification of apoptotic profiles in the moxifloxacin and VHL 
treated mice were performed, analysing the lumbar (L3-L5) spinal cord tract. Our results 
showed a significantly higher MN density in moxifloxacin-treated mice (2,454 ± 261.8 
MNs/mm3) compared to VHL (1,421 ± 233.7 MNs/mm3) (Figure 4B), suggesting that the 
treatment was effective in delaying the SMA-associated cell death of MNs.  

Concerning apoptosis marker quantification (Figure 4C), by confocal 
immunofluorescence analysis, we evaluated in experimental and control groups the Cleaved 
Caspase 3 positive cell percentage in the spinal cord ventral horns (lumbar track) of delta 7 
mice, where the SMI32-positive MNs are located (20). Results show a significant general 
reduction of Cleaved Caspase 3 positive cells in moxifloxacin mice (1.39 ± 0.18%) compared 
to controls (3.00 ± 0.36%), confirming the efficacy of the treatment in delaying cell death 
mechanisms in delta 7 mice. 

Together with MN degeneration, SMA is characterized by increased neuroinflammation 
in the spinal cord, as it commonly occurs in many neurodegenerative diseases. In particular, 
astrocytes´ active role and contribution in influencing the severity of SMA pathology has been 
suggested, and astrogliosis has been found prominently in end-stage delta 7 mice (21). To 
investigate whether moxifloxacin neuroprotective effects could be extended to reducing 
neuroinflammation, we assessed the levels of astrogliosis (GFAP-positive signal) in the spinal 
cord ventral horns by confocal immunofluorescence (Figure 4D). Results showed that the 
treatment significantly reduced the percentage of GFAP-immunopositive profile density by 
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approximately 48% in delta 7 mice with respect to the control group. The modulation of the 
astrocyte activation could contribute (or be consequent) to moxifloxacin-dependent MN 
preservation. 

 
Moxifloxacin increases the SMN expression in the skeletal muscles and counteracts the 
muscular atrophy in delta 7 SMA mice 

We then verified the therapeutic effect of moxifloxacin at the muscular level by 
analysing two hindlimb skeletal muscles (quadriceps and gastrocnemius). To evaluate the SMN 
expression, we performed an immunoblotting analysis on quadriceps and gastrocnemius 
muscles of VHL and drug-treated delta 7 SMA mice. Significant differences were observed in 
the quadriceps muscle samples of moxifloxacin mice, which showed an increase in SMN 
protein of approximately 91% compared to controls (Figure 5A). While reporting a positive 
trend of increasing SMN protein levels in moxifloxacin mice (by 28%), the results with the 
gastrocnemius muscle were not significantly different between treated and untreated mice 
(Figure 5B). The samples from both muscles were also analysed using the Simple Western™ 
and in the case of the quadriceps we observed a 78% increase in SMN levels normalized to total 
protein (Supplementary Figure 3B). The very low basal SMN levels detected by Simple 
Western™ in gastrocnemius did not provide sufficient signal to perform a reliable analysis. 

Overall, SMN immunodetection results in muscles confirmed the previous findings in 
the spinal cord, indicating that moxifloxacin treatment can increase SMN protein levels in SMA 
tissues in the central nervous system and peripheral levels. 

Prompted by these positive results, we then verified the efficacy of moxifloxacin on 
muscle trophism. To this aim, we first performed morphological analyses of the H/E stained 
quadriceps and gastrocnemius muscles at P12 (Figure 5C). We evaluated the mean fiber area, 
perimeter, and the Feret’s diameters of 100 muscle fibers per animal (Tables 1-2; Figure 5D). 
Concerning the quadriceps, the results displayed that the moxifloxacin-treated mice showed a 
significant increase in fiber area (+100%), fiber perimeter (+ 43%), and Feret's diameters (min 
Feret: + 49%, Max Feret: + 40%). Regarding the analysis of gastrocnemius morphology, only 
a slight tendency to higher fiber parameters was evident in delta 7 mice treated with 
moxifloxacin compared to untreated ones, without reaching a statistically significant difference. 
These results suggest that moxifloxacin treatment can effectively delay skeletal muscle fiber 
atrophy and are consistent with the unchanged levels of SMN in gastrocnemius. 

 
Moxifloxacin administration also improves NMJ phenotype in delta 7 SMA mice 

Given the positive effects of moxifloxacin on skeletal muscle trophism, NMJ 
innervation and morphology were also assessed by analysing treated and untreated quadriceps 
and gastrocnemius muscle samples from delta 7 mice at P12. 

During development, myofibers undergo a multiple to single innervation process: 
therefore, the presence of mono-innervated NMJs, together with a high number of endplate 
perforations, indicates a more mature stage (16). NMJ innervation was analysed for the number 
of neurofilament (NF) contacting the endplate (Figure 6A-B); results showed a significant 
decrease in multi-innervated NMJs (18.10 ± 2.70%) and an increase in the percentage of mono-
innervated junctions in moxifloxacin treated quadriceps (58.31 ± 1.06%), compared to controls 
(VHL multi-innervated NMJs 30.32 ± 2.07%; VHL mono-innervated NMJs 27.62 ± 0.57% ). 
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We also observed a significant reduction in denervated endplates in moxifloxacin mice 
compared to controls (moxifloxacin: 23.58 ± 3.73%; VHL: 41.87 ± 2.49%). Similarly, NMJ 
innervation analysis in gastrocnemius showed in moxifloxacin treated mice a significant 
reduction in multi-innervated NMJ percentage (moxifloxacin: 29.77 ± 2.98%; VHL: 44.77 ± 
1.69%) and an increase in mono-innervated NMJ percentage in comparison with the VHL group 
(moxifloxacin: 54.00 ± 0.57%; VHL: 34.20 ± 1.17%). No significant difference between the 
two groups was observed in the percentage of denervated NMJs.  

The presence of perforations in the NMJs was also assessed (Figure 6C-D), and we 
classified the endplates as mature (i.e., showing perforations) and immature (no perforations) 
(22, 23). The results showed that moxifloxacin treatment significantly increased the percentage 
of mature NMJs in delta 7 mice compared to the VHL group (moxifloxacin: 58.22 ± 2.26%; 
VHL: 26.05 ± 1.42%) in the quadriceps. A slight increase in the percentage of mature NMJs 
following treatment was also observed in the gastrocnemius (moxifloxacin: 58.86 ± 6.54%; 
VHL: 43.16 ± 6.09%), although without reaching a statistically significant difference. 

Therefore, the administration of moxifloxacin to delta 7 mice supports the skeletal 
muscle trophism and leads to acquiring a more mature phenotype of NMJs and a better muscular 
innervation.  
 
 

DISCUSSION 
 

We have previously shown that moxifloxacin increases the SMN protein levels in SMA 
fibroblasts by boosting SMN2 exon 7 inclusion. We also observed an increase of SRSF1 
expression, the main exon 7 splicing enhancer, and related that to the moxifloxacin-triggered 
inhibition of topoisomerase II (TOP2)(14). There is a precedence for fluoroquinolones 
influencing splicing by such mechanism of action, like in the case of caspase 2 splicing, where 
the increased exon 9 inclusion is most likely caused by increased expression of regulatory 
splicing factors as a consequence of TOP2 inhibition (24, 25). It is possible that the 
moxifloxacin triggered inhibition of the TOP2A results in a quick and global release of 
polymerase II from promoter-proximal pausing, which results in the upregulation of 
interdependent transcription and splicing factors (24, 25).    

As a continuation of our previous work in fibroblasts, we show that moxifloxacin also 
increased the SMN2 exon 7 inclusion in SMA type I MNs.  That was consequent with increased 
SMN levels and almost complete rescue of the SMA MNs degeneration. Interestingly, the 
treatment restored only around 30% of SMN normal levels in a healthy control cell line, but the 
rescue of MN degeneration was around 90% at some concentrations. This indicated that even a 
relatively discreet increase in SMN protein can significantly impact the phenotypes of the cell 
model, and moxifloxacin treatment did overcome such threshold. Notably, the survival rate and 
the SMN protein levels after moxifloxacin treatment are above the results obtained with the 
current first-line drug risdiplam. 

These promising in vitro results were further investigated in vivo. To this aim, we 
evaluated the effects of the chronic administration of moxifloxacin in the most used and 
characterized type II SMA model, the delta 7 mice that reproduces the main disease hallmarks 
at both behavioural and cellular levels (18). 
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We confirmed that moxifloxacin was able to significantly increase SMN protein levels 
(both in the spinal cord and skeletal muscles), and consequently delay neurodegeneration, and 
improve muscle trophism and NMJ phenotypes in the SMA mice. Indeed, the SMN-dependent 
mechanism of action of moxifloxacin has been demonstrated by molecular and stereological 
analysis in the spinal cord of treated mice, where an increase in FL-SMN protein levels and the 
density of lower MNs in the lumbar spinal tract were observed, in comparison with controls. 
Moreover, according to previous evidence highlighting that the SMA pathophysiology is 
correlated with altered levels of apoptosis-related proteins (e.g., Bax, Bcl-xL, Bcl2) (12, 20, 
26–29), we observed a significant reduction of cells positive to Cleaved Caspase 3 (a pro-
apoptotic marker) in moxifloxacin-treated mice compared to untreated pups, confirming the 
efficacy of the drug in modulating cell death mechanisms. 

We also observed a significant decrease in the astrocyte activation at the spinal cord 
level. On one side, this could depend on the reduced neurodegeneration observed since these 
two processes, cell death and neuroinflammation, are strongly intertwined (30–32). On the other 
side, interestingly, it has been reported that the restoration of SMN in MNs can only determine 
slightly enhanced recovery and survival of SMA mice, while a winning strategy could be 
increasing SMN protein levels also in other cellular populations such as astrocytes, which 
dysfunction is known to exacerbate SMA condition (21, 33, 34). Moreover, in addition to the 
splicing modifier role of moxifloxacin, the fluoroquinolone family can exert 
immunomodulatory and anti-inflammatory activities per se, by inhibiting the production of a 
number of pro-inflammatory cytokines (as IL‑1, TNF‑α, IL-6 and IL-8) (35–39) and reducing 
neuroinflammation at the CNS level (40). 

Concerning the skeletal muscles, we first analysed the SMN expression, whose presence 
is pivotal for their correct functioning. Indeed, in 2020, Kim and coll. demonstrated that the 
selective SMN deprivation in these tissues can determine muscle fiber defects, NMJ 
abnormalities, and compromised motor performance (3). We observed that moxifloxacin 
treatment significantly increased SMN protein levels in the quadriceps, while only a positive 
trend was visible in the gastrocnemius compared to controls. Accordingly, the analysed 
morphological parameters (i.e., fiber size, perimeter and Feret's diameters (23) indicated a 
significantly enhanced trophism only for the quadriceps slices. These differences could depend 
on the type of muscle. Indeed, in the case of SMA, proximal muscles (as quadriceps) are earlier 
affected and to a greater extent than the distal ones (as gastrocnemius) due to the selective 
vulnerability of MNs innervating proximal muscles (41). This could suggest that moxifloxacin 
effects on trophism are more evident in the most affected muscles, while in the others (“more 
resistant”), it is possible to see only a positive trend. These observations were also partially 
confirmed by the NMJ analyses performed, which again highlighted the most remarkable 
improvements in the quadriceps compared to the gastrocnemius. Indeed, in the latter one, the 
percentage of denervated NMJs was unchanged compared to the VHL group, whereas 
significantly reduced in the quadriceps. The dissimilarity between the two muscles could also 
stem from different expression levels of moxifloxacin´s primary target, i.e., TOP2A. The RNA-
seq data available (http://muscledb.org/) shows that the TOP2A expression in gastrocnemius is 
twice that in quadriceps. This means that higher moxifloxacin concentration is expected to be 
needed in gastrocnemius to effectively repress TOP2. We also analyzed the diaphragm of the 
moxifloxacin-treated mice, and we have not detected any change in the SMN levels 
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(Supplementary Figure 4). This is consistent with our hypothesis since the TOP2A levels in the 
diaphragm are triple compared to the quadriceps. Initially, the levels of main SMN2 splicing 
factors in gastrocnemius and quadriceps are similar, according to the database.  

In contrast, by analysing the innervation/maturation of endplates, we noticed that both 
muscles showed an improvement, characterized by a significantly higher percentage of mono-
innervated NMJs. As known, in SMA mouse models, the formation of the NMJs proceeds 
normally, but their maturation stalls (42), and the lack of SMN seems to have a central role in 
both processes [reviewed in(16)]. Therefore, we can speculate that by enhancing the SMN 
production and improving the reciprocal signalling between MNs and muscles [in turn 
important for the formation and maintenance of NMJs (43)], moxifloxacin successfully 
contributed to sustaining the endplate maturation progress. 

Overall, such muscle and NMJ phenotype ameliorations justify the positive results 
obtained in the body weight assessment and the behavioural tests, highlighting the reduced 
muscle atrophy and the improved motor performances (in terms of posture, strength, and 
coordination), compared to the control group. We also performed a survival study, and although 
a certain variability in the disease progression has been reported for this mouse model (44), we 
observed a significant lifespan extension in treated mice compared to controls (+ 45%). Indeed, 
moxifloxacin-treated mice achieved a median lifespan of 14.5 days: this increase can be 
considered remarkable related to the extremely short lifespan of delta 7 mice (on average 10 
days for the VHL-treated group, in this work). 

To our knowledge, compared to previously repositioned drugs with SMN-dependent 
effect (especially those influencing the alternative splicing of SMN2 pre-mRNA) (12, 45), the 
antibiotic moxifloxacin for the treatment of delta 7 mice resulted in higher-reaching 
improvements in SMA condition rescuing, ranging from positive outcomes concerning survival 
and motor behaviour, SMN protein level increase in different tissues, to delayed 
neurodegeneration, modulated neuroinflammation and improved NMJ maturation/innervation. 
Preclinical data from patient-derived MNs and a severe SMA mouse model encourage the 
clinical repurposing of the molecule. Specifically, the degree of the rescue of MN survival is 
higher than risdiplam at the highest non-toxic concentration. However, we could not compare 
side by side risdiplam and moxifloxacin in similar experiments in vivo.  

By validating moxifloxacin as a candidate drug for SMA, we prove that drug 
repositioning is a valuable strategy for discovering new therapies for rare diseases. In particular, 
repurposed drugs can reach patients faster than new molecules (12), and may target disease 
pathways from different perspectives, thus enriching therapeutic options either as stand-alone 
drugs or to complement therapies that have already reached human use authorization.  

 
 

MATERIALS AND METHODS 
 

Human induced pluripotent stem cells  
Human induced pluripotent stem cell lines (hiPSC) were generated by reprogramming 

Coriell Biorepository fibroblasts derived from non-affected and SMA affected patients as 
previously described (15). Three independent hiPSC clones were generated from each line of 
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healthy fibroblasts GM03814 and C03. Similarly, 3 independent clones of hiPSC were 
generated from each fibroblast lines issues from two type SMA type 1 patients (GM03813 or 
GM00232). Informed consents were obtained from all the patients included in this study, 
complying with the ethical guidelines of the institutions and with the legislation requirements. 
Experimental protocols were approved by the French minister of health (2019-A02599-48). In 
addition to these hiPSC lines, an isogenic control line was generated from one SMA hiPSC line 
(GM03813) in which a plasmid containing SMN (pEF1aFlagbiotagSMN-PGKpuro, kindly gift 
of H. Wichterle and S. Nedelec) was stably transfected. Briefly, cells were nucleofected with 5 
µg of linearized plasmid (ClaI enzyme) (AMAXA Program 23). Cells were selected for 8 days 
with puromycin (1 µg/ml). The integration of the transgene was validated by immunostaining 
for the Tag and by western blot for SMN. 

All the different hiPSC lines were grown on culture dishes coated with vitronectine 
(Gibco) and maintained in iPS-Brew XF medium (Miltenyi Biotec) as previously described 
(46). Cell passaging was performed manually every 5 days and culture medium was changed 
every two days.  

 
Generation of spinal motor neurons from hiPSCs  

The conversion of hiPSC into spinal motoneurons was performed as previously 
described (47). Briefly, hiPSC were dissociated enzymatically using Stem Pro Accutase 
(ThermoFisher®) during 5min at 37°C, 5% CO2 and plated in 25cm2 flasks (Dutscher®) at 2 
million per flask in an induced-motoneuronal medium supplemented with cytokines every two 
days. After 10 days of differentiation, embryoid bodies were dissociated. Between days 10 and 
14, MN progenitors are converted into MNs, and motoneuron phenotype was assessed by 
immunolabeling for Islet1. 

 
Co-culture of human iPSC-derived spinal MN and human skeletal muscle cells   

Human primary and immortalized non-affected and SMA myoblasts were obtained from 
the MyoLine platform from the Institute of Myology and provided by Vincent Mouly (48). 
They were derived from patients and control biopsies provided by MyoBank, affiliated to 
EuroBioBank with the French ministery agreement ref AC-2019-3502.  Skeletal muscle cells 
were obtained from a quadriceps muscle biopsy of a 5 day-old unaffected infant (CHQ or Ctl) 
(49), a paravertebral muscle biopsy of an 11-year-old infant patient suffering from SMA 
(KM432-7PV or SMA type I) and a paravertebral muscle biopsy of a 7-year-old infant patient 
suffering from SMA (KM1150-11PV or SMA type II). Primary cells were isolated from skeletal 
muscle, expanded and differentiated as described previously (48). Briefly, primary and 
immortalized myoblasts were cultured in a growth medium and cryopreserved. The percentage 
of myoblast cells was estimated by immunolabelling for Desmin. For co-culture, spinal MNs 
must be differentiated from hiPSC as described previously, but the embryoid bodies are 
dissociated at day 14 of differentiation and frozen. 384 micropatterned-well plates were 
designed and provided by CYTOO SA (17). The co-cultures were performed as previously 
described (Tahraoui et al., submitted). Briefly, myoblasts were plated at a density of 5.500 cells 
per well in myoblast growth medium (DMEM/F12-glutamax supplemented with 20% fetal 
bovine serum (Sigma-Aldrich) and 0.1% penicillin-streptomycin (ThermoFisher) with Y- 
27632 (10 μM, Stemcell). After 2 days, the growth medium was replaced by the differentiation 
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medium (DMEM/F12-glutamax supplemented with 2% horse serum (ThermoFisher)). On day 
4, the hiPSC-derived MNs were thawed and plated at a density of 8.000 cells per well in N2B27 
medium supplemented by brain-derived neurotrophic factor (BDNF, 10 ng/mL, Peprotech), 
glial-derived neurotrophic factor (GDNF, 10 ng/mL, Peprotech), N-[N-(3,5-
Difluorophenacetyl)-L-alanyl]-S-phenylglycine t-butyl ester (DAPT, 10 µM, Tocris) and Y- 
27632 (10 μM, Stemcell). Cultures have been maintained up to 11 days which correspond to 4 
days of myogenic differentiation and 7 days of co-culture with hiPSC-derived MNs.  

 
Treatment of motor neuron cultures with compounds 

To analyze the effect of compounds, MN progenitors were plated into poly-l-
ornithine/laminin–treated 384-well plates at 3.000 cells per well in N2B27 medium without 
growth factors. After 4 days of differentiation, "early" spinal MNs were treated with the 
different compounds by using the Bravo Automated Liquid Handling Platform (Agilent 
Technologies). Cells were treated every 3 days for the next 10 days. A solution of 0.1% DMSO 
(MilliporeSigma) was used as a negative control. After 10 days, the cell viability was 
quantified. 

 
Immunostaining 

After fixation with 4% paraformaldehyde (PFA)(Electron Microscopy Sciences) for 7 
min at room temperature, cells were incubated overnight at 4°C with primary antibodies (listed 
in Table 3). The cells were washed 3 times in PBS buffer and incubated for 1 h at room 
temperature with appropriate Alexa fluorescent-labeled secondary antibodies (Invitrogen, 1:1 
000) and Hoechst (5 μg/mL).  

 
FastLane quantification of SMN mRNA expression  

SMN mRNA expression from hiPSC-derived MNs treated in 384-well plates was 
performed using FastLane Cell probe Kit (Qiagen) according to the manufacturer's protocol. 
Briefly, cells were washed and lysed with Fastlane’s reagents. Without RNA purification step, 
cell lysates were used directly as templates in real-time one-step reverse transcription PCR 
using the QuantiTect Probe from FastLane kit combined with specific primers of endogenous 
control primer set, 18S, and two SMN primer sets, SMN-FL (designed to amplify SMN 
transcript containing exon 7) and SMN-Δ7 (designed to amplify SMN transcript lacking exon 
7). The sequences of the SMN-FL primer set (spanning exons 6, 7, and 8) were forward 5’-
CAAAAAGAAGGAAGGTGCTCACATT-3’, reverse 5’-
GTGTCATTTAGTGCTGCTCTATGC-3’, and probe 5’-FAM -
CAGCATTTCTCCTTAATTTA-NFQ-3’ and the sequences of the SMN-Δ7 (spanning the 
exon 6-8 junction) were forward 5’- CATGGTACATGAGTGGCTATCATACTG-3’, reverse 
5’-TGGTGTCATTTAGTGCTGCTCTATG-3’, and probe 5’-FAM-CCAGCAT 
TTCCATATAATAGC-NFQ-3’. Fold change variations induced by compound treatments were 
calculated using the 2-ΔΔCt method with DMSO-treated control cells as reference sample and 
18S housekeeping gene as reference gene.  

 
HTRF Assay to quantify SMN protein expression 

SMN protein was also quantified using Homogeneous Time Resolved Fluorescence 
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(HTRF, Cisbio Bioassays) according to the manufacturer's protocol. This technology allows the 
detection and quantification of SMN protein in 384 well plate format. For this, cells were lysed 
in 15 µL of lysate buffer and 10 µL of cell lysate were transferred to a 384-well small volume 
white plate containing 5 µL of the antibody solution (1:100 dilution of anti-SMN d2 and anti-
SMN cryptate) (Cisbio). The plate was incubated overnight at room temperature. Fluorescence 
was measured at 665 nm and 620 nm on a CLARIOstar microplate reader (BMG Labtech). 
Ratio values of (665 nm emission/620 nm emission) × 10 000 were used to calculate ΔF (%) 
according to the following equation:  

ΔF (%) = [(Sample ratio − Negative control ratio) / Negative control ratio] × 100. 
 

Image acquisition and analysis  
Image acquisitions were performed using the automated imaging Cell Insight CX7 HCS 

Platform (Cellomics Inc). Masks and algorithms were developed with the HCS Reader software 
for automated quantification of the percentage of cells stained for ISL1, compared to the total 
number of cells. Co-culture images were acquired using Spinning Disk microscopy (Zeiss) with 
20X objective. Each image was taken with z-stack and an orthogonal view was performed on 
Fiji Software. By using Fiji software, AChR clustering were quantified by manually measuring 
the total area as well as the mean size of AChR clusters (Tahraoui et al., 2022 – submitted). 
Islet1 quantification was determined by automatically counting the number of Islet1-positive 
cells by micropattern. Myotube area was quantified by using Fiji Software to quantify total area 
of cells stained by MF20 antibody per micropattern. 

 
Animal model and genotyping 

To evaluate the effect of moxifloxacin in vivo, we used delta 7 mice (Stock No. 005025; 
Jackson Lab, Bar Harbor, ME, USA) as a murine model of SMA type II (SMA intermediate 
form). Animals had free access to food and water, and were kept into regular cages under 12/12-
h light/dark cycle. All efforts were made to minimize the number of animals used and the 
suffering levels. The animals were genotyped at P0-1 by PCR assays (50), performed on DNA 
extracted from the tail, to assess the presence of the two human transgenes (SMN2 and SMN∆7) 
and the three possible genotypic variants of the Smn locus mice (Smn+/+, Smn+/– or Smn-/-), 
according to (51). Data were obtained from tissues harvested from delta 7 mice, sacrificed at 
P12. An additional group of animals was used for survival analysis. A total of 82 delta 7 mice 
were used. 
  
Moxifloxacin or vehicle administration 

SMA animals were divided into two groups: Vehicle (VHL, 2% DMSO in NaCl 0.9% 
solution) and moxifloxacin (75 mg/kg; moxifloxacin hydrochloride, BAY 12-8039, 
MedChemExpress, NJ, USA). The animals were daily injected, subcutaneously, starting from 
P2 to P12 (or until sacrifice for the animals involved in the survival study) with VHL or 
moxifloxacin (range of injected volume: 1–48 ul, depending on age and body weight). The 
animals subjected to survival analysis (VHL n=23; moxifloxacin n=12) were sacrificed for 
humanitarian endpoints if and when they exhibited excessive weight loss (greater than 21 ± 
5%) associated with severe neurological/motor symptoms. 
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Weight assessment and behavioural tests 
Weight and motor performance assessment was performed daily, from P2/P4 

(depending on the test) to P12 on both treated mice groups (VHL n=21; moxifloxacin n=9). 
Before starting the tests, the mice were moved in a room (with low light or no noise); between 
the different trials, the pups were maintained on a heated pad (at a controlled temperature of 
37°C) until the end of the tests. All pups were then returned to maternal care after handling.  
Delta 7 mice were first weighed and then from P2 underwent the following motor tests: Tail 
suspension, Righting reflex, Hindlimb suspension, Negative geotaxis (the latter was used from 
P4), specifically designed for SMA pups (described in detail in 19). In particular, for the 
hindlimb suspension test, we only evaluated the hindlimb posture by assigning a score, 
according to 19.    
 
Animal sacrifice, tissue collection and processing 

For immunoblotting analysis, five animals for each group (VHL n=5, moxifloxacin n=5) 
were sacrificed by cervical dislocation at age P12: the whole spinal cord and skeletal muscles 
(quadriceps, gastrocnemius and diaphragm) were harvested, rapidly frozen in liquid nitrogen 
and then stored at -80°C. 
For histochemical (Nissl staining) and immunohistochemical analysis, at P12 a number of delta 
7 mice (VHL n=4, moxifloxacin n=4) were anesthetized by gaseous anaesthesia (3% isoflurane 
vaporized in O2/N2O 50:50) and perfused transcardially with 4% buffered PFA, pH 7.4. Then, 
spinal cord lumbar tract and skeletal muscles (quadriceps and gastrocnemius) were dissected, 
postfixed in 4% PFA for 2 h and incubated overnight in 30% sucrose in 0.1 M phosphate buffer 
solution. Next, samples were embedded and frozen in cryostat medium (Killik, Bio-Optica): 
the spinal cord samples were cut into transverse 40 um thick free-floating sections and stored 
at 20°C in an antifreeze solution (30% ethylene glycol, 30% glycerol, 10% PB; 189 mM 
NaH2PO4; 192.5 mM NaOH; pH 7.4), while the muscle samples were cut longitudinally in 30 
um thick slices, directly on 4% gelatin-coated slides, which were air-dried overnight and then 
stored at -20°C. 

For additional histological analysis [haematoxylin/eosin (H/E)], a group of treated delta 
7 mice (VHL n=4, moxifloxacin n=4) were sacrificed by cervical dislocation at P12, then 
quadriceps and gastrocnemius skeletal muscles were harvested, embedded in cryostat medium 
and frozen (Killik). Skeletal muscles were next cut into transverse 30 um thick slices, collected 
directly on 4% gelatin-coated slides, which were air-dried overnight and then stored at -20°C. 
  
Western blot analysis 

For the analysis of the expression of SMN protein by Western blot (WB), spinal cord 
and skeletal muscle samples were homogenized on ice using a pestle homogenizer in 
radioimmunoprecipitation assay buffer (RIPA lysis buffer) (Merck Life Sciences) 
supplemented with 1 mM PMSF, 1 mM DTT, 2 mM sodium orthovanadate (ThermoFisher 
Scientific) and 1x cOmpleteTM Protease Inhibitor Cocktail (Merck Life Sciences). Sample 
homogenates were incubated on ice for 20 min before being centrifuged for the insoluble 
material separation at 14,000 × g for 20 min at 4 °C. Total protein concentration was assayed 
on supernatants using Bradford reagent (Bio-Rad). Protein denaturation was performed with 
NuPAGE® LDS Sample Buffer supplemented with NuPAGE® Sample Reducing Agent 
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(ThermoFisher Scientific), by heating at 95 °C for 5 min. SDS-PAGE and transfer were 
performed on 4–20% Mini-PROTEAN® TGX™ Precast Protein Gels and Trans-Blot® 
Turbo™ mini nitrocellulose membranes using a Trans-Blot® Turbo™ transfer System (Bio-
Rad), respectively. Nonspecific binding sites were blocked using 5% non-fat dried milk in PBS-
0.2% Tween-20 (Merck Life Sciences) (PBS-T) for 1 h at room temperature (RT) under 
shaking. All membranes were incubated overnight at 4 °C under shaking with SMN-antibody 
solution (diluted 1:2000 in 2% nonfat dried milk in PBS-T) (mouse-anti-SMN, BD Bioscience 
610646) and in Vinculin-antibody solution (diluted 1:2000 in 2% nonfat dried milk in PBS-T) 
(Monoclonal mouse Anti-Vinculin, Clone Hvin-1, Merck Life Sciences) as loading control. 
HRP-conjugated secondary antibody (Goat Anti-Mouse IGG HRP, Bio-Rad) was diluted 
1:10000 in 2% nonfat dried milk in PBS-T and incubated for 1 h at RT under shaking. 
Immunolabeling was detected with Clarity™ Western ECL Blotting Substrates (Bio-Rad) using 
the ChemiDocTM imaging system (Bio-Rad). 
For immunoblotting analysis of SMN protein levels in SMA tissues, the densitometric 
quantitation of bands intensity for the SMN protein levels was calculated with reference to 
Vinculin protein levels (used as loading control), using the Fiji software (Image J, NIH).  
 
JESS Simple Western 

Quantification of total protein extracted from murine tissues was performed with a BCA 
protein assay kit (Pierce) using bovine serum albumin as standard. For the immunodetection 
assay in mouse tissues, the Jess Simple Western system was used to quantify SMN protein 
chemiluminescence (1:10; mouse-anti-SMN, BD Bioscience 610646) and normalized to total 
protein chemiluminescence according to the manufacturer instructions (Biotechne®:Protein 
Simple). The number of animals on this analysis varied from the immunoblotting experiment 
due to insufficient amount of some of the samples. 
 
Stereological motor neuron counting 

For the histological examination of spinal cord lumbar tract, 40 um thick sections were 
mounted on 4% gelatin-coated slides and Nissl-stained as previously described (23,29). The 
lumbar alpha MNs (tract L3-L5), with an area ≥10 μm2, were stereologically counted on serial 
sections (1 every 320 μm), using the Optical Fractionator technique with the StereoInvestigator 
software (MicroBrightField Inc.) and a computer-assisted microscope (Nikon Eclipse E600 
microscope); then the MN density (reported as MN number/mm3) was obtained by the 
associated data analysis software NeuroExplorer (MicroBrightField). Representative images of 
spinal lumbar tract sections were acquired with Nikon Eclipse E600 microscope equipped with 
Optronics MicroFire digital camera. 
  
Immunofluorescence staining and analysis on spinal cord sections 

Spinal cord sections underwent immunofluorescence staining, as previously reported 
(29). Sections were incubated overnight with primary antibodies (SMI32, Cleaved Caspase 3 
and GFAP) and next with appropriate fluorochrome-conjugated secondary antibodies (primary 
and secondary antibodies are listed in Table 3), and finally with 4′, 6 Diamino-2 phenyindole 
Dilactate (DAPI; 1:200; D9564-10MG, Sigma-Aldrich). Samples were washed and coverslips 
were mounted with anti-fade mounting medium Mowiol. Immunofluorescence analyses were 
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performed with a Leica TCS SP5 confocal laser scanning microscope (Leica Microsystems). 
The Cleaved Caspase 3-positive cells were quantified in the ventral horns of the lumbar spinal 
cord tract (the congruent region for analysis was confirmed by the presence of SMI32-stained 
MNs) by counting the percentage of Cleaved Caspase 3/number of DAPI-labelled nuclei, using 
confocal images (40X magnification, 0.5 um z-step size, 14 um z-volume, acquisition speed 
100 Hz, format 1024x1024 pixels). Four animals were analysed for each group, four spinal cord 
slices were evaluated for each animal.  
For the analysis of the astrogliosis, four animals were analysed for each group, six fields for 
each animal of the spinal cord ventral horns of GFAP-positive cells were acquired by confocal 
(40X objective, 0.5 um z-step size, 14 um z-volume, acquisition speed 100 Hz, format 
1024x1024 pixels), and then converted in black and white images: the density of 
immunopositive profiles was quantified by using the Fiji software. 
  
Immunofluorescence staining on skeletal muscle sections and NMJ analysis  

After rapid rehydration in PBS, skeletal muscle sections on 4% gelatin-coated slices 
were stained for NMJ detection. First, the sections underwent antigen retrieval by sequential 
incubations with 1% SDS (5 min, RT) and sodium citrate solution heated to 95°C (pH 6, for 7-
10 min). Subsequently, non-specific binding sites were blocked using 4% BSA solution, 4% 
foetal bovine serum and PBS-0.1% Triton-X for 1:30 h, RT. The sections were incubated 
overnight with the primary antibody (against Neurofilament 145 kDA, listed in Table 3) diluted 
in the blocking solution for 24 h at 4 ° C. The sections were subsequently incubated with 
appropriate fluorochrome-conjugated secondary antibody (listed in Table 3) (1:30 h, RT) and 
with α-bungarotoxin (BTX) conjugated with Alexafluor-555 (1:500; 11554187, Invitrogen) 
diluted in 4% BSA and PBS-0.1% Triton-X (1:30 h, RT). Finally, slices were incubated with 
DAPI in PBS 1X for 3 min and then coverslipped with anti-fade mounting medium. Images 
were acquired with a Leica TCS SP5 confocal laser scanning microscope (Leica Microsystems). 
For the analysis of NMJ area and perforation (30-50 NMJs for animal), confocal stacks of 
quadriceps and gastrocnemius longitudinal sections (40X objective, 0.7 um z-step size, 20 um 
z-volume, acquisition speed 100 Hz, format 1024x1024) were analysed with Fiji (Image J, 
NIH). For NMJ innervation analysis (at least 50 NMJs for animal), the presence and number of 
NF-positive fibers reaching each NMJ was evaluated and counted with computer-assisted 
microscope (Nikon Eclipse E600 microscope) to classify the NMJs as mono-innervated, multi-
innervated or denervated. 
  
Histological analysis of skeletal muscle atrophy 

For the morphological analysis of skeletal muscles, the quadriceps and gastrocnemius 
sections were stained with H/E, as previously described (23,29). To morphologically evaluate 
mean fiber area, perimeter, minimum and maximum Feret's diameter, more than 100 fibers for 
each animal were drawn with Neurolucida software (MicroBrightField Inc.) and a computer-
assisted microscope (Nikon Eclipse E600 microscope). Data were obtained by the associated 
data analysis software NeuroExplorer (MicroBrightField): we then averaged the means 
obtained from single animals. Representative images of skeletal muscles fibers were acquired 
with Zeiss Axioscan Z.1 digital slide scanner microscope (Carl Zeiss AG). 
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Statistical Analysis 
Data are expressed as mean ± standard error of mean (SEM). Statistical analysis was 

performed using GraphPad Prism 8.0 software (GraphPad software, San Diego, CA, USA). 
Unpaired two-tailed Student’s t-test was used to compare data between two groups (*p < 0.05; 
**p < 0.005; ***p < 0.0005; ****p < 0.0001). One-way analysis of variance (ANOVA) was 
performed to compare data among three or more groups, followed by a post-hoc Tukey’s 
multiple comparison test. Values of p < 0.05 were considered as statistically significant (*p < 
0.05; **p < 0.005; ***p < 0.0005; ****p < 0.0001).   

Weight and motor behavioural test data were evaluated by ordinary two-way ANOVA, 
whose P-value for the column factor (i.e., the statistical difference between delta 7 mice groups 
according to treatment with VHL or moxifloxacin) was reported, followed by Sidak's post hoc 
multiple comparison test to analyse the difference in test results between delta 7 mice treated 
groups over time (*p < 0.05; **p < 0.005; ***p < 0.0005; ****p < 0.0001). In addition, in those 
tests expressed with not normally distributed data (i.e., righting reflex and negative geotaxis 
test), the contingency table analysis (Fisher’s exact test) was also applied. 
Survival assessment among the group of treated delta 7 mice was performed using the Kaplan-
Meier test with Logrank (Mantel-Cox) as a post hoc test, suggested as being more sensitive to 
differences at the end of the curve (19). 
  
Study approval   

The experimental procedures involving live animals were performed in strict 
accordance to the European Communities Council Directive 86/609/EEC Italian Ministry of 
Health and University of Turin institutional guidelines on animal welfare (law 116/92 on Care 
and Protection of living animals undergoing experimental or other scientific procedures; permit 
number 980/20). Additionally, the ad hoc Ethical Committee of the University of Turin 
specifically approved this study. 
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Figure 1. Moxifloxacin increases the SMA motoneurons survival rate. a) Schematic representation 
of experimental procedures on SMA and healthy motoneurons derived from induced pluripotent stem 
cells. b) MNs survival rate analysis after treatment with moxifloxacin for 10 days. c) Representative 
images of MNs stained using a neural marker (TUJ1; grey), MNs differentiation marker (ISL1; red), 
SMN protein (SMN; green), and cell nuclei (DAPI; blue) after treatment with moxifloxacin 3.2 μM, 
kenpaullone 10 μM, risdiplam 0.5 μM, and solvent-treated wild type and SMA controls (DMSO 0.1%). 
d) SMN protein levels normalized to the wild-type cells. e) Quantitative analysis of SMN2 FL and Δ7 
isoforms after treatment. Data normalized to SMA non-treated cells. In all experiments kenpaullone 
(neuroprotective drug) at 10 μM and risdiplam at 0.5 μM were used as positive controls. Data represent 
the mean values ± SD from 3 independent experiments using 2 independent WT and SMA hiPSC lines. 
Statistics were calculated using an ordinary One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test 
(p>0.05, ns: not significant, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001, ****p<0.0001). 
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Figure 2. Moxifloxacin increases the SMA myotube area in co-culture with SMA motoneurons. a) 
Schematic representation of experimental procedures on co-culture of SMA and healthy motoneurons 
derived from induced pluripotent stem cells with SMA myoblasts differentiated to myotubes. b) 
Representative images of co-culture treated with moxifloxacin at 3.2 μM, compared to solvent-treated 
wild-type and SMA cells. MNs were detected with ISL1 (red) and myotubes were marked using MF20 
marker (dark green). At the post-synaptic level, acetylcholine receptor was marked with AChR (light 
green) and cell nuclei were stained with DAPI (blue). Kenpaullone at 10 μM was used as a positive 
control. c) MNs survival rate analysis after moxifloxacin treatment compared to non-treated controls. d) 
Analysis of SMA myotubes area compared to the non-treated controls. e) Analysis of acetylcholine 
receptor clusters after treatment with moxifloxacin compared to non-treated cells. Data represent the 
mean values ± SD from 3 independent experiments using 2 independent WT and SMA hiPSC lines. 
Statistics were calculated using an ordinary One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test 
(p>0.05, ns: not significant, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001, ****p<0.0001). 
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Figure 3: The effect of moxifloxacin on the delta7 mice survival, body mass and locomotor 
functions. Animals were treated daily from postnatal day 2 (P2) until sacrifice with vehicle (VHL) or 
moxifloxacin (75 mg/kg) by subcutaneous injections. The animals underwent behavioral motor tests and 
body weight assessments during this period. (A) Survival analysis in treated delta7 mice. Kaplan-Meier 
survival curve shows that moxifloxacin treatment can significantly extend delta 7 mice lifespan (VHL 
n= 23, moxifloxacin n= 12). Statistical analysis: Kaplan-Meier curve test, Log-rank Mantel Cox post 
hoc test. (B) Bodyweight assessment from P2 to P12. Data are expressed as mean ± SEM, VHL n=21, 
moxifloxacin n=9; Statistical analysis: Two-way ANOVA (F(1, 265) = 51.9) followed by Sidak’s multiple 
comparison post hoc test. (C) Comparison of the external appearance of WT, and VHL and moxifloxacin 
(mox)-treated delta 7 mice in late disease stage. (D) Tail suspension of treated delta 7 mice. Data are 
expressed as mean ± SEM, VHL n=21, moxifloxacin n=9, Statistical analysis: Two-way ANOVA 
(F(1,262) = 114.3) followed by Sidak’s multiple comparison post hoc test. (E) Righting reflex of treated 
delta 7 mice. Data are expressed as mean ± SEM, VHL n=21, moxifloxacin n=9, Statistical analysis: 
Fisher’s exact test:. (F) Hindlimb suspension score of treated delta 7 mice.  Data are expressed as mean 
± SEM, VHL n=21, moxifloxacin n=9, Statistical analysis: Two-way ANOVA (F(1,263) = 57.64) followed 
by Sidak’s multiple comparison post hoc test. (G) Negative geotaxis of treated delta 7 mice.. Data are 
expressed as mean ± SEM, VHL n=21, moxifloxacin n=9, Statistical analysis: Fisher’s exact test. 
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Figure 4: The effect of moxifloxacin on SMN protein levels, MN neurodegeneration and 
neuroinflammation in the spinal cord of delta 7 mice. (A) Representative immunoblots of SMN 
protein levels in VHL and moxifloxacin treated delta 7 spinal cord. The intensity of the bands of the 
SMN protein was calculated with reference to Vinculin protein levels (used as loading control). Data 
are expressed as mean ± SEM, n = 5 per group, Student’s t-test. (B) Stereological counts of Nissl-stained 
lumbar alpha MNs in the spinal cord of VHL and moxifloxacin delta 7 mice. Representative images of 
spinal lumbar tract sections are shown. The lumbar alpha MNs (tract L3-L5), with an area ≥10 μm2, 
were stereologically counted and the MN density (reported as MN number/mm3) was assessed. Data 
are expressed as mean ± SEM, n = 5 per group, Student’s t-test. (C) Quantification of the percentage of 
Cleaved Caspase 3-positive cells in the ventral horns of the lumbar spinal cord tract (L1-L3). 
Representative confocal images showing the ventral horn of the lumbar spinal tract, where the SMI32-
positive MNs are located. The percentage of Cleaved Caspase 3-positive cells was calculated using 
confocal images on the total number of DAPI-labelled nuclei in ventral horns. Data are expressed as 
mean ± SEM, n = 4 per group, Student’s t-test. (D) Evaluation of reactive astrogliosis (GFAP-positive 
signal) in the ventral horns of the lumbar spinal cord tract (L1-L3), showed in representative confocal 
images. The semiquantitative analysis of the GFAP-immunopositive profiles density (expressed as a 
percentage) displays a reduction of the astrogliosis in moxifloxacin delta 7 mice compared to the VHL 
group. Data are expressed as mean ± SEM, n = 4 per group, Student’s t-test.  
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Figure 5: The effect of moxifloxacin on SMN protein levels and muscular fiber morphology in the 
skeletal muscles of delta 7 mice.  Representative immunoblots of SMN protein levels in VHL and 
moxifloxacin treated quadriceps (A) and gastrocnemius (B). For each tissue analysis, the intensity of 
the bands of the SMN protein was calculated by referring to Vinculin protein levels (used as loading 
control). Data are expressed as mean ± SEM, n = 5 per group, Student’s t-test. (C) Comparison of 
muscular fiber morphology between VHL and moxifloxacin delta 7 mice at P12 of the indicated 
muscles. Images are representative of H/E-stained muscle sections. (D) For each sample, the measures 
of the muscle fiber area, the perimeter and the maximum and minimum Feret’s diameter of the muscle 
fibers of the VHL and moxifloxacin delta 7 mice are reported. At least 100 fibers were  analyzed from 
each animal; the results are shown as the averages obtained from the individual animals. Data are 
expressed as mean ± SEM, n = 4 per group, Student’s t-test. 
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Figure 6: NMJ innervation and maturation comparison between VHL and moxifloxacin delta 7 
mice at P12. (A) Double immunostaining against BTX (red) and NF (green) is employed to analyze the 
plaque innervation: representative confocal images of mono-innervated, multi-innervated, and 
denervated NMJs are shown. Scale bar = 10 µm. (B) Quantification of the percentage of mono-
innervated, multi-innervated, and denervated NMJs in quadriceps and gastrocnemius samples of VHL 
and moxifloxacin delta 7 mice. (C) Representative confocal images (on the left) showing NMJ 
maturation, evaluated by BTX-immunostaining: the endplates are classified as immature (no 
perforations, indicated by triangle arrows) and mature (i.e., showing perforations, indicated by arrows). 
Scale bar = 10 µm. (D) The percentage of NMJ maturation was evaluated in quadriceps and 
gastrocnemius of VHL and moxifloxacin delta 7 mice: data are expressed as mean ± SEM, n = 4 per 
group, Student’s t-test: * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.005, **** p<0.001. 
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TABLE 1: Analysis of quadriceps fiber area, perimeter and Feret’s diameters in VHL and 
moxifloxacin treated delta 7 mice.  

  VHL MOXIFLOXACIN Student’s t-test 

Area (µm2) 177.50±9.65 375.9 ±58.41 p= 0.015* 

Perimeter (µm) 51.70±1.54 74.17±6.44 p= 0.015* 

Min Feret’s 
Diameter 12.16±0.23 18.15±1.62 p=0.010* 

Max Feret’s 
Diameter 20.94±0.89 30.08±2.78 p=0.020* 
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TABLE 2: Analysis of gastrocnemius fiber area, perimeter and Feret’s diameters in VHL and 
moxifloxacin treated delta 7 mice.  

  VHL MOXIFLOXACIN Student’s t-test 

Area (µm2) 259.10±57.54 314.00±32.41 p= 0.437 

Perimeter (µm) 60.32±5.95 68.35±3.74 p= 0.296 

Min Feret’s 
Diameter 15.07±1.68 16.56±0.59 p=0.433 

Max Feret’s 
Diameter 22.04±2.08 25.20±1.62 p=0.270 
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TABLE 3: List of primary and secondary antibodies used in immunofluorescence and 
immunocytochemistry experiments. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Model Antibodies Designation Reference Host Provider Dilution 

Motoneurons 

Primary 

Islet1 AF1837 Goat R&D systems 1:500 
Tubulin β III (Tuj1) 801201 Mouse Biolegend 1:1000 
Tubulin β III (Tuj1) PRB-435P Rabbit Biolegend 1:1000 

Myosin Heavy Chain (MF20) MF20 Mouse DSHB 1:200 
Acetylocholine receptor (AchR) mAB 35 Rat DSHB 1:350 

SMN Sc-32313 Mouse Santa Cruz Biotechnology 1:200 

Secondary 

Donkey anti-mouse IgG(H+L) alexa fluor 488 A-21202  Thermo Fisher Scientific 1:1000 
Donkey anti-mouse IgG(H+L) alexa fluor 647 A-31571  Thermo Fisher Scientific 1:1000 
Donkey anti-goat IgG(H+L) alexa fluor 568 A-11057  Thermo Fisher Scientific 1:1000 

Donkey anti-rabbit IgG(H+L) alexa fluor 647 A-31573  Thermo Fisher Scientific 1:1000 
Donkey anti-rat IgG(H+L) alexa fluor 488 A-21208  Thermo Fisher Scientific 1:1000 

SMA delta 7 
mice 

Primary 

Neurofilament H (NF-H) SMI32 801702 Mouse BioLegend 1:1000 
Cleaved Caspase 3 (Asp175) 9661 Rabbit Cell Signaling Technology 1:400 

Glial Fibrillary Acidic Protein (GFAP) Z0334 Rabbit DAKO Cytomation 1:500 
Neurofilament 145 kDa Antibody, CT, clone 

3H11 MAB1621 Mouse Sigma-Aldrich 1:100 

Secondary 

Cy™2 AffiniPure Donkey Anti-Mouse IgG 
(H+L) AB_2340826  Jackson ImmunoResearch 1:400 

Cy™2 AffiniPure Donkey Anti-Rabbit IgG 
(H+L) AB_2340612  Jackson ImmunoResearch 1:400 

Cy™3 AffiniPure Donkey Anti-Mouse IgG 
(H+L) AB_2340813  Jackson ImmunoResearch 1:400 

Cy™3 AffiniPure Donkey Anti-Rabbit IgG 
(H+L) AB_2307443  Jackson ImmunoResearch 1:400 
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DISCUSSION GENERALE 

Les différentes études menées lors de mon doctorat ont eu pour objectif de mieux 
comprendre les mécanismes impliqués dans la physiopathologie de la SMA, en me focalisant 
plus particulièrement sur ceux pouvant être impliqués dans la vulnérabilité sélective des 
motoneurones. Au cours de ce projet, j’ai pu ainsi focaliser mes recherches sur différents 
aspects :  

i) Dans un premier temps, j’ai pu participer au développement de modèles cellulaires 
humains in vitro, permettant de reproduire d’une par la sensibilité différentielle des 
motoneurones SMA, et d’autre part, évaluer l’impact de cette sensibilité différentielle sur leur 
communication avec la cible musculaire.  

ii) Ces outils cellulaires m’ont également permis d’étudier certains mécanismes 
moléculaires sous-jacents à cette vulnérabilité sélective des motoneurones spinaux dans la 
SMA.  

iii) Pour finir, je me suis également intéressée au potentiel de ces modèles cellulaires 
pour l’identification de nouvelles pistes thérapeutiques pharmacologiques pour la SMA.  

 
1. Potentiel des hPSC pour reproduire et mieux comprendre la sensibilité différentielle 

des motoneurones dans les maladies neuromusculaires 
 

• Génération des deux principaux sous-types de motoneurones dérivés d’hPSC  
 
Ces dernières années, des progrès considérables ont été réalisés dans le domaine des 

cellules souches pluripotentes permettant le développement de protocoles de différenciation 
sophistiqués, et d’accéder à des populations cellulaires de plus en plus spécifiques. Illustrant 
ces avancées, les protocoles permettant de différencier les cellules souches pluripotentes en 
neurones moteurs ont évolué de façon considérable. Les premiers protocoles ont été réalisés 
à partir de cellules souches pluripotent de souris (mESC), où l’exposition des mESC aux voies 
de signalisation Sonic Hedgehog (SHH) et à l’acide rétinoïque (RA), les facteurs ventralisant et 
caudalisant du système nerveux central (SNC) au cours du développement, permettaient 
d’obtenir des cultures de motoneurones spinaux (Allodi and Hedlund 2014; Wichterle et al. 
2002). Plus récemment, des sous-types de motoneurones ont pu être obtenus par la 
surexpression de certains facteurs de transcriptions. En effet, alors que l’expression forcée des 
trois facteurs de transcription, Ngn2, Isl1 et Lhx3, dans les mESC est suffisante pour 
programmer rapidement et efficacement l'identité des motoneurones spinaux, le 
remplacement de Lhx3 par Phox2a permet la génération de motoneurones craniaux (Mazzoni 
et al. 2013; Allodi et al. 2019; Pla et al. 2008). Illustrant ce point, Allodi et ses collègues ont 
récemment caractérisé ces populations distinctes de motoneurones à l'aide 
d'immunocytochimie, d'enregistrements électrophysiologiques et de séquençage d'ARN et 
ont permis de démontrer que ces motoneurones craniaux dérivés de mESC correspondait à 
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des neurones oculomoteurs et étaient similaires à leurs homologues chez l'homme (Allodi et 
al. 2019). De manière intéressante, cette population de neurones oculomoteurs correspond 
au sous-type de motoneurones retrouvés résistants face à la dégénérescence dans la SMA. 
Toutefois, ces approches de différenciation directe ont l’inconvénient de contourner les 
premières étapes développementales, étapes qui pourraient être primordiales dans la mise 
en place de pathologies. Afin de contourner ces limitations, notre groupe a identifié des 
conditions de culture particulières permettant de convertir des hPSC en sous-types de 
neurones, à savoir les motoneurones spinaux et craniaux, les interneurones spinaux et les 
neurones sensoriels (Maury et al. 2015). Plus récemment, le protocole permettant la 
génération de motoneurones spinaux a même été optimisé dans le but d’obtenir des sous-
type de motoneurones spinaux plus spécifiques, allant des motoneurones cervicaux, 
thoracique, lombaires et sacraux (Mouilleau et al. 2021). Bien que le protocole initial ait 
également permis la génération de motoneurones craniaux, son efficacité était de seulement 
50 % (Maury et al. 2015). Le premier objectif de mon travail de thèse a ainsi été d’optimiser 
ce protocole permettant de générer des motoneurones craniaux à partir d’hiPSC (Maury et al. 
2015), en jouant sur les temps et concentrations de différentes cytokines. Cette optimisation 
nous a permis de générer des proportions plus élevées de motoneurones craniaux (70%). Nous 
avons donc développé des protocoles permettant de reproduire de façon robuste et 
reproductible les deux sous-types principaux de neurones moteurs. Ces développements 
représentent un intérêt pour des applications de modélisation pathologique. La vulnérabilité 
sélective de certains sous-types neuronaux est une caractéristique des troubles 
neurodégénératifs tels que la maladie de Parkinson, la sclérose latérale amyotrophique (SLA) 
ou SMA. Ainsi, combiner l’utilisation des hiPSC issus de patients et leur différenciation ciblée 
en sous-types de motoneurones présentant une sensibilité différentielle devrait améliorer 
leur modélisation in vitro et permettre l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques. 
L’accès relativement rapide et efficace à plusieurs sous-types de motoneurones devraient 
faciliter les études comparatives en condition normal ou pathologique, telles que l’évaluation 
de la survie neuronale, de l’arborisation neuritique, des approches de génomique et 
protéomique  

 
• Développement d’un modèle humain in vitro de la communication entre le motoneu-

rone et la fibre musculaire  
 

Depuis les dix dernières années, des avancés remarquables ont été réalisées dans le 
développement de modèles NMJ in vitro. Pour la SMA, de nombreuses études ont révélé la 
présence d’atteintes de la NMJ, avant même la mort des motoneurones (Yoshida et al. 2015; 
Martínez-Hernández et al. 2014). Dans le but d’étudier ces atteintes dans un modèle in vitro 
humain, nous avons développé un système de co-culture permettant d’étudier la communi-
cation entre le motoneurone et sa cible musculaire pour la modélisation de maladies neuro-
musculaires. Nous avons pu démontrer que ce système associant des motoneurones dérivés 
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de hiPSC d’une part, et des cellules musculaires primaires ou immortalisées d’autre part, était 
fonctionnel et adapté à l’identification de phénotypes précoces de la SMA.  

Sur la base de la stratégie adoptée pour la SMA, ce même modèle d’étude a également 
été utilisé dans le cadre d’une autre pathologie, la dystrophie myotonique de type 1 (DM1). 
La DM1 a longtemps été décrite comme une maladie purement musculaire, mais il est désor-
mais suggéré qu’une atteinte des motoneurones serait détectée. Ainsi, plusieurs études ont 
décrit la présence de défauts de transmission synaptiques chez les patients (Bombelli et al. 
2016) ou encore l’observation de foci au niveau des noyaux des motoneurones (Wheeler et 
al. 2007). L’objectif de cette étude, menait par une autre étudiante en thèse au sein de 
l’équipe, avec laquelle j’ai pu travailler, Julie Tahraoui, était d’évaluer si la mutation DM1, et 
en particulier la perte de fonction des protéines Muscleblind (MBNL), pouvait affecter la com-
munication entre les motoneurones spinaux et leur cible musculaire (Figure 55). Cela a permis 
de proposer un premier modèle in vitro de communication neuromusculaire dans le cadre de 
la DM1. Parmi les résultats de cette étude, le défaut d’arborisation neuritique a été retrouvé 
dans les motoneurones DM1 (Marteyn et al. 2011) et MBNL KOs, suggérant un rôle important 
de ces protéines au niveau des mécanismes dérégulés dans les motoneurones DM1. Dans le 
but de définir si la mutation causale de la pathologie, et plus particulièrement la perte de 
fonction des protéines MBNL, pouvaient affecter la communication entre les motoneurones 
et leur cible musculaire, un modèle hybride a été utilisé avec différentes conditions de moto-
neurones co-cultivées en présence de cellules musculaires primaires saines. Ainsi, cette étude 
a pu montrer, par des analyses fonctionnelles, des altérations de la connectivité entre les deux 
types cellulaires, en observant notamment des défauts de clusterisation des AChR ainsi qu’une 
dérégulation du flux calcique dans les cellules musculaires lorsque celles-ci sont en présence 
de motoneurones dérivés d’hiPSC DM1 ou dérivés d’hiPSC MBNL KOs, avec généralement un 
phénotype plus sévère dans le cas de motoneurones DKO. De façon très intéressante, l’alté-
ration de l’activité calcique dans les myotubes des systèmes hybrides DM1 et MBNL DKO est 
inverse par rapport aux systèmes hybrides SMA et se traduit par une augmentation du nombre 
de pics calciques, ce qui pourrait s’apparenter à l’hyperexcitabilité de la fibre musculaire ob-
servée chez les patients DM1.  

Nous avons ainsi développé un modèle in vitro NMJ-like adapté à la modélisation 
pathologique de maladies neuromusculaires telles que SMA et DM1. Malgré ces évolutions, 
plusieurs défis demeurent, tels que le niveau de maturité du système, assimilé à un modèle 
développemental, et l’utilisation des cellules musculaires squelettiques primaires humaines, 
qui sont connues pour varier en fonction du donneur (Nikolić et al. 2017). Ainsi le 
développement d’un modèle humain dans lequel les composants neuronaux et musculaires 
sont dérivés du même individu est d'un grand intérêt pour la modélisation des maladies 
neuromusculaires génétiques. Avec le développement récent de protocoles permettant la 
conversion des hPSCs en cellules musculaires squelettiques (Caron et al. 2016; Pourquié et al. 
2018), il est possible de réaliser des co-cultures entre motoneurones et cellules musculaires 
squelettiques dérivées d’hiPSC issus d'un même donneur (Demestre et al. 2015; Maffioletti et 
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al. 2018; Mazaleyrat et al. 2020; Osaki et al. 2018; Picchiarelli et al. 2019; Puttonen et al. 2015).  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 55 : Modélisation pathologique de la Dystrophie Myotonique de type 1 (DM1) en co-
culture sur support micropatterné. A. Représentation schématique des conditions de co-culture 
hybrides utilisées dans l'étude. B,C. Quantification de la longueur neuritique (μm) (B) et de l’aire des 
myotubes (C) par pattern après 11 jours de co-culture. D,E. Images représentatives de 
l'immunomarquage AChR (vert) (D) et quantification de la taille moyenne par pattern des clusters 
AChR. Barre d'échelle : 10 μm. F. Quantification du nombre moyen d'ondes calciques enregistrées dans 
les cellules musculaires squelettiques primaires humaines par pattern et par minute après 11 jours de 
co-culture. Source : données Julie Tahraoui.  

 
Différents sous-types de motoneurones peuvent être dérivés de hPSC et étudiés dans 

notre modèle de co-culture. Nous pourrions ainsi imaginer utiliser différents types de cellules 
musculaires dérivés de hPSC (E. Kim et al. 2020). Cependant, notre faible connaissance des 
programmes géniques activés lors du développement de ces sous-types de progéniteurs 
myogéniques limite leur transposition en protocole de différenciation in vitro à partir de hPSC. 
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L’équipe du Dr. Shahragim Tajbakhsh à l’Institut Pasteur tente de mieux comprendre ces 
mécanismes et à récemment publié des travaux montrant que les muscles du cou se 
développent indépendamment de ceux de la tête et du tronc sous le contrôle d’un programme 
moléculaire activé précocement lors du développement (Heude et al. 2018). Ces recherches 
apportent des éléments nouveaux dans la compréhension des atteintes musculaires 
différentielles. L’approche par l’utilisation des hPSC doit être approfondie pour déterminer la 
faisabilité de générer un tel niveau de spécification de nos modèles in vitro.   

Un des enjeux majeurs concernant ces modèles in vitro de NMJ est le niveau de 
maturité obtenu (Bakooshli et al. 2019; Maffioletti et al. 2018; Osaki et al. 2018; Santhanam 
et al. 2018). Bien que relativement court avec une durée moyenne de 2 semaines, la durée de 
la co-culture est toutefois limitée par la contraction des cellules musculaires primaires sur les 
micropatterns provoquant un détachement du système de co-culture. Dans l’objectif de 
garder ces co-cultures plus longtemps, l’utilisation de nouveaux hydrogels développés 
récemment et plus innovants pourraient permettre d’améliorer ce point (Santoso and McCain 
2020). Une autre alternative pourrait être l’utilisation de puces microfluidiques permettant de 
compartimenter les motoneurones d’une part, et les cellules musculaires d’autres part, sur un 
coating spécifique du type cellulaire (de Jongh et al. 2021; Zahavi et al. 2015). Plus récemment, 
un nouveau système appelé « assembloïde » pour l’assemblage des trois organoïdes générés 
à partir de hPSC, a montré des résultats intéressants en termes de maturité et de 
fonctionnalité mais la durée de culture demande plusieurs centaines de jours (Andersen et al. 
2020). De plus, jusqu'à présent, l'intégration des cellules de Schwann (SCs) dans ces modèles 
de NMJ a été limitée en raison de contraintes techniques. En effet, l’accès et le maintien en 
culture des SCs primaires sont difficiles, et aujourd’hui seuls quelques protocoles de 
différenciation des SCs à partir des hPSC sont disponibles, dont la plupart n’offrent que de 
faibles rendements cellulaires, nécessitant des étapes de tri cellulaire (Huang et al. 2020; Liu 
et al. 2012; Ziegler et al. 2011). A ce jour, aucune étude n'a montré l'intégration spécifique de 
SCs dérivés de hiPSC dans un modèle de NMJ humain. Cependant, il a récemment été montré 
que l'inclusion de SCs dérivés de hiPSC dans des expériences de co-culture avec des 
motoneurones dérivés de hiPSC et des myoblastes C2C12 améliorait la maturité de la co-
culture, comme le montre la croissance accrue des myotubes ainsi que la taille et le nombre 
des AChR sur les myotubes (Hörner et al. 2021). Faustino Martins et ses collègues ont 
développé une stratégie élégante pour dériver des organoïdes neuromusculaires des hiPSC, 
sur une période de 50 à 100 jours (Faustino Martins et al. 2020). Ces organoïdes présentaient 
une morphologie allongée avec du tissu neural d'un côté et des cellules musculaires de l'autre. 
Dans ce système, ils ont montré l'apparition de cellules positives pour le marqueur de SCs, 
S100b, et ont confirmé par microscopie électronique la présence de terminaisons nerveuses 
présynaptiques contenant des vésicules synaptiques et des zones actives. De plus, ces NMJ 
étaient fonctionnels, comme en témoigne la détection de la contraction musculaire après 50 
jours de culture.  
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2. Sensibilité différentielle des motoneurones et de leur connectivité avec la fibre mus-

culaire dans la SMA  
 
• Mise en évidence de la sensibilité différentielle des motoneurones dans les modèles 

animaux SMA 
 

Les motoneurones α de la corne antérieure de la moelle épinière représentent le type 
cellulaire le plus touché dans la SMA (Hausmanowa-Petrusewicz et al. 1968; Kariya et al. 2008; 
Marshall and Duchen 1975; Mentis et al. 2011; Powis and Gillingwater 2016). Toutefois, on ne 
sait toujours pas pourquoi ces motoneurones présentent une vulnérabilité particulière dans 
la SMA (Hamilton and Gillingwater 2013). De manière encore plus surprenante, il a été 
démontré à plusieurs reprises qu'une sensibilité différentielle existait entre des pools de 
motoneurones innervant des muscles distincts. En effet, la SMA se caractérise, chez le patient, 
par une faiblesse des muscles proximaux résultant d’une perte des motoneurones de la moelle 
épinière. Toutefois, certains muscles, tels que le diaphragme, le muscle buccinateur, et la 
langue, semblent relativement épargnés chez les patients (Kariya et al. 2008; Munsat and 
Davies 1992). Mieux comprendre les mécanismes régissant cette vulnérabilité sélective, 
dépendants de SMN ou non, offrirait le potentiel de révéler de nouvelles cibles 
thérapeutiques, avec une pertinence potentielle pour d'autres troubles neurodégénératifs où 
la vulnérabilité sélective de certains motoneurones est également présente. 

Dans le but de mieux caractériser ces atteintes, différentes études se sont basées sur 
l’utilisation de modèles animaux SMA et particulièrement les modèles murins. Il a ainsi été 
montré que certains pools de motoneurones se sont particulièrement vulnérables à la 
dégénérescence, comme ceux innervant des muscles abdominaux, associés à des niveaux 
élevés de dénervation de NMJ, alors que d'autres regroupements de motoneurones chez le 
même animal pouvaient rester intacts, comme ceux innervant des muscles crâniens (Ling et 
al. 2012; Murray et al. 2008). Cette observation soutient l'hypothèse qu'un sous-ensemble de 
motoneurones possèderait des caractéristiques intrinsèques uniques qui les protègent ou au 
contraire les fragilisent (Murray et al. 2015). Ling et al., ont réalisé une analyse approfondie 
d'environ 20 muscles dans le modèle murin SMN∆7 et ont trouvé une dénervation sévère et 
sélective dans de nombreux muscles axiaux et plusieurs muscles appendiculaires au stade 
terminal de la maladie. Ces muscles étant composés de différents types de fibres musculaires 
et non spécifiques à un emplacement corporel, cette étude suggère que la susceptibilité à la 
dénervation semble attribuée aux propriétés intrinsèques de la cellule (Ling et al. 2012; 
Thomson et al. 2012). D’autres études, plus récentes, ont permis de confirmer ces premières 
observations, en décrivant à leur tour une sensibilité différentielle suivant les pools de 
motoneurones dans le modèle de souris SMNΔ7 (Murray et al. 2015; Nichterwitz et al. 2020) 
et le modèle zebrafish SMA (Boyd et al. 2017).   
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A ce jour, toutes les études qui se sont intéressées à évaluer la sensibilité différentielle 
des motoneurones dans la SMA, se sont basés sur l’utilisation de modèles animaux SMA. Ainsi, 
par l’utilisation combinée des modèles de motoneurones dérivés des hPSC issus de patients 
SMA et contrôle, et du système de co-culture, l’objectif était d’évaluer cette sensibilité diffé-
rentielle dans un modèle in vitro humain SMA. Cette étude nous a permis de démontrer d’une 
part la dégénérescence sélective des motoneurones spinaux SMA. En effet, alors que les mo-
toneurones spinaux SMA montrent une sensibilité accrue à la dégénérescence médiée par 
l’apoptose à partir de 24 jours de culture, les motoneurones craniaux SMA révèlent une cer-
taine résistance, et ce même après plusieurs semaines de culture. De façon intéressante, le 
modèle de co-culture SMA, en présence de motoneurones spinaux SMA, révèle des signes 
pathologiques au niveau de la NMJ, défauts qui apparaissent avant même le phénotype de 
mort sélective des motoneurones spinaux SMA. Cela se traduit par une diminution des clusters 
de AChR et une diminution du nombre de pics calcique. Ces résultats sont en accord avec 
différentes études SMA montrant des défauts de maturation des NMJ. En effet, Kariya et al., 
ont démontré que 50 % des NMJ sont immatures, contre 10 % des témoins dans un modèle 
de souris SMA où la forme fœtale des AChR (γ-AChR) est retrouvée à des stades de dévelop-
pement tardifs (Kariya et al. 2008). Plus récemment, une diminution de la surface des AChR, 
du nombre de perforations, et une expression accrue des sous-unités fœtales γ-AChR ont été 
décrits dans des modèles humains dérivés de patientes SMA de type I (Harding et al. 2015; 
Yoshida et al. 2015). Pour des raisons que l’on ignore aujourd’hui, ces signes pathologiques ne 
sont pas retrouvés dans les conditions de motoneurones craniaux dérivés de hiPSC SMA. Ainsi, 
des analyses plus approfondies, pour mieux clarifier les défauts moléculaires, fonctionnels et 
temporels, affectant spécifiquement les motoneurones spinaux SMA, permettront d'identifier 
de nouvelles cibles thérapeutiques pour la SMA. 

 
• La vulnérabilité des motoneurones dans la SMA peut-elle être seulement expliquer par 

une diminution d’expression de SMN ?  
 
Bien qu’exprimée de manière ubiquitaire, la protéine SMN est retrouvée à des niveaux 

systématiquement plus élevé dans les tissus du SNC, suggérant un besoin plus élevé de la 
protéine SMN dans les tissus neuronaux par rapport aux autres tissus (Groen et al. 2018; Sleigh 
et al. 2011). Les mécanismes potentiels sous-jacents à la sensibilité des motoneurones 
incluent une éventuelle hétérogénéité des niveaux de SMN (Rodriguez-Muela et al. 2017). En 
effet, en se basant sur des motoneurones dérivés de mESC et de hiPSC SMA, Rodriguez-Muela 
et ses collègues démontrent qu’au sein des motoneurones, tous n’expriment pas les mêmes 
niveaux de protéine SMN et suggèrent que ceux exprimant les niveaux les plus faibles sont les 
plus susceptibles de dégénérer. D’autre part, Ruggiu et ses collègues suggèrent que cette 
sensibilité serait corrélée avec le défaut d’inclusion de l’exon 7 de SMN2 qui semble plus 
important dans les motoneurones de souris SMA par rapport à d'autres cellules de la moelle 
épinière (Ruggiu et al. 2012). Toutefois, une analyse plus poussée a été réalisée pour 
déterminer si les différences d’épissage de SMN2 pouvaient expliquer cette sensibilité 
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différentielle (Nichterwitz et al. 2020). Pour cela, les niveaux d'expression de l’ARNm de SMN2 
pleine longueur ont été évalués dans différents motoneurones vulnérables et résistants 
obtenus à partir de souris SMNΔ7. Les résultats de cette étude démontrent que la vulnérabilité 
différentielle des sous-types de neurones étudiés ne s'explique pas par des différences 
d'efficacité d'épissage de l'exon 7. Connaissant la variabilité des niveaux de protéines SMN qui 
peut être présente entre les tissus dérivés de patients SMA ou les modèles de souris SMA 
(Groen et al. 2018), ces considérations soulignent la nécessité de confirmer ces derniers 
résultats dans un modèle humain SMA. Ainsi dans notre étude, la génération des deux 
principaux sous-types de motoneurones spinaux et craniaux, dérivés des hiPSC de patients 
SMA et contrôle, nous a permis de démontrer que les motoneurones craniaux SMA, bien 
qu’exprimant des niveaux similaires en ARNm et protéine SMN que les motoneurones spinaux 
SMA, ne présentent pas de signe de dégénération. Ces données justifient donc la nécessité 
d’entreprendre des analyses comparatives plus approfondie pour identifier les mécanismes 
intrinsèques cellulaires de la vulnérabilité sélective dans la SMA. 

 
• Quels peuvent être les mécanismes moléculaires à l’origine d’une vulnérabilité diffé-

rentielle des motoneurones dans la SMA ?  
 
Dans le but d’identifier des voies moléculaires pouvant expliquer la dégénérescence 

des motoneurones dans la SMA, plusieurs études ont réalisé des analyses transcriptomiques 
sur des motoneurones dérivés d’hPSC de patients (Ng et al. 2015; Rizzo et al. 2019), ou des 
moelles épinières entières isolées de souris SMA (Bäumer et al. 2009; Staropoli et al. 2015; 
Zhang et al. 2013; 2008), en comparaison avec des contrôles sains. Ces analyses transcripto-
miques ont permis d’identifier des dérégulations associés à différentes voies de stress cellu-
laires tels que le stress oxydatif, les dommages à l’ADN, la réponse UPR associé au stress du 
réticulum endoplasmique (RE) et à l’apoptose (Bäumer et al. 2009; Ng et al. 2015; Rizzo et al. 
2019; Staropoli et al. 2015; Zhang et al. 2013; 2008). En effet, Lee Rubin et son équipe ont 
signalé que les motoneurones SMA exprimaient des niveaux élevés de gènes apoptotiques 
ainsi que des gènes impliqués dans la voie de stress du RE. Plus particulièrement, leur étude 
suggère que la réponse UPR (unfolded protein response) serait sélectivement activée dans les 
motoneurones dont le niveau de protéine SMN est insuffisant, entraînant la dégénérescence 
de ces cellules. Ces résultats sont toutefois assez surprenants car la SMA n’est pas une maladie 
neurodégénérative caractérisée par la formation d’agrégats dues à des protéines mal confor-
mées. D’autre part, le Dr. Frédéric Charbonnier et son équipe ont précédemment démontré 
que l'augmentation de l'activité des motoneurones, soit physiologiquement à l'aide d'exercice 
physique (Biondi et al. 2008) soit pharmacologiquement à l'aide d'agonistes des récepteurs 
NMDA (Biondi et al. 2010), stimule l'expression de SMN et favorise la survie des motoneurones 
dans un modèle de souris SMA sévère. De plus, l’analyse transcriptomique de moelle épinière 
de souris SMA traitées par véhicule ou par NMDA a permis de mettre en évidence l’activation 
de la réponse UPR après traitement au NMDA (Biondi et al. 2010). Cette divergence apparente 
les a incités à explorer le statut de la réponse UPR dans différents modèles in vivo de souris, 



 

 235 

et in vitro humain. Dans cette optique, une collaboration s’est formée dans le but d’évaluer la 
réponse UPR dans notre modèle de motoneurones dérivés d’hiPSC contrôle, SMA et rescue 
(Figure 56 - Annexe 1). La réponse UPR implique l’activation de trois protéines transmembra-
naires du RE : PERK (PKR-like ER-associated protein kinase), ATF6 (activating transcription fac-
tor-6) et IRE1 (inositol-requiring enzyme-1) (Hetz 2012). L’activation de ces trois protéines né-
cessite leur dissociation de la protéine chaperon BiP/GRP78 qui les maintient dans un état 
inactif dans les membranes du RE. L’arrivée de protéines dans la lumière du RE entraîne la 
dissociation de BiP/GRP78 qui va s’associer aux protéines en cours de repliement permettant 
ainsi l’activation de la voie UPR. Cette étude rapporte que la branche IRE1α/XBP1 de l’UPR est 
perturbée dans la SMA, avec une activation de IRE1α associée à une diminution de l'expres-
sion du facteur XBP1s. Cette étude a ainsi permis d’identifier la déplétion en XBP1s comme un 
facteur contributif dans la pathogenèse de la SMA. La restauration de XBP1s favorise l'expres-
sion de SMN in vitro et in vivo et la survie des motoneurones dans la moelle épinière de souris 
SMA sévère. Ainsi, les données de cette étude contredisent ceux obtenus par Ng et ses col-
lègues, où ils rapportent que l'ARNm de XBP1s est retrouvé surexprimé dans leur motoneu-
rones SMA (Ng et al. 2015). Cependant, ces données n'ont pas été confirmées dans le modèle 
de souris SMA qu'ils ont utilisé (Ng et al. 2015), ni dans une étude ultérieure basée sur une 
analyse transcriptomique  de motoneurones dérivés de hiPSC SMA versus contrôle (Rizzo et 
al. 2019). Ces résultats contradictoires peuvent être expliqués par l’utilisation de protocoles 
de motoneurones dérivés d’hPSC différents. En effet les deux autres études se basent, mais 
de façon différente, sur l’obtention de populations de motoneurones par tri cellulaire, ce qui 
peut entraîner un certain biais de sélections. Ces différentes études transcriptomiques ont 
ainsi permis d’identifier des voies pouvant être altérées dans les motoneurones SMA en com-
paraison avec des motoneurones sains, mais ne permettent pas d’expliquer comment la perte 
d’une protéine exprimée de manière ubiquitaire peut induire la dégénérescence spécifique 
dans un sous-type de motoneurones.  
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Figure 56 : Les motoneurones dérivés des hiPSC SMA montrent un défaut d'épissage de 
XBP1. (A,C) Quantification par RT-qPCR de IRE1α, XBP1u et XBP1s, normalisés sur PPIA dans les MN 
WT, SMA et RESCUE après 14 (A) ou 24 jours de différenciation (C). (B, D) Quantification par western 
blot de p-IREα, IRE1α et XBP1s, dans des MN j14 (B) et et j24 (D). Les données sont exprimées en 
moyenne ±SD, * p< 0,05, test T Post Hoc Mann-Whitney Test. 
 

Afin de répondre à cette questions, quelques études se sont récemment intéressées 
aux changements transcriptionnels entre des populations de neurones SMA présentant des 
degrés de vulnérabilité différents obtenus à partir de modèle animaux SMA (Murray et al. 
2015; Nichterwitz et al. 2020; Boyd et al. 2017). La première de ces études s’est intéressée à 
comparer le profil transcriptionnel de populations de motoneurones innervant des groupes 
de muscles distincts : ceux innervant les muscles abdominaux correspondant au motoneu-
rones vulnérables, et ceux innervant les muscles craniaux, correspondant aux motoneurones 
résistants. En utilisant le modèle de souris Smn2B/- à un stade pré-symptomatique, cette étude 
révèle une augmentation sélective et précoce des voies de réponse au stress médiée par P53 
dans les motoneurones vulnérables par rapport aux motoneurones résistants (Murray et al. 
2015). Cependant, une autre analyse transcriptionnelle, plus récente et basée sur l’utilisation 
d’un autre modèle murin, le modèle murin SMNΔ7, a révélé qu’indépendamment de leur vul-
nérabilité, tous les motoneurones SMA présentent une activation des voies de signalisation 
P53 associées aux dommages à l'ADN et à la mort cellulaire (Nichterwitz et al. 2020). De plus, 
cette étude confirme que le niveau d’expression de Smn ne semble pas corréler avec la vulné-
rabilité différentielle des différents types de motoneurones étudiés. Ensemble, ces résultats 
suggèrent que l’activation de la voie P53 pourrait être induite par la perte de SMN dans les 
motoneurones SMA mais elle n’explique pas la dégénérescence sélective d’un sous-type de 
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motoneurones. Selon cette étude, les motoneurones oculaires seraient résistants par l’activa-
tion de facteurs impliqués dans la survie neuronale, tels que Gdf15, Chl1 et Lif, et la libération 
de neurotransmetteurs, Syt1, Syt5 et Cplx2. Bien que léger, ils confirment l’effet protecteur 
du GDF15 après traitement des motoneurones spinaux dérivés de hiPSC.  

La génération des deux sous-types de motoneurones craniaux et spinaux dérivés des 
hiPSC issus de patients SMA et contrôles nous ont permis de réaliser une analyse transcripto-
mique à différents temps : J14, soit avant la mort sélective des motoneurones spinaux SMA ; 
et J24 lorsqu’on peut observer la sensibilité différentielle des motoneurones SMA. Les pre-
miers résultats de l’analyse comparative ont révélé un enrichissement de gènes impliqués 
dans la projection des neurones, la guidance axonale, le transport des vésicules synaptiques 
mais également les voies de stress cellulaire, tels que l’apoptose. Ces résultats concordent 
avec des études précédemment effectuées sur différents modèles SMA, y compris la dérégu-
lation de GRIA1 et GRIA2, qui codent des sous-unités centrales des récepteurs du glutamate 
de type AMPA qui sont essentiels pour les synapses excitatrices glutamatergiques (Rizzo et al. 
2019; Zhang et al. 2013). D’autre part, les gènes UNC5, NRXN3 et SEMA6A semblent être in-
téressants car ils sont tous impliqués dans la neurotransmission et la croissance neuritique 
(Poliak et al. 2015; Rizzo et al. 2019; Welby et al. 2021). De manière intéressante, nous avons 
trouvés certains transcrits dérégulés spécifiquement dans la condition motoneurones spinaux 
SMA qui ont déjà identifié dans d'autres modèles SMA, tels que Neuritin 1 (NRN1), Plastin 3 
(PLS3) et Neurocalcin Delta (NCALD) (Akten et al. 2011; Jiang et al. 2019; Oprea et al. 2008; 
Riessland et al. 2017; Yener et al. 2017). Ces résultats suggèrent que la sensibilité des moto-
neurones spinaux pourrait être expliquée par la régulation transcriptionnelle de certains 
gènes importants pour le maintien d'une synapse neuromusculaire fonctionnelle. De plus, 
l’analyse transcriptomique a permis de mettre en évidence des gènes impliqués dans la survie 
neuronale tels que des gènes associés au stress oxydatifs (ENC1, PRDX1), et aux voies de si-
gnalisation apoptotique (RPH3A, BCL2) et neurotrophique (NTRK1, NTRK3, GFRA2). Nous 
avons également montré la dérégulation de PRDX1. Fait intéressant, ce gène a récemment été 
démontré comme un régulateur de la voie de signalisation JNK (Jezierska-Drutel et al. 2019). 
D’autre part, bien que la différence soit dans la limite significative, le gène GDF15 initialement 
identifié dans l’étude de Nichterwitz et al., apparaît différentiellement exprimés entre les 
motoneurones craniaux et spinaux dans la condition SMA. 

Dans le but de poursuivre l’analyse de cette étude transcriptomique, et d’étudier plus 
en détails la fonction de ces gènes retrouvés dérégulés spécifiquement dans les 
motoneurones vulnérables SMA, une étudiante en Master 2 arrivée récemment dans l’équipe 
continue ce travail. L’objectif sera tout d’abord de sélectionner des gènes pertinents, de les 
valider au niveau ARNm par des analyses de qPCR puis au niveau protéique par Western-Blot. 
Dans un second temps, le but sera d’étudier la contribution fonctionnelle de ces gènes, ainsi 
des expériences de perte de fonction dans les motoneurones craniaux SMA pourront être 
réalisées et analysé dans le modèle de co-culture.  
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Ces modèles in vitro humain pourraient être étendus à l’étude d’autres maladies neu-
romusculaires telles que la sclérose latérale amyotrophique (SLA). En effet, la SLA aussi pré-
sente une sensibilité différentielle des motoneurones (Comley et al. 2016; Nijssen et al. 2017; 
Nimchinsky et al. 2000). Cette sensibilité différentielle a été attribuée aux propriétés intrin-
sèques des cellules (Allodi et al. 2016; Brockington et al. 2013; Comley et al. 2015; Hedlund et 
al. 2010; Kaplan et al. 2014). Il serait ainsi intéressant d’étudier cette sensibilité différentielle 
dans un modèle humain in vitro. De plus, il a été suggéré que plusieurs types de cellules con-
tribuaient à la dégénérescence des motoneurones dans des modèles de souris SLA, y compris, 
par exemple, les astrocytes (Yamanaka et al. 2008), la microglie (Boillée et al. 2006) et les 
oligodendrocytes (Kang et al. 2013). Ainsi, la génération de sous-types de motoneurones SLA 
humain in vitro permettrait d’étudier leur rôle dans la vulnérabilité sélective de la SLA en vue 
d’identifier des voies moléculaires responsables de la résistance des neurones oculomoteurs. 

 
3. Identification de nouvelles pistes thérapeutiques pour la SMA  

 
• Quel est l’intérêt d’aller vers du repositionnement pour la SMA ?   

 
Les prix de certains nouveaux médicaments ont suscité de nombreux débats publics à 

travers le  monde (Kesselheim et al. 2016). Au cœur de ces débats, se trouve l'ampleur des 
investissements nécessaires en recherche et développement (R&D) par les industries 
pharmaceutiques pour mettre de nouveaux médicaments sur le marché (Morgan et al. 2011). 
En 2020, Wouters et ses collègues ont estimé les coûts moyens de R&D pour fournir un 
nouveau médicament, par domaine thérapeutique, à l'aide de données publiques 
communiquées par les industries pharmaceutiques (Tableau 14) (Wouters et al.  2020). Ils ont 
ainsi estimé à plus de 1 milliard de dollars USD les coûts de R&D pour délivrer un composé 
pour une maladie du système nerveux. Avec des coûts de développement aussi élevés, le prix 
de ces nouvelles thérapies peut atteindre des records, comme par exemple le Zolgensma, le 
traitement de thérapie génique pour la SMA, qui est vendu à 2,125 millions de dollars 
l'injection unique.  

 
 
 
 
 
 
 

 
Tableau 14 : Coûts moyens et médians nécessaires pour la recherche et le développement 
de nouveaux composés thérapeutiques par domaine thérapeutique (Wouters, McKee, and 
Luyten 2020). 
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Dans ce contexte, le repositionnement de médicament permet d’augmenter le spectre 
d’application d’une molécule, de simplifier les procédures réglementaires pour obtenir une 
autorisation de mise sur le marché (puisque les études toxicologiques ont déjà été effectués, 
il n’est pas systématiquement nécessaire d’en refaire), et de réduire le coût de production. Le 
repositionnement de médicaments englobe trois concepts : (i) les autorisations par extension 
de gamme où des médicaments approuvés pour une indication sont développés pour des 
indications supplémentaires ; (ii) le repositionnement de molécules déjà autorisées et 
commercialisées ou en cours d'essais cliniques pour une autre utilisation ; (iii) le sauvetage de 
médicaments, pour des molécules ayant déjà suivi un développement clinique mais qui ont 
été abandonnées (en raison, par exemple, d’un problème d’efficacité ou de toxicité) et sont 
redirigées vers de nouvelles indications. Pour ces molécules repositionnables, les dossiers 
d’informations précliniques et cliniques sont déjà existant et permettent une autorisation de 
mise sur le marché, pour la nouvelle indication, beaucoup plus rapide. De ce fait, cela permet 
également de réduire drastiquement les coûts de développement de ces médicaments 
repositionnables. Certains estiment que jusqu'à 75% des médicaments pourraient être 
repositionnés (Nosengo 2016). Un des premiers exemples de repositionnement est l’aspirine, 
repositionnée dans les années 1970, en tant qu’antiagrégant plaquettaires pour empêcher la 
formation de caillots sanguins. Le sildénafil (Viagra) est également fréquemment cité, alors 
qu’il était en cours de développement pour traiter l'hypertension, il a été repositionné pour 
le traitement des troubles érectiles par le laboratoire pharmaceutique Pfizer. Un autre 
antihypertenseur, le minoxidil, développé par Upjohn Company (Pfizer), a été repositionné 
avec succès pour traiter la chute des cheveux. Soulignons ici que la démarche de 
repositionnement d’un médicament n’est pas forcément réalisée par le laboratoire qui a 
initialement commercialisé la molécule. Toutefois, l’un des inconvénients est que les 
médicaments repositionnés ont une protection intellectuelle moins intéressante. En effet, les 
molécules commercialisées ont déjà fait l’objet d’un brevet d’invention. Dans le cadre d’un 
repositionnement, elles ne peuvent plus faire l’objet que d’un brevet d’application dans une 
nouvelle indication. Or, la protection qui en découle est moins forte que celle conférée par un 
brevet d’invention. De plus, le gain de temps n’est pas toujours aussi important. Dans le cadre 
de la maladie d’Alzheimer, une quinzaine d’essais sont encore en phase III. Citons par exemple 
l’anticancéreux masitinib, le losartan très utilisé comme antihypertenseur, ou encore la 
metformine un antidiabétique oral. La metformine a également été identifiée par I-STEM 
comme potentiellement repositionnable pour le traitement de la DM1 (Laustriat et al. 2015), 
un essai de phase III a été lancé en Italie.  
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Figure 57 : Les méthodes de criblage (DS) et de repositionnement de composés (DR) comme 
approches dans la recherche thérapeutique pour la SMA (Menduti et al. 2020). 
 

Pour la SMA, il est communément admis que les thérapies actuelles, visant à 
augmenter les niveaux de protéine SMN, présentent un bénéfice thérapeutique important 
dans le traitement de la maladie. Néanmoins, ces traitements présentent des limitations 
importantes telles que : i) le caractère invasif de la voie d'administration (dans le cas de 
Nusinersen) ; ii) des effets secondaires plus ou moins sévères (Gidaro and Servais 2019) ; iii) 
leur coût et leur accessibilité commerciale (Hoot 2019; Malone et al. 2019; Rao et al. 2018) ; 
iv) lorsque le déclin neuromusculaire est déjà établi, il reste difficile de savoir si les traitements 
induisant l’expression de SMN pourront être efficaces, et ceux pour l’ensemble des patients 
atteints de SMA. Par conséquent, la nécessite d’identifier de nouvelles pistes thérapeutiques, 
dépendante ou indépendante de SMN, avec un régime d'administration moins invasif, plus 
abordable, et ayant la capacité de franchir la barrière hémato-encéphalique, demeure pour la 
SMA. Dans ce but, deux méthodes sont utilisées pour identifier de nouveaux médicaments : 
le criblage et le repositionnement de médicaments. (Figure 57). Le repositionnement de 
molécule a déjà permis d’identifier différents médicaments comme potentiellement pertinent 
pour la SMA (Tableau 15). Ces molécules ont été classées sur la base de leur mécanisme 
d’action, SMN dépendant ou SMN indépendant. Cependant, aucun de ces composés n’a pour 
l’instant abouti à une autorisation de mise sur le marché.  
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Tableau 15 : Liste des composés repositionnés découverts pour le traitement de la SMA. 
Adapté de (Menduti et al. 2020). 
 

Évaluer le potentiel de composés repositionnables pour la SMA s’est initialement 
présenté à nous comme une option. En effet, le Pr. Ruben Artero et son équipe (Université de 
Valence, Espagne) venait d’identifier des composés repositionnables, dont la moxifloxacine, 
comme capables d’augmenter l’inclusion de l’exon 7 de SMN2 dans un modèle de drosophile 
(Konieczny and Artero 2020). Dans le but de valider ces composés hits dans d’autres modèles : 
in vitro humain SMA (fibroblastes, cellules musculaires, motoneurones dérivés d’hiPSC, co-
culture de motoneurones et cellules musculaires), et in vivo de souris SMA, le Pr. Ruben Artero 
nous a proposer de montrer une collaboration avec l’équipe du Dr. Marina Boido (Université 
de Turin, Italie). Ce travail nous a permis de démontrer, d’une part la pertinence de nos 
modèles pour la validation de composé repositionnable pour la SMA, avec la moxifloxacine en 
tant que nouvelle famille de médicaments pour traiter cette maladie. D’autre part, ce travail 
a également abouti au dépôt d’un brevet pour le composé GT5 (EP-08658). Dans l’optique de 
pouvoir optimiser l’effet tout en diminuant la dose, nous avons également évaluer le potentiel 

Molecular
mechanism Compound Molecular class Original target disease Clinical trial phase Ref. And/or clinical trial

Direct and indirect 
modulation of SMN2 

transcription

Sodium butyrate Organic sodium salt - Recruiting-clinical trial for diabetes mellitus, type 1 Chang et al. (2001)

Sodium phenylbutyrate Sodium butyrate analogue Urea cycle disorder FDA-approved; Completed-clinical trial in SMA Andreassi et al. (2004);

Valproic acid Synthetic derivative of propylpentanoic acid Seizures; status epilepticus; bipolar disorder; migraine; 
schizophrenia

FDA-approved Kissel et al. (2011); 

Trichostatin A (TSA) Natural derivative of dienohydroxamic acid Mycosis Recruiting-clinical trials for tumors, Avila et al. (2007)

Vorinostat (SAHA) Synthetic hydroxamic acid derivative Cutaneous T-cell lymphoma FDA-approved Hahnen et al. (2006)

Panobinostat (LHB589) Cinnamic hydroxamic acid analogue Multiple myeloma FDA-approved Garbes et al. (2009)

Celecoxib Cyclo-oxygenase 2 inhibitor Osteoarthritis, rheumatoid arthritis FDA-approved; Recruiting-phase II clinical trial for SMA NCT02876094

Hydroxyurea
(Hydroxycarbamide)

Ribonucleoside diphosphate reductase
inhibitor

Chronic myelogenous leukemia; FDA-approved; Three completed-clinical trial for SMA Grzeschik et al. (2005); 

Aclarubicin Oligosaccharide anthracycline antineoplastic
antibiotic

Acute myeloid leukemia FDA-approved Andreassi et al. (2001)

Moxifloxacin Synthetic fluoroquinolone antibiotic CNS infections FDA-approved Konieczny and Artero (2020)

Rigosertib Synthetic benzyl styryl sulfone analogue Chronic myelomonocytic leukemia Currently in phase III clinical trial for chronic
myelomonocytic leukemia

Son et al. (2019); 

Indoprofene (K4277) Cyclooxygenase (COX) inhibitor — Recalled from the market Kim et al. (2020)

Cell death and 
degradation

pathways

Levetiracetam Pyrrolidine Seizures FDA-approved Ando et al. (2019); 

Liuwei dihuang extract Chinese herbal formula Kidneys, liver and asthma; geriatric diseases — Tseng et al. (2017)

Bortezomib Dipeptide boronic acid analogue Multiple myeloma FDA-approved Foran et al. (2016)

Edaravone Pyrazolone Amyotrophic lateral sclerosis FDA-approved Sun et al. (2019)

L-carnitine Amino acid derivative Primary and secondary carnitine deficiency; end-stage 
renal disease

FDA-approved; Phase II clinical trial for treatment with
valproic acid in SMA

Kissel et al. (2011); 

Mitochondrial-
pathways Olesoxime Cholesterol-like structure Amyotrophic lateral sclerosis Completed phase III clinical trial for ALS; phase II 

clinical trial for SMA Bordet et al. (2007); 

Cytoskeleton 
dynamics, endocytic 
pathway and channel 

modulators

Fasudil Heterocyclic aromatic organic compound Cerebral vasospasm; cerebral ischemic symptoms PMDA approved in Japan Bowerman et al. (2012)

Fampiridine Aromatic amine Multiple sclerosis FDA-approved; Completed-phase III clinical trial in SMA Sleigh et al. (2011)

Reldesemtiv (CY 5021) Small molecule Chronic obstructive pulmonary disease; amyotrophic
lateral sclerosis

Currently in phase II clinical trial for COPD; ALS and 
SMA

Ramdas and Servais (2020); 

Hormones signaling
pathways

Somatotropin (growth 
hormone)

Hormone Chronic renal failure; turner and prader-Willi
syndromes; growth disorders

FDA-approved pilot study for SMA NCT00533221, NCT01369901

Protirelin Thyrotropin releasing hormone analogue Epilepsy; spinal cord injury; spinocerebellar ataxia; FDA-approved Tzeng et al. (2000)

Taltirelin hydrate (TA-0910) Thyrotropin releasing hormone analogue Spinocerebellar degeneration disease Recruiting-phase IV clinical trial for SDD Ohuchi et al., (2016); 

Neurotransmitters' 
modulation

Riluzole Benzothiazole derivative Amyotrophic lateral sclerosis FDA-approved; Completed phase III clinical trial for 
SMA

Dimitriadi et al. (2013); 

Ceftriaxone Third generation cephalosporin antibiotic respiratory tract, skin and urinary tract infection FDA-approved Nizzardo et al. (2011)

Lamotrigine Synthetic phenyltriazine Lennox–Gastaut syndrome; bipolar disorder and mood
episodes

FDA-approved Nascimento et al. (2010)

Gabapentin GABA chemical analogue Postherpetic neuralgia; partial-onset seizures; 
peripheral neuropathic pain; painful diabetic 
neuropathy

FDA-approved; Clinical trials completed on SMA type II 
and III patients

Merlini et al. (2003)

Neuromuscular
junction stabilization

Amifampridine Organic compound pyridine-derived Lambert-Eaton myasthenic syndrome (LEMS) FDA-approved; Recruiting-phase II for SMA NCT03781479, NCT03819660

Tideglusib (NP-12, NP031112) Small heterocyclic thiadiazolidine-based 
molecule

Alzheimer’s disease; progressive supranuclear palsy; 
congenital myotonic dystrophy

Completed phase II clinical trial for Alzheimer’s
disease; Not yet recruiting phase III clinical trial for 
congenital myotonic dystrophy

Makhortova et al. (2011); 

Salbutamol (albuterol) Selective beta2-adrenergic receptor agonist Asthma, chronic obstructive pulmonary disease FDA-approved; Recruiting-clinical trial for SMA in 
French register

Frongia et al. (2019); 
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effet combinatoire de ces composés. Effet combinatoire que nous avons pu observer entre la 
moxifloxacine et le composé GT5 (Figure 58). Le Pr. Ruben Artero et son équipe ont 
maintenant pour ambition de poursuivre avec le composé GT5 en développement clinique.  

 
Figure 58 : Effet du composé GT5 en combinaison avec la moxifloxacine sur la survie des 
motoneurones SMA. Les cellules ont été traitées en combinatoire avec le GT5 et la moxifloxacine à 
différentes concentrations et la survie des motoneurones a été mesuré après 10 jours de traitement. 
Les traits en pointillés vert (GT5) et rouge (Moxifloxacine) représente l’efficacité du traitement 
respectif seul.  
 

La neurodégénérescence dans la SMA a été largement associée à l’activation de voies 
de stress intracellulaire et aux processus apoptotiques, sans que les mécanismes moléculaires 
soient complètement compris (Ando et al. 2017; Gallotta et al. 2016; Ng et al. 2015; Sansa et 
al. 2021). Genabai et ses collègues ont identifié la voie JNK-cJun comme étant impliquées dans 
la dégénérescence des motoneurones et l’atrophie musculaire dans le modèle de souris SMA 
SMNΔ7 (Genabai et al. 2015). Au cours du développement postnatal, les niveaux de JNK phos-
phorylé sont retrouvés plus de 2 fois supérieure dans la moelle épinière de souris SMA par 
rapport à la souris contrôle. Parmi les trois isoformes de JNK, JNK3 est celui qui modulerait 
spécifiquement la neurodégénérescence dans la SMA. En effet, en éliminant génétiquement 
JNK3 chez des souris SMA, les auteurs ont pu normaliser le phénotype SMA, avec une restau-
ration de la survie des motoneurones de la moelle épinière, et une augmentation de l'inner-
vation des muscles squelettiques (Ahmad et al. 2016; Genabai et al. 2015). D’autres études 
ont ensuite confirmé ces résultats, en montrant que la voie de signalisation JNK, associée au 
stress intracellulaire et aux mécanismes apoptotiques, était dérégulée dans la moelle épinière 
de leur souris SMA (Jiang et al. 2019; Schellino et al. 2018). De plus, ils montrent que l'inhibi-
tion pharmacologique de JNK par D-JNKI1 serait protecteur, entrainant une diminution de la 
neurodégénérescence des motoneurones, de l’inflammation et de l’atrophie musculaire ob-
servée dans les souris non traitées. De manière intéressante, nous avons également identifier 
l’inhibition des voies JNK et GSK3 comme pertinentes pour restaurer les défauts associés à la 
SMA. Parmi les 12 composés utilisés dans notre étude, nous avons identifié le Tideglusib, un 
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inhibiteur de GSK-3β, initialement destiné au traitement de la maladie d’Alzheimer et au-
jourd’hui en essai clinique de phase II pour la DM1 (Horrigan et al. 2020) et la SLA (Martínez-
González et al. 2021), qui semble prometteur pour le traitement de la SMA. Afin de confirmer 
ces résultats, il serait pertinent de tester l’effet du Tideglusib sur des modèles in vivo SMA. 

Alors que différents criblages de composés pour la SMA ont déjà été effectués, nous 
pouvons nous demander pourquoi ces composés n’ont pas déjà été identifiés. Cela soulève la 
question de la pertinence des modèles cellulaires utilisés pour l’étude de la SMA. En effet, 
depuis la publication initiale décrivant la génération de motoneurone à partir d’hiPSC SMA 
(Ebert et al. 2009), peu de rapports ont démontré que cette approche pouvait être utilisée à 
des fins d’identification de composé pour la SMA (Ando et al. 2017; Corti et al. 2012; Liu et al. 
2015; Murdocca et al. 2016). Nous avons ainsi pu démontrer à travers ce travail de thèse le 
développement de nouveaux modèles in vitro humain adapté à l’identification et la validation 
de composés à visée thérapeutique pour la SMA. Le modèle de co-culture, adapté 
théoriquement au criblage de composé à haut-début par son format en plaque 384 puits, 
présente toutefois certaines limites. En effet, différents développements ont été réalisés pour 
l’automatisation de certaines quantifications. Sachant que chaque puits contient environ 50 
micropatterns cela peut représenter une importante quantité de données à traiter lors d’un 
projet de plus grande envergure, type criblage, si toutes les quantifications ne sont pas 
automatisables. Par exemple, les analyses d’activité calcique sont réalisées en acquisition 
semi-automatique mais le traitement des vidéos time lapse est réalisé manuellement par la 
segmentation de chaque micropatterns. Pour pallier cette limitation, le développement d’un 
modèle optogénétique a été initié dans l’équipe, modèle qu’il serait intéressant d’adapter à 
notre système de co-culture micropatterné (de Lamotte et al. 2021). 

 
Le modèle neuromusculaire que nous proposons est assimilé à un niveau de maturité 

développemental, nous ne pouvons donc pas exclure que les phénotypes retrouvés ici sont 
exacerbés et ne sont donc pas transposables à l’ensemble des patients atteints par la SMA. 
D’autant plus que nous avons seulement utilisé des hiPSC issus de patients SMA de type I. De 
plus, nous sommes dans un modèle relativement simple qui ne prend pas en compte toutes 
les régulations extrinsèques d’un organisme entier, ou du moins du microenvironnement 
proche. Il est envisageable que des phénomènes compensatoires puissent exister à l’échelle 
de la NMJ au cours de la maturation et puissent ainsi atténuer ces phénotypes chez le patient. 
Le développement de modèles complémentaires plus complexe, comme des organoïdes et 
l’utilisation de hiPSC issus de patients SMA de type II, III et IV, permettrait de mieux 
appréhender ces limitations.  

 

 



 

 244 

CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 

 Au cours de ce travail de thèse, j’ai pu participer au développement de modèles in vitro 
humain, permettant d’étudier les mécanismes impliqués dans la vulnérabilité sélective des 
motoneurones spinaux dans la SMA d’une part, et étudier les conséquences fonctionnelles de 
ces défauts en termes de communication avec la cible musculaire d’autre part. Cela m’a 
permis de mettre en évidence des défauts affectant les motoneurones spinaux et plus 
particulièrement leur fonction dans la neuroprotection et le maintien de la jonction 
neuromusculaire dans la SMA. Ces analyses n’étant encore que descriptive, nous pourrions 
aller étudier la contribution fonctionnelle de ces gènes. Pour cela des expériences de perte de 
fonction dans les motoneurones craniaux SMA, utilisant la technique CRISPR/Cas9, pourrait 
être développées. L’objectif serait ensuite d’évaluer différents paramètres en co-culture tels 
que les clusters de AChR et l’activité calcique au niveau de la cellule musculaire. 

On a pu voir apparaître depuis ces dernières années la génération de nombreux 
modèles NMJ-like présentant chacun leurs avantages et inconvénients sans pour autant 
atteindre une optimisation suffisante pour l’identification de nouveaux composés 
thérapeutiques. Comme nous avons pu le voir tout au long de ce manuscrit, le challenge est 
désormais de produire des systèmes plus sophistiqués pour atteindre un niveau de maturité 
comparable à la NMJ humaine tout en restant suffisamment accessible pour du criblage à 
visée thérapeutique. Aujourd’hui, aucun système ne répond à tous ces objectifs. Notre modèle 
est quant à lui disponible en format miniaturiser, il serait donc pertinent de continuer son 
développement dans le but de le rendre entièrement dérivés d’hiPSC et adapté à du criblage 
à haut débit pour différentes maladies neuromusculaire, comme la SMA, l’ALS ou la DM1. 
Nous pourrions également imaginer poursuivre ce travail en réalisant sur ce modèle 
neuromusculaire une analyse transcriptomique sur cellules uniques (Single cell RNA-seq) dans 
le but d’étudier plus précisément l’implication de la composante motoneuronale et 
musculaire dans la SMA.  

Grâce à l’utilisation conjointe de plusieurs outils cellulaires et technologiques, ce 
travail a permis de proposer pour la première fois un modèle humain en format moyen-débit 
pour l’étude de la sensibilité différentielle des motoneurones dans la SMA. Sur la base de ces 
résultats, nous pouvons envisager d’élaborer de nouveaux projets de recherches. D’autre 
part, dans cette étude nous avons démontré le potentiel de ces modèles in vitro humain à des 
fins d’identification et de validation de potentiels composés thérapeutique pour la SMA. Nous 
avons également pu démontrer le potentiel repositionnable de certains composés pour la 
SMA. C’est dans ce contexte et grâce à une collaboration avec le Pr. Ruben Artero et le Dr. 
Marina Boido que nous avons pu valider le potentiel du composé GT5, dans nos modèles in 
vitro humain mais également dans le modèle de souris SMNΔ7 et ainsi déposer un brevet. Le 
Pr. Ruben Artero et son équipe ont pour projet aujourd’hui de poursuivre le développement 
clinique de ce composé.  
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D’un point de vue plus personnel, grâce à ce projet, j’ai eu la chance de suivre un projet 
dans son ensemble en partant du développement d’un modèle et sa caractérisation, jusqu’à 
son utilisation à des fin d’identification et de validation de composés ayant un potentiel 
thérapeutique. En conclusion, depuis mon stage de M1 en 2016, alors qu’aucun traitement 
n’était disponible pour la SMA, et aujourd’hui avec la mise sur le marché des trois thérapies, 
ce travail m’aura permis de voir la vitesse à laquelle le domaine de la SMA a pu évoluer.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

* * * 

Je vous remercie pour le temps que vous avez consacré à la lecture de ce manuscrit. 
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ABSTRACT 
 

Aim: Spinal muscular atrophy (SMA) is a neuromuscular disease caused by Survival of Motor Neuron 
(SMN) deficiency that induces motor neuron (MN) degeneration and severe muscular atrophy. Gene 
therapies that increase SMN have proven their efficacy but not for all patients. Here, we explored the 
UPR status in SMA pathology and established whether UPR modulation could be beneficial for SMA 
patients. 
 
Methods: We analyzed the expression and activation of UPR key proteins by RT-qPCR and western 
blot in SMA patient iPSC-derived MNs and one SMA cell line in which SMN was re-expressed (rescue). 
We completed this using myoblast and fibroblast SMA patient cells and the spinal cord from SMA 
mouse models with varying severity. Finally, we tested in vitro and in vivo the restoration of IRE1/XBP1 
pathway on SMN expression and neuroprotection. 
 
Results: We reported that the IRE1α/XBP1 branch of the unfolded protein response is disrupted in 
SMA, with a depletion of XBP1s irrespective of IRE1α activation pattern.  The overexpression of XBP1s 
in SMA fibroblasts proved to transcriptionally enhances SMN expression. In the spinal cord of severe 
SMA-like mice, IRE1α/XBP1 pathway impairment is significantly limited by NMDA-receptor 
activation, previously evidenced as a neuroprotective treatment for SMA MNs. Importantly, rebalancing 
XBP1s expression in severe SMA-like mice, induced SMN expression and spinal MN protection. 
 
Conclusions: We identified XBP1s depletion as a contributing factor in SMA pathogenesis, and the 
modulation of this transcription factor proves to be a plausible therapeutic avenue in the context of 
pharmacological interventions in patients.   
 
Keywords: Unfolded protein response, Neuroprotection, spinal muscular atrophy, XBP1, IRE1, SMN 
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INTRODUCTION  

Spinal muscular atrophy (SMA) is a childhood neuromuscular disease caused by Survival of 
Motor Neuron 1 (SMN1) gene mutation or deletion and subsequent protein depletion [1]. SMA induces 
motor-neurons (MNs) degeneration leading to severe muscular atrophy and often to early death [2]. The 
severity of SMA is variable depending on the expression of SMN2, a gene copy of SMN1. Indeed, due 
to a polymorphism in exon-7, SMN2 produces only a fraction of the full-length SMN mRNAs leading to 
the production of small amount of functional SMN protein [3]. Consequently, efforts to find a therapy 
for SMA have mainly focused on increasing full-length SMN expression in patients. Three therapies for 
SMA are available, based either on the promotion of exon-7 inclusion in SMN2-derived transcripts using 
specific Antisense Oligonucleotides [4–6] or the Ridisplam molecule [7], or on AAV-based SMN1 gene 
replacement [8]. Although proven to alleviate SMA, these therapies do not constitute a cure for SMA, 
and are not efficient or applicable for all patients [6, 9–12]. Furthermore, the existence of AAV 
immunoreactivity limits SMN gene replacement by AAV [13]. Thus, novel therapeutics are needed to 
increase the number of treatment options for all patients, including original combination therapies. 

We previously reported in several severe SMA mouse models, that increasing MN activity, 
either physiologically using physical exercise [14] or pharmacologically using agonists of NMDA 
receptors [15], promotes MN survival likely through SMN expression-promoting mechanisms that 
remain to be further investigated. Among these mechanisms, NMDA-receptor activation could trigger 
unfolded protein response (UPR) [16]. 

The UPR is an adaptive system activated when unfolded or misfolded proteins accumulate in 
the Endoplasmic Reticulum (ER) lumen. UPR is expected to restore normal cell function by primarily 
halting general translation, followed by degrading unfolded proteins and subsequently inducing the 
expression of chaperones involved in protein folding, such as the binding immunoglobulin protein 
BiP/GRP78 or Protein Disulfide Isomerases (PDIs). Thus, the UPR system restores the balance between 
folding capacity and demand through the activation of 3 branch-specific transcription factors i.e. XBP1, 
ATF4 or ATF6, respectively activated by inositol-requiring enzyme 1 α (IRE1α, PKR-like ER kinase 
(PERK) or ATF6 [17]. Under normal conditions, IRE1α binds BiP/GRP78 in an inactive complex. When 
unfolded proteins accumulate in the ER, BiP/GRP78 dissociates from IRE1α, which then undergoes 
homodimerization and trans-autophosphorylation [18]. IRE1α autophosphorylation results in the 
activation of its endoribonuclease domain [19] that catalyzes 26 nucleotide excision in unspliced XBP1 
(XBP1u) mRNA [20]. This XBP1 mRNA splicing, which unconventionally occurs in the cytoplasm, 
generates spliced XBP1 (XBP1s) with a new open reading frame encoding active form of XBP1 
(XBP1s). The latter can enter into the nucleus, bind on cAMP response element (CRE) and activate 
transcription of its target genes, such as BiP/GRP78 or PDIs [20]. If this adaptive mechanism fails, the 
UPR switches to a pro-apoptotic mode, notably through the activation of the Regulated IRE1α-
Dependent Decay of mRNA (RIDD) [21] or the induction of CCAAT/enhancer binding protein (C/EBP) 
homologous protein (CHOP), both resulting in the activation of Apoptosis Signal-regulating Kinase 1 
(ASK1)-dependent signaling pathway [22].  

Interestingly, using severe type patient induced pluripotent stem cell (iPSC)-derived MNs and 
a mouse model of severe type SMA, Rubin’s laboratory reported that activated UPR promoted SMA 
MN death and that in vivo inhibition of UPR increased  SMA MN survival [23]. However, these data 
were unconfirmed by a follow-up study using also SMA iPSC-derived MNs [24]. This apparent 
discrepancy prompted us to explore the UPR status in two different cell lines of SMA patient iPSC-
derived MNs and one SMA cell line in which SMN was re-expressed (rescue). We completed this in 

vitro study using myoblast and fibroblast SMA patient cells. Finally, we studied the spinal cord from 
different mouse models with varying disease severity. Our results suggest that the IRE1α/XBP1 branch 
of the UPR is altered in SMA, with an overactivation of IRE1α that is unexpectedly associated with a 
decrease in XBP1s expression. Importantly, XBP1s restoration promotes SMN expression in vitro and 
in vivo and MN survival in the spinal cord of severe SMA-like mice. 
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RESULTS 
 

XBP1s expression is impaired in hiPSC-derived motor neurons of severe type SMA Patients. 
Previous studies reported either enhanced [23] or unchanged [24] levels of XBP1s mRNA in 

MNs derived from iPSCs of SMA patients. To clarify the status of IRE1α/XBP1 pathway in SMA MNs, 
we generated hiPSC-derived MNs from two different type I SMA patients (Cell lines 232C11 and 13C2) 
and two controls (Cell lines 56C2 and 14C5) [25]. Among the iPSC samples, we used one SMA (13C2) 
and one control (14C5) that displayed a direct familial link (mother and child) (Figure S1A). The other 
cell lines were totally independents. To attribute potential gene expression variation to SMN expression 
change, a plasmid expressing SMN was stably transfected in the 13C2 SMA hiPSC line (rescue). 
Moreover, we investigated IRE1a/XBP1 pathway at two time points of MN differentiation, day 14 and  
24, which correspond to new-born and mature MNs respectively [25]. SMN protein were significantly 
decreased in SMA hiPSC-derived MNs compared to controls, but highly re-expressed in the rescue 
(Figure S1B). 

To assess the purity of MN in our cultures, we evaluated the percentage of MNs in control, SMA 
and rescue hIPSC-derived cultures using HB9 and ISL1 co-immunostaining (Figure S1C). As reported 
[25], we obtained around 70% of HB9 positive cells i.e. referred as MNs, in all cultures at day 14 (Figure 
S1D, E). We next evaluated MN survival from day 14 to day 24, by counting ISL1 positive cells. While 
no cell death could be recorded at day 14 in all conditions, we observed an increase of about 40% cell 
death at day 24 in SMA hiPSC-derived MNs compared to controls (Figure S1F). As expected, the level 
of cell death in rescue hiPSC was significantly lower than in SMA hiPSC and comparable to controls 
(Figure S1F).  

We first analyzed the mRNA levels of the main effectors of IRE1α/XBP1s pathway, namely 
IRE1α, XBP1u and XBP1s, and the XBP1s-target BIP/GRP78 (Figure 1A, B; and Figure S2). We 
unexpectedly found a decrease in XBP1s expression in SMA hiPSC-derived MNs compared to controls. 
This decrease was significant at day 14 and but not at 24. Importantly, XBP1s mRNA expression reached 
levels comparable to controls in the rescue condition. No difference in XBP1u, IRE1α and BIP/GRP78 

expression was witnessed irrespective of the time of differentiation (Figure 1A, B; and Figure S2). 
Moreover, XBP1s mRNA expression was significantly decreased in the 13C2 SMA MNs at day 14 
compared to its family linked 14C5 control MNs (Figure 1C; and Figure S1).  

Since these data suggested an inhibition of the IRE1ɑ/XBP1 pathway in SMA MNs, contrary to 
what was previously reported [23], we analyzed the protein expression of IRE1α and XBP1s in SMA 
MNs. Importantly, and consistent with RNA results, XPB1s protein level at day 14 was decreased more 
than 50% compared to control hiPSC (Figure 1B). We then assessed the activation of IRE1α in SMA 
MNs at day 14, and found no difference in phosphorylated IRE1α or total IREα expression levels. This 
disconnection between XBP1s expression and IRE1α activation pattern occurred in the immature and 
mature MN (Figure S1F):  despite significant overactivation of IRE1α in SMA at 24 day, XBP1s 
expression  is unchanged in SMA MNs compared to controls (Figure 1D). Thus, during SMA MN 
differentiation, XBP1s depletion unexpectedly precedes IRE1α activation and, thereafter (D24), 
overactivated IRE1α failed in producing large amounts of XBP1s compared to controls.   

Because XBP1s depletion in SMA MNs might activate pro-apoptotic pathways, we analyzed 
the expression of CHOP, a marker of the shift from pro-survival to pro-apoptotic UPR. As shown in 
Figure S2, and in contrast to Ng’s data [23], no alteration of CHOP expression could be evidenced in 
SMA hiPSC-derived MNs compared to controls. 

These data indicate that IRE1α/XBP1 pathway is compromised in SMA MNs, with an unexpected 
SMA-induced decrease in XBP1s expression which likely precedes MN cell death.   

 
The IRE1α/XBP1 branch of the UPR is compromised in non-neuronal SMA patient cells.  

SMA is not restricted to MNs and many tissues are affected by SMN depletion [36] including 
skeletal muscle that has been evidenced as a critical contributor to SMA physiopathology [37]. Thus, 
we investigated the status of IRE1α/XBP1 pathway in several human SMA samples, including muscle 
cells. Thus, we studied the IRE1α/XBP1 pathway in a primary culture of myotubes derived from a severe 
type SMA patient, after 40 days of differentiation [35]. We first analyzed at RNA level the expression 
levels of the main effectors of the pathway. We found that XPB1u, XBP1s, BiP/GRP78 and PDIA6 
mRNAs were significantly downregulated in SMA myotubes compared to controls, whereas IRE1α and 
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PDIA4 mRNA levels remained unchanged (Figure 2A). 
At the protein level, total IRE1α expression significatively decreased associated with a 10-fold 

increase in IRE1α phosphorylation in SMA myotubes compared to controls (Figure 2B). This overacti-
vation of IRE1α is disconnected from XBP1s production, since XBP1s protein reached almost undetect-
able levels in SMA myotubes, and the XBP1s-target BiP/GRP78 protein was dramatically reduced (Fig-
ure 2B).  

We next investigated whether XBP1s depletion in SMA myotubes could induce pro-apoptotic 
pathways. We first analyzed the expression levels of CHOP mRNA and found a significant increase of 
this pro-apoptotic marker in SMA myotubes compared to controls (Figure 2A). We next analyzed the 
expression of BLOS1, a considered universal target of RIDD, which promotes apoptosis through IRE1α 
nuclease activity [38]. No alteration of BLOS1 mRNA levels could be evidenced in SMA myotubes 
compared to controls (Figure 2A).  

We repeated this analysis in cultures of fibroblasts derived from a severe type SMA patient [32]. 
The SMA fibroblasts globally reproduced the picture of IRE1α/XBP1 pathway impairments we found 
in SMA myotubes, except for CHOP expression (Figure 2C, D). Again, we found that a 10-fold IRE1α 
overactivation associated with a significant decrease in XBP1s and its target BiP/GRP78 expression 
levels (Figure 2D).  

These results confirm a dysfunction of the IRE1α/XBP1 branch of the UPR in SMA with low 
expression of one main effector components of the pathway, namely XBP1s, despite overactivation of 
the pathway’s initiator IRE1α.  

 
The activation of the IRE1α-XBP1 pathway increases SMN expression levels in SMA fibroblasts. 

We next wondered whether XPB1s increase via UPR activation in SMA cells could be beneficial 
notably through SMN gene expression modulation. We treated SMA fibroblasts with thapsigargin (Tg), 
a general activator of the three UPR branches and analyzed IRE1α/XBP1 components and SMN 
expression. Following Tg treatment, IRE1α, XBP1s, BiP/GRP78 and PDIA4 mRNA levels were 
significantly increased in comparison to DMSO-treated SMA fibroblasts (Figure 3A). As expected for 
the unspliced form of XBP1, XBP1u mRNA expression remained unchanged after Tg treatment. BLOS1 

mRNA was significantly decreased, as it could be expected for a RIDD target.  
To investigate the effects of Tg on SMN expression, we quantified the fraction of exon-7-

containing mRNA inside the population of SMN transcripts using RT-qPCR aimed at either amplifying 
the exon7-exon8 segment (E7-E8) or the constitutive exon2a-exon2b segment (E2a-E2b) (Figure 3B, 
C). After Tg treatment in SMA fibroblasts, SMN mRNA expression was significantly enhanced, with a 
more important increase for exon-7-containing transcripts compared to constitutive-exon transcripts, 
suggesting an exon-7 inclusion effect. All these data were confirmed at the protein level, notably the 
significant increase in XBP1s and SMN expression following UPR induction (Figure 3D).  

To evaluate the contribution of IRE1α/XBP1 pathway in SMN expression increase among the 
three UPR branches, we inhibited IRE1α RNase activity with 4µ8c [39] in Tg-treated SMA fibroblasts. 
In these conditions and as anticipated, XBP1s mRNA expression decreased and XBP1u mRNA 
accumulated, with no change in the expression of IRE1α compared to DMSO-treated fibroblasts (Figure 
3A). BiP/GRP78 expression remained stable, as expected for a target of the three UPR branches. 
Moreover, BLOS1 mRNA reached expression level comparable to DMSO-treated fibroblasts, 
confirming the efficiency of the 4µ8c treatment as an IRE1α RNase inhibitor. Importantly, SMN mRNA 
expression enhancement following UPR induction in SMA fibroblasts was abolished by IRE1α 
inhibition, including full-length and Δ7 SMN transcripts (Figure 3B, C). All these data were confirmed 
at the protein levels, with the return of XBP1s and SMN expression to pathological levels after IRE1α 
RNase inhibition (Figure 3D). Since 4µ8c inhibits RNase catalytic domain of IRE1α without interfering 
with its kinase activity, no difference was recorded in IRE1α phosphorylation after 4µ8c treatment  [39]. 

Thus, reactivating IRE1α-XBP1 branch of UPR in SMA cells induces an upregulation of SMN 
expression that is specifically dependent on IRE1α RNase activity.  

 
XBP1s is a transcriptional regulator of SMN2 gene.  

To investigate whether SMN expression could be regulated by XBP1s, we transfected SMA 
fibroblasts with a plasmid encoding XBP1s fused with a Flag tag [33].  XBP1s overexpression 
significantly enhances SMN expression both at mRNA (Figure 3F, G) and protein levels (Figure 3H). 
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Additionally, RT-qPCR experiments revealed the same increase of both SMN full-length and Δ7 SMN 
transcripts, suggesting therefore that XBP1s promoted steady state levels of SMN transcripts and not 
exon-7 splicing (Figure 3F, G). Moreover, XBP1s overexpression in SMA fibroblasts significantly 
increased BiP/GRP78 expression, as expected for an XBP1s gene target.  

XBP1s is a transcription factor that preferentially binds CRE-like sequences containing an 
ACGT core in target gene promoter [40, 41]. We previously reported a CRE sequence in human SMN 
promoter (GenBank accession AF187725), in the first exon of SMN (+244 to +248 bp) [30]. This site, 
which can be also bind by CREB protein, is considered as a crucial positive regulator of SMN gene 
expression [30]. Therefore, we investigated whether XBP1s could bind this site and performed ChIP 
experiments in SMA fibroblasts overexpressing Flag-XBP1s using Flag antibody. We found that XBP1s 
bound SMN promoter, as well as BiP/GRP78 promoter used as positive control (Figure 3I, J).  

These data highlight an unanticipated role of XBP1s in directly activating SMN2 gene 
expression in SMA cells and strongly suggest that enhancing XBP1s expression could be beneficial for 
SMA.  

 
NMDA receptor activation limits the SMA-induced alteration of the IRE1α/XBP1 branch in the 
mouse spinal cord. 

These results prompted us to investigate the activation status of the IRE1α/XBP1 pathway in 
the spinal cord of control and severe SMA-like mice, with or without NMDA-receptor activation, since 
this treatment also increases SMN expression [15] and activates the UPR [16]. We first analyzed the 
expression levels of the main effectors of the pathway, at RNA and protein level in the lumbar spinal 
cord of severe SMA-like mice at P12, which corresponds to disease end-stage in this mouse model.  As 
shown in Figure 4A, we found that Ire1α mRNA was overexpressed in SMA spinal cord compared to 
controls, whereas Xbp1u and Xbp1s mRNAs were significantly downregulated. Moreover, we found a 
strong increase in phosphorylated IRE1α (p-IRE1α), without increase in total IRE1α protein (Figure 
4B). The significant increase in the ratio p-IRE1α/ IRE1α in SMA compared to controls, strongly sug-
gests that IRE1α was overactivated in SMA, as previously reported in another SMA mouse model [23]. 
As found in human SMA cells, despite IRE1α overactivation, XBP1s protein levels were significantly 
decreased (Figure 4C) as the BiP/GRP78 protein. This result concurred with the decrease XBP1s targets 
BiP/GRP78, Pdia4 and Pdia6 mRNA expression in SMA spinal cord compared to controls (Figure 4A). 

Interestingly, NMDA-receptor activation rebalanced the expression of IRE1α/XBP1 pathway 
components, including the up-regulation of XBP1s and Bip/GRP78 and the downregulation of IRE1α, 
leading to a pattern comparable to controls (Figure 4). 

Again, Chop and Blos1 expression levels remained unchanged in mouse SMA spinal cord with 
or without NMDA-receptor activation, suggesting an unlikely activation of IREα-dependent apoptotic 
pathways, including RIDD (Figure 4A). 

These suggest that, in the spinal cord of severe SMA-like mice, as in SMA patient cells, IRE1α 
although overactivated is unable to trigger pro-survival UPR cascade, and notably Xbp1 splicing, leading 
to XBP1s depletion. 

 
Alterations of the IRE1α/XBP1 pathway precedes massive MN death in severe SMA-like mice. 

To determine whether IRE1α/XBP1 branch alteration, notably the depletion of XBP1s, precedes 
or is a consequence of SMA-induced MN death, we investigated protein expression levels and the acti-
vation status of IRE1α/XBP1 pathway in the lumbar spinal cord of severe SMA-like mice aged 4 (P4) 
and 8 (P8) days corresponding to pre-symptomatic and early symptomatic phases of the disease respec-
tively, before the massive death of spinal MN [26, 42]. Very interestingly, at P4, XBP1s expression 
displayed a significant downregulation in SMA spinal cord compared to controls, in absence of any 
other molecular alteration of the pathway (Figure 5A, B). Later on, at P8, XBP1s protein levels remained 
significantly decreased in SMA spinal cord compared to controls. Moreover, at this age, the other main 
components of the IRE1α/XBP1 pathway i.e. BiP/GRP78, IRE1α and p-IRE1α proteins displayed a 
significant decrease in their protein expression (Figure 5C, D). Interestingly, the ratio of p-IRE1α/total 
IRE1α, remained unchanged when compared to controls, suggesting that defects in the IRE1α/XBP1 
pathway precedes IRE1α overactivation in SMA spinal cord as previously seen in SMA hiPSC. 

We extended our analysis to the lumbar spinal cord of other mouse models of SMA, including 
very severe SMA-like mice [27], in which a massive MN death occurs at birth, and the mild-type SMA-
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like mice [43], in which MN death is milder and progressive, compared to the former. Interestingly, the 
same expression defects in IRE1α/XBP1 pathway as those found in severe SMA-like mice aged of 12 
days could be observed in the spinal cord of very severe SMA-like mice at 2 days of age, including 
XBP1s and BiP/GRP78 expression downregulation and IRE1α activation (Figure S3A). By contrast, no 
alteration of the IRE1α/XBP1 pathway could be found in the spinal cord of mild-type SMA-like mice 
(Figure S3B). 

These data show that IRE1α/XBP1 pathway alteration, notably the decrease in XBP1s expres-
sion, is associated to, and even precedes, MN death in severe types of SMA-like mice, suggesting that 
IRE1α/XBP1 alterations participate in SMA pathogenesis. 

 
In vitro SMN depletion in murine MN-like cells recapitulates the IRE1α/XBP1s alterations found 
in vivo. 

We next investigate whether IRE1α/XBP1s impairments found in SMA could be a direct con-
sequence of SMN depletion. We used the murine Motor-Neuron-1-like (MN-1) cell line and depleted 
about SMN about 75. %. This induced significantivel IRE1α overactivation (Figure 5E) associated with 
a significant decrease in XBP1s expression, at mRNA and protein levels (Figure S4; and Figure 5E). 
XBP1s expression decrease was associated with a significant decrease in its target BiP/GRP78, but only 
at the protein levels.  

Thus, SMN depletion in MN-1 cells was sufficient to compromise the IRE1α/XBP1 pathway, 
with, notably, an induced XBP1s depletion and IRE1α overactivation. 

 
Enhancement of XBP1s levels by pharmacologic ATF6-activating molecules promoted SMN 
expression. 

Since XBP1s could induce SMN expression in SMA cells, we reasoned that activating ATF6 
pathway in SMA cells should activated XBP1u transcription, providing enough substrates to IRE1α, to 
produce XBP1s [20]. We treated  SMA fibroblasts wit AA147, a specific ATF6 activator shown to 
promote protective remodeling of UPR system including the IRE1α/XBP1 pathway [41]. AA147 
treatment was sufficient to significantly increase XBP1u mRNAs levels (Figure 6A) and As anticipated, 
XBP1s and its gene target BiP/GRP78 mRNA expression levels and also in CHOP mRNA expression. 
We found that only the exon-7 containing SMN transcripts displayed a significant enhancement 
following AA147 treatment, without change in the total amount of SMN transcripts (Figure 6B, C). 

Therefore, we investigated AA147 treatment effect in vivo, in the spinal cord of severe SMA-
like mice. Severe SMA-like mice were treated daily from P7 to P10 by intrathecal injection of AA147. 
As expected, this treatment increased Xbp1u mRNA expression in the spinal cord of severe SMA-like 
mice compared to controls, indicating ATF6 activation (Figure 6D). This activation was sufficient to re-
activate the IRE1α/XBP1 pathway since Xbp1s and Bip/Grp78 mRNA levels were also increased. 
Interestingly, Chop mRNA was not increased after AA147 injection, suggesting no induction of 
apoptosis. Nevertheless, and consistent with the in vitro data, in vivo ATF6 activation resulted in a 
significant increase in exon-7 containing SMN transcripts (E7-E8), without increasing the amount of 
total SMN mRNA (E2a-E2b) (Figure 6E), showing that AA147 induced SMN exon-7 inclusion (Figure 
6F). These results were confirmed at the protein level, in the spinal cord of AA147-treated compared to 
vehicle-treated severe SMA-like mice (Figure 6G, H). These changes in gene expression occurred 
without alteration in IRE1α expression and activation (Figure 6G). 

Altogether, these results show that ATF6 activation, directly in mouse SMA spinal cord, can 
enhance SMN expression, raising important questions on the neuroprotective potential of ATF6 pathway 
in SMA.   

 
Pharmacologic ATF6 activation limits MN loss and improves the motor behavior of severe SMA-
like mice. 

To determine whether ATF6-dependent SMN up-regulation could be associated with SMA 
spinal MN protection, we compared the number of ChAT-positive MNs in the ventral spinal cord of 
control mice and vehicle- or AA147-treated severe SMA-like mice at P10 (Figure 7A, B). We observed 
20% MN loss in the vehicle-treated severe SMA-like mice in comparison to controls. Interestingly, after 
AA147 treatment, the number of spinal MNs was no longer different from healthy controls. Thus, ATF6 
activation exerted a neuroprotection at the levels of the MNs. 
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 We next questioned whether this neuroprotection following AA147 treatment would improve 
the motor behavior of severe SMA-like mice. We first subjected the mice to a grip test and found that 
AA147 treatment significantly increased the grip time of severe SMA-like mice at P10 (Figure 7C). We 
then analyzed the mouse spontaneous activity in an open field (Figure 7D, E). Compared to vehicle-
treated severe SMA-like mice, severe SMA-like mice treated with AA147 showed a progressive and 
continuous increase in their exploration activity, with a total number of crossings that doubles from P8 
to P11, including more exploration at the edges of the field. 

We next looked at the body weight curves of mice. While the severe SMA-like mice expectedly 
displayed a severe body weight reduction from P8 until death that occurred around 10 days of age, the 
AA147-treated severe SMA-like mice maintained their weight until death (Figure 7F). 

Finally, we found that 30% of AA157 treated mice survived longer than the 10 days-mean 
lifespan of the vehicle-treated severe SMA like-mice (Figure 7G). 

Taken together, these data demonstrate that in vivo ATF6 activation significantly limited the 
extent of SMA-induced MN death, associated with the improvement of the motor behavior of severe 
SMA-like mice.  
 

 
DISCUSSION 

 
This study shows that the depletion in active XBP1, independent of the activation status of its 

inducer IRE1α, participates in SMA-induced neurodegeneration. This effect likely occurs through the 
lack of XBP1s-mediated enhancement of SMN expression. XBP1s depletion, which likely precedes 
IRE1α overactivation, can be rescued by ATF6 induction in vivo, leading to MN protection and 
significant improvements of SMA symptoms in mice. 

One key finding is that XBP1s depletion in SMA worsens SMN defect. Indeed, SMN genes are 
transcriptional targets of XBP1s, as evidenced by both the enhancement in SMN expression following 
XBP1s overexpression in SMA cells and XBP1s ability to bind SMN2 promoter (Figure 3). The role of 
XBP1s as a transcriptional activator of genes with unknown link to ER stress such as those involved in 
cell differentiation has already been reported.  

Interestingly, XBP1s may contribute to the promotion of exon-7 inclusion in SMN transcripts 
generated by SMN2 transcription, as observed following ATF6 activation by AA147 or global UPR 
activation by thapsigargin. However, this event was not observed when XBP1s alone was overexpressed. 
Therefore, other UPR branches, such as ATF6, are needed for regulating SMN2 splicing. Interestingly, 
IRE1α and ATF6 have been already shown to act in synergy for controlling gene expression [44, 45]. 

In SMA, in which the accumulation of unfolded proteins has never been evidenced, the SMA-
induced XBP1s depletion is a likely explanation for IRE1α overactivation. The earliest event of the 
pathway alteration found in SMA patient hiPSC-derived MNs was XBP1s expression decrease after 14 
days of differentiation, thus before the massive MN death that begins at day 18 (Figure S1). In line with 
these results, XBP1s decrease was the unique alteration seen in the spinal cord of severe SMA-like mice 
at P4 (Figure 5). Alteration in IRE1α activation could be detected in a later time during SMA 
progression. Thus, in all the severe SMA models we used, which include hiPCS-derived MNs, human 
myobubes and fibroblasts, SMN-depleted murine MN-like cells and two different severe type SMA-like 
mouse strains, XBP1s was depleted, irrespective of IRE1α activation pattern. Accordingly, XBP1s 
depletion in β-cells is sufficient to cause constitutive overactivation of IRE1α and impairments in ER 
stress response [46].  

Why SMN deficiency can result in XBP1s depletion remains to be elucidated. XBP1s mRNA 
maturation highly depends on the ribosome trafficking inside the cytosol, its anchoring to membrane 
and on local translation, processes known to be severely altered in SMA. Furthermore, XBP1s depletion 
at the protein level could arise in addition, from defective SMN dependent priming of ribosomes [47].  

In apparent contrast with the present data, Ng and colleagues reported that XBP1s mRNA is 
overexpressed in SMA MNs derived from hiPSCs [23]. However, these data were not confirmed in the 
SMA mouse model they used [23] nor in a following study using deep RNA sequencing in MNs derived 
from hiPSC [24]. Importantly, we provide here the first results on UPR at the protein level in hiPSC-
derived MNs, allowing us to compare IRE1α activation pattern, on the one hand, and XBP1s expression, 
on the other. These results unquestionably revealed the defect in XBP1s expression. Noteworthy, SMN 
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expression rescue in hiPSC-derived MNs resulted in XBP1s rebalancing, consistently revealing that 
XBP1s decrease is dependent on SMN expression. Nevertheless, these contrasting results may illustrate 
differential adaptations of the UPR system with respect to the cellular context, as it has been 
demonstrated in dopaminergic neurons of the brain [48]. Here, we used two cultures (control vs SMA) 
with a familial link (Mother and child) and we found XBP1s decreased in the SMA samples, suggesting 
that IRE1α/XBP1 alterations in SMA is unlikely due to the genetic diversity in the general population. 

As a proof of concept that rebalancing UPR in SMA spinal cord could promote MN survival, 
we report that severe SMA-like mice treated with AA147 showed an increase in XBP1s and its target 
BiP/GRP78 expression, along with spinal MN protection and motor behavior improvement. 
Importantly, all these benefits are associated with an increase in SMN expression.  

Ng and colleagues have indicated that guanabenz, an inhibitor of general translation [49, 50], 
lessens apoptosis in SMA mouse spinal cord [23]. Actually, Guanabenz inhibits the dephosphorylation 
of eIF2α [49]. The enhancement of eIF2α phosphorylation inhibits general translation but also increases 
ATF4 translation [51]. Interestingly, guanabenz has been previously shown to induce neuroprotection 
through ATF4 activation in a cellular model of Parkinson’s disease [51]. Moreover, PERK/ATF4 
pathway activation has been shown connected with other UPR branches, notably the IRE1α/XBP1 
pathway. Yet, PERK/ATF4 pathway activation can stimulate IRE1α expression [52] and stabilize XBP1s 
mRNA [53], both events leading to an increase in XBP1s expression. Finally, the results from Ng and 
colleagues [23] and the present results concur for considering the IRE1α/XBP1 branch of the UPR as 
an important pathway in SMA pathogenesis, which re-activation could result in neuroprotective effects 
for SMA MNs. 

We provide evidences that compromised UPR is involved in SMA pathogenesis, with a direct 
impact on SMN expression in SMA cells and tissues, and strongly suggests that rebalancing UPR should 
be considered when developing pharmacological therapies that aimed at alleviating SMA symptoms in 
patients.  

 
 

MATERIAL & METHODS 
 
See Supporting Information for detailed descriptions.  
 
hiPSC-derived motor neurons 
hiPSC were generated by reprogramming Coriell Biorepository patient fibroblasts as previously 
described [25]. 2 independent control hiPSC and 2 SMA hiPSC were generated from fibroblast lines 
(Figure S1). An isogenic control SMA line was obtained from one SMA hiPSC line in which a plasmid 
encoding SMN (pEF1aFlagbiotagSMN-PGKpuro, kindly gift of H. Wichterle and S. Nedelec) was 
stably transfected (RESCUE). Informed consents were obtained from all the patients included in this 
study, complying with the ethical guidelines of the institutions and with the legislation requirements of 
the country of origin. Experimental protocols were approved by the French Ministry of health: A02599-
48. For spinal MNs differentiation from hiPSCs, we used a previously reported protocol [25].  

 
Mice, treatment and behavior analysis.  
SMA mouse model were previously described [15, 26, 27]. NMDA (Sigma-Aldrich) treatment was 
performed as described [15] and  AA147 (Sigma-Aldrich) was injected intrathecally on P7 neonatal 
control and severe SMA-like mice. Grip strength and the ambulatory behavior was assessed as described 
[15]. 
The care and treatment of animals followed the national authority (French Ministry of Research and 
Technology) guidelines for the detention, use, and ethical treatment of laboratory animals.  

 
Western blot analysis. 
Western blot was performed as described previously [28, 29]. antibodies are described in supporting 
information. 

 
RT-qPCR analysis. 
RT-qPCR was performed as described [30]. Relative mRNA amounts were quantified using the 2–ΔΔCT 
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method [31]. 
 

Immunofluorescence analysis.  
Immunofluorescence on hiPSC and motor neuron was performed as described previously [15, 25, 29]. 

 
Cell culture and plasmid transfection.  
Human immortalized culture of fibroblasts from type I SMA patients [32] were transfected with a 
plasmid coding for XBP1s fused to a flag (pCMV5-Flag-XBP1s). pCMV5-Flag-XBP1s was a gift from 
Qingbo Xu & Lingfang Zeng (Addgene plasmid # 63680; http://n2t.net/addgene:63680; 
RRID:Addgene_63680) [33]. SMA and WT human primary cultures of myoblasts were cultivated as 
described previously [30, 35]. MN-1 [34] cells were transfected with siRNA (Dharmacon) following the 
manufacturer's instructions.  

 
Chromatin Immunoprecipitation (ChIP). 
SMA fibroblasts were transfected for 48h with pFlag-CMV2-empty vector or pCMV5-Flag-XBP1s. 
Chromatin was extracted and DNA was fragmentated. After Flag Immunoprecipitation, bound DNAs 
were analysed by qPCR.  

 
Statistical Analysis. 
All data are expressed as means with standard deviation (± SD) of n different cultured cell samples or 
mice for each group. Grubbs test were performed to remove potential outliers. 
For endpoint studies, a Kolmogorov–Smirnov normal distribution analysis was performed followed by 
the appropriate statistical test indicated in the figure legends (Prism 7, GraphPad Software, Inc).  

 
Experimental Design. 
All experiments based on mice were performed blinded, with samples vials uniquely coded to replace 
pathological or control origins. The pathological background of the mice was further determined by both 
physiological criteria (body weight, size, and tail length) and post-dissection genotyping. 
 
 
ACKNOWLEDGMENTS 
The authors wish to thank Claire Mader and her team (Animal facility, BioMedTech Facilities, CNRS 
UMS 2009, INSERM US 36) for taking care of all the mice used in this study, S. Lefebvre for the kind 
gift of immortalized fibroblasts, J. Coté (University of Ottawa, Canada) for the kind gift MN-1 cells and 
S. Nedelec for the kind gift pEF1aFlagbiotagSMN-PGKpuro. We also thank the Cyto2BM Molecular 

Biology Platform of BioMedTech Facilities. C.B. is the recipient of a CIFRE fellowship with Biophytis 
company.  
 
Ethics approval 
For human Ipsc, Experimental protocols were approved by the French Ministry of health: A02599-48. 
The care and treatment of animals followed the national authority (French Ministry of Research and 
Technology) guidelines for the detention, use, and ethical treatment of laboratory animals. 
 
Conflict of interest 
The authors declare that they have no competing interests. 
 
AUTHOR CONTRIBUTIONS 
DD designed and performed experiments, analyzed data and wrote the manuscript. OB, designed and 
analyzed the IF data and ZC contributed to MN quantification. CJ, CM and LW produced and 
contributed to the analysis of hiPSC-derived MNs. CB, MEK and LH contributed to mouse experiments. 
DS contributed to RT-qPCR experiments. BDG contributed with expert advice and input on design and 
analysis in cloning. ChM and TJ contributed to the molecular analysis design. VKS contributed to the 
data analysis and to the writing of the manuscript.  FC conceptualized the project and LW and FC 
designed the overall research, analyzed the data, and wrote the manuscript. All authors read and 
approved the final manuscript. 



 

 304 

 
FIGURE 1 

 
FIGURE 1: Differentiated MNs from SMA hiPSCs show a defect in XBP1 splicing. (A, C) 
Quantification by RT-qPCR of IRE1α, XBP1u and XBP1s, mRNAs normalized to PPIA transcript in 
differentiated MNs, at Day 14 (d14) (A) and Day 24 (d24) (C) from WT, SMA and RESCUE cell line 
hiPSCs. (n=2 wt and SMA and n= 5 technical replicates). (B, D) Quantification by western blot of p-
IRE α IRE1α and XBP1s, in differentiated MNs, at d14 (B) and and d24 (D) (n=2 WT and SMA and 
n=3 technical replicates). Data are expressed as mean ± SD, * P < 0.05, T-test Post Hoc Mann-Whitney 
Test. 
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FIGURE 2 
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FIGURE 2: IRE1α/XBP1s pathway is altered in human SMA patient-derived myotubes and fibroblasts. 
(A) Quantification by RT-qPCR of IRE1α, XBP1u, XBP1s, BiP/GRP78, PDIA4, PDIA6, BLOS1, CHOP 

(left) total SMN – exon 2a- exon 2b (SMNE2aE2b) and SMN-containing exon 7, exon 7- exon 8 
(SMNE7E8) mRNAs (right) normalized to RPL13A transcript in SMA type II patient-derived myotubes 
after 40 days of differentiation (n=4). (B) Western blot analysis and quantification of p-IRE1α, IRE1α, 
XBP1s, SMN and BiP/GRP78 protein expression in SMA type II patient-derived myotubes after 40 
days of differentiation (n=4). (C) Quantification by RT-qPCR of IRE1α, XBP1u, XBP1s, BiP/GRP78, 

PDIA4, PDIA6, BLOS1, CHOP (left) and SMNE2aE2b, SMNE7E8 mRNAs (right) normalized to 
RPL13A transcript in SMA type I patient-derived immortalized fibroblasts (n=4). (D) Western blot 
analysis and quantification of p-IRE1α, IRE1α, XBP1s, SMN and BiP/GRP78 proteins expression in 
SMA type I patient-derived immortalized fibroblasts (n=4). Vertical dotted lines indicate that the 
pictures have been spliced from the same blot. Data are expressed as mean ± SD *p<0.05 T-test Post 
Hoc Mann-Whitney Test. 
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FIGURE 3 
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FIGURE 3: UPR stimulation increases SMN expression levels through the activation of IRE1α/XBP1s 
pathway. (A, B) Quantification by RT-qPCR of IRE1α, XBP1u, XBP1s, BiP/GRP78, PDIA4 and BLOS1 
(A) and SMNE2aE2b and SMNE7E8 mRNAs (B) normalized to RPL13A transcript (n=4) in SMA type 
I patient-derived immortalized fibroblasts treated with DMSO or 0.5 µM Thapsigargin (Tg-UPR 
inducer) with or without 4µ8c (IRE1 Rnase activity inhibitor) for 24h. (C) Level of exon-7 inclusion in 
SMN transcript quantified by RT-qPCR of SMNE7E8 mRNAs normalized to SMNE2aE2b (n=4) in 
SMA type I patient-derived immortalized fibroblasts treated with DMSO or 0.5 µM Tg with or without 
4µ8c for 24h. D Western blot analysis and quantification of p-IRE1α, IRE1α, XBP1s, BiP/GRP78 and 
SMN proteins (n=4) in SMA type I patient-derived immortalized fibroblasts treated with DMSO or 0.5 
µM Tg with or without 4µ8c for 24h. *p<0.05. One-way ANOVA Post Hoc Tukey Test. (E, F) 
Quantification by RT-qPCR of XBP1u, XBP1s, BiP/GRP78 (E) and SMNE2aE2b or SMNE7E8 (F) 
mRNAs normalized to RPL13A transcript in SMA type I patient-derived immortalized fibroblasts 
transfected 48h with pCMV5-Flag-XBP1s or empty vector pFlag-CMV2 (n=6). (G) Quantification by 
RT-qPCR of SMNE7E8 mRNAs normalized to SMNE2aE2b (n=6) in SMA type I patient-derived 
immortalized fibroblasts transfected 48h with pCMV5-Flag-XBP1s or empty vector pFlag-CMV2. (H) 
Western blot analysis and quantification of SMN and BiP/GRP78 protein expression in SMA type I 
patient-derived immortalized fibroblasts transfected 48h with pCMV5-Flag-XBP1s 0.5 µg or vector 
pFlag-CMV2-Empty (n=3). *p<0.05. T-test Post Hoc Mann-Whitney Test. (I, J) qPCR performed to 
detect SMN2 (I) and Bip/GRP78 (J) promoters following Chip against Flag-XBP1s in SMA type I 
patient-derived immortalized fibroblasts transfected 48h with 0.5 µg of pCMV5-Flag-XBP1s or pFlag-
CMV2-empty vectors (n=3). Data are expressed as mean ± SD *p<0.05. T-test Post Hoc Mann-Whitney 
Test.  Vertical dotted lines indicate that the pictures have been spliced from the same blot. 
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FIGURE 4 

 
FIGURE 4: NMDA receptor activation limits IRE1α/XBP1s pathway alterations in severe SMA-like 
mice lumbar spinal cord. (A) Quantification by RT-qPCR of Ire1α, Xbp1u, Xbp1s, Grp78, PDIA4 and 

6, Blos1 and Chop mRNAs normalized to Rps26 in the spinal cord of vehicle-treated control mice and 
vehicle- or NMDA-treated severe SMA-like mice at 12 days of age (n=4). (B, C) Western blot analysis 
and expression quantification of p-IRE1α, IRE1α, BiP/GRP78, SMN (B) and XBP1s (C) proteins in the 
spinal cord of vehicle-treated control mice and NMDA- or vehicle-treated severe SMA-like mice at 12 
days of age (n=6). Data are expressed as mean ± SD *p<0.05. One-way ANOVA Post Hoc Tukey Test. 
Vertical dotted lines indicate that the pictures have been spliced from the same blot. 
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FIGURE 5 

 
FIGURE 5: XBP1s diminution is an early event in severe SMA-like mice and is linked to SMN 
depletion. (A-D) Western blot analysis and quantification of SMN, p-IRE1α, IRE1α (A,C) and XBP1s, 
BiP/GRP78 (B, D) protein expression in the lumbar spinal cord of control and severe SMA-like mice at 
4 days of age (n=4) (A, B) at 8 days of age (n=4) (C, D). (E) Western blot analysis and expression 
quantification of SMN, p-IRE1α, IRE1α, XBP1s and BiP/GRP78 proteins in MN-1 cell culture 
transiently transfected for 48h with either a nonrelevant siRNA (siCTRL) or a siRNA against murine 
Smn (siSmn) (n=6). Data are expressed as mean ± SD. *p<0.05. T-test Post Hoc Whitney Test. Vertical 
dotted lines indicate that the pictures have been spliced from the same blot. 
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FIGURE 6 
 

 
 
 
 
 
 



 

 312 

FIGURE 6: ATF6-activating molecule AA147 enhances SMN expression in both in vitro and in vivo 
models of SMA. (A-C) SMA type I patient-derived immortalized fibroblasts were treated with DMSO 
or 20 µM AA147 (ATF6 activator) (n=4) for 24h. Quantification by RT-qPCR of XBP1u, XBP1s, 

BiP/GRP78, CHOP and Htra2-β1 (A) and SMNE2aE2b and SMNE7E8 (B) mRNAs normalized to 
RPL13A transcript and of SMNE7E8 mRNAs normalized to SMNE2aE2b (C). *p<0.05. T-test Post Hoc 
Mann-Whitney Test. (D-H) mRNA (n=6) (D-F) and protein (n=5) (G-H) expression analysis in lumbar 
spinal cord after injection of AA147 or vehicle in control and severe SMA-like mice from P7 to P10. 
Quantification by RT-qPCR of Xbp1u, Xbp1s, Bip/Grp78, Chop and Tra2b (D) and SMNE2aE2b and 
SMNE7E8 (E) normalized to Rps26 transcript and of SMNE7E8 mRNAs normalized to SMNE2aE2b 

(F). *p<0.05. One-way ANOVA Post Hoc Tukey Test. Western blot analysis and quantification of p-
IRE1α, IRE1α, XBP1 (G, n=3), and SMN and BiP/GRP78 (H, n= 5) protein expression.  Data are 
expressed as mean ± SD *p<0. 05. T-test Post Hoc Mann-Whitney Test. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

 313 

 
FIGURE 7 

 
 
 
FIGURE 7: In vivo AA147 treatment in severe SMA-like mice promotes spinal MN protection and 
improves muscle function. (A) Immunodetection of ChAT-positive MNs in the lumbar spinal cord (L1–
L5) of vehicle-treated control and SMA mice and AA147-treated severe SMA-like mice at 10 days of 
age and representative images are shown. Scale bar, 100 μm. (B) Quantitative analysis of the number of 
MNs per ventral horn in the lumbar spinal cord of vehicle-treated control and SMA mice compared with 
AA147-treated severe SMA-like mice at 10 days of age (n=4). *p<0.05. One-way ANOVA Post Hoc 
Tukey Test. (C) Grip time.  (D) Total number of crossings during 5 min, (E) Number of peripheral 
crossings of vehicle-, and AA147-treated severe SMA-like mice (n=7, n=8, respectively). *p<0.05. T-
test Post Hoc Mann-Whitney Test. (F) Weight curve and (G) lifespan in AA147-treated (n=20) 
compared with vehicle-treated severe SMA-like mice (n=17). Data are expressed as mean ± SD. 
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Titre : Utilisation des cellules souches pluripotentes humaines pour avancer dans la 
compréhension des mécanismes physiopathologiques associés à l’Amyotrophie Spinale 
Infantile 

Mots clés : Amyotrophie spinale infantile, Cellules souches pluripotentes humaines, 
Motoneurones spinaux et crâniaux, Jonction neuromusculaire 

Résumé : L'amyotrophie spinale infantile (SMA) est l'une des formes de maladie génétique les 
plus courantes chez l'enfant. La SMA se caractérise par une quantité insuffisante de protéine 
SMN (survival motor neuron), due à des mutations du gène SMN1, induisant la 
dégénérescence des neurones moteurs, la faiblesse et l’atrophie des muscles squelettiques. 
Au cours de la dernière décennie, trois traitements augmentant les niveaux de protéines SMN 
ont été mis sur le marché. Malgré des résultats remarquables, différentes études soulignent 
la nécessité de développer des stratégies thérapeutiques supplémentaires, et indépendantes 
de SMN, pour fournir des soins optimaux à tous les patients atteints de SMA. Ainsi, une 
meilleure compréhension des mécanismes physiopathologiques devrait permettre d'identifier 
de nouvelles stratégies thérapeutiques pour la SMA. Les modèles de criblage in vitro 
fonctionnels sont manquant dans le domaine de la SMA. Ainsi, le premier objectif de mon 
projet était d'évaluer le potentiel d'un nouveau modèle humain de co-culture SMA, associant 
des motoneurones dérivés de cellules souches pluripotentes humaines et des cellules 
musculaires primaires humaines, pour l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques. Ce 
système intercellulaire reproduit la mort spécifique des motoneurones spinaux SMA, mais 
aussi les défauts synaptiques présents avant la mort cellulaire spécifique. Basé sur une cible 
agnostique, ce système nous a permis d’identifier le potentiel des inhibiteurs JNK et GSK-3 
pour normaliser les phénotypes cellulaires associés à la SMA, et indépendamment de SMN. 
D’autres part, alors que les motoneurones spinaux sont vulnérables, d’autres groupes de 
motoneurones, y compris les motoneurones crâniaux, qui innervent les muscles du visage et 
des yeux, sont épargnés dans la SMA pour des raisons inconnues. Dans ce contexte, le second 
objectif de ma thèse était de mieux comprendre comment la perte d'une protéine ubiquitaire 
peut induire la dégénérescence d’un sous-type cellulaire spécifique, dans le but d’identifier de 
nouvelles stratégies thérapeutiques. Pour cela, nous avons généré des populations 
homogènes de motoneurones spinaux et crâniaux dérivés de hiPSC dont l’expression de SMN 
est diminuée. Alors que la survie des motoneurones spinaux SMA ainsi que leur connectivité 
avec la cible musculaire sont affectées, les motoneurones crâniaux SMA sont retrouvés 
épargnés. L'activation de voies de signalisation apoptotiques a été spécifiquement observée 
dans les motoneurones spinaux SMA. Par une approche transcriptomique, nous avons 
identifié une dérégulation spécifique dans les motoneurones spinaux SMA de gènes impliqués 
dans la plasticité synaptiques, pouvant affecter l’intégrité de la jonction neuromusculaire. 
Dans l'ensemble, nos résultats démontrent la possibilité de reproduire in vitro la vulnérabilité 
sélective associée à la SMA et devraient faciliter l'identification de nouvelles approches 
thérapeutiques. 


