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Chapitre 1 : La peau 

 

I. Généralités 

A. Fonctions de la peau 

La peau, appelée aussi tégument (du latin tegumentum, couverture), est l’organe le plus étendu et le 

plus lourd du corps humain, avec une surface estimée entre 1,5 et 2 m2 et un poids d’environ 10-15% 

du poids total d’un individu. Bien que d’apparence inerte, ce revêtement à l’interface entre notre 

environnement et nos organes internes, est en renouvellement permanent pour nous protéger contre 

les agressions extérieures, physiques, chimiques et infectieuses. En effet, par sa solidité, son élasticité 

et sa cohésion, la peau est le siège de nombreuses fonctions : 

- Elle sert de barrière physique contre les agressions mécaniques pouvant se produire, mais 

également de barrière chimique et immunologique permettant la protection contre les 

produits chimiques toxiques, les rayons ultraviolets, les infections et invasions de micro-

organismes pathogènes. 

- Elle joue un rôle dans la régulation thermique et hydrique (Chaplin et al. 2013).  Grâce à une 

fonction vasomotrice et de sudation, elle permet une régulation de la température 

corporelle et permet d’éviter une déshydratation excessive du corps, en limitant les échanges 

gazeux avec l’extérieur. 

- Dotée de fibres nerveuses associées à des mécanorécepteurs (mouvement des poils) et 

nocicepteurs, la peau assure également une fonction sensorielle, en transmettant des 

informations au système nerveux central. 

- D’autre part, la peau joue un rôle dans la fonction métabolique et de stockage. Grâce à l’action 

des UV, elle permet la conversion du cholestérol, précurseur de la vitamine D (provitamine 

D3) qui sera ensuite métabolisé par le foie pour obtenir la forme active de la vitamine D 

(calcitriol) qui intervient notamment dans l’homéostasie calcique, la prolifération et la 

différenciation cellulaire et l’inflammation. 
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B. Structure de la peau 

D’un point de vue structural, la peau est composée de trois compartiments à la fois distincts par leur 

composition et fonction (figure 1), mais étroitement liés entre eux, qui sont de la profondeur à la 

superficie : 

- L’hypoderme, couche la plus interne, est un tissu sous-cutané conjonctif lâche et spongieux 

constitué principalement de cellules graisseuses (apidocytes), et traversé par des nerfs et 

vaisseaux sanguins. Il représente la réserve énergétique du corps (par le stockage des graisses) 

ainsi que l’isolant thermique et physique. Il sert également d’interface entre les organes, les 

os, les muscles et les autres couches cutanées. 

- Le derme, est un tissu conjonctif reliant l’hypoderme à l’épiderme. Ce tissu est un réseau 

complexe constitué principalement de fibroblastes dermiques qui sécrètent des protéines de 

la matrice extracellulaire dense, telles que le collagène (de type I et III), l’élastine, les 

glycoprotéines (fibronectines, ténascines) et protéoglycanes, (acide hyaluronique, versin, 

décorine), qui permettent d’assurer une fonction de soutien, de conférer souplesse et 

résistance à la peau mais également de contribuer à l’hydratation et à la viscosité des tissus  

(Sorrell, Baber, and Caplan 2004). 

De plus, contenant également un important réseau vasculaire et lymphatique et une riche 

innervation, le derme assure la nutrition de l’épiderme par diffusion. Au-delà de ce rôle 

nutritif, le derme est composé de glandes sudoripares, de glandes sébacées, ainsi que des 

follicules pileux, et un vaste réseau de cellules circulantes qui assurent la surveillance 

immunitaire et jouent un rôle dans la cicatrisation cutanée (Weng et al. 2020). 

- L’épiderme, épithélium squameux, pluristratifié, kératinisé, innervé et non vascularisé, est 

constitué en majorité de kératinocytes (80 à 90% de la population cellulaire). La fonction 

principale de l’épiderme est d’assurer l’intégrité du tissu, en jouant un rôle de barrière entre 

l’organisme et l’environnement extérieur.  
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Figure 1 : Structure de la peau 

La peau est composée de trois couches superposées, ayant chacune des fonctions et une structure 

qui leurs sont propres. De la superficie à la profondeur : l’épiderme, constitué de cellules épithéliales 

disposées en couches superposées ; le derme, contenant du tissu conjonctif dense et irrégulier ; 

l’hypoderme, composé principalement de tissus adipeux. 

Adapté de (Soheilifar et al. 2022)  

 

C. Composition cellulaire, organisation structurale et fonctionnelle de l’épiderme  

Issu du feuillet ectodermique, l’épiderme constitue la couche la plus superficielle de la peau dont 

l’épaisseur varie en fonction de sa localisation anatomique (de 50µm pour le visage à 500µm pour le 

bout des doigts) (Prost-Squarcioni 2006). 

Sa structure pluristratifiée est liée à la différenciation cellulaire progressive des kératinocytes de la 

couche basale, à la couche granuleuse, puis à la couche épineuse et à la couche cornée, en trois à 

quatre semaines, pour être éliminée par le processus de desquamation (Blanpain and Fuchs 2009) 

(figure 2). 
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Figure 2 : Histologie et structure de l'épiderme 

 

L’épiderme est un épithélium stratifié composé de quatre couches différentes. La stratification est 

liée au niveau de différenciation des kératinocytes : la couche basale contient les kératinocytes 

prolifératifs responsables du renouvellement permanent du tissu ; lorsque ces kératinocytes cessent 

de proliférer, ils s’engagent dans un processus de différenciation, et migrent vers les couches 

supérieures de l’épiderme où ils forment respectivement les couches : épineuse, granuleuse et 

cornée. 

Adapté de (Leikeim 2022) 

 

Enfin, chaque couche est définie par des caractéristiques morphologiques et biochimiques qui 

indiquent son état de différenciation cellulaire et permettent d’assurer de multiples fonctions à travers 

les types cellulaires qui les composent (Bikle, Xie, and Tu 2012) (Baroni et al. 2012). 
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a) La couche basale (Stratum basale) 

La couche basale, également connue sous le nom de couche germinativu, est la couche la plus 

profonde de l’épiderme. Elle est constituée d’une couche unique de kératinocytes basaux, nucléés et 

polarisés de formes cylindriques ou cubiques, importante dans la régénération du tissu épidermique. 

Ces cellules prolifératives se divisent de façon asymétrique, donnant naissance à une cellule souche 

permettant le maintien de kératinocytes indifférenciés dans la couche basale, et à une seconde cellule 

qui se différencie en kératinocytes de la couche épineuse, et qui va ainsi pousser progressivement les 

cellules de la couche basale vers la surface de l’épiderme (Rousselle, Braye, and Dayan 2019). A ce 

stade de différenciation, les kératinocytes basaux de l’épiderme expriment la kératine 5 et la kératine 

14, formant un réseau de filaments intermédiaires, élément essentiel du cytosquelette. En effet, ces 

kératines jouent un rôle majeur dans l’intégrité structurale de l’épiderme, d’une part en se liant aux 

hémidesmosomes pour assurer un ancrage solide des kératinocytes à la membrane basale, et d’autre 

part en reliant solidement les kératinocytes latéraux et supérieurs adjacents via les desmosomes. 

En plus des kératinocytes, on retrouve également au sein de cette couche basale, deux autres types 

cellulaires principaux : 1) les mélanocytes (représentant 5 à 10%) ont pour rôle de pigmenter la peau 

et de protéger l’organisme des rayons UV. Les pigments de mélanine produit par les mélanocytes, sont 

transférés aux kératinocytes adjacents, permettent ainsi de protéger l’ADN de ces cellules aux 

expositions ionisantes (rayonnements UVA et B) ; et 2) Les cellules de Merkel, qui possèdent des 

dendrites leur permettant de communiquer avec les cellules de Langerhans et les cellules basales. En 

réponse à une stimulation, elles transmettent des signaux aux fibres nerveuses grâce à la formation de 

synapses chimiques et à la libération de neurotransmetteurs, participant ainsi au sens du toucher. 

b) La couche épineuse (Stratum spinosum) 

La couche épineuse est constituée de cinq à dix strates de kératinocytes qui ne se divisent plus mais 

subissent des changements morphologiques et biochimiques. 

De forme polygonale dans les premières couches, ces kératinocytes acquièrent une morphologique de 

plus en plus aplatie au fur et à mesure de leur différenciation lorsqu’ils migrent vers la surface. Au 

cours de ce processus de différenciation, l’expression des kératines 1 et 10 dans le cytoplasme des 

kératinocytes vient en remplacement de celles des kératines 5 et 14 (Fuchs and Green 1980) (Haines 

and Lane 2012). Ces kératines sont essentielles à la formation de desmosomes, formant de nombreux 

ponts intercellulaires afin de relier fortement les cellules entre elles. Lorsque la membrane plasmique 

des kératinocytes rétrécie légèrement, les jonctions proéminentes entre les cellules apparaissent 

comme des « épines », d’où le nom de couche épineuse. 
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Au sein de cette couche sont également retrouvées les cellules de Langherans, cellules dendritiques 

immatures, caractérisées in situ par la présence d’extensions cytoplasmiques fines et longues qui 

s’étendent entre les kératinocytes. Ces cellules présentatrices d’antigènes permettent de déclencher 

une réponse immunitaire en captant et en présentant les antigènes cutanés aux lymphocytes T 

(Kissenpfennig et al. 2005 ; Romani et al. 1989). 

c) La couche granuleuse (stratum granulosum) 

La couche granuleuse est la dernière couche nucléée de l’épiderme. Elle se compose d’une à cinq 

strates de kératinocytes aplaties, parallèlement disposées sur la couche épineuse. Ces kératinocytes 

sont caractérisés par la présence dans leur cytoplasme, de nombreux grains cytoplasmiques nommés : 

granules de kératohyaline. Celles-ci sont majoritairement composées de pro-filaggrine (précurseur de 

la filaggrine), mais contiennent également des protéines telles que la loricrine, et l’involucrine. 

La maturation de la pro-filaggrine en filaggrine (filament aggregation protein) par protéolyse intervient 

lors de la transition de la cellule granuleuse vers la couche cornée, et constitue ainsi un marqueur des 

kératinocytes parvenus au stade terminal de leur différenciation. D’autre part, la filaggrine induit 

l’agrégation de kératines provoquant l’affaiblissement du cytosquelette progressif de la cellule, pour 

laisser place au processus de cornification et donner naissance à la couche suivante, la couche cornée 

(Lynley and Dale 1983) (Eckhart et al. 2013). 

De plus, les kératinocytes présents au niveau de cette couche granuleuse présentent de nombreux 

corps lamellaires lipidiques. A la surface entre la couche granuleuse et la couche cornée, ceux-ci 

fusionnent avec la membrane plasmique afin de libérer leur contenu lipidique dans les espaces inter-

cornéocytaires, par exocytose (Kruegel and Miosge 2010). Ce processus permet la formation d’un 

ciment intercornéocytaire compact qui joue un rôle clé dans la fonction « barrière perméable » de la 

peau. 

d) La couche cornée (Stratum corneum) 

La couche cornée, ultime stade de la différenciation du kératinocyte, se compose de cinq à dix assises 

plates, de cellules énucléées mortes mais biologiquement actives, appelées cornéocytes. C’est au 

cours d’un processus de protéolyse qu’a lieu la destruction du noyau. 

A ce stade, les transglutaminases vont lier de manière covalente les kératines, l’involucrine, la 

filaggrine, et la loricrine, afin de former la matrice fibreuse des cornéocytes. Le ciment 

intercornéocytaire et les peptides antimicrobiens comme les défensines, permettent la protection 

contre les pertes d’eau massives (déshydratation) et contre l’invasion par des éléments nocifs de 

l’environnement. 
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Enfin, la dernière étape correspond à l’élimination continuelle des cornéocytes de la surface de la peau, 

par desquamation. Ce phénomène résulte de la dégradation des jonctions qui relient entre eux les 

cornéocytes par des cornéodesmosomes. Cette perte progressive des cornéocytes par desquamation 

est compensée par la prolifération des cellules de la couche basale, permettant à l’épiderme de se 

renouveler entièrement tous les 21 à 28 jours (en fonction de l’âge). Cela permet ainsi de maintenir 

l’intégrité de la couche cornée et d’assurer la fonction de barrière protectrice et semi-perméable de la 

peau. 

 

D. La jonction dermo-épidermique 

La cohésion entre le derme et l’épiderme est assurée par des interactions protéiques entre les 

kératinocytes épidermiques basaux et les fibroblastes dermiques qui s’opèrent au niveau d’une zone 

d’échange acellulaire, appelée jonction dermo-épidermique (JDE) également nommée membrane 

basale épidermique. Des échanges d’oxygène et de nutriments se produisent également au niveau de 

cette JDE (Smola et al. 1998) (Marionnet et al. 2006) (Aleemardani et al. 2021). 

L’observation en microscopie électronique à transmission permet de distinguer 4 sous-régions 

majeures de la JED : (a) la membrane plasmique des kératinocytes basaux et les plaques 

hémidesmosomales, (b) la lamina lucida, (c) la lamina densa et (d) la sub lamina densa (ou zone 

fibrillaire) (Briggaman and Wheeler 1975) (Watson and Griffiths 2019) (figure 3). A noter que l'intégrité 

tissulaire des épithéliums stratifiés et complexes est médiée par les hémidesmosomes (HD), les 

filaments d'ancrage, les filaments intermédiaires et les fibrilles d'ancrage. En effet au niveau de la JDE, 

les HDs, complexes multiprotéiques spécialisés, vont assurer la liaison des kératinocytes basaux à la 

lame basale sous-jacente. 
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Figure 3 : La jonction dermo-épidermique 

Cette représentation schématique fait apparaitre les différentes régions et composants de la jonction 

dermo-épidermique : les hémidesmosomes, la lamina lucida, la lamina danse, la zone fibrillaire. Au 

niveau de l’hémidesmosome, le réseau de filaments intermédiaires de kératines (K5 et K14) des 

kératinocytes basaux, se lie, via les protéines BP230 et la plectine, aux intégrines α6β4. La partie 

extracellulaire de celles-ci interagit avec la laminine 332 et le collagène IV, qui eux, interagissent 

consécutivement avec les fibres d’ancrage de collagène VII, et le collagène I et III. Cette JDE et ces 

différentes interactions, permettent une cohésion stable entre le derme et l’épiderme. 

Adapté de (Schmidt and Zillikens 2013) 

 

a) La membrane plasmique et plaques hémidesmosomales 

Cette première région est constituée de la membrane plasmique des kératinocytes basaux de 

l’épiderme, dont leur cytosquelette composé de filaments intermédiaires de kératines (KIF) 5 et 14 est 

relié à deux protéines de la JDE, la plectine et BP230 (cette dernière portant également de nom de 

BPAG1). Ces deux protéines se lient ensuite à deux protéines transmembranaires, l’intégrine α6β4 et 

BP180 (connue également sous le nom de BPAG2 ou Collagène XVII), contribuant ainsi l’ancrage des 

kératinocytes à la lamina lucida (McMillan, Akiyama, and Shimizu 2003). 
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b) La lamina lucida 

Cette région de 20 à 40nm d’épaisseur doit son nom à sa particularité d’être claire aux électrons lors 

d’une observation par microscopie électronique. Celle-ci est traversée par des filaments d’ancrage, 

comme la laminine 332 (également appelée laminine 5), qui se lie à la portion extracellulaire de 

l’intégrine α6β4. D’autre part, la laminine 332 qui se trouve à l’interface entre la lamina lucida 

inférieure et la partie supérieure de la lamina dansa, joue un rôle central dans la formation des HDs. 

c) La lamina densa 

Appelée ainsi en raison de son aspect dense aux électrons, cette région a une épaisseur pouvant varier 

de 30 à 60nm en fonction de l’âge. Majoritairement constituée de collagène IV, celle-ci contient 

également du nidogène ou protéoglycanes, en particulier, le perlecan, permettant de lier les filaments 

d’ancrage aux fibres d’ancrage issues de la zone fibrillaire du derme superficiel ou papillaire. 

d) La zone fibrillaire  

Cette zone du derme papillaire est composée de fibres d’ancrage, de collagène VII, d’une épaisseur de 

20 à 60nm. Ces fibres font le lien entre la lamina densa et les plaques d’ancrage dans le derme 

papillaire, où elles interagissent avec les fibrilles de collagène I et III. 

 

II. Kératines dans les kératinocytes épidermiques 

Au-delà des interactions permettant un ancrage solide entre le derme et l’épiderme comme détaillé 

ci-dessus, les kératinocytes épidermiques, principaux types de cellules de l’épiderme cutané, jouent 

un rôle essentiel dans la protection de notre corps contre diverses agressions extérieures en formant 

une barrière physique et immunologique. Ce rôle protecteur est assuré par les kératines, qui 

représentent la protéine structurelle principale dans le cytoplasme des kératinocytes épidermiques, 

dans lequel elles forment un réseau de filaments intermédiaires (Seyun Kim and Coulombe 2007).  

A. Expression des gènes de kératines 

Chez l’humain, les protéines de kératines sont codées par une grande famille de 54 gènes conservés 

au cours de l’évolution et régulées par paires. Parmi ces gènes, 28 codent pour les kératines de type I 

(K9-K28 ; dites acides) et 26 codent pour les kératines de type II (K1-K8 ; K71-K86 ; dites basiques ou 

neutres), respectivement situés sur les chromosomes 17q21.2 et 12q13.13 (Wang, Zieman, and 

Coulombe 2016). La seule exception étant le locus K18, situé à côté de son gène partenaire K8 sur le 

cluster de type II (Haines and Lane 2012) (Schweizer et al. 2006) (Ho et al. 2022). 
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Enfin, ces gènes qui codent des protéines kératiniques (Tableau 1) peuvent être divisés en trois groupes 

fonctionnels : 

- Les kératines dites « simples », exprimées dans les épithéliums embryonnaires, monocouches, 

notamment les cellules sécrétoires du foie et de l'intestin. 

- Les kératines « barrières », exprimées dans les épithéliums pavimenteux stratifiés 

multicouches tels que l'épiderme cutané avec l’expression des kératines 5 et 14 dans les 

kératinocytes basaux et des kératines K1 et K10 dans les kératinocytes de la couche épineuse. 

- Les kératines « structurelles » plus dures qui forment les cheveux et les ongles. 

 

Tableau 1 : Protéines kératiniques de type I et II 
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B. Structure des kératines de type I et II 

En terme de structure primaire, chacune des kératines est caractérisée par une chaîne d’acides aminés, 

qui peut varier en nombre, en séquences d’acides aminés, ainsi qu’en polarité, charge et taille (Brown 

1950; Makar, Havryliak, and Sedilo 2007). Cela permet de déterminer la structure moléculaire et les 

propriétés des structures secondaires, tertiaires et quaternaires des kératines. Par exemple, la lysine 

en position 23 et le glutamate en position 106 sont nécessaires au bon assemblage des filaments 

intermédiaires de kératines K5/K14 in vitro et in vivo (Wu et al. 2000). 

L’organisation structurelle secondaire est, elle, commune pour chaque kératine de type I et II ; elle se 

compose de trois parties : Domaine de tête (du côté N-Terminale de la molécule) – Domaine de 

bâtonnet central (Tige) – Domaine de queue (du côté C-Terminale de la molécule) (Steinert et al. 1984) 

(figure 4). Chacun de ces trois domaines est également divisé en sous domaines. Ces domaines et sous-

domaines d’une molécule de kératine vont interagir avec ceux des molécules kératiniques adjacentes 

pour former les hétérodimères, tétramères et enfin les filaments intermédiaires de kératines.  

 

 

 

Figure 4 : Représentation schématique de l’organisation structurelle du domaine polypeptidique de 
kératine 

Chaque molécule de kératine est constituée d'un domaine central en bâtonnet α-hélicoïdal composé 

de quatre segments hélicoïdaux, 1A, 1B, 2A et 2B, interrompus par trois domaines de liaison flexibles 

non hélicoïdaux L1, L12 et L2. Le domaine de bâtonnet commence et se termine par des motifs de 

séquence hautement conservés, et est flanqué respectivement de domaines de tête et de queue. 

Adapté de (Banerjee et al. 2014) 
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- Le domaine de tête a une structure globulaire non hélicoïdale avec des tours β. Il a été décrit 

que le sous domaine H1 est relativement constant dans les kératines basiques de type II mais 

variable dans les kératines acides de type I (Hatzfeld and Burba 1994) et qu’au sein de la 

kératine 1, celui-ci contient de nombreuses thréonines et prolines pouvant jouer un rôle 

important dans l’alignement parallèle correct des chaînes polypeptidiques de kératine I et II. 

Le sous-domaine V1 est davantage variable et contient de nombreux résidus glycines (Steinert, 

Steven, and Roop 1985). Dans les cellules basales des épithéliums stratifiés, celui-ci est relié 

via un résidu lysine aux protéines desmosomales, tandis que dans les cellules suprabasales, il 

est attaché aux protéines des cornéocytes (Candi et al. 1998). 

- Le domaine de queue, globulaire et non hélicoïdale est subdivisé en trois sous-domaine, H2, 

V2 et E2 dans les kératines de type II et seulement des sous-domaines V2 et E2 dans les 

kératines de type I. Il a été décrit que le domaine de queue des kératines 5 et 14 était 

nécessaire à la stabilisation des filaments kératiniques in vitro (Wilson, Coulombe, and Fuchs 

1992). De plus, le sous domaine V2 a été décrit, pour la kératine 1, comme facilitant 

l’alignement parallèle des filaments kératiniques (Sprecher et al. 2001). 

- Le domaine central en bâtonnet des kératines α comprend 310 acides aminés et se compose 

de quatre sous-domaines hélicoïdaux en hélice α 1A, 1B, 2A et 2B, qui sont séparés les uns des 

autres par des tournures β non hélicoïdales appelées régions de « liaison » (L1, L12 et L2). Ces 

sous-domaines hélicoïdaux sont composés de répétitions de sept acides aminés (motifs 

heptades) qui sont des éléments essentiels préalables à la formation de l’hétérodimère (Eckert 

1988). Les 13 premiers résidus d’acides aminés à l’extrémité N-Ter du domaine en bâtonnet 

forment ce que l’on appelle le site déclencheur (motif d’initiation de l’hélice), qui initie la 

formation de l’hélice α du domaine en bâtonnet (Coulombe, Pierre A and Omary 2002). Les 

propriétés physiques du domaine en bâtonnet et de ses sous-domaines définissent de manière 

générale les propriétés mécaniques et d’assemblage des filaments intermédiaires de 

kératines.  

Bien que le domaine en bâtonnet hélicoïdal soit suffisant pour la formation des hétérodimères ou 

tétramères, l’assemblage des filaments kératiniques nécessite les domaines de tête et de queue non 

hélicoïdaux (Wilson, Coulombe, and Fuchs 1992). Les domaines de tête et de queue établissent 

l’orientation parallèle et décalée des domaines de bâtonnet, dans un hétérodimère et tétramère. De 

plus le domaine de queue ancre les filaments intermédiaires de kératines aux desmosomes via des 

protéines de liaison (Candi et al. 1998). Le domaine central en bâtonnet, est lui, essentiel dans 

l’assemblage des kératines de type I et II et par conséquent dans la formation des hétérodimères, 

tétramères et ainsi des filaments intermédiaires de kératines. 
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C. Filaments intermédiaires de kératines 

 

a) Assemblage des filaments intermédiaires de kératines 

La formation de filaments intermédiaires de kératines est initiée par la formation d’hétérodimères 

dans lesquels les chaînes polypeptidiques de type I (acide) et de type II (basique) s’alignent de manière 

parallèle (figure 5).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Mécanisme d’assemblage de filaments intermédiaires de kératines 

La polymérisation de la kératine commence par la formation de structures hétérodimères (dimère) 

en spirale impliquant des interactions enroulées des domaines de bâtonnet centraux des 

polypeptides de type I et de type II. Les hétérodimères s'associent ensuite (côte à côte) et 

s'assemblent de manière décalée et antiparallèle pour former des tétramères stables. Les tétramères 

s'associent ensuite bout à bout pour former des protofilaments. Enfin, quatre protofibrilles 

construisent latéralement des filaments intermédiaires de kératines. Chaque filament contient 

environ huit protofilaments enroulés les uns autour des autres dans une structure en forme de 

corde, formant le réseau de filament intermédiaire de kératines de 10 à 12 nm de large. 

Adapté de (Chamcheu Jean Christopher, Siddiqui, et al. 2011) 
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Cela a lieu par l’association en spirale des domaines en bâtonnet de deux kératines (I/II). A leur tour, 

les deux dimères interagissent de manière chevauchante et antiparallèle entre les domaines en 

bâtonnet d’un polypeptide de kératine de type I et II pour former des tétramères. Par exemple au sein 

des kératinocytes épidermiques, la kératine 5 s’hétérodimérise avec la kératine 14, et la kératine 1 

avec la kératine 10. 

Les étapes suivantes consistent en une agrégation latérale de huit tétramères selon une orientation 

inverse et décalée pour former des polymères linéaires appelés « protofilaments ». Ceux-ci s’associent 

ensuite deux à deux pour former une protofibrille. Enfin, quatre protofibrilles s’enroulent les unes aux 

autres afin de former des filaments intermédiaires de kératines de 10 à 12nm de large (Herrmann and 

Aebi 2016).  

Le réseau de filaments intermédiaires de kératines ainsi formé, constitue une structure flexible et 

dynamique qui se réorganise dans certaines conditions physiologiques, comme pendant la mitose 

(Snider and Omary 2014). 

 

b) Fonctions des filaments intermédiaires de kératines 

De manière générale, les filaments intermédiaires de kératines, contribuent à des fonctions 

mécaniques (structurelles) et non mécaniques (régulatrices) au sein de l’épithélium. 

Les fonctions non mécaniques des filaments intermédiaires de kératines incluent la régulation de 

l’architecture tissulaire, la croissance cellulaire (lors de la réparation des plaies cutanées), la migration 

cellulaire et les cascades de signalisation liées au stress (Snider and Omary 2014) (Doganyigit, Eroglu, 

and Okan 2023).  

Plus précisément, dans l’épiderme basal, de par leurs propriétés intrinsèques, les filaments 

intermédiaires de kératines composés de la kératine 5 et 14, ont pour principale fonction de protéger 

les cellules des stress extérieurs en assurant la stabilité et une résistance mécanique grâce aux contacts 

cellule-cellule (desmosomes) et cellule-matrice (hémidesmosomes) (Simpson, Patel, and Green 2011) 

(Weber et al. 2021). 

De ce fait, la présence de kératines mutées (K5 ou K14), va entraîner une fragilité cutanée accrue des 

kératinocytes basaux, de l’épiderme en raison de la perturbation du complexe multi protéique 

kératines-hémidesmosomes. Les mutations associées à ces kératines, codées par les gènes KRT5 et 

KRT14 sont à l’origine d’une maladie génétique rare « L’Epidermolyse Bulleuse Simple ». 
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Chapitre 2 : Epidermolyse Bulleuse Simple 

 

I. Généralités 

L’Epidermolyse bulleuse (EB) est un groupe de maladies génétiques associées à une fragilité cutanée 

qui entraîne la formation de bulles, d'érosions et de cicatrices sur la peau et les muqueuses en réponse 

à un traumatisme mécanique léger ou même spontanément (Cristina Has and Fischer 2019). (Mariath 

et al. 2020). L'incidence et la prévalence de l'EB aux États-Unis sont respectivement d'environ 1/53 000 

et 1/125 000, et des estimations similaires ont été obtenues dans les pays européens (Fine 2016).  

 

A. Manifestations génétiques et cliniques de l’EB 

 

Cliniquement et génétiquement, l’EB est très hétérogène, comprenant des phénotypes avec des 

niveaux de gravité contrastés et impliquant plus de 1000 mutations dans au moins 16 gènes différents. 

Ces mutations provoquent des manifestations cliniques distinctes, allant de légères à sévères, avec 

une atteinte locale ou généralisée et une morbidité et une mortalité significatives pour certaines 

formes  (C. Has, Bauer, et al. 2020) (C. Has, Bauer, et al. 2020b).   

Les gènes associés à l'EB codent des protéines ayant des fonctions structurelles dans l'épiderme, dans 

la zone de la membrane basale ou dans la partie supérieure du derme, étant importantes pour 

l'intégrité de la peau et pour l'adhésion entre le derme et l'épiderme (Cristina Has and Bruckner-

Tuderman 2014). Ainsi, des changements génétiques qui modifient la dynamique et la fonction de ces 

protéines, vont entraîner une défaillance des structures qui assurent la stabilité mécanique de 

l'épiderme (comme le cytosquelette kératinique et les desmosomes) et de la membrane basale 

(comme les hémidesmosomes, les adhérences focales, des filaments d'ancrage et des fibrilles 

d'ancrage) (C. Has, Liu, et al. 2020) (figure 6).  
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Figure 6 : Représentation schématique de la structure et des zones touchées dans l’Epidermolyse 
bulleuse (EB) 

(A) Schéma de la peau (partie gauche) et de la jonction épidermique (partie droite) 

L’épiderme constitué de 4 couches (cornée, granuleuse, épineuse et basale) est relié au derme via 

différentes interactions protéiques au niveau d’une zone appelée « Jonction dermo-épidermique ». 

Selon les protéines altérées, différentes formes d’EB sont décrites : EBS, EBJ, EBD. 

(B) Protéines impliquées dans la pathogenèse des types d’EB, et sites de formation de bulles. 

Les différents types d’EB sont principalement caractérisés par les protéines altérées et la zone 

d’apparition des bulles. 

Adapté de (De Rosa et al. 2020) 
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Compte tenu de l’hétérogénéité des gènes altérés, de la zone de clivage entre le derme et l’épiderme, 

ainsi que des caractéristiques phénotypiques, l’EB est classée en quatre types principaux : 

l’Epidermolyse Bulleuse simple (EBS), l’Epidermolyse Bulleuse Jonctionnelle (EBJ), l’Epidermolyse 

Bulleuse Dystrophique (EBD) et l’Epidermolyse Bulleuse de Kindle (Tableau 2) (Murat-Sušić et al. 

2011; McGrath 2015).  

De plus la classification la plus récente, publiée en 2020, indique un total de 33 sous-types distincts 

d'EB (13 EBS, 9 EBJ et 11 EBD). Cette classification prend en compte la répartition et la gravité des 

bulles, la présence de caractéristiques cutanées et extra cutanées spécifiques mais également le gène 

altéré et le schéma de transmission génétique (C. Has, Bauer, et al. 2020; Fine et al. 2014). 

 

Tableau 2 : Classification des formes d’Epidermolyse Bulleuse 

D’après (C. Has, Bauer, et al. 2020) 

 

a) Epidermolyse Bulleuse Dystrophique (EBD) 

 

L’EBD est causée par des mutations du gène COL7A1, codant le collagène VII, le composant majeur des 

fibrilles d'ancrage dermique. L’absence (ou l’altération) de celui-ci se caractérise par un clivage dans le 

derme supérieur, aboutissant à une rupture des fibrilles d’ancrage, ce qui induit la formation de bulles 

juste en dessous de la lamina densa de la membrane basale (L. Bruckner-Tuderman, Höpfner, and 
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Hammami-Hauasli 1999). L'EBD est divisée en deux types principaux en fonction du mode de 

transmission, autosomique dominant (DDEB) et autosomique récessif (RDEB) (Mariath et al. 2020).  

Les résultats cliniques incluent des bulles généralisées à la naissance entraînant des cicatrices 

étendues, une hypo ou une hyperpigmentation, des bulles cornéennes, un retard de croissance, une 

anémie multifactorielle, des sténoses œsophagiennes et des déformations des mains et des pieds 

(Bruckner-Tuderman, Leena 2010). De plus, les plaies chroniques souvent colonisées par un microbiote 

pathogène, entrainent une inflammation excessive et une altération de la cicatrisation (Nyström, 

Bruckner-Tuderman, and Kiritsi 2021; Huitema et al. 2021). De ce fait, la qualité de vie des patients 

atteints de RDEB est considérée comme la plus difficile parmi toutes les formes d'EB et l'espérance de 

vie des patients est généralement très réduite, car ils développent presque systématiquement des 

carcinomes épidermoïdes agressifs à mesure que la maladie progresse (Fine et al. 2009; Montaudié et 

al. 2016; M. Kim et al. 2018). 

b) Epidermolyse Bulleuse Jonctionnelle (EBJ) 

 

L’EBJ résulte de mutations dans des gènes codant des protéines structurelles impliquées dans l’ancrage 

des kératinocytes basaux à la membrane basale, telles que le collagène de type XVII (COL17A1), la 

laminine 332 (LAMA3, LAMB3 et LAMC2), l’intégrine α6β4 (ITGA6 et ITGB4) et la sous-unité de 

l'intégrine α3 (IGTA3). Les conséquences de ces mutations vont se caractériser par une séparation 

dermo-épidermique et des bulles au niveau de la lame basale de la peau. Tous les sous-types sont 

hérités de manière autosomique récessive. D’un point de vue clinique l’EBJ, se caractérise par des 

bulles et des érosions localisées, en particulier sur le visage et le cou, associées aux effets d'une maladie 

des voies respiratoires supérieures, d'anomalies des ongles, d'érosions, de tissu de granulation et 

d'hypoplasie de l'émail et une atteinte des muqueuses. En plus d’une fragilité cutanée extrême, l’EBJ 

se caractérise également par une inflammation chronique (Keith et al. 2020 ; Hammersen et al. 2016). 

Cependant, la gravité varie considérablement selon les sous-types de l’EBJ : (1) Herlitz (mortel), (2) non 

Herlitz (non mortel) et (3) EBJ avec atrésie du pylore. Les données épidémiologiques indiquent que 

l'EBJ est moins fréquente que les types d'EB simple ou dystrophiques (Fine 2016). 

 

c) Syndrome de Kindler 

 

L'EB Kindler (KEB, anciennement connu sous le nom de syndrome de Kindler), est une forme 

syndromique rare de l'EB, qui a été reconnue comme une entité diagnostique distincte (Fine et al. 

2014) . Elle est causée par une mutation dans le gène codant la kindlin-1 (FERMT1), une protéine 

permettant la connexion du cytosquelette d’actine des kératinocytes basaux, à la matrice 
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extracellulaire ; mais joue également un rôle dans l'adhésion cellule-cellule, la différenciation et de la 

migration cellulaire (Gonzalez 2013).  

Le résultat de biopsie cutanée de ces patients a montré une division au sein de la membrane basale à 

différents niveaux. Cependant, la zone de clivage la plus fréquemment rencontrée est localisée au 

niveau de la partie la plus basse de la couche basale de l’épiderme ; une duplication de la lame basale 

peut-être également observée. Le mode de transmission se fait de manière autosomale récessive. 

Enfin, les manifestations cutanées caractéristiques consistent en une poïkilodermie, une atrophie de 

la peau, des modifications pigmentaires, une fragilité des muqueuses et des cicatrices diffuses dues à 

la formation de bulles à divers niveaux de la peau. (Vahidnezhad et al. 2019) (Youssefian et al. 2015). 

A ce jour, 250 cas ont été rapportés, dont l'espérance de vie est dans la majorité des cas, normale. 

Cependant, quelques patients présentant un carcinome agressif ont été rapportés (Lai-Cheong et al. 

2009). 

 

d) Epidermolyse Bulleuse Simple (EBS) 

 

Enfin, l’EBS, forme la plus répandue mais également la plus bénigne, présente un large éventail 

d’atteintes cutanées parmi les nombreux sous-types.  

Mon projet de thèse ayant porté sur cette forme d’Epidermolyse Bulleuse, la suite de ce chapitre 

portera sur la description détaillée de celle-ci, tant d’un point de vue clinique, que moléculaire. 

 

 

II. Epidermolyse Bulleuse Simple 

L’Epidermolyse bulleuse simplex (EBS) est une maladie cutanée rare, dont la prévalence se situe entre 

1/85 000 et 500 000 dans le monde (https://www.orpha.net/fr/disease) (Fine 2016; Brun et al. 2017) 

(Petrof et al. 2022). Elle se caractérise principalement par une fragilité des tissus, et inflammation 

cutanée caractérisée par des vésicules présentant un érythème distinct avec des bords migrateurs, 

même sur une peau n’ayant pas subi de traumatisme. L’ensemble de ces phénotypes cliniques est en 

grande partie du au décollement entre le derme et l’épiderme, qui est causé par des mutations qui 

affectent l’assemblage et l’interaction des filaments intermédiaires de kératines. 

 

A. Description clinique des formes les plus courantes d’EBS 

 

En fonction des gènes impliqués, de la localisation, de la fréquence et de la gravité des bulles, quatre 

sous-types les plus courants, ont été décrits :  (1) EBS « localisée » (2) EBS « généralisée 

https://www.orpha.net/fr/disease
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intermédiaire » (3) EBS « généralisée sévère » (ou « Dowling-Meara ») (Dowling and Meara 1954) et 

(4) EBS « avec pigmentation marbrée » (Tableau 3). 

 

Par ailleurs, le spectre clinique des formes d’EBS est beaucoup large, comprenant d’autres formes 

moins fréquentes telles que l’EBS avec dystrophie musculaire ou cardiomyopathie. 

 

Tableau 3 : Caractéristiques cliniques des 4 sous-types d’EBS les plus courants 

 Adapté de (So and Teng 1993) 

 

a) Epidermolyse Bulleuse simple – Localisée 

L’Epidermolyse Bulleuse simple localisée (EBS-loc), anciennement connue sous le nom de Weber-

Cockayne, représente le sous-type d’EBS le moins sévère mais le plus courant ; il survient chez environ 

60% des personnes atteintes d’EBS.  Les bulles apparaissent dès la petite enfance, mais peuvent 

également apparaitre dès la naissance. En effet les premiers symptômes surviennent généralement 

dès lors que l’enfant se met à ramper ou marcher, avec l’apparition d’ampoules généralement limitées 

aux pieds et aux mains. Les symptômes peuvent être saisonniers et s’aggraver avec la chaleur et la 

transpiration. D’autre part, une hyperkératose focale des paumes et des plantes sur les sites de 

frottements mécaniques et de traumatismes répétés peut se développer à la fin de l’âge adulte et 

provoquer des douleurs importantes ainsi qu’une mobilité réduite, sans pour autant impacter 

l’espérance de vie (Fine et al. 2014). 
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b) Epidermolyse Bulleuse simple – Généralisée intermédiaire 

La forme généralisée intermédiaire (EBS-gen), auparavant appelée Koebner, est la forme intermédiaire 

survenant chez 15% des personnes atteinte d’EBS. Cette forme d’EBS se distingue de l’EBS-loc par la 

présence de bulles sur l’ensemble du corps, en plus des mains et pieds, et est en général plus légère 

que l’EBS sévère. Les ampoules peuvent être présentes dès la naissance et se développer au cours des 

premiers mois de l’enfant (Fine et al. 2014). Les bulles générées par frottements peuvent être graves 

et mettre en danger la vie des nouveau-nés, cependant elles s’améliorent généralement à mesure que 

des individus approchent de la fin de l’enfance et du début de l’âge adulte, n’altérant pas l’espérance 

de vie.  

c) Epidermolyse Bulleuse simple – Généralisée sévère 

 

L’Epidermolyse Bulleuse simple, généralisée sévère (EBS-gen sev), autrefois connue sous le nom d’EBS 

Dowling-Meara (EBS-DM) est la forme la plus sévère survenant chez environ 25% des personnes 

atteintes d’EBS. Les bulles apparaissent dès la naissance, affectant grandement la qualité de vie et dont 

la gravité varie considérablement d’un enfant à l’autre. Celles-ci sont généralisées, localisées, 

volumineuses, hémorragiques et graves, en particulier durant la période néonatale ; mais peuvent 

également apparaitre sous forme de multiples amas (herpétiformes) chez l’enfant. D’autres 

symptômes peuvent également être observés, à savoir : une atteinte des muqueuses, érosions 

buccales, œsophagiennes et atteintes laryngées, une dystrophie des ongles, une kératodermie 

palmoplantaire progressive ainsi qu’une hyperpigmentation et hypopigmentation (Pierre A. Coulombe 

and Lee 2012) (Knöbel, O’Toole, and Smith 2015). De plus, un risque accru de carcinomes 

basocellulaires a été identifié chez quelques personnes atteintes d'EBS sévère, pouvant altérer leur 

espérance de vie (Fine et al. 2009). 

Malgré le degré de variation de la présentation clinique de ces trois principaux sous-types d’EBS, 

détaillés ci-dessus, ceux-ci sont causés dans 75% des cas par des mutations dans les gènes KRT5 et 

KRT14 codant respectivement pour la kératine 5 et la kératine 14 (Bolling et al. 2011). D’autre part, ces 

3 sous-types d’EBS sont transmis de manière autosomique dominante (Bardhan et al. 2020a). 

 

 

 

 

 



46 
 

d) Epidermolyse Bulleuse Simple – Avec pigmentation marbrée 

 

L’EBS avec pigmentation marbrée, forme rare et survenant chez moins de 1 % des personnes atteintes 

d'EBS, est caractérisée par une fragilité cutanée et présence de bulles évidentes à la naissance, mais 

est cliniquement impossible à distinguer des formes généralisées (intermédiaire ou sévère). La 

caractéristique déterminante se trouve dans le développement de petites macules hyper pigmentées 

qui progressent avec le temps et fusionnent pour former un motif réticulé. Ces changements ont 

tendance à se produire sur le tronc (dans les zones de flexions : le cou, l’aine et les aisselles) et les 

extrémités (en particulier sur les bras). D’autre part, des hyperkératoses palmaires et plantaires focales 

peuvent également survenir. L’espérance de vie n’a pas été décrite comme étant altérée chez ces 

patients (Echeverría-García et al. 2013). 

B. Diagnostic et modes de transmission 

Il est important de noter qu’un diagnostic précis de la maladie est essentiel pour garantir des soins 

optimaux aux patients et offrir des solutions thérapeutiques les plus efficaces. Le diagnostic clinique 

repose sur l’évaluation des symptômes par des experts de la santé. Par la suite, des tests en laboratoire 

tels que l’immunofluorescence et la transmission électronique sont effectués sur des biopsies de 

patients pour évaluer la gravité de la maladie, ainsi que des tests de génétique moléculaire pour 

confirmer le diagnostic et détecter des mutations au sein des gènes affectés dans l’EBS (Fine et al. 

2014). 

III. Mutations causant l’EBS 

 

Dans l’EBS, les gènes les plus fréquemment impactés sont KRT5 et KRT14, codant respectivement les 

kératine 5 (K5) et kératine 14 (K14) (Lane et al. 1992) (Pierre A. Coulombe and Lee 2012; Homberg and 

Magin 2014). Cependant, d’autres gènes peuvent être également impliqués : PLEC (plectine), DST 

(BP230 ou antigène pemphigoïde bulleux 230), EXPH5 (exophiline 5), KLHL24 (protéine de type kelch 

24) et CD151 (protéine CD151), donnant des sous-types d’EBS différents (So and Teng 1993-2023) 

(Tableau 4). 
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Tableau 4 : Classification des différents formes d’EBS, et les gènes impliqués 

Adapté de (So and Teng 1993-2023) 

 

A. Mutations KRT5 et KRT14 

Les sous-types d’EBS les plus fréquents causés par des mutations au sein des gènes KRT5 et KRT14, 

dans les kératinocytes basaux de l’épiderme, codent respectivement les kératines 5 (K5 ; type II)  et 

14 (Fuchs and Green 1980; C.-H. Lee and Coulombe 2009).  Ces kératines se lient ensemble afin de 

former les filaments intermédiaires de kératines (KIF) dans le cytosquelette des kératinocytes basaux 

de l’épiderme. Enfin, dans l’épiderme, de par leurs propriétés intrinsèques, leur principale fonction 

est de protéger les cellules des stress extérieurs en assurant la stabilité et une résistance mécanique 

grâce aux contacts cellule-cellule (desmosomes) et cellule-matrice (hémidesmosomes) (Simpson, 

Patel, and Green 2011) (Weber et al. 2021) (figure 7). 
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Figure 7 : Représentation schématique du réseau de filaments intermédiaires de kératines 
(K5/K14) 

Les filaments intermédiaires de kératines se connectent aux hémidesmosomes pour assurer la 

fixation à la membrane basale sous-jacente et aux desmosomes pour assurer le contact cellule à 

cellule dans les kératinocytes.   

Adapté de (Mariath et al. 2020) 

 

B. Corrélation génotype-phénotype 

Dans la plupart des cas, la gravité de l’EBS est corrélée à la localisation des modifications génétiques 

au sein des domaines fonctionnels de KRT5 et KRT14 (Müller et al. 2006) (figure 8). 

Les mutations entrainant des variantes pathogènes dans les extrémités hautement conservées (hot-

spot) dans des domaines en bâtonnet en hélice α, essentielles à l’assemblage des KIF, sont souvent 

associées aux cas les plus graves de la maladie (EBS-gen sev) (Meral Julia Arin 2009). Cependant cette 

corrélation n’est pas vraie dans tous les cas, car certains résidus peuvent être plus ou moins importants 

pour la protéine, et la nature des acides aminés substitués, comme leur structure et leur polarité qui 

influencent également le phénotype (M.J. Arin et al. 2010). La forme la plus légère, l’EBS-loc, est 

généralement associée à des mutations générant des variantes pathogènes dans les régions de liaison 

(L1 L12, L2) (Irvine and McLean 1999). Enfin, la forme généralisée intermédiaire (EBS-gen) comprend 

des variantes pathogènes qui ont tendance à être présentes le long des segments des domaines en 

bâtonnet (1A-1B, 2A-2B) ; à noter que le résidu d’acide aminé au sein de ces domaines le plus souvent 

altéré (70% des cas EBS-gen sévère) se trouve en position 125 de la kératine 14 (Porter and Birgitte 

Lane 2003). D’autre part, en plus de la localisation spatiale de la mutation, la nature de l’acide aminé 

remplacé, affecte également la gravité de la maladie (Murrell et al. 2011 ; Sørensen et al. 1999).  
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Figure 8 : Diagramme schématique montrant la distribution des variations d’acides aminés 

identifiées, causées par des mutations au sein de gènes KRT5 et KRT14 et leur emplacement au 

sein du polypeptide respectif K5 et K14. 

Les kératines ont un domaine central en bâtonnet d'hélice α contenant quatre segments (1A ‒ B, 2A 

‒ B), qui sont interrompus par trois domaines de liaison (L1, L12 et L2). Le domaine des bâtonnets 

possède des motifs hautement conservés (HIP et HTP) à ses extrémités, souvent associés aux cas les 

plus graves d'EBS. Les variantes dans les domaines de liaison sont généralement associées à l'EBS 

localisée, tandis que dans la forme intermédiaire de la maladie, les variantes impliquées ont 

tendance à être réparties sur les segments du domaine des bâtonnets.  

Adapté de (E. Kim et al. 2017) 

 

Polypeptide K5 

Polypeptide K14 
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Enfin, de manière générale, les mutations au sein des gènes KRT5 et KRT14, vont entrainer une 

altération de l’assemblage du réseau de KIF, dans les kératinocytes basaux de l’épiderme (Haines and 

Lane 2012). Cette perte d’intégrité, va entrainer une fragilité cutanée accrue des kératinocytes basaux, 

en raison de la perturbation du complexe protéine kératines-hémidesmosomes. De ce fait, un 

traumatisme physique, même léger, conduit à une perte d’intégrité tissulaire, une cytolyse 

intraépidermique des cellules basales, et à la formation de bulles remplies de fluides (figure 9) (P A 

Coulombe et al. 1991) (Moll, Divo, and Langbein 2008; Omary, Coulombe, and McLean 2004). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9 : Conséquences morphologiques des mutations KRT5 ou KRT14 

(A) Peau intacte montrant une architecture épidermique normale, avec un derme (DE) et 

épiderme (E) liés. 

(B) Peau de patient EBS, montrant la formation d'une bulle intrabasale, entraînant la séparation 

de l'épiderme du derme sous-jacent (astérisque). 

(C) (D) Présence de bulles cutanées, causées par un décollement de l’épiderme. 

Adapté de (Chan et al. 1994) 

 

 

 

 

 

A) B) 

C) D) 
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IV. Modèles d’études de l’EBS 

 

Pour la compréhension des conséquences liées aux mutations au sein des gènes KRT5 et KRT14, 

l’investigation de la pathologie d’un point de vue cellulaire et moléculaire a été permise grâce à 

différentes études in vitro et in vivo sur des modèles animaux et humains (Tableau 5). 

Tout d’abord, en 1991, pour explorer la relation entre les mutations au sein des gènes codant les 

kératines et les maladies génétiques cutanées en général, un modèle de souris transgéniques 

exprimant une forme tronquée de la kératine 14 (cΔ135K14P) dans la couche basale de l’épithélium 

pavimenteux stratifié a été généré (Vassar et al. 1991). Au vu des résultats de cette étude, notamment 

en raison de l’apparition de bulles cutanées mais également de la formation d’agrégats de kératines 

dans les cellules basales, la physiologie et la biochimie de ces souris transgéniques ont permis de 

fournir la preuve que les mutations au sein du gène KRT14 sont la cause sous-jacente de l’EBS.  

Suite à cela, un autre modèle de souris transgéniques Knock-out pour la kératine 14 (K14 -/- 

homozygote) (Lloyd et al. 1995) a été développé, mettant en évidence que le déficit en kératine 14 

n’entraine pas une ablation du cytosquelette basocellulaire en raison d’un rôle compensatoire de la 

kératine 15 ; cependant ces souris mourraient prématurément. Pour étudier précisément la nécessité 

de la présence d’un cytosquelette kératinique dans les cellules basales, une autre équipe de recherche 

a donc développé un modèle de souris transgéniques en inactivant le gène K5 (K5 -/- homozygotes) 

(Peters et al. 2001) ; ce modèle cellulaire a permis de montrer que la suppression de la kératine 5 

rendait l’épiderme basal déficient en filaments intermédiaires de kératines et conduisait à une létalité 

immédiate après la naissance. Pour permettre d’étudier précisément l’EBS au niveau génétique et 

phénotypique, un modèle de souris transgéniques inductible (avec une mutation ponctuelle dans le 

codon 131 du gène KRT14) a ensuite été développé en 2001 (Cao et al. 2001), permettant l’induction 

de phénotypes EBS dans les souris qui restent viables. 

De manière générale, bien que ces modèles aient fourni des informations importantes sur la 

physiopathologie de l’EBS, ils présentent deux limitations majeures : (1) présence de différences 

significatives dans l’anatomie et la physiologie de chaque couche cutanée chez la souris et l’homme, 

notamment dans l’architecture épithéliale, les propriétés biomécaniques mais également les 

mécanismes de cicatrisation (Wong et al. 2011) (2) la majeure partie des souris transgéniques 

développées meurt peu après la naissance (Leena Bruckner-Tuderman et al. 2010). D’autres modèles 

animaux tels que les drosophiles, ont également été développés, permettant de reproduire la présence 

de bulles sur les ailes, et soutiennent l’idée selon laquelle les mutations de l’EBS perturbent la 
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pathologie cellulaire et tissulaire par le biais de multiples mécanismes, notamment en compromettant 

l’intégrité du réseau de filaments intermédiaires de kératines (Bohnekamp et al. 2015).  

De plus, des animaux présentant naturellement des mutations causant l’EBS ont été décrits. En 2005, 

des rapports cliniques de veaux et des analyses de microscopie électronique sur des échantillons de 

peau de ces veaux ont mis en évidence une perte de peau, de muqueuse et une inflammation au niveau 

des zones de contacts, et un site de clivage au-dessus de la membrane basale (Ford et al. 2005) ; de 

plus, une analyse génétique a conduit à l’identification de la mutation au sein du gène KRT5 

(hétérozygote, changement de codon E478K) présente chez ces veaux. Enfin, en 2020, une étude a 

rapporté l’existence de macaques rhésus avec une perte épidermique généralisée affectant 75% du 

corps, dont le séquençage a permis d’identifier une mutation homozygote (Johnson et al. 2020) ; 

malgré les avantages potentiels de ce modèle spontané de l’EBS chez une espèce plus étroitement liée 

à l’homme, la mortalité accrue de ces macaques reste toujours un facteur limitant pour l’étude de la 

pathologie. 

Des biopsies ont permis de réaliser des études directement sur les coupes obtenues mais également 

de générer des modèles cellulaires primaires, murins et humains. Les premières biopsies ont été 

effectuées en 1991, sur des patients diagnostiqués comme étant atteint d’EBS-Dowling-Maera et les 

kératinocytes cutanés ont été mis en culture pour pouvoir examiner par immunofluorescence les 

réseaux de filaments intermédiaires de kératines dans ces cellules primaires (Pierre A. Coulombe et al. 

1991). Deux autres équipes de recherche ont mené des études à partir de biopsies de patients atteints 

d’EBS, en analysant plus précisément la composante inflammatoire directement à partir des coupes 

de peau obtenues (Ujiie et al. 2017 ; Alexeev et al. 2017). Des études ont également été menées sur 

des kératinocytes primaires isolés de souris modifiées génétiquement (knock-out pour les kératines de 

type I ou II, avec la ré expression ou non de kératines 5 et/ou K14) afin d’explorer notamment de 

manière plus approfondie le rôle des kératines dans l’assemblage des filaments intermédiaires de 

kératines et le maintien des hémidesmosomes (Homberg et al. 2015 ; Seltmann et al. 2013). 

De manière générale, la culture de kératinocytes primaires nécessite de passer par une étape de 

biopsie, dont l’obtention reste difficile et limitée, notamment pour des patients présentant des 

complications de cicatrisation. De plus ces cellules primaires ne sont cultivables que sur une courte 

durée en raison de leur faible potentiel de prolifération et de leur entrée rapide en sénescence, ce qui 

peut les rendre inadaptées à des essais fonctionnels plus poussés (Deyrieux and Wilson 2007). 

 

Par conséquent, pour palier à ces limites et disposer de cellules avec une durée de vie illimitée en 

culture, des lignées de kératinocytes dérivés de patients EBS ont été immortalisés. Le processus 
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d’immortalisation consiste à utiliser des gènes viraux tels que l’antigène SV40 (virus simien 40), en 

inactivant des gènes suppresseurs de tumeurs tel que p53 et peut induire une activité télomérase dans 

les cellules infectées. Les premières lignées ont été générées en 1995, à partir de kératinocytes 

primaires issus de biopsies cutanées de patients  EBS porteurs de mutations différentes au sein du 

gène KRT5 ou KRT14 (S. M. Morley et al. 1995). Par la suite, de nombreuses études ont également été 

menées sur ces lignées de kératinocytes immortalisés (D’Alessandro et al. 2002; Russell et al. 2004; 

Jean Christopher Chamcheu et al. 2009a; Spörrer et al. 2019; Tan et al. 2021) et ont montré que les 

phénotypes pathologiques décrits étaient identiques à ceux mis en évidence dans les cultures 

primaires. Cependant, l’immortalisation des cellules peut altérer les mécanismes physiopathologiques, 

en raison de l’altération du cycle cellulaire et du processus apoptotique (Lehman et al. 1993; Choi and 

Lee 2015). 

Enfin, au-delà des différentes limitations notables concernant ces différents modèles d’études, ceux-

ci ont tout de même permis de fournir des preuves convaincantes d’un lien de causalité entre les 

mutations au sein des gènes KRT5 et KRT14 et divers phénotypes pathologiques de l’EBS (Tableau 5). 

 

V. Mécanismes moléculaires et cellulaires associés à l’EBS 

Les phénotypes pathologiques, cellulaires et moléculaires de l’EBS mis en évidence (Tableau 5) 

reposent sur : 

 L’altération du réseau de filaments intermédiaires de kératines et la formation d’agrégats de 

kératines dans le cytoplasme des kératinocytes basaux 

 Une composante inflammatoire 

 L’altération de l’expression des protéines de jonctions (au niveau de la JDE) 

 L’altération des voies de signalisation associées à la prolifération et migration cellulaire (moins 

décrites) 
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Tableau 5 : Vue d’ensemble des différents modèles d’études de l’EBS (murins et humains) et les 
phénotypes mis en évidence 

Les altérations cutanées, du réseau de KIF et la formation d’agrégats sont indiquées en rose ; les 

phénotypes en lien avec la composante inflammatoire sont indiqués en orange ; l’altération de 

l’expression des protéines de jonction est indiquée en vert ; l’altération des voies de signalisation 

associées à la prolifération et migration cellulaire est indiquée en bleu. 
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A. Conséquences cellulaires et moléculaires liées aux mutations KRT5 et KRT14 

a) Agrégats de kératines 

Dans la plupart des cas d’EBS, il a été observé de manière caractéristique par microscopie 

électronique, des agrégats de kératines dans les kératinocytes basaux des patients (Anton-Lamprecht 

et Schnyder, 1982) (figure 10). De plus, chez les patients EBS, les cellules de la couche basale 

présentent une fragilité en cas de traumatisme physique léger ou en présence de chaleur. 

Ces différentes observations ont ainsi attiré l’attention pour la première fois sur le rôle des kératines 

dans l’EBS (Anton-Lamprecht and Schnyder 1982; Ishida-Yamamoto et al. 1991; Kitajima, Inoue, and 

Yaoita 1989) suggérant que la fonction globale des kératines épidermiques était donc d'assurer le 

renforcement de l'épiderme et le maintien de l'intégrité cellulaire sous stress mécanique et 

thermique. 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10 : Agrégats de kératines, dans une biopsie de patient EBS-DM 

(A) Patient EBS-DM (avec une mutations K14 R125P). Présence de nombreuses bulles 

épidermiques sévères. Issu de (Morley et al. 2003a) 

(B) Microscopie électronique, sur une biopsie de patients EBS-DM. Des amas de filaments 

intermédiaires de kératines (KIF) ronds anormaux (flèches) et un rassemblement de formes 

irrégulières de KIF épais (grandes points de flèche) sont observés. Zone de la membrane basale 

indiquée par des petites pointes de flèches. B : Cavité de la bulle intra-épidermique. Bar 1µm. Issu de 

(Ishida-Yamamoto et al. 1991) 
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Par la suite, diverses expériences approfondies, dans des conditions normales (P A Coulombe et al. 

1991)  ou de stress (D’Alessandro et al. 2002 ; Spörrer et al. 2019) ont pu fournir des preuves 

convaincantes d’un lien de causalité entre les mutations au sein des gènes KRT5 ou KRT14 et le défaut 

d’assemblage des kératines 5 et 14. En effet, ce défaut engendre une mauvaise conformation des 

filaments intermédiaires de kératines et donc un mauvais assemblage, entrainant la formation 

d’agrégats de kératines. L’agrégation de kératines reflète ainsi une inefficacité dans la construction et 

le maintien d’un réseau cytosqueletique robuste dans les kératinocytes basaux de l’épiderme. 

Dès le début des années 1990, la génération de divers modèles de souris transgéniques a permis de 

mettre en évidence : des anomalies au niveau de l’architecture épidermique, la présence de bulles 

cutanées, une cytolyse basocellulaire et une altération de la formation des filaments intermédiaires 

menant à la formation d’agrégats de kératines dans les cellules basales de l’épiderme (figure 11) 

(Vassar et al. 1991 ; Lloyd et al. 1995 ; Cao et al. 2001 ; Peters et al. 2001). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11 : Modèles de souris tansgéniques et mise en évidence d'agrégats de kératines 

(A) Souris homozygote (K14-/-), présentant des bulles à la surface du corps, dues à la cytolyse de 

la couche basale de l’épiderme. Souris âgée de 2 jours, avec de nombreuses boursouflures 

sur les membres antérieurs et les pattes ; se produisant fréquemment en réponse à des 

traumatismes physiques légers. Issu de (Lloyd et al. 1995) 

(B) Coupe (0,75µm) d’une biopsie de peau de souris, prélevée à l’âge de 2 jours. Formation 

d’une bulle intra basale, entrainant la séparation du derme sous-jacent (flèche double) De 

bas en haut : B, couche basale ; S, couche épineuse ; G, couche granuleuse ; S, couche 

cornée ; hf, follicule pileux. Barre : 30 µm. Issu de (Lloyd et al. 1995) 

(C) Peau de souris transgéniques (mutation pour la kératine K14). Présence d’amas de kératines 

et des filaments de kératines courts dans les kératinocytes basaux. Kc, amas de kératine ; Kf, 

filaments de kératine ; Nu, noyau. Barre : 1 μm. Issu de (Cao et al. 2001) 
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Afin d’étudier le rôle, la localisation et la dynamique des agrégats de kératines dans les kératinocytes 

EBS, des modèles de kératinocytes immortalisés dérivés de patients ont été utilisés (figure 12). 

Dans des conditions de stress thermique, osmotique ou mécanique, il a été mis en évidence la présence 

d’agrégats de kératines en périphérie cellulaire et une fragmentation du réseau de filaments 

intermédiaires de kératines (S. M. Morley et al. 1995 ; Russell et al. 2004 ; Jean Christopher Chamcheu 

et al. 2009) (Figure). De plus l’apparition d’agrégats a été décrite comme un évènement réversible, car 

ceux-ci disparaissent après un temps de récupération (Beriault et al. 2012).  En effet, les agrégats de 

kératines ne sont pas des structures statiques, ce sont des assemblages transitoires et dynamiques. 

Ces derniers se forment près de la membrane plasmique et se déplacent ensuite vers le centre de la 

cellule, où ils se désagrègent. Ils sont responsables de la perte du maintien du réseau de filaments 

intermédiaires de la cellule. 

Figure 12 : Formation d’agrégats dans les kératinocytes immortalisés EBS, après stress thermique, 
osmotique ou mécanique 

 (A) Le stress thermique a induit la formation d’agrégats de kératines dans les Ker-EBS-sevère 

immortalisés (K5 p.475Gly>Glu). Issu de (J.C. Chamcheu et al. 2010) 

(B) Et (C) Le stress osmotique a induit des effets différents dans 2 lignées de Ker-EBS. Une 

fragmentation des filaments de kératines a été observée après 4h de récupération dans la lignée EBS-

DM mutation E475G K5 (B) et des agrégats périphériques clairs ont été observés dans la lignée EBS-

DM R125P K14 (C) Barre, 10 μm. Issu de (Morley et al. 2003a) 

(D) L'étirement mécanique a induit une fragmentation des filaments intermédiaires de kératines dans 

la lignée EBS-DM R125P K14. Après 120 minutes d'étirement, les cellules présentent des réseaux de 

kératines gravement perturbés, les filaments restants étant concentrés autour du noyau. Barre, 10 

μm. Issu de (Russell et al. 2004) 
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b) Altération de l’expression des protéines de jonction (au niveau de la JDE) 

L’une des fonctions des filaments intermédiaires de kératines (KIF) est de participer à l’adhésion des 

kératinocytes basaux à la matrice extracellulaire par l’intermédiaire des hémidesmosomes, et au 

contact cellule-cellule via les desmosomes (Seltmann et al. 2013 ; Tsuruta et al. 2011).  

Bien que l’EBS soit associée à la perturbation du réseau de KIF, l’expression de protéines 

hémidesmosomales/desmosomales peut être altérée, lorsqu’il y a des mutations au sein des gènes 

KRT5 et KRT14  (Spörrer et al. 2019). 

En effet des études effectuées sur des modèles murins (souris) ou sur des modèles de kératinocytes 

EBS immortalisés, ont pu mettre en évidence que de nombreuses protéines de la JDE étaient altérées 

ou que leurs expressions étaient régulées négativement, telles que la desmoplakine, la plakoglobine 

ou BP180 et BP230 (Liovic et al. 2009; Homberg et al. 2015; Russell et al. 2004; Geerts et al. 1999).  

Les résultats de ces différentes études s’ajoutent aux preuves croissantes que la présence d’un réseau 

robuste et organisé de KIF, contribue activement à la stabilité des desmosomes et des 

hémidesmosomes auxquels ces filaments de kératines 5 et 14 se connectent. Cependant les 

mécanismes exacts par lesquels les kératines mutées provoquent cela, restent à étudier. 

c) Composante inflammatoire 

L’agrégation de kératines et la fragmentation du réseau de filaments intermédiaires de kératines étant 

décrite comme la principale cause de la pathogénèse moléculaire de l’EBS (Pierre A. Coulombe and Lee 

2012), la manifestation directe d’anomalies cutanées, telles que les bulles et érosions, peut-être due 

à une inflammation chronique et l’activation du système immunitaire. (Bardhan et al. 2020 ; Nguyen 

and Soulika 2019; Ujiie et al. 2017), dont le processus de cicatrisation est orchestré par la sécrétion de 

cytokines, y compris une famille de petites protéines (8 à 15kD) appelées chimiokines. 

En effet, dès les années 2000, des études sur des modèles de souris ont permis de mettre en évidence 

un niveau accru de certaines chimiokines (CCL2, CCL20, CCL19 et CXCL16) connues pour attirer les 

cellules de Langherans dans la peau, mais également une augmentation des niveaux d’expression de 

l’IL6 et de l’IL-1β (figure 13) (Lu et al. 2007 ; Roth et al. 2009). 
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Figure 13 : Marqueurs pro-inflammatoires détectés dans des souris K5 -/- 

 (A) et (B) Augmentation du niveau d’expression d’IL-1β et IL6, au niveau ARN (A) et protéique (B). 

Barre blanche : WT ; Barre noire : K5 -/-. Issu de (Lu et al. 2007) 

(C) La coloration à la a-Vimentine a révélé une augmentation du nombre de cellules de Langerhans 

(qui serait corrélée à une augmentation de l’expression de CCL2, CCL19 et CCL20) dans l’épiderme 

lésionnel de la peau de souris K5 -/-. Les cellules de Langerhans sont marquées par des flèches. Barre 

: 20 mm. Issu de (Roth et al. 2009) 

Pour appuyer ces premières observations, il a été montré une augmentation significative du niveau 

d’expression de diverses cytokines/chimiokines, telles que l’IL-1β, IL6, CXCL8/IL8, CXCL1, CXCL10, CCL2, 

CCL5 mais également d’IFNγ dans les fluides contenus dans les bulles de patients EBS ; les ampoules 

précoces contenaient des niveaux plus élevés de certaines de ces chimiokines que les lésions avancées 

(98h après leur apparition) (figure 14) (Ujiie et al. 2017 ; Annicchiarico et al. 2015 ; Alexeev et al. 2017 

; Lettner et al. 2013). De plus, une augmentation de leucocytes (LT CD45+/CXCR2+) au niveau des zones 

cloquées a été observée à partir de biopsies de ces patients (Alexeev et al. 2017). Une autre étude, 

utilisant également des fluides de bulles de patients EBS, a permis de mettre en évidence la présence 

de niveau élevé d’IL8 (un chimioattractant des neutrophiles produit par les kératinocytes et les 

macrophages), et de marqueurs de la réponse immunitaire Th17 (IL17, IL21, IL22). De plus, les biopsies 

cutanées (peau boursouflée) provenant de ces mêmes patients ont montré une augmentation 

significative du nombre de cellules immunopositives CXCL9 et CXCL10 (Castela et al. 2019). 

Cela a été appuyé et confirmé par une analyse transcriptomique effectuée à partir d’échantillons de 

peau de patient EBS, prélevés sur des sites de vésicules aigües ou non (G. H. Lee et al. 2022). 
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Figure 14 : Marqueurs pro-inflammatoires détectés dans des kératinocytes EBS immortalisés et 
fluides de bulles de patients EBS 

(A) Une augmentation de cellules infiltrantes CD45+/CXCR2+ est observée dans la peau de 

patient EBS où se situent des bulles. Issu de (Alexeev et al. 2017) 

(B) Les concentrations de CXCL8/IL-8 sont fortement augmentées dans les liquides de bulles de 

patients EBS. Issu de (Lettner et al. 2013) 

(C) Une analyse transcriptomique a mis en évidence une augmentation significative de diverses 

cytokines pro-inflammatoires, dans l’épiderme de patient EBS, où se situent des bulles. Issu 

de (G. H. Lee et al. 2022) 

(D) Augmentation des cellules CXCL9+ (colorées en vertes) et CXCL10+ (colorées en rouge). Les 

cellules exprimant les deux chimiokines apparaissent en jaune. Issu de (Castela et al. 2019) 

 

Dans l’EBS, le déséquilibre de plusieurs cytokines et chimiokines mis en évidence à travers diverses 

études, suggère donc que l’EBS serait considérée comme des troubles inflammatoires systémiques 

plutôt qu’une maladie limitée à la peau. Cependant le rôle des celles-ci dans la pathogénèse n’a pas 

été décrit. 
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d) Altération des voies de signalisation 

Des études menées à partir de kératinocytes immortalisés EBS ont fait état d’une migration accrue de 

ces cellules par rapport aux kératinocytes contrôles, ainsi qu’une diminution de la prolifération (S. m. 

Morley et al. 2003b ; Jean Christopher Chamcheu et al. 2009). De ce fait, les voies de signalisation sous-

jacentes à ces phénotypes cellulaires ont également été étudiées. Les études menées, principalement 

sur des kératinocytes EBS immortalisés soumis à différents stress (osmotiques, thermiques, 

mécaniques), ont ainsi permis de mettre en évidence de manière générale, une régulation à la hausse 

des voies de signalisation médiées par les voies constitutives de la protéine kinase activée par un 

mitogène (MAPK) et plus précisément une augmentation de la phosphorylation de ERK, JNK et p38. 

(D’Alessandro et al. 2002 ; Liovic et al. 2008 ; Russell, Ross, and Lane 2010 ; Jean Christopher 

Chamcheu, Navsaria, et al. 2011a ; Wagner et al. 2013 ; Sawant et al. 2018). 

Ces observations permettent ainsi de montrer que les kératinocytes de patients EBS présentant des 

mutations au sein des gènes KRT5 ou KRT14, sont soumis à un stress intrinsèque via les voies JNK1 et 

JNK2 (JNK1/2, également connues sous les noms de MAPK8 et MAPK9, respectivement), protéines p38, 

et ERK1 et ERK2 (ERK1/2, également connues sous les noms de MAPK3 et MAPK1, respectivement) 

(Russell, Ross, and Lane 2010). 

Cependant, le lien exact entre l’activation de ces voies, et les défauts de migration et de prolifération 

cellulaires observés dans l’EBS, n’est à ce jour pas connu. 

 

VI. Stratégies thérapeutiques 

Actuellement, il n'existe aucun traitement curatif pour l'EBS. Les seuls traitements dont les patients 

peuvent bénéficier sont essentiellement symptomatiques. Cependant, grâce à différentes études 

menées ces dernières années ayant permis d’identifier et de mieux comprendre les mécanismes 

pathologiques impliqués, de nouvelles approches thérapeutiques sont explorées telles que : (1) la 

possibilité de fournir une protéine fonctionnelle en corrigeant le défaut génétique primaire, au niveau 

de l’ADN ou de l’ARNm (2) l’utilisation de petites molécules pharmacologiques, afin de modifier ou 

restaurer les phénotypes pathologiques, permettant de traiter les séquelles de la maladie et visant 

ainsi à améliorer la qualité de vie des patients. Toutes les approches sont listées dans le tableau 6. 
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Tableau 6 : Vue d’ensemble des études in vitro et in vivo sur des modèles murins ou humains 

 

 

 

 



64 
 

 

A. Approches symptomatiques 

a) Pansements 

Les soins de soutien pour protéger la peau des bulles, reposent sur l’utilisation de pansements 

appropriés qui n'endommageront pas davantage la peau et favoriseront la cicatrisation des plaies 

ouvertes, ainsi que la prévention et le traitement des infections secondaires (Prodinger et al. 2019). 

Les pansements utilisés comportent généralement trois couches : 1) un pansement primaire non 

adhésif (par exemple à base de silicone, comme le Mepitel), parfois imprégné d’une fine couche de 

vaseline ou d’antibiotiques topiques (par exemple, la pommade à la mupiromicine) selon les 

indications ; 2) une seconde couche de pansement en mousse et/ou rouleaux de gaze (par exemple 

Kerlix ®), qui assure la stabilité de la couche primaire et permet l’ajout de rembourrage ; 3) une couche 

tertiaire, composée de gaze en tube (telle que BandNet ®), dotée de certaines propriétés élastiques 

pour assurer l’intégrité du pansement. D’autre part, certains patients peuvent bénéficier également 

d’un saupoudrage des zones touchées avec de la fécule de maïs ou de Zeasorb ® pour aider à absorber 

l'humidité et réduire la friction sur la peau, suivi d'un simple pansement (à une seule couche) (El 

Hachem et al. 2014; So and Teng 1993-2024).  D’autre part, des antibiotiques topiques et/ou 

systémiques peuvent également être utilisés ainsi que des pansements antimicrobiens imprégnés 

d'argent, d'iode, de bleu violet de gentiane ou de miel de qualité médicale pour réduire la colonisation 

bactérienne et favoriser la cicatrisation des plaies. Toutefois, ces pansements sont généralement 

beaucoup plus coûteux. 
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Bien qu’il existe une variété de pansements appropriées comme thérapies de soulagement des 

atteintes cutanées, il peut être difficile d’entretenir les pansements notamment chez les enfants 

compte tenu des nombreux mouvements. De plus la cicatrisation des plaies chez les patients atteints 

l’EBS reste un défi. 

b) Thérapie cellulaire 

Une autre approche repose sur la thérapie cellulaire qui consiste en une greffe de cellules afin de 

restaurer la fonction d’un tissu ou d’un organe.  

En 1999, une première approche de thérapie cellulaire a été rapportée chez un nouveau-né atteint 

d’EBS (Douwling-Maera), à partir d’un substitut cutané bi-couche Apligraf ® issu de la bio-ingénierie et 

approuvé par la Food and Drug Administration (FDA) des Etats-Unis (Falabella et al. 1999). Celui-ci est 

formé d’une couche construite à partir de fibroblastes néonatals dérivés de prépuces néonatals dans 

une matrice de collagène bovin de type I (constituant l’équivalent dermique) et une couche composée 

de kératinocytes épidermiques néonatals dérivés du prépuce humain (constituant l’équivalent 

dermique) ; il permet de fournir des facteurs de croissance provenant à la fois des cellules 

épidermiques et des fibroblastes afin de stimuler la cicatrisation. Vingt jours après application de ce 

substitut cutané sur environ 40% de la surface corporelle du nourrisson, il été rapporté une 

cicatrisation rapide sur tous les sites de greffe malgré le développement de bulles généralisées ailleurs. 

Ces résultats tout de même prometteurs suggèrent que l’Apligraf pourrait être efficace pour une 

cicatrisation plus rapide des plaies aiguës d’EBS et empêcher la transformation de ces plaies en plaies 

chroniques à court terme.  

Enfin, en 2011, une équipe a également effectué une approche de thérapie cellulaire à partir d’un 

produit de thérapie cellulaire allogénique Kaloderm® utilisé pour la cicatrisation des plaies (Shin et al. 

2011). Ce produit est composé de kératinocytes cultivés, provenant de prépuce d’un nourrisson et 

contient de nombreux facteurs de croissance et cytokines. Ces substituts cutanés ont été appliqués sur 

des lésions non épithélialisées d’un nourrisson 12 jours après sa naissance, permettant de réduire de 

moitié les défauts cutanés et une réépithélialisation presque totale 14 jours après l’application, à 

l’exception de quelques ampoules récurrentes. Cependant aucun suivi à long terme n’a été signalé. 

B. Etudes visant à corriger les phénotypes cellulaires et moléculaires de l’EBS 

Une meilleure compréhension de la physiopathologie de l’EBS, ainsi que les progrès des technologies 

moléculaires, ouvrent la voie à de nombreuses approches thérapeutiques (Prodinger et al. 2019 ; Has, 

Liu, et al. 2020).  
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En effet, en ciblant la physiopathologie connue de la maladie, des études ont porté sur des techniques 

d’édition du génome, ciblant l’ADN ou l’ARN, et sur l’utilisation de molécules visant à corriger les 

phénotypes cellulaires et/ou moléculaires, in vitro ou in vivo, menant pour certaines études, au 

lancement d’essais cliniques. Toutes les approches sont listées dans le tableau 6. 

1. Thérapies ciblant l’ADN 

Différentes stratégies visant à remplacer, inactiver ou réparer le gène affecté ont pu être menées dans 

des cellules de la peau grâce à des stratégies d’édition du génome. 

En 2017, une équipe de recherche a établi une stratégie d’édition de gènes basée sur la technologie 

CRISPR/Cas9 (CRISPR-associated protein 9), dans une lignée cellulaire de kératinocytes humains EBS 

porteurs d’une mutation dans l’exon 6 du gène KRT14 (c.1231 G>A) (Kocher et al. 2017). Grâce à cette 

approche, l’efficacité de correction génique par recombinaison homologue était de 16%, sans effets 

hors cible. Les cellules corrigées ont montré une restauration de l’expression de kératine 14 à un niveau 

normal ; de plus un test par choc thermique a pu confirmer une correction au niveau fonctionnel, avec 

une absence d’agrégats de kératines, indiquant que la correction a permis une restauration de la 

stabilité du réseau de filaments intermédiaires de kératines. Cette étude offre ainsi une option de 

traitement causal pour l’EBS. 

Un autre objectif de correction génique repose sur le développement de stratégie impliquant 

seulement la perturbation de l’allèle mutant tout en conservant l’allèle de type sauvage intact. Pour 

cela une approche a été menée à partir d’utilisation de nucléases programmables telles que les 

Nucléases effectrices de type activateur de transcription (TALEN, Transcription Activator-Like Effector 

Nucleases) (Aushev et al. 2017). Dans cette étude, des TALENs ciblant l’exon 1 du gène KRT5 ont été 

utilisés pour générer une cassure double brin, induisant des indels (insertions-délétions) au niveau du 

site de coupure et l’apparition d’un codont stop prématuré. Cela a eu pour conséquence l’inactivation 

de l’allèle mutant, et de ce fait, la protéine mutée n’est pas traduite. D’un point de vue fonctionnel, 

l’inactivation de l’allèle mutant KRT5 a entrainé l’élimination d’anomalies structurelles des filaments 

intermédiaires de kératines et de formations d’agrégats en cas de stress. 

Plus récemment, une étude utilisant la technologie CRISPR/Cas9 a également visé à perturber de 

manière spécifique l’allèle mutant à partir de kératinocytes EBS immortalisés porteurs de la mutation 

hétérozygote c.449T>C au sein du gène KRT5, grâce à la conception d’un ARN guide permettant de 

guider la protéine Cas9 pour induire un clivage de l’ADN de l’allèle mutant uniquement ; cela entraine 

la réparation d’ADN par NHEJ (Non-homologous end joining), induisant l’apparition d’indels et ainsi 

une non traduction de la protéine mutée (Bchetnia, Dionne Gagné, et al. 2022). Les résultats ont 

montré une absence totale du transcrit mutant, sûrement due à la dégradation de l’ARN, indiquant 
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une inactivation spécifique de l’allèle mutant. De plus, la correction génique a permis de restaurer un 

réseau de filaments kératiniques normal, avec une absence d’agrégats de kératines, ainsi qu’une 

distribution normale de protéines desmosomales (desmoplakin 1/2 et E-cadherin) sur la membrane 

plasmique.  

Enfin, en 2024, cette même approche a été menée dans kératinocytes immortalisés issus de 

kératinocytes primaires de patients EBS porteurs d’une mutation dominante hétérozygote 

(c.475/495del21) dans l’exon 1 du gène KRT14. (Cattaneo et al. 2024). La correction génique a permis 

de perturber l’expression de l’allèle mutant KRT14 avec une efficacité allant jusqu’à 94%, sans affecter 

l’allèle de type sauvage. D’un point de vue phénotypique, il a été observé une restauration 

fonctionnelle du réseau de filaments intermédiaires de kératines. Après récupération à l’issu d’un choc 

thermique, les agrégats ne persistaient plus dans le cytoplasme des cellules corrigées. De plus, des 

équivalents de peau humaine ont été générés à partir des kératinocytes immortalisés EBS corrigés, 

montrant qu’aucune bulle n’était observée dans l’épiderme généré. Ainsi, cette approche ayant permis 

de corriger l’expression de l’allèle mutant KRT14, a ainsi permis de restaurer entièrement un réseau 

de filaments intermédiaires fonctionnel, composé de kératines 5 et K14. 

2. Thérapies ciblant l’ARN 

D’autres stratégies sont exploitées pour moduler directement l’ARNm, afin de restaurer l’expression 

d’une protéine fonctionnelle. Ces approches ciblant l’ARN, peuvent ainsi ouvrir la voie à une série 

d’applications thérapeutiques, notamment grâce à la modulation de l’ARNm mutant par l’utilisation 

de petits ARN interférents (siRNA) ou de trans-épissage d’ARN médié par spliceosome (SMaRT). 

En effet, les siRNA qui sont de petites molécules ARN, qui se lient à l’ARNm mutant conduisant à sa 

dégradation après transcription, offre une voie thérapeutique potentielle dans l’EBS en inhibant 

spécifiquement l’ARNm mutant sans affecter l’allèle fonctionnel.  

Sachant que les kératines sont exprimées à partir des deux allèles et qu’un seul allèle fonctionnel suffit 

à maintenir un épiderme structurellement stable (Chan et al. 1994), le développement d’un siRNA a 

été conçu pour inhiber spécifiquement l’ARNm codant pour la protéine K5 mutée impliquée dans l’EBS, 

(avec un effet négligeable sur l’expression de la kératine 5 sauvage). Le traitement de cellules 

épithéliales avec un siRNA ciblant spécifiquement l’ARN muté (p.Ser181Pro) a permis d’améliorer 

considérablement le cytosquelette et d’inverser de manière significative le phénotype d’agrégation 

des filaments intermédiaires de kératines (Atkinson et al. 2011).  

 



68 
 

La faisabilité d’une autre approche basée cette fois sur le trans-épissage d’ARN médié par spliceosome 

(SMaRT) a été également démontrée dans l’EBS dans deux études. Cette technologie permet de 

remplacer une séquence d’ARNm mutée par une copie fonctionnelle délivrée par une molécule de 

réparation d’ARN modifiée. Une première étude menée en 2010, à partir de kératinocytes humains 

immortalisés provenant de patient EBS (mutation KRT14, R125P), a permis de montrer que la stratégie 

de transépissage entrainait une réduction moyenne de 55% des allèles K14 mutés (Wally et al. 2010). 

D’un point de vue phénotypique, cela a permis de réduire la migration cellulaire des kératinocytes 

modifiés par SMaRT. Enfin, une autre étude a également démontré l’efficacité de cette approche pour 

la correction de mutation KRT14 au niveau transcriptionnel à partir de kératinocytes humains 

immortalisés (mutation KRT14, c.373 C>T) ; cela a permis de montrer une réduction de l’expression de 

l’allèle muté, par rapport à l’allèle de type sauvage à l’issue de la correction par SMaRT ; cela a entrainé 

une diminution des agrégats de kératines, et une régulation négative de la signalisation JNK médiée 

par l’IL-1β (Peking et al. 2019). De plus cette étude a également apporté davantage de résultats d’un 

point de vue fonctionnel. La capacité des cellules, ayant été corrigées par SMaRT, à se différencier et 

à stratifier in vivo a été évaluée en transplantant des équivalents cutanés formés par ces cellules, sur 

le dos de souris nues. Les équivalents cutanés se différenciaient complétement et ressemblaient 

phénotypiquement à la peau humaine normale, sans aucun signe de formation de bulles. Cette 

approche a ainsi permis une réversion de phénotypes EBS, in vitro et in vivo. 

A ce jour, les différentes stratégies d’édition du génome ont seulement été utilisées sur des modèles 

cellulaires dans le cadre de l’EBS, mais les résultats de ces études pourraient ouvrir la voie à des 

approches de thérapies géniques afin de permettre un traitement causal pour des troubles 

monogéniques, tel que l’EBS. Cependant, dans le cadre de ces approches, pour une application en 

clinique, de nombreux études supplémentaires seraient nécessaires pour vérifier le dosage optimal 

des outils de thérapies géniques administrés, afin d’obtenir une efficacité maximale de la cible et un 

impact hors cible minimal ; de plus une vérification minutieuse de l’absence de génotoxicité et 

d’instabilités génomiques serait indispensable. 

3. Thérapies basées sur l’utilisation de petites molécules pharmacologiques 

Outre ces stratégies ciblant le matériel génétique, au niveau ADN ou ARN, diverses études ont été 

menées à partir de l’utilisation de petites molécules pharmacologiques, afin de corriger des 

phénotypes pathologiques de l’EBS mis en évidence. 
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a) Protéines chaperonnes 

L’utilisation d’osmolytes (petites molécules à potentiel chaperon) comme le N-oxyde de 

triméthylamine dihydraté (TMAO), et le 4-phénylbutyrate (4-PBA) a déjà été établie dans des modèles 

expérimentaux de troubles d’agrégats de protéines. Dans le cadre de l’EBS, un des phénotypes 

pathologiques étant basé sur la présence d’agrégats de kératines dans le cytoplasme des kératinocytes 

basaux de l’épiderme, différentes études ont testé ces molécules afin de vérifier le potentiel de ces 

protéines chaperonnes à protéger le réseau de kératines, dans les kératinocytes EBS soumis à un stress 

mécanique, osmotique ou thermique, afin de perturber de manière significative le cytosquelette des 

cellules EBS.  

Tout d’abord en 2009, une équipe a montré que sous l’effet d’un choc thermique des kératinocytes 

EBS humains immortalisés (mutation KRT5, V186L), le nombre d’agrégats de kératines était augmenté 

dans ces cellules ; puis qu’un prétraitement au TMAO, avant stress thermique, permettait de réduire 

de manière significative le nombre de cellules contenant des agrégats de kératines (Jean Christopher 

Chamcheu et al. 2009a). Suite à ce résultat, cette même équipe de recherche a davantage évalué les 

effets du choc thermique sur le cytosquelette des kératinocytes immortalisés EBS (mutation KRT5, 

E475G) et de déterminer les mécanismes d’action du TMAO et du 4-PBA (Jean Christopher Chamcheu, 

Navsaria, et al. 2011a). En réponse au stress thermique, une agrégation de kératines a de nouveau été 

observée, mais cela a également induit une augmentation des protéines Hsp (protéines chaperonnes 

intrinsèques), ainsi qu’une augmentation de la voie de signalisation MAPK (p38, JNK et ERK1/2). Le pré 

traitement des cellules par le TMAO, avant le choc thermique, a ensuite permis une diminution de la 

fraction de cellules contenant des agrégats de kératines et une modulation de l’expression des Hsp et 

de l’activation des MAPK. Ces deux études suggèrent ainsi que des osmolytes chimiques ont un rôle 

protecteur et pourraient représenter de nouvelles options prometteuses pour la prévention de 

phénotypes cutanés dans l’EBS, suite à un traumatisme. 

b) Inhibiteurs de voies de signalisation 

En s’appuyant sur des donnés antérieures, montrant que les kératinocytes EBS présentent de 

nombreux agrégats de kératines, et que ceux-ci sont soumis à une activation élevée des kinases ERK 

1/2, une étude de criblage a été effectuée à partir d’une bibliothèque de petites molécules 

d’inhibiteurs de kinase sur des lignées de kératinocytes EBS immortalisés (Tan et al. 2021). Cela a 

permis d’identifier un groupe de composés, tous impliqués dans les voies de transduction du signal 

EGFR (Epidermal growth factor receptor). De ce fait, un inhibiteur de l’EGFR approuvé par la FDA, 

l’Afatinib, a été utilisé. Le traitement des kératinocytes EBS immortalisés par ce composé a permis de 

réduire les agrégats de kératines, d’améliorer le réseau de filaments kératiniques, en grande partie 
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grâce à l'inactivation de ERK1/2, et a permis d’augmenter la connectivité cellule-cellule, avec des 

protéines jonctionnelles accrues (Tan et al. 2021). 

Enfin, des preuves récentes suggèrent que les variations de séquences associées à l’EBS, telles que K14 

p.R125C, s’accompagnent d’une phosphorylation accrue du résidu thréonine T150 au sein du domaine 

de tête de la kératine 5 (Sawant et al. 2018; Toivola et al. 2005). Une hypothèse a été émise, selon 

laquelle des variations de séquences associées à l'EBS favoriseraient la phosphorylation de la kératine 

et/ou des protéines associées à la kératine et augmenteraient la gravité de la maladie. En outre, il a 

été postulé que l’agrégation/réorganisation des kératines pourrait être réduite en interférant avec les 

principales kinases impliquées dans la phosphorylation des kératines et/ou protéines associées. Pour 

vérifier cela, un inhibiteur multikinase PKC412, connu pour inhiber la protéine kinase A (PKA), la 

protéine kinase C (PKC) ou la protéine kinase B (Akt), entre autre, a été testé. Le traitement des 

kératinocytes EBS immortalisés par ce composé PKC412 a ainsi permis de réduire les agrégats de 

kératines dans les kératinocytes K14 p.R125C, a amélioré de manière significative l’état des KIF dans 

les cellules, et a restauré la cohésion intercellulaire (Rietscher et al. 2022). Etant donné que ce composé 

a montré une bonne tolérance dans plusieurs essais cliniques terminés, notamment dans le cadre de 

leucémies (Stone et al. 2018), le développement pourrait être envisageable pour l’EBS, par 

administration orale ou via une formule de gel topique. 

En 2022, une étude s’est intéressée à la caractérisation des voies moléculaires impliquées dans l’EBS, 

grâce à une approche d’analyse transcriptomique à partir de biopsies de patients EBS, au niveau de 

bulles aiguës ou d’épiderme non cloqué (G. H. Lee et al. 2022). Les résultats de cette analyse 

transcriptomique ont ensuite été utilisés pour effectuer une approche de repositionnement de 

médicaments afin d’identifier des cibles thérapeutiques non signalisées auparavant pour l’EBS. Les 

analyses ont permis de révéler la voie phosphatidylinositol 3-kinase (PI3K) / protéine kinase B (Akt) / 

mTOR, comme étant centrale dans l’EBS ; celle-ci est au cœur de multiples réactions pro-

inflammatoires dans les kératinocytes et semble jouer un rôle clé dans la réponse inflammatoire aux 

bulles aiguës dans l'EBS. Parmi les classes de médicaments qui ont émergé de leur analyse, comme 

traitement potentiel de l’EBS, un inhibiteur de mTOR, a été sélectionné : Sirolimus. A la suite de ces 

résultats, une étude pilote en double aveugle et croisée a été menée : deux patients EBS, ont reçu un 

traitement topique de sirolimus 2%, permettant une réduction significative des bulles, de la 

kératodermie, mais également une amélioration de la marche et une diminution des douleurs aux 

pieds (G. H. Lee et al. 2022). 
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c) Thérapie ciblant les marqueurs inflammatoires 

Enfin, toutes les caractéristiques cliniques de la maladie ne sont pas simplement causées par une 

fragilité cutanée des patients. En effet, la présence de cytokines pro-inflammatoires détectées dans 

les fluides de bulles de patients (Annicchiarico et al. 2015 ; Alexeev et al. 2017) mais également mis en 

évidence dans différents modèles d’études d’EBS, suggère l’implication de mécanismes inflammatoires 

(Roth et al. 2009 ; Wally, Lettner et al. 2013). 

Une équipe de recherche, s’est intéressée à l’effet de la doxycycline, qui est un antibiotique 

tétracycline utilisé pour traiter une grande variété d’infections bactériennes. A l’issue d’un traitement 

systémique de cette molécule sur des souris K5 -/- mourant dès la naissance, (Lu et al. 2007), la durée 

de vie de celles-ci a été prolongée de 8h. De plus il a également été montré qu’un traitement à la 

doxycycline permet d’induire une diminution de cytokines pro-inflammatoires telles que l’IL-1β. 

Une étude menée par une autre équipe de recherche a mis en évidence une augmentation de 

cytokines pro-inflammatoires et d’un infiltrat de cellules Th17 dans les biopsies de patients EBS. Sur la 

base de ces observations, l’équipe a initié un traitement à l’Aprémilast, qui est une petite molécule qui 

permet l’inhibition de la phosphodiestérase-4, ce qui augmente les niveaux intracellulaires d'AMP 

cyclique, réduisant ainsi la production de cytokines inflammatoires ; cette molécule est approuvée 

pour le traitement de patients atteints de psoriasis modérée (pathologie cutanée inflammatoire), où 

elle a permis de réduire de manière significative les médiateurs pro-inflammatoires Th17 (IL-17A, IL-

17F, IL-22)  (Sakkas, Mavropoulos, and Bogdanos 2017 ; Papp et al. 2015 ; Strober et al. 2019). A l’issue 

de l’application topique sur des patients EBS, seuls deux patients sur trois ont montré une amélioration 

de l’état cutané, avec une diminution des bulles et des douleurs abdominales (Castela et al. 2019). 

Des études sur des souris (K5 -/- ; K5 +/-) (Lu et al. 2007) ou sur des kératinocytes EBS immortalisés 

(mutation KRT14) (Wally, Lettner, et al. 2013) ayant montré une augmentation de l’expression de l’IL-

1β, des approches visant l’inhiber, à l’aide d’un anticorps neutralisant IL-1β et de la diacéreine, ont 

également été menées. La diacéreine est un composant de la racine de rhubarbe, qui bloque la 

libération de la forme IL-1β active, en inhibant l’enzyme de conversion de l’IL-1β liée à la membrane 

plasmique. In vitro, les deux substances ont été testées sur des kératinocytes immortalisés EBS, lors 

d’un choc thermique ; le traitement a entrainé une diminution de l'IL-1β, une diminution de la 

phosphorylation de JNK mais également une diminution d’agrégats de kératines et le rétablissement 

normal d’un réseau de filaments intermédiaires de kératines (Wally, Lettner, et al. 2013). Les effets 

positifs de la diacéreine sur la régulation négative de la voie de signalisation de l’IL-1β, a servi de base 

pour une étude clinique pilote utilisant cette petite molécule pour améliorer les manifestations 

phénotypiques de l’EBS-gen sévère (Wally, Kitzmueller, et al. 2013). Les résultats ont mis en évidence 
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une diminution significative du nombre de bulles chez les patients traités, permettant de mettre en 

évidence un effet pertinent de la diacéreine et de fournir des informations importantes pour l’essai 

clinique de confirmation (monocentrique et multicentrique internationale) de phase 2/3, randomisé 

et contrôlé, qui a été initié par la suite. Les résultats ont démontré qu’après une application topique 

de crème diacéreine 1%, les bulles étaient réduites à plus de 70% chez plus de la moitié des patients 

traités, et aucun effet indésirable n’a été observé (Wally et al. 2018). Des approches thérapeutiques 

visant à inhiber l'IL-1β pourraient ainsi être bénéfiques pour les patients grâce à la réduction de 

l'inflammation cellulaire en aval.  

d) Autres composés 

En ciblant la biochimie et la physiopathologie connues de l'EBS, plusieurs études ont également été 

menées en réutilisant des médicaments existants pour traiter les symptômes de la maladie. 

Un petit essai, à partir de tétracycline orale (puissants inhibiteurs de MMP (Sapadin and Fleischmajer 

2006) et décrit comme un agent anti-microbien a également révélé une réduction du nombre de bulles 

avec un traitement prolongé, mais il n'a pas atteint un niveau significativement statistique (Weiner et 

al. 2004). 

Une étude pilote de phase I/II, fermée et randomisée, a été effectuée récemment (2022-2023) pour 

déterminer l’innocuité et l’efficacité d’un gel Tolasure 5% (Identifiant ClinicalTrials.gov : 

NCT05062070), dont le mécanisme d’action décrit consiste en une inhibition de la croissance 

bactérienne et est destiné à favoriser une cicatrisation accélérée des plaies cutanées. Les résultats de 

cette étude ne sont pas publiés à ce jour. 

De plus, le développement de bulles dans l’EBS entrainé par un traumatisme, peut-être causé par un 

phénomène d’hyperhidrose. Différentes équipes de recherche se sont penchées sur le rôle 

thérapeutique de la toxique botulique (BTX) dont le mécanisme d’action implique le blocage des 

terminaisons nerveuses cholinergiques et l'inhibition de la libération d'acétylcholine ; il bloque 

également les jonctions cholinergiques autonomes des fibres sympathiques postganglionnaires vers 

les glandes sudoripares, ce qui en fait une thérapie idéale pour l'hyperhidrose, éviter le stress 

mécanique et minimiser la chaleur excessive de la peau et la transpiration dans le but d’empêcher la 

formation de bulles chez les patients EBS. Des injections locales, intraépidermiques, de BTX ont permis 

de réduire durablement les ampoules et les callosités douloureuses (Holahan et al. 2016 ; Swartling et 

al. 2010 ; Abitbol and Zhou 2009). 

 

 

https://www-sciencedirect-com.proxy.insermbiblio.inist.fr/topics/medicine-and-dentistry/pathophysiology
https://www-sciencedirect-com.proxy.insermbiblio.inist.fr/topics/medicine-and-dentistry/symptoms
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Enfin, bien qu’au cours des 20 dernières années des progrès remarquables aient été réalisés dans la 

compréhension de bases moléculaires de l’EBS et qu’à terme certaines de ces connaissances puissent 

aboutir au développement de thérapies bénéfiques, il n'existe actuellement aucun traitement 

disponible qui semble entraîner une réduction à long terme des bulles cutanées ou une amélioration 

de la fragilité cutanée mécanique dans l'EBS.  

La principale limitation à une meilleure compréhension de la pathologie et au développement de 

thérapies efficaces repose sur le manque de modèles murins et cellulaires suffisamment relevants 

(dont les limitations ont été détaillées dans la partie « Modèles d’études »). Les propriétés des cellules 

souches peuvent alors palier à ces limitations en étant utilisées pour modéliser des pathologies. 

De ce fait, le développement d’un modèle de kératinocytes dérivés de cellules souches pluripotentes 

induites pour l’étude de l’EBS, devrait faciliter une exploration plus approfondie des mécanismes 

moléculaires et des approches thérapeutiques. 
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Chapitre 3 : Cellules souches 

 
I. Cellules souches 

Définies au cours du 19ème siècle, c’est en 1961 que les cellules souches ont été découvertes pour la 

première fois par le biophysicien James Till et son collègue Ernest McCulloch (Till and McCulloch 1961). 

Leurs travaux sur la sensibilité aux radiations des cellules de moelle osseuse de souris ont permis de 

démontrer que ces cellules étaient capables de se renouveler. De par leurs propriétés cardinales qui 

les caractérisent, à savoir l’auto-renouvèlement et leur capacité à se différencier vers un type cellulaire 

spécialisé, les cellules souches, type cellulaire non spécialisé, représentent une ressource biologique 

attractive pour la communauté scientifique.  

Leur propriété d’auto-renouvèlement permet, par division mitotique symétrique, à une cellule mère 

de générer deux cellules filles identiques quasi indéfiniment ; cela fait de ces cellules une source 

illimitée de matériel indifférencié. D’autre part, leur pouvoir de plasticité leur permet, au cours d’une 

division asymétrique de donner une cellule immature et une cellule différenciée ; cette dernière se 

spécifie ainsi vers un lignage ou un type cellulaire déterminé. 

Au cours du développement embryonnaire humain, alors que le potentiel d’auto-renouvèlement est 

maintenu, la capacité de différenciation des cellules souches se restreint, permettant d’en distinguer 

quatre types : les cellules souches totipotentes, pluripotentes, multipotentes et unipotentes (figure 

15) : 

- Les cellules souches « Totipotentes », sont issues des premières divisions de l’œuf fécondé ; 

elles sont présentes du stade zygote (stade une cellule), jusqu’au stade morula (4ème jour après 

la fécondation, stade de 16 à 64 cellules). Ces cellules ont la capacité de produire un embryon 

dans sa totalité en générant également les annexes extra-embryonnaires (cordon ombilical, et 

placenta). 

- Les cellules souches « Pluripotentes », sont présentes dans la masse cellulaire interne du 

blastocyste (pré embryon). Ces cellules ont la capacité de se différencier en cellules des trois 

feuillets embryonnaires : l’ectoderme, le mésoderme et l’endoderme.  

- Les cellules souches « Multipotentes » présentes au stade fœtale et adulte, ont un potentiel 

de différenciation moins important. Ces cellules sont capables de donner uniquement les 

cellules spécialisées d’un lignage donné.  Leur rôle est essentiel pour maintenir des fonctions 

corporelles normales et une régénération des tissus ; les cellules souches hématopoïétiques 
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sont un bon exemple de ces cellules, qui vont produire la plupart des cellules sanguines 

(globules rouges, globules blancs et plaquettes). 

- Les cellules souches « Unipotentes » ont un potentiel de différenciation encore plus limité. 

Tout en s’auto-renouvelant, celles-ci ne peuvent se différencier qu’en un seul type cellulaire, 

du lignage dont elles sont issues ; par exemple les kératinocytes, cellules de la peau. 

 

 

Figure 15 : Hiérarchie des types de cellules souches et leur potentiel de différenciation 

Issues des premières divisions de l’œuf fécondé, les cellules souches totipotentes sont les cellules 

ayant la plus grande capacité de différenciation, permettant de donner naissance à tous les types de 

cellules de l’organisme. Au stade blastocyste, les cellules deviennent pluripotentes et peuvent 

donner naissance à toutes les cellules du corps, à partir des 3 feuillets embryonnaires (endoderme, 

ectoderme et mésoderme), à l’exception des annexes embryonnaires. Les cellules se spécialisent 

ensuite dans l’un de ces trois feuillets au stade multipotent. Enfin, les cellules atteignent un niveau 

d’unipotence dont le potentiel de différenciation est le plus limité, étant capable de se différencier 

en un seul type de cellule mature, spécifique à un tissu ou un organe. ESC : Embryonic Stem Cells / 

Cellules souches embryonnaires ; iPSCs : induced Pluripotent Stem Cells / Cellules Souches induites à 

la pluripotence. 

Adapté de (Erceg Ivkošić et al. 2023) 
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Bien que chacun des types de cellules souches représente un intérêt pour la recherche scientifique et 

médicale, la suite de ce chapitre sera axée uniquement sur les cellules souches pluripotentes, qui sont 

au cœur de mon projet de thèse. 

II. Cellules souches pluripotentes humaines 

Les cellules souches pluripotentes sont un type de cellules indifférenciées qui ont une capacité d’auto-

renouvèlement théoriquement infinie, et de différenciation dans tous les types cellulaires qui 

composent un organisme adulte. Ces cellules sont capables de donner naissance aux trois lignages 

embryonnaires, à savoir l’endoderme, l’ectoderme et le mésoderme.   

A ce jour, deux types de CSP humaines sont largement utilisés en recherche : les cellules souches 

embryonnaires (hESC, human embryonic stem cells) et les cellules souches reprogrammées à partir 

de cellules somatiques et dites induites à la pluripotence (hiPSc, human induced pluripotent stem 

cells). 

A. Les cellules souches embryonnaires 

a) Historique 

Au début des années 1980, les travaux de Martins Evans et Matthew Kaufman, ont permis d’isoler 

pour la première fois, des lignées de ESC obtenues à partir de cellules de la masse interne de 

blastocyste d’embryon de souris (Evans and Kaufman 1981) puis de maintenir ces cellules en culture 

de manière efficace. Pour ce faire, les ESC ont été isolées par des techniques de microdissection des 

blastocystes, et sont ensuite ensemencées en co-culture sur des cellules nourricières (le plus souvent 

des fibroblastes embryonnaires murins) ayant pour but de sécréter des facteurs de maintien de la 

pluripotence. Au contact de ces cellules nourricières, les ESC forment des colonies qui sont par la suite 

amplifiées en les dissociant en petits fragments via des méthodes enzymatiques ou mécaniques, afin 

de générer à leur tour d’autres colonies. Ainsi, il a pu être démontré une prolifération indifférenciée 

et illimitée in vitro de ces lignées de ESC issues d’embryon de souris, sans apparition d’anomalie 

caryotypique. Dans les années qui ont suivi ces premiers travaux, la culture des ESC a ensuite pris une 

ampleur plus importante, en les isolant à partir d’autres mammifères, tels que le rat et le Macaque 

rhésus (Brenin et al. 1997; J A Thomson et al. 1995; Gardner and Brook 1997). Chez l’homme, il faudra 

attendre 1998, pour qu’une équipe américaine parvienne à isoler et cultiver des hESC à partir de la 

masse interne d’un blastocyste humain (James A. Thomson et al. 1998). Cette lignée cellulaire 

produite, présentait un caryotype normal et une capacité à se différencier dans les trois feuillets 

embryonnaires. Ces travaux ont permis à Evans, Kaufman et Martin, d’obtenir le prix Nobel de 

médecine en 2007. 
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b) Origine des cellules souches embryonnaires humaines 

Les hESC sont obtenues au stade blastocyste du développement embryonnaire, entre le 5ème et 7ème 

jour après fécondation (figure 16). 

 

Figure 16 : Premiers stades du développement embryonnaire humain 

A l’issue de la fécondation (stade zygote), au cours du développement de l’embryon, des divisions 

successives se produisent entrainant une augmentation rapide du nombre de cellules (du jour 1 à 3), 

sans changement de volume. Le 4ème jour, le compactage cellulaire conduit au stade morula. Puis au 

jour 5, au stade blastocyste, deux types cellulaires différents sont présents : le trophectoderme et la 

masse cellulaire interne.  

Adapté de (ORIGEN, Center for Reproductive Medicine, Brazil et al. 2021) 

 

 

Au début de l’embryogénèse humaine, l’œuf fécondé (ou zygote) effectue des divisions successives, 

pour atteindre le stade « morula » au bout de quatre jours. Au cours de la division suivante, les cellules 

donnent naissance à une nouvelle structure embryonnaire appelée « blastocyste ». A ce stade la masse 

cellulaire interne se resserre et une nouvelle répartition des cellules est générée : les cellules en 

périphérie qui ne forment qu’une seule couche, nommée « trophoblaste », entourent toute la surface 

de l’œuf fécondé, et donneront naissance aux futurs structures extra-embryonnaires (cordon 

ombilical, chorion et placenta) ; les cellules les plus internes forment quant à elle une structure plus 

compacte appelée « masse cellulaire interne » (MCI) ; enfin, une troisième partie compose le 

blastocyste, à savoir le blastocœle, cavité centrale remplie de liquide. 
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Il est important de souligner, qu’à la différence du trophoblaste qui commence à former une structure 

de soutien spécialisée, les cellules de la MCI restent elles, indifférenciées, et prolifératives (Sukoyan et 

al. 1993). Cette MCI du blastocyste est composée, elle, de deux structures : l’hypoblaste et l’épiblaste. 

L’hypoblaste donnera naissance au sac vitellin (ou endoderme pariétal), et l’épiblaste, situé plus en 

profondeur, est constitué de cellules pluripotentes. Les hESC, et plus précisément les cellules 

pluripotentes épiblastiques sont donc issues de la MCI du blastocyste (Shamblott et al. 1998 ; James 

A. Thomson et al. 1998)  

 

c) Lois de bioéthique et réglementation relatives à l’utilisation des hESC 

Cependant, l’accès et la manipulation des hESC soulève de nombreuses questions éthiques, en raison 

de leur origine, étant donné que celles-ci sont obtenues à partir d’embryons humains surnuméraires 

issus de fécondation in vitro, dans le cadre de projet parental abandonné. Leur utilisation en France 

est régie depuis 1994 par les lois de Bioéthique. 

La loi du 29 juillet 1994 (n°94-654), première loi relative à l’encadrement de la biomédecine, a autorisé 

la destruction des embryons surnuméraires et refusé que l’embryon devienne source de savoir, 

interdisant toute recherche sur l’embryon. 

Au fur et à mesure des avancées scientifiques, permettant de démontrer l’intérêt de ces cellules pour 

des applications biomédicales, une évolution législative a permis la modification de la loi de bioéthique 

en 2004. Cette nouvelle version (Loi n°2004-800 du 6 août 2004 relative à la bioéthique), permettait 

dans le cadre de programme de recherche sur les hESC d’obtenir une dérogation par l’Agence de 

biomédecine, pour une durée de 5 ans : Article L2151-5 « Les recherches peuvent être autorisées sur 

l'embryon et les cellules embryonnaires lorsqu'elles sont susceptibles de permettre des progrès 

thérapeutiques majeurs et à la condition de ne pouvoir être poursuivies par une méthode alternative 

d'efficacité comparable, en l'état des connaissances scientifiques ». 

Des révisions successives de la loi de bioéthique ont ensuite eu lieu en 2011 et 2013, permettant 

d’assouplir le système d’interdiction avec dérogation, en le remplaçant par un système d’autorisation 

encadré par l’Agence de biomédecine. Bien que plus souple, cette nouvelle législation nécessite que 

les programmes de recherche respectent impérativement quatre conditions spécifiques : la pertinence 

du projet scientifique, la finalité médicale de la recherche, l’absence de techniques alternatives et le 

respect des principes éthiques. Enfin, les états généraux de la bioéthique ont permis de promulguer la 

4ème loi de bioéthique du 2 août 2021. Ce texte maintient le système d’autorisation sur les recherches 

sur les embryons mais l’encadrement des recherches sur les cellules souches embryonnaires humaines 

a été modifié, passant du régime d’autorisation au régime de déclaration préalable auprès de l’Agence 
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de Biomédecine. L’assouplissement progressif du dispositif juridique a ainsi permis à un certain 

nombre de projets de recherche d’être autorisé ces dernières années. 

Les lignées de cellules souches embryonnaires sont dérivées à partir d’embryons surnuméraires 

générés par fécondation in vitro. Dans le cadre de cette démarche de procréation médicalement 

assistée, les parents qui cèdent les embryons non utilisés à la recherche médicale, sont dans 

l’obligation de signer un consentement libre et éclairé.  

D’autre part, les couples ayant une forte probabilité de transmettre une maladie génétique grave et 

incurable à l’enfant, ont accès au diagnostic préimplantatoire (DPI), autorisée en France depuis 1999 

(article L.2131-4 Code de la Santé Publique). Cette approche a permis d’obtenir des lignées hESc 

porteuses de pathologie d’origine génétique (Mateizel et al. 2006). Au total, il a été dénombré 

approximativement, au niveau international, 190 lignées d’hESC pathologiques, ayant permis de 

modéliser plus de 50 maladies génétiques humaines (Ilic and Ogilvie 2017). 

Afin de s’affranchir des nombreuses questions éthiques que soulève l’utilisation des hESC, la 

génération d’une autre source de cellules souches pluripotentes a révolutionné le monde des cellules 

souches.  

B. Les cellules souches induites à la pluripotence 

Pendant plusieurs années, les hESC étaient l'unique source de cellules pluripotentes humaines. 

Cependant, plusieurs équipes de recherche se sont intéressées à disséquer les mécanismes impliqués 

dans le maintien de la pluripotence, dans le but d’identifier la possibilité de reproduire cet état in vitro 

et permettant ainsi l’émergence des cellules souches induites à la pluripotence : iPSc. 

a) Génération d’iPSc 

En 1962, John B. Gurdon contesta pour la première fois le dogme selon lequel l’identité cellulaire se 

met en place de manière unidirectionnelle, passant d’un état immature « pluripotent », à un état 

mature « différencié ». Afin de montrer que le destin cellulaire était finalement flexible et réversible, 

John B. Gurdon, transplanta le noyau d’une cellule somatique spécialisé de grenouille (Xenopus laevis 

laevis) dans un ovocyte énucléé de la même espèce. Cela conduit à la formation d’un embryon, à la 

naissance de têtards puis de grenouilles adultes (Gurdon 1962). Ainsi, ses travaux ont permis pour la 

première fois la reprogrammation de cellules somatiques adultes en CSP par différents facteurs 

présents dans le cytoplasme de l’ovocyte. De plus, à travers cette expérience, il a été démontré que 

ces cellules reprogrammées pouvaient se différencier dans les différents lignages (ectoderme, 

endoderme et mésoderme) et ainsi que toute l’information nécessaire à la formation d’un embryon 

était présente dans des cellules adultes spécialisées. 
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En partant du postulat que les hESC avaient en leur possession des facteurs ayant une fonction 

importante dans le maintien de leur identité, et jouant également un rôle central dans l’induction de 

la pluripotence de cellules somatiques, en 2006 l’équipe du Pr. Yamanaka a mis en évidence que des 

cellules somatiques murines pouvaient être reprogrammées en sur exprimant des facteurs de 

pluripotence par le biais de vecteurs rétroviraux (Takahashi et al. 2007) (figure 17). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Représentation schématique de l’obtention des hiPSC 

Adapté de (Leowattana et al. 2022) 

Pour identifier les régulateurs transcriptionnels capables de reprogrammer des cellules adultes en 

cellules pluripotentes, Yamanaka et Takahashi ont conçu une méthode de sélection de facteurs au sein 

d’un groupe de 24 gènes candidats associés à la pluripotence et susceptibles d’activer la protéine F-

box15 (Fbx15), protéine exprimée dans des cellules souches embryonnaires non différenciées 

(Tokuzawa et al. 2003). La combinaison des 24 facteurs, lorsqu’ils sont co-exprimés à partir de vecteurs 

rétroviraux, dans des fibroblastes de souris, a en effet activé Fbx15 et induit la formation de colonies 

avec une morphologie caractéristique d’ESC (Takahashi and Yamanaka 2006). Par la suite, des cycles 

successifs d’élimination de facteurs de manière individuelle ont permis d’identifier la combinaison 

optimale pour reprogrammer des fibroblastes embryonnaires et adultes de souris en une population 

cellulaire pluripotente qui était composée des facteurs de transcription suivants (OKSM) : OCT4 

(Octamer-binding transcription factor 4), KLF4 (Krüppel-like factor 4), SOX2 (sex determining region Y-

box 2) et C-Myc (Myelocytomatosis oncogene). Ainsi, les cellules issues de cette modification 

présentaient une morphologie et un potentiel de différenciation similaires aux cellules souches 

embryonnaires. De plus, le résultat des expériences démontre que les cellules possèdent la capacité 

d’auto-renouvellement et peuvent se différencier dans les trois feuillets embryonnaires. 
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En 2007, la même équipe a transposé ce modèle à l’homme, permettant de générer la première lignée 

d’iPSC humaines (hiPSC). Cela a été possible grâce à la reprogrammation de fibroblastes humains par 

des approches légèrement différentes en terme de facteurs de reprogrammation utilisés (Oct4, Sox2, 

Nanog et Lin28) et de vecteurs viraux utilisés (lentivirus) (Takahashi et al. 2007 ; J. Yu et al. 2007). 

L’innovation, la transposition à d’autres espèces, telles que les rats (Li et al. 2009) et l’espoir généré 

autour de leurs travaux, a valu aux Pr.Yamanaka et Pr. Gurdon, l’attribution du prix Nobel de médecine 

en 2012. 

A l’issue de cette découverte, d’importants progrès techniques ont été réalisés, notamment sur le 

choix des facteurs de reprogrammation, des méthodes de délivrance de ceux-ci, mais également sur 

le choix des cellules qui seront utilisées pour la reprogrammation en hiPSc.  

 

b) Choix des facteurs de transcription pour la reprogrammation 

Les facteurs OKSM initialement utilisés dans les études de Yamanaka ont été sélectionnés pour leur 

rôle dans la mise en place et le maintien des mécanismes impliqués dans l’état de pluripotence chez la 

souris : (1) le gène Oct4 code pour une protéine impliquée dans le passage du stade morula au stade 

blastocyste ainsi que dans l’auto-renouvellement (Nichols et al. 1998) ; (2) le gène KLF4 a été décrit 

comme jouant un rôle dans la régulation de la transcription des gènes impliqués dans l’auto-

renouvellement (Nandan and Yang 2009); (3)  le gène SOX2 est impliqué dans la pluripotence et l’auto-

renouvellement des cellules embryonnaires (Avilion et al. 2003) ; (4) le gène C-Myc, code pour un 

proto-oncogène s’exprimant dans les cellules possédant une activité proliférative importante et 

possède également un rôle dans l’auto-renouvellement (Araki et al. 2011).  

De manière générale, il a été démontré par exemple que seuls OCT4 et SOX2 étaient indispensables à 

la reprogrammation, alors que KLF4 et C-MYC ne permettaient que d’en améliorer le rendement in 

vitro, en améliorant la formation de colonies (I.-H. Park et al. 2008). D'autres combinaisons de facteurs, 

y compris de nouveaux facteurs, peuvent également favoriser la reprogrammation, et il a en effet été 

démontré que NANOG et LIN28 complètent OCT4 et SOX2 dans la reprogrammation (J. Yu et al. 2007). 

Néanmoins, les recherches réalisées ces dernières années, sur les mécanismes moléculaires impliqués 

dans la reprogrammation, ont permis d’optimiser les protocoles. Tout d’abord l’avantage du protocole 

utilisé par l’équipe de Yu en 2007, repose sur l’absence du proto-oncogène C-MYC, qui a été décrit 

comme étant un inducteur d’apoptose et de différenciation des hESC (Sumi et al. 2007).  
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Suite à ces travaux princeps, il a également été démontré que l’application de seulement trois des 

quatre facteurs OKFM décrits par Yamanaka était suffisante pour générer des lignées d’iPSc ; 

l’oncogène était exclu car celui-ci entravait les applications cliniques (Nakagawa et al. 2008). 

Enfin, au-delà du choix des facteurs de transcriptions, des recherches menées ces dernières années 

ont également montré que l’utilisation de molécules permettant le remodelage de la chromatine via 

l’inhibition d’histone (Onder et al. 2012) ou impactant le cycle cellulaire ou l’apoptose en inhibant la 

protéine p53 (Zhao et al. 2008; Banito et al. 2009), permettait d’améliorer l’efficacité de 

reprogrammation (Brouwer, Zhou, and Nadif Kasri 2016). 

 

c) Délivrance des facteurs de transcription 

Afin d’obtenir une ressource biologique adaptée à l’application souhaitée, différentes méthodes de 

vectorisation ont été développées pour introduire les facteurs de reprogrammation et induire la 

pluripotence dans les cellules somatiques, à savoir : les systèmes intégratifs, dans lesquels le matériel 

exogène est inséré dans le génome des cellules de départ, et non intégratifs (Oh et al. 2012) (figure 

18). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 18 : Méthodes de vectorisation pour la reprogrammation de cellules somatiques 

Selon les critères d’intégration et viraux, les méthodes utilisées sont classées en quatre catégories. 

Les lentivirus et rétrovirus font partie des stratégies virales intégratives ; tandis que les transposons 

et les fragments d’ADN correspondent aux stratégies non virales intégratives. Les stratégies non 

intégratives peuvent être virales avec le virus Sendai ou les adénovirus ; ou non virales avec les 

molécules, ARN, protéines ou épisomes. 

Adapté de (Mao et al. 2022) 
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Avant d’initier une programmation, il est important de prendre en considération tous les avantages et 

inconvénients de chacune, que ce soit en terme d’intégration ou non, du taux d’efficacité, ou du type 

de cellules à reprogrammer. 

Les premiers vecteurs utilisés pour délivrer les facteurs de reprogrammation font partie des stratégies 

intégratives de type viral : 

- Les vecteurs rétroviraux, ont été utilisés par l’équipe du Pr Yamanaka lors des premières 

études de reprogrammation, afin de transporter les facteurs de reprogrammation OKSM dans 

les cellules (Rao and Malik 2012). Cependant, les rétrovirus ne peuvent uniquement s’insérer 

dans les cellules en division, représentant une limitation en terme d’efficacité de 

reprogrammation (Samoilova et al. 2018). 

- Les vecteurs lentiviraux, qui affectent à la fois les cellules proliférantes et les cellules 

quiescentes, ont été sélectionnés par l’équipe de James Thomson, afin de permettre une 

reprogrammation plus efficace pour la génération d’iPSc (Rao and Malik 2012). 

Malgré l’efficacité des vecteurs intégratifs, de manière générale, leur intégration multiple au sein du 

génome des cellules hôtes représente un risque de mutagénèse insertionnelle (risque de réactivation 

d’oncogènes, et d’extinctions de gènes importants dans des voies de différenciation) (Baum 2007). 

Face à ces limitations, mais également pour permettre l’utilisation pratique d’iPSc dans des 

applications cliniques, des méthodes alternatives non intégratives ont été proposées, afin de ne pas 

intégrer les transgènes dans le génome des cellules receveuses : 

- Les Adénovirus, non intégratifs, ont été utilisés pour la première fois par l’équipe 

d’Hochedlinger et ses collègues, permettant de la reprogrammation de fibroblastes de souris 

en iPSc, cependant cette méthode de délivrance présente une efficacité de reprogrammation 

limitée (Stadtfeld et al. 2008). 

- L’utilisation de vecteurs épisomaux ont permis la reprogrammation de fibroblastes humains 

en hiPSc, sans intégration dans le génome. Cependant, l’expression des facteurs de 

reprogrammation n’est pas suffisamment longue, entrainant une efficacité relativement faible 

de reprogrammation (J. Yu et al. 2009). 

- Enfin, une des méthodes les plus couramment utilisée repose sur l’utilisation de Virus Sendai 

(Karagiannis et al. 2019).  La première étude publiée utilisant ce virus pour la reprogrammation 

de fibroblastes néotals ou dermiques humains a permis de mettre en évidence une efficacité 

de reprogrammation plus importante que les autres méthodes non intégratives (Fusaki et al. 

2009). En raison de la capacité de ce virus ARN à produire de grandes quantités de protéines, 

sans pénétrer dans le noyau d’une cellule infectée, cela en fait un candidat attrayant pour la 
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génération d’iPSc de qualité translationnelle. Cependant l’inconvénient principal de 

l’utilisation de ce virus réside dans la persistance au sein des cellules, en effet, celui-ci est 

éliminé au bout d’une dizaine de passages. 

d) Choix de la cellule pour la reprogrammation 

Initialement, les fibroblastes étaient choisis comme type cellulaire pour la reprogrammation, en raison 

de leurs nombreux avantages. Ces cellules, obtenues par biopsie de peau, peuvent être maintenues et 

amplifiées simplement en culture. De plus, celles-ci sont dotées d’une prédisposition correcte à la 

reprogrammation.  

Par la suite, de nombreux autres types cellulaires ont permis l’obtention d’iPSc, permettant de 

souligner que l’efficacité de reprogrammation est fortement liée à la nature de la cellule source qui est 

utilisée, telle que les kératinocytes, les hépatocytes ou les adipocytes (Eminli et al. 2008 ; Aoi et al. 

2008 ; Aasen et al. 2008).  

Cependant, étant donné que l’obtention de ces sources cellulaires implique des chirurgies pouvant 

être des procédures invasives, il existe maintenant d’autres sources de cellules pour la 

reprogrammation en iPSc, comme les cellules sanguines ou urinaires (Staerk et al. 2010 ; Bento et al. 

2020). 

 

e) Lois de bioéthique et réglementation relatives à l’utilisation de hiPSc 

Les hiPSc, sont apparues dans le code de santé publique lorsque la loi de bioéthique du 02 août 2021 

a été promulguée ; ce texte de loi (décret n° 2022-294) est intitulé « Recherche sur l’embryon humain, 

les cellules souches embryonnaires humaines et les cellules souches pluripotentes induites ». Comme 

pour les hESc cette loi a permis d’instaurer un régime déclaratif pour certaines recherches recourant 

à l’utilisation d’hiPSc. 

Soulignons également que, comme pour le régime déclaratif des protocoles de recherches portant sur 

les hESC, le directeur général de l’Agence de la biomédecine peut s’opposer à la réalisation 

d’expérimentation, si elle ne respecte pas les principaux fondamentaux de respect du corps humain 

articles 16 à 16-8 du code civil) et les principes éthiques qui régissent la recherche sur l’embryon et le 

don, ainsi que l’utilisation d’éléments et produits du corps humain. 
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III. Propriétés des cellules souches pluripotentes humaines 

Le principal défi du maintien et de la culture in vitro des CSP humaines, qu’elles soient des hESC ou des 

hiPSc, est de maintenir leur intégrité génomique tout en préservant leurs deux propriétés principales 

: l’auto-renouvellement et la pluripotence (Henry et al. 2018).  

A. Maintien de la pluripotence 

L’état de pluripotence des cellules souches leur permettant de s’auto-renouveler et de rester 

indifférenciées, repose sur un réseau étroit de régulation génique, épigénétique et de modulations de 

voies de signalisation. 

a) Facteurs clés 

Tout d’abord, un « réseau de régulation transcriptionnelle de la pluripotence » permet de réguler la 

mise en place et le maintien des capacités de pluripotence des cellules souches (figure 19).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 19 : Réseau de régulation génique de la pluripotence 

Les facteurs de transcription Oct4, Sox2 et Nanog, forme une boucle autorégulatrice et permettent : 

1) d’initier la transcription des gènes nécessaires au maintien de l’état cellulaire de CSP, en activant 

positivement l’ARN polymérase II ; 2) d’inhiber l’expression de gènes codant pour des facteurs de 

transcription impliqués dans la différenciation cellulaire, par l’action répressive des protéines 

Polycomb (PcG). 

Adapté de (Han and Yoon 2011) 

Ce réseau est composé d’un trio de facteurs de transcription clés que sont : NANOG, OCT4 et SOX2, 

qui permettent de réguler de manière directe la transcription de nombreux autres gènes importants 

dans la physiologie des CSP (Boyer et al. 2005).  
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De plus, ces 3 facteurs collaborent pour former un circuit de régulation composé de boucles 

d’autorégulation et de rétroactivation régulant leur expression et dictant ainsi la pluripotence et 

l’autorenouvellement (Rodda et al. 2005 ; Navarro et al. 2012). 

Ceux-ci sont également en capacité d’activer l’expression d’une catégorie de gènes impliqués dans le 

maintien de la pluripotence, et de réprimer l’expression de gènes impliqués dans les processus de 

différenciation cellulaire.  

Pour la répression de gènes, l’implication des protéines du groupe Polycomb constituant une famille 

de régulateurs de la chromatine, permet d’obtenir et de maintenir l’inactivation de gènes homéotiques 

et sont donc essentiels au maintien de la pluripotence des cellules souches (Ringrose 2006; 2007). 

Enfin, pour permettre l’activation de l’expression de gènes, les protéines inhibitrices quittent le 

promoteur et les facteurs de transcription permettent de médier le recrutement de la polymérase II, 

stimulant l’étape d’élongation de la transcription des gènes. 

b) Réseaux de signalisation régulant la pluripotence 

Afin de conserver l’état pluripotent des CSP humaines en culture, l’apport de facteurs extrinsèques est 

également nécessaire pour permettre l’activation de trois voies de signalisation moléculaire 

prédominante et ainsi induire l’expression des 3 facteurs clés de pluripotence (figure 20) : 

- La voie du TGF-β (Transforming growth factor β) 

- La voie Wnt/β-catenin 

- La voie du FGFR (Fibroblast Growth Factor Receptor) 
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Figure 20 : Voies de signalisation impliquées dans le maintien de la pluripotence et de l'auto-

renouvèlement des CSP 

Un certain nombre de voies de signalisation cellulaires permet la régulation des propriétés des CSP, à 

savoir la capacité à se différencier en n’importe quel type cellulaire de l’organisme, mais également 

le pouvoir de se diviser continuellement à l’état indifférencié. 

Issu de cell signaling https://www.cellsignal.com/pathways/pluripotencyand-differentiation-pathway  

Les molécules qui participent à l’activation de ces voies ont un rôle crucial dans le choix du destin 

cellulaire entre pluripotence et différenciation cellulaire. L’Activine A et Nodal, membres de la voie du 

TGF-β, sont décrits comme nécessaires dans le maintien de l’état indifférencié des hESC et agissent en 

activant les récepteurs membranaires et SMAD 2/3 (Beattie et al. 2005 ; Bertero et al. 2015).  

Plusieurs études ont démontré que les SMAD 2/3, effecteurs directs de la signalisation Activin/Nodal, 

contrôlent directement l’expression du gène Nanog pour soutenir l’auto-renouvellement (Vallier et al. 

2009). La voie de signalisation du FGF (Fibroblast growth factor) maintient également la pluripotence 

des hESC, par le bais de différentes molécules. Par exemple, le FGF2 joue un rôle essentiel dans le 

maintien des propriétés des cellules souches, par l’inhibition de la voie BMP ou l’activation des voies 

de signalisation MAPK/ERK, PLCγ et PI3K/AKT et JAK/STAT notamment par l’activation de l’Activin A 

(Saxena et al. 2008; Nakashima and Omasa 2016). 

https://www.cellsignal.com/pathways/pluripotencyand-differentiation-pathway
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Enfin, l’implication de la voie de signalisation Wnt dans cette régulation complexe est encore mal 

comprise, mais semble permettre l’inhibition de la dégradation de la β-caténine, qui est un 

coactivateur de la transcription des gènes NANOG et OCT4. En revanche, le maintien de la pluripotence 

via la voie Wnt repose sur un équilibre complexe entre activation et répression de la dégradation de la 

β-catenin. En effet, une surexpression de la β-caténine sur un temps court induirait 

l’autorenouvèlement des hESC tandis qu’à long terme une forte concentration de β-caténine  libre 

dans le cytoplasme entrainerait la différenciation des cellules, vers le lignage mésodermique (T.-S. 

Huang et al. 2015). 

c) Conditions de culture des CSP humaines 

Au-delà des facteurs clés et des voies de signalisation, les conditions de cultures optimales des CSP 

humaines sont indispensables pour maintenir l’état de pluripotence. 

De nombreuses méthodes ont vu le jour afin de cultiver ces cellules. Initialement, les premières 

méthodes consistaient à utiliser un sérum de remplacement (KSR pour Knock-out Serum Replacement) 

(S. T. Lee et al. 2006) ou à ensemencer les hESC en co-cultures sur des cellules nourricières, le plus 

souvent des fibroblastes murins (MEF : Mouse Embryonic Fibroblast) ou humains (Mallon et al. 2006), 

inactivés préalablement par traitement chimique ou irradiation ; celles-ci ayant pour but de sécréter 

des facteurs nécessaires au maintien de la pluripotence. 

Actuellement, les CSP sont principalement cultivées sur des revêtements tels que la vitronectine ou le 

Matrigel, dans un milieu de culture contenant des petites molécules qui permettent l'activation des 

voies impliquées dans la pluripotence ou l'inhibition de voies de signalisation impliquées dans la 

différenciation cellulaire, tel que le FGF2 (comme décrit précédemment) (Rivera et al. 2020). Dans ces 

conditions de culture, les CSP s’amplifient ainsi sous forme de colonies, dont les critères 

morphologiques sont contrôlés visuellement. Ces colonies sont par la suite dissociées mécaniquement 

(à l’aide d’aiguille) ou de façon enzymatique, pour être à leur tour amplifiées ; ces 2 méthodes 

permettent une amplification en « clumps » ou en « cellules uniques » (single cell) respectivement. De 

plus, une fois les cellules dissociées, leur survie peut être augmentée grâce à l’utilisation de composés 

tels que l’inhibiteur Rho-kinases (ROCK) (comme le Y-27632) (K. Kim et al. 2021). 
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d) Caractéristiques moléculaires et contrôles qualités 

La culture en laboratoire de cellules souches humaines vise à obtenir un état cellulaire en tant que 

substitut in vitro d’un système biologique. De ce fait, pour que les résultats des recherches soient 

précis, significatifs et durables, des normes pour l’utilisation de ces hCSP ont été établies et consistent 

notamment à identifier et à caractériser la pluripotence des cellules, à les maintenir en culture, et 

également vérifier le génotype des cellules au cours du temps (Ludwig et al. 2023).  

D’un point de vue pratique, à l’issue de la culture cellulaire, il est alors important de vérifier par 

différents contrôles qualités que les cellules obtenues ont conservé leur potentiel de pluripotence et 

leur intégrité génomique. 

D’un point de vue morphologique, une observation microscopique en contraste de phase permet de 

s’assurer d’une morphologie caractéristique des CSP, à savoir la formation de colonies plates, à bords 

lisses, possédant des noyaux volumineux avec un cytoplasme restreint (Robinton and Daley 2012).  

A l’échelle cellulaire et moléculaire, l’analyse de certains marqueurs de pluripotence peut être 

effectuée : OCT4, SOX2 et NANOG (intracellulaire) ainsi que SSEA3, SSEA4 (Stage Specific Embryonic 

Antigen 3/4), TRA1-60 etTRA1-81 (tumor-related antigen -60/-81) (extracellulaire, associés au stade 

embryonnaire) (Sullivan et al. 2018). La seconde propriété des CSP étant la capacité à se différencier, 

le but est d’étudier leur capacité à donner les trois feuillets embryonnaires que sont : l’ectoderme, 

l’endoderme et le mésoderme. Pour ce faire, deux stratégies peuvent être utilisées : (1) l’analyse in 

vitro des structures tridimensionnelles formées spontanément par les hCSP, nommées « corps 

embryoïdes » (EB, Embryonic Bodies) composés eux de précurseurs des 3 feuillets embryonnaires, 

dont les marqueurs sont ensuite analysés RT-qPCR (Itskovitz-Eldor et al. 2000) ; (2) l’injection in vivo 

de ces cellules dans des souris immunodéficiences, qui induit la formation d’un tératome, sur lequel 

des analyses histologiques sont enfin effectuées afin d’observer la présence des 3 feuillets 

embryonnaires (Smith, Luong, and Stein 2009). 

Enfin, en raison des techniques d’obtention et des conditions de culture in vitro de ces CSP, il est 

indispensable de vérifier l’absence d’apparition d’anomalies telles qu’une perte de chromosome, ou 

l’amplification 20q11.21 (Lefort et al. 2008) (Halliwell, Barbaric, and Andrews 2020). La vérification de 

la non intégration des transgènes est effectuée. De plus, les méthodes utilisées pour vérifier l’intégrité 

génomique reposent sur l’analyse du caryotype, qui permet la détection d’anomalies telles que des 

polyploïdies, ou d’autres techniques d’analyses telles que le mFISH (multicolor Fluorescent in situ 

Hybridation), des analyses de Single Nucleotide Polymorphisms mais également la PCR (polymerase 

chain reaction) droplet digital, technique plus récente, permettant de détecter jusqu’à 90% des 
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anomalies courantes des CSP à partir de l’analyse du surnageant (Steichen et al. 2019 ; Assou et al. 

2020). 

B.  Potentiel de différenciation des iPSc 

Au-delà de la capacité d’auto-renouvèlement, la seconde propriété des CSP repose sur leur capacité à 

se différencier en tous types cellulaires dérivés des 3 feuillets embryonnaires : l’endoderme, 

mésoderme et ectoderme (Itskovitz-Eldor et al. 2000; Smith, Luong, and Stein 2009). 

a) Généralités 

Grâce à l’avancée des connaissances sur les mécanismes moléculaires de spécialisation ainsi que sur 

les voies de signalisation impliquées au cours de l’embryogénèse, une multitude de protocoles de 

différenciation des CSP vers un type cellulaire d’intérêt a été développée, tel que les kératinocytes 

(Guenou et al. 2009; Williams, Davis-Dusenbery, and Eggan 2012). 

Deux méthodes de différenciation (différenciation guidée ou surexpression) in vitro, présentant des 

avantages et inconvénients ont été proposées à partir de CSP : 

 La différenciation guidée, consiste à induire la différenciation cellulaire via un ajout de 

cytokines et de petites molécules, de manière séquentielle avec une concentration et durée 

de traitement contrôlée (figure 21). Ces différents composés identifiés sur les bases de 

connaissances en biologie de développement, sont ajoutés directement au milieu de culture 

afin de moduler spécifiquement la différenciation vers l’un des 3 feuillets embryonnaires, puis 

vers le lignage d’intérêt (Irion et al. 2008). 

- La différenciation des CSP vers la voie endodermique, peut-être induite via l’utilisation de 

molécules telles que l’activine A, activateur de la voie TGF-β ou encore la combinaison 

d’activine, FGF2, BMP4 et LY294004, pouvant ainsi donner l’épithélium du tube digestif, l’arbre 

trachéo-bronchopulmonaire ainsi que les glandes annexes du tube digestif et la thyroïde. 

(D’Amour et al. 2005 ; Touboul et al. 2010) 

- La voie mésodermique pouvant être activée par des molécules telles que l’activine A et 

WNT3A, peut ainsi permettre une différenciation des CSP en tissu conjonctif, en cellules de 

l’appareil locomoteur (muscle, squelette) (Oldershaw et al. 2010), appareil cardio-vasculaire 

(cœur, vaisseaux et sang), ou appareil uro-génital.  

- Enfin, la voie ectodermique et les étapes précises de l’induction permettant entre autre la 

différenciation des CSP en cellules de l’épiderme seront détaillées par la suite. 
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Figure 21 : Différenciation guidée des CSP 

La différenciation des CSP peut donner différents types cellulaires issus des trois feuillets 

embryonnaires (endoderme, mésoderme, ectoderme). Pour chacune des voies, les facteurs de 

croissance et de différenciation clés, sont indiqués en bleu et les petites molécules en rouge. 

(Williams, Davis-Dusenbery, and Eggan 2012)  

Les protocoles de différenciation suivant cette stratégie, récapitulent le programme de 

développement embryonnaire et prennent donc du temps avant l’obtention de cellules d’intérêts. 

D’autre part, une autre limitation repose sur la difficulté à obtenir une population pure et homogène 

à l’issue de la différenciation ; toutefois, il est possible à l’heure actuelle de détourner cette limite en 

passant par une étape supplémentaire de purification par sélection génique ou tri cellulaire.  

 La surexpression, consiste à forcer l’expression de facteurs de transcription (FT) (unique ou 

multiples) liés à des stades de différenciation terminale, afin de d’obtenir plus rapidement des 

cultures cellulaires matures homogènes et fonctionnelles, en contournant les processus 

précoces (Hammelman et al. 2022 ; Chanda et al. 2014). Malgré l’avantage d’être rapide et 

efficace pour l’obtention de cellules d’intérêts, cette méthode peut avoir un impact sur les 

cellules obtenues en raison du temps de différenciation qui n’est pas comparable au processus 
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physiologique. De plus, l’utilisation de vecteurs intégratifs pour la surexpression de ces FT rend 

cette méthode incompatible avec des applications cliniques. 

 

b) Différenciation des CSP en cellules de la peau 

A l’heure actuelle, de nombreux travaux ont permis d’identifier des conditions de cultures adéquates 

pour la différenciation des CSP en cellules de la peau, telles que les fibroblastes (Hewitt et al. 2011), 

les mélanocytes (Nissan et al. 2011 ; Ohta et al. 2011) et les kératinocytes (Aberdam 2004). D’autres 

types cellulaires présents dans les appendices cutanés ont été différenciés avec succès à partir de CSP, 

tels que les cellules épithéliales du follicule pileux (R. Yang et al. 2014) et les cellules de type papille 

dermique (Gnedeva et al. 2015). 

En 2003, le premier rapport montrant la capacité des hESC à produire des cellules épithéliales a été 

publié ; celles-ci exprimaient la kératine 14 et étaient capables de stratifier et d’exprimer l’involucrine 

(Green, Easley, and Iuchi 2003). L’année qui a suivi ces travaux, l’équipe d’Abberdam a démontré pour 

la première fois la génération de kératinocytes dérivés de cellules embryonnaires de souris (Aberdam 

2004).  

Depuis, différents protocoles de différenciation en 2D ont été développés. Ceux-ci, utilisant des hiPSc 

ou hESC, sont répertoriés dans le tableau ci-dessous (Tableau 7).  Ils peuvent varier en terme de réactifs 

utilisés et de durée, mais visent tous à imiter la chronobiologie du développement épidermique, en 

induisant la voie ectodermique et le microenvironnement in vivo. Pour ce faire, deux cytokines agissant 

de manière synergique dans les étapes précoces de la génération de kératinocytes dérivés de CSP sont 

majoritairement utilisées : BMP4 (protéine morphogénétique osseuse 4) et RA (acide rétinoïque). Le 

BMP4 permet de bloquer le destin neural en inhibant la voie de signalisation SMAD, tandis que le RA 

favorise le destin ectodermique en se liant à des récepteurs nucléaires pour activer ou inhiber 

l’expression de gènes spécifiques (Wilson and Hemmati-Brivanlou 1995; Guenou et al. 2009 ; Ibrahim 

et al. 2020). Une étude a permis de mettre en évidence que l’ajout combiné de ces deux cytokines 

pour différencier les hESC permettait d’augmenter de manière significative le nombre de cellules 

exprimant K14 (marqueur précoce de différenciation), puis l’expression de marqueurs de 

différenciation épidermique terminal à savoir : K10, l’involucrine et la Filaggrin (Metallo et al. 2008). 
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Tableau 7 : Listes de différents protocoles utilisant des cellules souches embryonnaires humaines 

(hESC) ou des cellules souches pluripotentes induites humaines (hiPSc) pour la différenciation en 

kératinocytes (2D ou 3D) 

Adapté de (Oceguera-Yanez, Avila-Robinson, and Woltjen 2022) 

 

 

Type cellulaire Composition du milieu Facteurs de croissances et composés Matrice Références

hESc DMEM/Ham's F12 1:1 or FAD BMP4 P16 cells fixed with 4% Formaldehyde Aberdam et al., (2008)

hESC FAD medium RA, BMP4 mitomycin-C-treated 3T3 fibroblasts Guenou et al., (2009)

hESC ; hiPSc DMEM/Ham's F12 1:1 ; D-KSFM SU6656; RA, BMP4 MEF feeders; Matrigel Lian et al., (2013)

hESC D-KSFM RA, BMP4 Gelatin, Matrigel
Metallo et al., (2008)

Metallo et al., (2010)

hESC
a) FAD, D-KSFM

b) D-KSFM

a) AA, RA; 20 days later activin A

b) RA

a) H1-derived Fibroblasts : Collagen IV

b) Decellularized H1-derived 

Fibroblasts + Ficoll as crowing agent; 

Collagen IV

Movahednia et al., 2015

hESC ; hiPSc
mTESR1; FAD; D-KSFM; EpiLife + 

S7 supplement
RA, BMP4

3D decellularized Human dermal 

Fibroblasts; Collagen IV
Petrovac et al., (2014)

hESC ; hiPSc StemXVivo Ectoderm kit BMP4, DAPT, SB431542 na Qu et al., (2016)

hESC

DMEM/F12 (1:1) until D10; 

Thereafter D-KSFM for KC 

differentiation

BMP4, FCS +/- DAPT Matrigel, Collagen I

Tadeu and Horsley 

(2013)

Tadeu et al., (2015)

hESC KSFM RA,BMP4, AA Matrigel Zhao et al., (2020)

hESC ; hiPSc DMEM/F12

SB431542 (D0-6), CHIR99021 (D1-5), 

BMP4 (D1-8), DAPT (D4-8), 

BMP4/DAPT/EGF (D9-11)

Vitronectin; albumin-free conditions Zhong et al., (2020)

hiPSc
NOD Cg-Prkdc-scid 

IL2rgtm1Wjl/SzJ mice (NSG)
na Teratoma Garcia et al., (2016)

hiPSc D-KSFM; KSFM RA, BMP4
Initially Matrigel. After passaging, 

Fibronectin and Collagen

(Itoh et al., 2011)

Kajiwara et al., 2017)

Matsumura et al., 2018)

hiPSc D-KSFM; CnT-07 after D4 RA, BMP4 Matrigel

(Itoh et al., 2013)

(Gledhill et al., 2015)

(Domingues et al., 2017)

hiPSc D-KSFM RA + BMP4 until D4; hEGF, ROCKi Vitronectin, Fibronectin + Collagen I (Kajiwara et al., 2017)

hiPSc DMEM:F12; D-KSFM:KSFM RA, BMP4, EGF Collagen IV (Kim et al., 2018)

hiPSc
hEB (after D4); D-KSFM (after 

D6); CnT-07 after D30
RA, BMP4, ROCKi (until D10) Collagen IV (Koch et al., 2022)

hiPSc D-KSFM; CnT-07 RA, BMP4 Geltrex + Collagen I --> Col I + Col IV (Kogut et al., 2014)

hiPSc D-KSFM RA, BMP4 na (Larribere et al., 2017)

hiPSc D-KSFM; Cnt-07 (after D9)
RA, BMP4 (until D9); ROCKi [Y-27632] 

(after D28)
Matrigel; collagen (after D28) (Sah et al., 2021)

hiPSc D-KSFM; Cnt-07 after D4
RA, BMP4 (until D4); ROCKi [Y-27632] 

(after D10)
Fibronectin, Col IV (Ruiz-Torres et al., 2021)

hiPSc FAD D4, N2 D7; D-KSFM RA + ROCKi D2 ; RA + BMP4 D7 Gelatin --> MEF --> CELLstar (Sebastiano et al., 2014)

hiPSc FAD
BMP4, Ascorbic Acid, TFG-b inhibitor 

(SB431542)
3T3 feeders

(Shalom-Feuerstein et 

al., 2014)

hiPSc
D-KSFM or CnT-07 until D22-28 --

> CnT-57
RA, BMP4 na

(Umegaki-Arao et al., 

2014)

hiPSc D-KSFM RA, BMP4 Collagen I (Veraitch et al., 2013)

hiPSc 1. FAD ; 2. D-KSFM ; 3. KSFM
Initially low BMP4, followed by RA, 

then RA+ BMP4+EGF

Matrigel. Differentiation on 3T3 

feeders

(Yan et al., 2014a)

(Yang et al., 2014b)

hiPSC

KCs: D-KSFM; CnT-Prime 

Epithelial Medium | Spheroid: 

D-KSFM; D-KSFM+EGF, BPE; D-

KSFM+supplements; EBM; EGM

RA, BMP4 (untiel D6); KGF stabilized 

mRNA (D0 and D2)
na

(Ebner-Peking et al., 

2021)

hiPSC

KCs: DMEM:F12 (D0-8); D-KSFM 

(D9-12); D-KSFM:KSFM (D13-30) 

| Organoid: DMEM:F12 (3:1) (D5-

7); DMEM:F12 (1:1) (D8-9); F12 

(after D10)

RA, BMP4, EGF (until D12); BMP4, EGF 

(from D13-30)
Col IV (KCs); Col I (organoid) (Kim and Ju., 2019)

H
u

m
an

 e
m

b
ry

o
n

ic
 s

te
m

 c
e

lls
 (

h
ES

C
)

H
u

m
an

 in
d

u
ce

d
 p

lu
ri

p
o

te
n

t 
st

e
m

 c
e

lls
 (

h
iP

Sc
)

O
rg

an
o

id
s



95 
 

De plus, des milieux de croissance disponibles dans le commerce ou des milieux personnalisés, sont 

utilisés afin de favoriser la différenciation des progéniteurs obtenus, vers une lignée épidermique. 

Enfin, les matrices permettant d’imiter la matrice extracellulaire, telles que le collagène, la fibronective 

ou encore la laminine, sont actuellement utilisées dans la quasi-totalité des protocoles de 

différenciation épidermique (Itoh et al. 2011 ; Kogut, Roop, and Bilousova 2013 ; Koch et al. 2022). 

D’autre part, des études visent maintenant à développer des modèles de peau en 3D dérivés de CSP 

pour la médecine régénérative ou la modélisation, par exemple avec l’utilisation de kératinocytes et 

fibroblastes, principaux composants cellulaires de l’épiderme et du derme, qui ont été différenciés à 

partir d’hiPSc et ont été déposés sur des inserts en polycarbonate (PC) ou Polytéréphtalate d’éthylène 

(PET) additionnés à des matrices, permettant de reproduire la matrice extracellulaire telle que le 

collagène, la fibrine ou la laminine. Ces modèles de peau 3D sont cultivés dans des conditions de 

culture de milieux définis, fréquemment en interface air-liquide permettant une différenciation 

terminale des cellules dérivées de CSP et la maturation de la peau (Y. Kim et al. 2018). 

c) Contrôles qualités des kératinocytes dérivés de CSP 

Afin de garantir la pureté et l’identité des cellules dérivées de cellules souches pluripotentes 

humaines, l’évaluation de différents paramètres est effectuée : 

- L’expression de la kératine 14 et la kératine 5 (Blanpain and Fuchs 2009), confirmant un 

engagement vers le lignage épidermique, peut-être vérifiée à l’aide d’analyse par cytométrie 

en flux, immunofluorescence ou RT-qPCR (Reverse Transcription Quantitative Polymerase 

Chain Reaction) (Khurana et al. 2021). 

- L’observation en microscopie à contraste de phase permet de s’assurer de la morphologie 

pavimenteuse des cellules, caractéristique des kératinocytes. 

- La vérification de la stérilité microbiologique peut inclure des tests de stérilité pour les 

mycoplasmes. 

- Vérification de l’intégrité génomique, en effectuant des caryotypes ou SNP. 

- De plus, des analyses cytogénétiques peuvent être effectuées telles que le mFISH, afin de 

détecter d’éventuelles mutations survenues au cours de processus de différenciation. 
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C. Les CSP et leurs applications 

De par leurs capacités d’auto-renouvèlement et de différenciation dans tous les types cellulaires de 

l’organisme, les cellules souches pluripotentes, quelle que soit leur origine, contribuent grandement à 

de nombreuses applications telles que : la thérapie cellulaire, la modélisation pathologique mais 

également le criblage de molécules pour la découverte de nouveau médicament et tests de toxicité 

(Moradi et al. 2019) (figure 22). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 22 : Différentes applications des cellules souches pluripotentes 

Les cellule souches pluripotentes (ESC : Embryonic stem cell ; iPSc : induced pluripotent stem cell) 

peuvent être différenciées en tous types cellulaires et ainsi permettre diverses applications telles que 

la modélisation pathologique, la recherche fondamentale, le criblage de molécule pour la découverte 

de nouveau médicament et la thérapie cellulaire. 

Adapté de (Moradi et al. 2019) 
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a) Modélisation pathologique 

La capacité de prolifération et de différentiation des CSP permet de les utiliser comme modèle pour 

de la modélisation pathologique, et permet ainsi une meilleure compréhension des mécanismes 

biologiques impliqués dans les maladies génétiques. 

De manière générale, la modélisation pathologique à partir de CSP permet à la fois d’étudier les 

mécanismes impliqués dans la pathologie mais également d’identifier des phénotypes et 

biomarqueurs pertinents, en comparant des cellules saines à des cellules pathologiques. Ces 

biomarqueurs sont d’ailleurs couramment utilisés pour tester par la suite l’effet de molécules 

chimiques afin d’en développer de nouveaux traitements thérapeutiques. 

Initialement, l’élaboration de modèles pathologiques était réalisée à partir de modèles animaux 

(principalement murins) ou de cellules primaires issues de biopsies de patients. Cependant, bien que 

ces modèles aient permis des avancées majeures sur l’identification de mécanismes moléculaires et 

cellulaires impliqués dans de nombreuses pathologies, ils présentent de nombreuses limitations. Les 

modèles animaux peuvent être limités pour modéliser tous les aspects des troubles complexes 

humains, y compris dans le cadre de pathologie comme l’Epidermolyse bulleuse Simple, où la peau 

murine n’est pas identique à la peau humaine et où les souris meurent précocement (Vassar et al. 1991 

; Cao et al. 2001). D’autre part, les cellules primaires nécessitant une biopsie, sont disponibles qu’en 

faible quantité et sont difficiles d’accès pour certain type cellulaire tel que les neurones. 

Face à ces limitations, les CSP humaines constituent alors une ressource biologique alternative pour la 

modélisation pathologique. 

Tout d’abord, les études de modélisation pathologique portaient sur l’utilisation de lignées hESC 

porteuses de mutations, ayant été obtenues à la suite d’un DPI dans le cadre d’un projet de 

fécondation in vitro. Cependant, en raison du faible nombre de maladies dépistées lors des DPI, cette 

approche reste limitée pour modéliser un grand nombre de maladies. 

Les hiPSc qui présentent non seulement les mêmes capacités que les hESC à savoir, l’auto-

renouvèlement et la différenciation en tout type cellulaire de l’organisme, peuvent, elles, être 

générées directement à partir de cellules de patients (fibroblastes, cellules sanguines ou autres 

sources de cellules somatiques) permettant de fournir une ressource cellulaire illimitée extrêmement 

précieuse jusqu’alors inaccessible, pertinente pour l’étude de la pathologie. A ce jour, quelques 

lignées d’hiPSc sont existantes, pour l’étude de diverses maladies cutanées, et sont répertoriées dans 

le tableau ci-dessous (Tableau 8). 
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Tableau 8 : Lignées d’hiPSc pertinentes pour l’étude de troubles cutanés 

Adapté de (Khurana et al. 2021) 

 

b) Développement de médicaments 

Grâce à la modélisation pathologique à partir de CSP, il est maintenant possible de les utiliser pour la 

recherche pharmacologique, afin de mesurer l’efficacité et la toxicité de nombreuses molécules dans 

ces modèles cellulaires. Les modèles d’hiPSc de patients jouent un rôle crucial dans la découverte de 

médicaments pour différentes raisons à savoir : (1) leur reproductibilité (2) leur pertinence dans 

l’identification de mécanisme et cibles pertinentes dans le cadre de modélisation pathologique et (3) 

leur capacité à se différencier en tout type cellulaire et dans des formats miniaturisés compatibles avec 

du criblage de molécules à haut débit. 

Les tests de criblages de médicaments peuvent être effectués sur des modèles cellulaires dérivés de 

CSP humaines pertinents pour l’étude d’une pathologie. Cette technique se base sur l’identification de 

composés actifs sur un phénotype pathologique préalablement identifié et qui est compatible avec 

une quantification automatisable, dit « hits ». 

 

 

 

 

 

 

Maladie cutanée Cellule d'origine Méthode de reprogrammation Cellules différenciées Références

Atopic dermatitis
KCS from patient with 

heterozygous mutation
Sendai Virus KCs

(Devito et al., 2018)

(Kolundzic et al., 2019)

Atopic dermatitis

KCS from patient with 

maximum number of filaggrin 

tandem repeats

Sendai Virus KCs Khurana et al., 2020

EB simplex, Dowling-

Maera

KCs from patient with K5 

mutation
Sendai Virus N/A (Kolundzic et al., 2019)

JEB
FBs from 2 patients with 

mutation
Retroviral KCs (Tolar et al., 2013)

Psoriasis
PBMCs from two patients with 

psoriasis
Sendai Virus KCs (Ali et al., 2020)

RDEB KCs of healthy and RDEB patient Sendai Virus MSCs (Nakayama et al., 2018)

RDEB T cells from RDEB patient Sendai Virus N/A (Itoh et al., 2016)

RDEB
KCs from healthy and RDEB 

patients
Sendai Virus FBs and KCs (Matsumara et al., 2018)
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Plusieurs stratégies de criblages de molécules grâce à l’exploitation du potentiel des CSP sont possibles 

(Avior, Sagi, and Benvenisty 2016) :  

- L’approche de médicament-candidat consiste à tester un nombre limité de molécules afin de 

corriger le phénotype dans le modèle cellulaire spécifique de la maladie à étudier, qui a été 

généré au préalable. Cette approche convient lorsqu’un phénotype cellulaire pathologique 

indique qu’une voie spécifique est responsable de ce phénotype ou lorsque des maladies 

similaires ont déjà été modélisées et traitées avec succès in vitro à l’aide de ces médicaments. 

Cette approche permet aux médicaments approuvés par les agences réglementaires d’être 

testés immédiatement sur un nouveau modèle cellulaire pathologique et de fournir ainsi des 

premiers résultats rapides avant l’utilisation en clinique sur des patients. 

- Le criblage à haut débit (HTS, High Throughput Screening) consiste à tester l’effet de banques 

de molécules (chimiothèques) afin d’identifier de nouvelles molécules permettant de corriger 

le(s) phénotype(s) pathologique(s) au sein du modèle cellulaire utilisé. Dans le cadre de 

maladies pour lesquelles les mécanismes moléculaires physiopathologiques sont peu ou mal 

connus, cette approche est particulièrement appropriée, de plus elle permet d’identifier des 

effets bénéfiques de molécules déjà présentes sur le marché (ayant donc passé les différentes 

phases de tests) et FDA-approved (Food and Drug Administration) pour d’autres pathologies. 

Cependant, cette approche nécessite un grand nombre de cellules pour y tester une large 

gamme de composés. 

 

Enfin, des études ont également tiré parti des avantages de chacune des approches, par exemple une 

équipe a d’abord effectué un criblage à haut débit extrêmement volumineux, sur des neurones de 

souris malades, et ce n’est qu’ensuite que des composés ayant été sélectionnés ont été évalués sur 

des motoneurones et des astrocytes différenciés d’hiPSc de patients malades (Barmada et al. 2014). 

c) Thérapie cellulaire 

Dès leur découverte, les CSP humaines ont également suscité beaucoup d’espoir dans des approches 

thérapeutiques par thérapie cellulaire pour le traitement de maladie. La thérapie cellulaire vise à 

remplacer les cellules endommagées, non fonctionnelles ou perdues, d’un tissu ou organe, grâce à la 

transplantation de cellules différenciées saines (I. Kim 2013). Grâce au potentiel de prolifération des 

CSP, celles-ci peuvent-être produites par milliards et représentent donc une source cellulaire 

potentiellement illimitée de matériel biologique pour le traitement de, théoriquement, n’importe 

quel organe. 
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Pour ce faire, deux stratégies principales sont proposées : (1) l’injection de cellules saines qui ont été 

différenciées à partir de hESC ; (2) l’injection de cellules de patients qui ont été reprogrammées puis 

différenciées avant d’être ré implantées, qui dans ce cas permet de s’affranchir de tout rejet de 

greffe et de limiter l’utilisation d’immunosuppresseurs. En 2023, une base de donnée proposée par la 

société TreeFrog Thérapeutic (https://treefrog.fr/stemcelljungle/list-of-cell-therapy-clinical-trials-

based-on-pluripotent-stem-cells-es-ips-cells/) a identifié 102 essais cliniques basés sur l’utilisation de 

CSP humaines, en cours ou planifiés, pour des pathologies variées, comme par exemple la 

dégénérescence maculaire liée à l’âge, la rétinite pigmentaire mais également la maladie de 

parkinson (Yamanaka 2020). A l’heure actuelle, un seul essai clinique randomisé et contrôlé de phase 

I, concernant la peau a été lancé et est encore en cours, en Australie (NCT05165628). Cet essai 

consiste à évaluer la sécurité, la tolérabilité et l’efficacité du produit CYP-006TK, composé de cellules 

souches mésenchymateuses dérivées d’hiPSc ensemencées sur un pansement en silicone revêtu de 

plasma d’heptylamine, chez des adultes atteints d’ulcères diabétiques.  

 

IV. CSP et technologies d’édition du génome 

Combinées à l’utilisation des cellules souches pluripotentes, les technologies d’édition du génome qui 

ont fait leur apparition depuis maintenant plusieurs années, sont devenues incontournables dans les 

laboratoires de recherche du monde entier. Cela a ouvert la voie à des stratégies de thérapie génique, 

de thérapie cellulaire mais également à la modélisation pathologique (De Masi et al. 2020). 

Au cours des dernières années, le développement de technologies d’édition du génome n’a cessé 

d’évoluer. De manière générale, l’édition génomique consiste en l’ensemble de techniques servant à 

modifier une séquence nucléotidique au sein de l’ADN d’une cellule. Ces modifications permettent 

de réparer, d’éliminer ou d’ajouter un ou des gènes de manière sélective. Pour permettre cela, les 

scientifiques se sont concentrés sur le développement et l’utilisation de différents mécanismes basés 

sur les propriétés d’endonucléases pour créer des cassures d’ADN double brin et sur le 

déclenchement de mécanismes de réparation de l’ADN cellulaire, à savoir notamment la jonction 

d'extrémités non homologues (NHEJ) et la réparation dirigée par homologie (HDR). 

Pour ce faire, les endonucléases pouvant être utilisées sont regroupées en trois grandes familles 

principales : (1) les nucléases à doigt de zinc (ZFN, zinc-finger nucleases) ; (2) les nucléases effectrices 

de type activateur de transcription (TALEN, transcription activator-like effector nucleases) ; (3) le 

système CRISPR-Cas9 (CRISPR, clustered regularly interspaced short palindromic repeats ; Cas9, 

CRISPR-associated protein 9) (figure 23). 
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Figure 23 : Principales classes de nucléases programmables 

Une représentation schématique des domaines de liaison à l'ADN dans les ZFN (a) et les TALEN (b) est 

présentée. Les nucléases Fok I dimérisées introduisent une coupure d'ADN. Schéma de la protéine 

nucléase Cas9 et de son ARN guide unique (ARNg) lié à sa séquence cible. La séquence cible nécessite 

un motif court appelé Protospacer Adjacent Motif (PAM), pour permettre la reconnaissance par la 

Cas9 qui va induire une coupure de l’ADN. 

Adapté de (Shamshirgaran et al. 2022) 

 

A. ZFN et TALEN 

Les ZFN et TALEN sont des protéines chimériques construites artificiellement en fusionnant deux 

domaines protéiques : domaine de liaison à ADN et enzymes de restrictions FokI pour les ZFN, domaine 

de liaison à l’ADN et domaine de liaison à doigt de zinc (ZF) (Y. G. Kim, Cha, and Chandrasegaran 

1996) pour les TALEN ; les modules de liaison à l’ADN sont des domaines TALE (transcription activator 

like domain), effecteurs activateurs de la transcription. De manière générale, les domaines de liaison 

à l’ADN dans les ZFN (modules ZF) ou les TALEN (modules de liaison à l’ADN, TALE) reconnaissent l’ADN 

et se lient spécifiquement à une séquence cible. Le domaine nucléase Fok I quant à lui, permet de 

couper l’ADN. Pour rendre possible la dimérisation du domaine de clivage de Fok I, une paire de ZFN 

ou TALEN doit se lier à l’ADN à une distance appropriée et dans une orientation correcte. Bien que les 

TALEN et ZFN permettent d’induire un clivage de l’ADN dans des régions ciblées, la reconnaissance de 

l’ADN se fait via l’ingénierie protéique. En effet, de nouveaux modèles protéiques TALE/ZFN doivent 

être générés pour chaque nouvelle séquence à cibler. 

En revanche, un autre système basé sur l’utilisation de la nucléase Cas9, s’avère plus simple, car celle-

ci nécessite une seule molécule d’ARN guide (ARNg) pour reconnaître sa séquence d’ADN cible dans le 

génome. Cela offre plusieurs avantages, à savoir une synthèse plus facile d’un ARN guide par rapport 

a) 

b) 

c) 

ARNg 
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à un domaine protéique dans le cas d’approche ZFN ou TALEN, et donc une conception plus facile pour 

toutes les cibles génomiques, ainsi qu’une prédiction facile des sites hors cible mais également la 

probabilité à modifier plusieurs sites génomiques simultanément. 

B. Origine du système CRISPR-Cas 

La technologie CRISPR-Cas9 qui est de nos jours une technologie d’édition du génome bien établie, est 

basée sur la découverte du système de défense présent dans les organismes procaryotes (bactéries et 

archées) pour se protéger des infections virales de phages étrangers (Barrangou et al. 2007). Au sein 

de l’ADN bactérien se trouve un locus CRISPR constitué de séquences nucléiques partiellement 

palindromiques, séparées par des fragments d’ADN nommés « spacers » correspondant à des 

séquences nucléiques virales acquises lors de l’infection des bactéries par le virus. Adjacent à ce locus 

se trouvent des séquences codant pour un tracrRNA (Trans-activating CRISPR RNA) et des protéines 

Cas (figure 24). 

Lors de la primo infection de la bactérie par un phage, une étape d’immunisation/acquisition a lieu : 

les protéines Cas1 et Cas2 sont activées formant un complexe protéique, reconnaissant un motif de 3 

nucléotides « région PAM » (protospaceur adjacent motif) au sein de l’ADN viral, qui coupe un 

fragment d’ADN et le dirige vers l’extrémité du locus CRISPR où il sera intégré ; cela correspondra au 

« spaceur ».  

Puis lors de la réexposition du phage, une deuxième phase de défense/résistance entre en jeu : le locus 

CRISPR, contenant les séquences répétées et les spaceurs ainsi que la région codant pour le tracRNA 

sont transcrits, en pre-crRNA (pre-CRISPR RNA) et tracRNA respectivement. Le pré-crRNA est ensuite 

clivé par une RNAse III permettant de générer différents des crRNA. Chaque crRNA se lie ensuite au 

tracrRNA par complémentarité de bases, formant des ARN guide (ARNg) individuels, sur lesquels se lie 

ensuite la ribonucléase Cas9, formant un complexe ribonucléoprotique (RNP). Cette RNP va ainsi cibler 

les séquences complémentaires au niveau de l’ADN du phage infiltrant, provoquant ainsi son clivage 

par l’activité endonucléase de la Cas9, permettant ainsi sa dégradation. 
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Figure 24 : Schéma de la réponse immunitaire adaptative bactérienne médiée par le système 

CRISPR/Cas 

Lors de la primo infection, l'injection d'ADN du phage dans une cellule bactérienne active les 

protéines du module d'adaptation qui vont cliver des fragments d'ADN de phage de la taille d'un 

espaceur « Spacer » pour les incorporer dans les locus CRISPR. Au cours de la biogenèse de l'ARN 

CRISPR, les locus CRISPR sont transcrits et le pré-crRNA résultant est traité par une RNaseIII pour 

générer des crRNA matures qui se couplent au tracrRNA, formant divers ARNg. Les ARNg individuels 

sont liés par des effecteurs de la protéine Cas (par exemple, Cas9). Après l’apparition d’une nouvelle 

infection par un phage avec des séquences correspondant à un « spaceur » CRISPR dans la cellule (en 

bas à droite), des complexes Cas/ARNg spécifiques se lient à l’ADN viral qui le clive afin de le 

dégrader. (Arroyo-Olarte, Bravo Rodríguez, and Morales-Ríos 2021) 
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C. Système CRISPR/Cas9 et édition du génome 

Suite à la découverte de ce mécanisme de défense bactérienne de haute efficacité, de sa spécificité et 

de sa nature modulaire, le système CRISPR-Cas a été détourné pour être utilisé comme une technologie 

révolutionnaire dans l’édition du génome. C’est en 2012, que le système CRISPR/Cas9 (Clustered 

Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats – CRISPR-associated protéine 9) a été utilisé pour 

l’édition du génome par une équipe de recherche dirigée par Jennifer Doudna et Emmanuelle 

Charpentier (Jinek et al. 2012). Pour récompenser leur découverte révolutionnaire, plus 

communément appelée « ciseaux moléculaires », le prix Nobel de la chimie leur a été attribué en 2020. 

a) Constituants et mécanisme d’action du système d’édition CRISPR/Cas9 

Cette technologie « CRISPR/Cas9 » ainsi reconnue comme un outil prometteur pour la modification 

d’ADN, permet de cibler des ADN double brin, afin d’induire une cassure double brin dans une région 

ciblée et in fine mener à l’édition de cette région. Cela requière les constituants suivants : une nucléase 

Cas9 et un ARN guide (ARNg) (Mali et al. 2013) (Figure 25). Le site cible de l’ADN doit être constitué de 

la séquence complémentaire à l’ARNg et d’un motif PAM, reconnu par la protéine Cas9.  

Parmi les différents systèmes Cas, la protéine Cas9 de Streptococcus pyogenes (SpCas9), actuellement 

la plus utilisée comme outil d'édition de gènes, identifie le motif PAM 5’-NGG-3’ sur le brin d’ADN non 

cible (Cong and Zhang 2015; Mir et al. 2018). Cette protéine Cas9 est composée de deux domaines à 

activité nucléase : (1) le domaine HNH qui va couper le brin cible, sur lequel s’est hybridé l’ARNg ; (2) 

le domaine RuvC qui va lui couper le brin opposé, sur lequel se trouve le motif PAM (figure 25A) 

(Doudna and Charpentier 2014 ; Jiang and Doudna 2017). 

L’ARNg constitué de l’hybridation entre le crRNA et le tracrRNa est composé 20 nucléotides 

complémentaires à la séquence cible et de 12 nucléotides complémentaires au tracrRNA (figure 25B). 

Le tracRNA permet lui de s’hybrider au crRNA et de se lier à la protéine Cas9 formant ainsi un complexe 

ribonucléoprotéine (RNP : Cas9 + crRNA + tracrRNA). Pour une édition génome plus efficace, il a été 

mis au point un ARNg chimérique où le crRNA et le tracrRNA sont déjà fusionnés, formant ainsi l’ARNg. 

En terme de mécanisme d’action, la liaison de la RNP avec l’ADN cible va dans un premier temps induire 

l’ouverture de la double hélice d’ADN et à l’ARNg de s’hybrider à la séquence complémentaire. Puis, 

les domaines à activité nucléase clivent les deux brins d’ADN trois nucléotides en amont du motif PAM. 

Cette cassure double brin (DSB) va ainsi déclencher un processus de réparation de l’ADN (figure 25). 
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Figure 25 : Schéma du mécanisme moléculaire du système CRISPR/Cas9 

(A) La protéine Cas9 contenant deux domaines nucléases : RuvC, qui clive le brin non ciblé par 

l’ARNg et le domaine HNH, qui clive le brin d’ADN complémentaire à l’ARNg. 

(B) L’ARNg est composé d’un crRNA et d’un tracrRNA. Le crRNA est constitué de 20 nucléotides 

complémentaires à la séquence cible, et quelques nucléotides supplémentaires, 

complémentaires au tracrRNA. Le tracrRNA se lie au crRNA formant l’ARNg. 

(C) L’ARNg se lie ensuite à la protéine Cas9 formant la complexe Cas9/ARNg. Lors de la liaison de 

ce complexe à la l’ADN, cela permet l’ouverture de l’ADN double brin, et l’hybridation de 

l’ARNg au brin cible. Les domaines nucléases de la Cas9 clivent les deux brins d’ADN, trois 

bases avant le PAM. 

(D) La cassure double brin dans l’ADN induit une réparation endogène pouvant être deux types : 

HDR permettant une édition précise du génome avec l’apport d’une matrice de réparation 

ou NHEJ introduisant des courtes insertions ou délétions (indels) au niveau du site de 

coupure. 

Adapté de (Janik et al. 2020) 
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b) Deux mécanismes de réparation de l’ADN double brin 

Il existe deux mécanismes de réparation endogènes majeurs qui sont activés après une cassure double 

brin : la jonction d’extrémités non homologue (NHEJ) et la réparation dirigée par homologie (HDR) 

(Haapaniemi et al. 2018) (figure 25) : 

- Le mécanisme NHEJ majoritaire, pouvant survenir à n’importe quelle phase du cycle cellulaire, 

implique une ligation de manière aléatoire des extrémités à bout franc générées au niveau du 

site de coupure, générant des insertions et/ou délétions (indels) au niveau de ce site. Ces indels 

peuvent induire un décalage du cadre, aboutissant dans la majorité des cas à l’apparition de 

codons stops prématurés.  

- Le deuxième mécanisme de réparation par HDR, nécessite l’apport d’une matrice d’ADN 

servant de modèle de réparation (S. Lin et al. 2014). Cette séquence d’ADN, contenant la 

séquence à introduire, est bordée par des séquences homologues à celles entourant la 

coupure. Cela permet ainsi un échange entre l’ADN cible et l’ADN donneur, par recombinaison 

homologue, conduisant à l’intégration de la séquence d’intérêt au niveau de la coupure, et à 

l’édition du génome. Cependant en plus d’être possible qu’en présence d’une matrice d’ADN, 

ce mécanisme de réparation possède une efficacité moins importante (entre 0,5 et 20%) que 

celle par NHEJ (20 à 60%) ; cela s’explique notamment en raison des protéines impliquées dans 

la recombinaison homologue, qui sont exprimées uniquement lors des phases S et G2 du cycle 

cellulaire (Maruyama et al. 2015). 

Combiné aux différents mécanismes de réparation de l’ADN, ce système CRISPR/Cas9 peut ainsi être 

utilisé pour différentes stratégies d’édition du génome. En effet, associé à une réparation par NHEJ, le 

système CRISPR/Cas9 va être utilisé essentiellement pour des stratégies dites de Knock-out 

(Maruyama et al. 2015; Vogt and He 2023), conduisant à la perte d’expression d’un gène. A l’inverse, 

une réparation médiée par HDR, va aboutir à des stratégies de knock-in, permettant de corriger une 

mutation en la remplaçant par une séquence saine, ou au contraire d’induire une mutation précise 

pour l’étude d’une maladie (se trouvant dans la matrice de réparation qui est apportée), mais 

également d’intégrer une séquence exogène (par exemple un gène rapporteur) (S.-S. Wu et al. 2020). 
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c) Limitations du système CRISPR/Cas9 

L’une des limitations majeures de l’édition du génome médiée par la technologie CRISPR/Cas9 réside 

dans le risque d’effets hors cible dits « off-target ». Bien que la spécificité de la protéine Cas9 est 

étroitement contrôlée par la présence d’un motif PAM adjacent à la séquence cible et par la séquence 

de l’ARNg, une activité potentielle de clivage peut se produire en dehors de la séquence cible. Cela est 

en partie du à l’activité de la protéine Cas9 pouvant induire une cassure double brin même lors d’une 

hybridation partielle (mésappariements) de l’ARNg à la séquence cible (Cong and Zhang 2015). 

Néanmoins, plusieurs études ont été réalisées afin d’obtenir des mutations de la protéine Cas9, plus 

spécifiques. En 2016, l’équipe du Pr. Feng Zhang a pu générer une protéine eSpCas9 (« Enhanced 

specificity » SpCa9), au sein de laquelle l’activité hélicase a été atténuée, étant ainsi capable de réduire 

les off-target, tout en maintenant une activité robuste (Slaymaker et al. 2016). Cette même année, une 

autre étude a permis la génération d’une protéine SpCas9-HF1 (High-fidelity), hébergeant des 

altérations au niveau de certains résidus, afin de réduire les contacts non spécifiques (principalement 

les liaisons hydrogènes) entre la protéine et l’ADN, permettant ainsi de réduire considérablement les  

effets off-target (Kleinstiver et al. 2016).  

La nécessité d’un motif PAM à proximité de la séquence d’ADN, représente également une limitation, 

car celui-ci est indispensable pour la reconnaissance de la séquence cible par la Cas9. La protéine Cas9 

la plus couramment utilisée de Streptococcus pyogenes est capable de reconnaitre un motif PAM 

relativement court 5’-NGG-3’. Si ce motif NGG n’est pas présent au niveau de la séquence cible, 

l’édition n’est pas possible. Pour pallier à cette limitation et permettre d’agrandir la fenêtre de ciblage 

des gènes, de nouveaux variants de la protéine Cas9 ont été développés comme la SpCas9-NG, capable 

de reconnaitre un motif très court 5’-NG-3’ (Nishimasu et al. 2018) ou encore la xCas9 capable quant 

à elle de reconnaître différents motifs PAM tels que 5’-NG-3’, 5’-GAA-3’ et 5’-GAT-3’ (Hu et al. 2018 ; 

H. K. Kim et al. 2020). 
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D. Base Editing et Prime Editing 

Plus récemment, la technologie de Base Editing dérivée de la technologie CRISPR-Cas9, a été décrite 

et permet d’éditer très précisément un nucléotide, sans générer de coupure double brin et sans apport 

de matrice de réparation (Komor et al. 2016). Cette nouvelle approche qui consiste à convertir 

spécifiquement un nucléotide nécessite un ARNg, une protéine Cas9 déplétée de sa fonction de 

clivage, fusionnée à une enzyme désaminase (figure 26). 

 

Figure 26 : Technologie du Base Editing (Exemple : Adénine Désaminase) 

La Cas9D10A (Cas9 déplétée de son activité catalytique) fusionnée à une adénine désaminase forme 

un complexe avec l’ARN guide (ARNg). L’hybridation de l’ARNg sur la séquence cible 3 nucléotides 

avant la séquence PAM, induit une ouverture de l’ADN double brin, et permet de positionner 

l’adénine désaminase dans une fenêtre de -3 à -12 nucléotides à l’extrémité 5’ de la séquence PAM. 

L’adénine désaminase se positionne au niveau du nucléotide cible A (Adénine), et permet d’induire 

une désamination hydrolytique de l’Adénine (A) en Inosine (I), qui sera ensuite lors de la réplication 

ou réparation de l’ADN transformée en Guanine (G).  

Adapté de (Komor et al. 2016) 
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Les protéines Cas9 utilisées, n’induisant pas de cassure double brin, peuvent-être :  

- Les protéines nCas9 (nickases) : Cas9D10A (substitution de l’aspartate en position 10 par une 

alanine au niveau du domaine RuvC) ou Cas9 H840 (substitution d’une histidine par une 

alanine au niveau du domaine HNH) permettent le clivage d’un seul brin d’ADN. 

- La protéine dCas9 (dead Cas9) au sein de laquelle les deux domaines à activité nucléase, RuvC 

et HNH ont été mutés, et est donc déplétée de toute fonction catalytique, ne générant aucun 

clivage de l’ADN. 

L’enzyme désaminase fusionnée à cette protéine Cas9 mutée (Cas9-Enzyme désaminase), grâce à son 

activité désamination va permettre la conversion d’un nucléotide en un autre, et peut-être de deux 

types : Cyditine désaminase permettant la conversion d’une cytidine en thymine (C→T) ou Adénine 

désaminase, permettant la conversion d’une adénine en guanine (A→G) (S.-S. Wu et al. 2020) . 

En terme de mécanisme d’action, l’ARNg fusionné au complexe protéique formé de la protéine Cas9 

mutée et de l’enzyme désaminase, va permettre de positionner celui-ci sur la séquence cible, au plus 

proche du nucléotide à convertir. Puis, par exemple dans le cas de l’Adénine désaminase, celle-ci va 

induire une désamination hydrolytique de l’Adénine (A) en Inosine (I) qui sera lue comme une Guanine 

(G) par les enzymes polymérases, permettant ainsi la conversion d’Adénine en Guanine (A -> G) 

(Schatoff, Zafra, and Dow 2019). 

Ces éditeurs de bases peuvent ainsi corriger ou induire des mutations de manière extrêmement 

précise, dans divers modèles cellulaires et animaux (Rees and Liu 2018; Molla and Yang 2019; B. Yang, 

Yang, and Chen 2019). Cependant un des facteurs limitant de cette technologie réside dans la fenêtre 

d’édition de l’enzyme désaminase, exigeant la sélection d’un ARNg permettant de positionner le 

complexe protéique Cas9-enzyme désaminase au plus proche de la mutation. De plus cela peut 

également engendrer la conversion de nucléotides non cibles présents à proximité du nucléotide à 

modifier (effet bystander) (Rees and Liu 2018). De plus cette technologie se limite à la transition de 4 

bases seulement (c'est-à-dire C→T, G→A, A→G et T→C) et ne peut effectuer que deux transversions 

(CG et CA) (Komor et al. 2016 ; Gaudelli et al. 2017). 

De ce fait, pour pallier à ses limitations et pour ouvrir encore plus le champ d’applications, en 2019 un 

nouveau système d’édition du génome a été développé par l’équipe du Pr. David Liu : le Prime Editing. 

Cette stratégie permet d’induire de petites insertions et délétions ciblées ainsi que les 12 conversions 

base-à-base possibles, sans nécessité de cassure double brin et de matrice de réparation (Anzalone et 

al. 2019) (Sürün et al. 2020; Doman et al. 2022) (figure 27). 
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Figure 27 : Représentation schématique de la technologie Prime Editing 

La protéine Cas9 nickase est fusionnée à une Reverse Transcriptase (RT). Le pegRNA est composé 

d’un ARN guide avec une séquence en 5’ se liant à l’ADN (flèche verte), d’une séquence en 3’ (flèche 

bleu) permettant de se lier à l’extrémité dépassante 3’ qui sera générée après cassure d’un des brins, 

et d’une matrice contenant la séquence modifiée à insérer (flèche marron). Après cassure d’un des 

brins d’ADN, par la protéine Cas9, la séquence en 3’ du pegRNA s’hybride à l’extrémité dépassante de 

l’ADN cible. La reverse transcriptase fusionnée à la protéine Cas9 va initier la transcription inverse à 

partir de la matrice présence sur le pegRNA. Le brin édité est incorporé dans l’ADN au niveau de la 

cassure simple brin ; et l’extrémité 5’ dépassante de l’ADN d’origine est retirée par une endonucléase 

cellulaire. Un mécanisme de réparation cellulaire permet ensuite de copier les informations. 

Adapté de (Anzalone et al. 2019) 

 

Pour ce faire cette approche nécessite un complexe formé d’une protéine Cas9 nickase (Cas9 H840A) 

fusionnée à une reverse transcriptase et un long ARNg (pegRNA) contenant la séquence permettant 

de guider le complexe au niveau du site cible et la séquence éditée désirée. Guidé par l’ARN guide, ce 

complexe se positionne au niveau de l’ADN à éditer. Après coupure du brin opposé par la Cas9 nickase, 

l’activité reverse transcriptase copie alors la séquence désirée en utilisant le pegRNA comme matrice, 

permettant l’introduction de la séquence désirée au niveau de l’ADN cible. 
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Pour conclure, la combinaison de l’utilisation des technologies CRISPR et des CSP représente des 

perspectives d’innovations très importantes, notamment pour l’étude de maladies monogéniques. 

En effet, dans le cadre d’approches de modélisation pathologique à partir de CSP, une hétérogénéité 

est régulièrement observée en raison de variations entre les individus. Un des défis majeurs réside 

alors dans la discrimination entre les phénotypes résultant de la mutation causale de la maladie et 

ceux dus à de simples variations inter-individus. Pour pallier à ces variations pouvant être causées par 

le fond génétique des lignées cellulaires, ou encore par d’autres variables telles que l’épigénétique, le 

sexe ou l’âge (De Masi et al. 2020), la génération de lignées isogéniques est devenue primordiale pour 

les programmes de modélisation pathologique et est fortement recommandée par les directives de 

l’ISSCR (International Society for Stem cell research) (Ludwig et al. 2023). 

Le développement de ces lignées a été rendu possible par les approches d’édition du génome 

détaillées ci-dessus, qui permettent d’effectuer des modifications géniques ciblées dans tous types 

cellulaires, grâce à des outils moléculaires spécifiques, pour induire ou réparer des mutations 

responsables de maladies (figure 28). D’une part, il est possible de créer la mutation dans des lignées 

saines, puis de comparer ensuite la lignée mutée et la lignée saine pour étudier l’effet de la mutation. 

D’autre part, il est également possible de corriger la mutation à partir de cellules de patients malades, 

afin de comparer la lignée porteuse de la mutation et la lignée corrigée afin d’étudier si cela a permis 

la restauration de phénotypes pathologiques. 

De manière générale, cette approche permet ainsi d’obtenir des lignées ayant pour seule variable le 

changement génétique induit volontairement, et permet de garantir l’identification de l’impact direct 

de la mutation sur les phénotypes pathologiques identifiés.  
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Figure 28 : Elaboration de lignées isogéniques, grâce à l’utilisation de technologies d’édition du 
génome 

Les hiPSc peuvent être dérivées de patients sains (bleu) et malades (orange), et après différenciation 

en un type de cellule approprié, une comparaison des phénotypes moléculaires ou cellulaires peut 

être effectuée. Pour minimiser la variabilité due au fond génétique, l’édition du génome peut être 

utilisée soit pour corriger les cellules dérivées du patient (bleu foncé), soit pour introduire des lésions 

causales putatives dans des cellules dérivées d’individus sains (violet). Cela conduit à des paires 

isogéniques de lignées cellulaires (boîte violette ou boîte orange) qui identifient le véritable impact 

du changement artificiel sur le phénotype cellulaire. 

Adapté de (Bassett 2017) 

 

Enfin, l’ensemble des nombreuses qualités indiscutables de ces deux outils, hiPSc et édition du 

génome, dans le cadre de projet de recherche, l’utilisation de ceux-ci a été au cœur de mon projet de 

doctorat, afin de modéliser une maladie génétique, l’Epidermolyse Bulleuse Simple et de permettre 

une meilleure compréhension des mécanismes moléculaires. 
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Problématique et démarches expérimentales 
 

L’Epidermolyse Bulleuse simple est une maladie cutanée principalement causée par des mutations 

dans les gènes pour les kératine 5 (KRT5) ou 14 (KRT14) qui altèrent l’assemblage du réseau de 

filaments intermédiaires de kératines dans les kératinocytes basaux de l’épiderme. Ce défaut 

moléculaire, entraine une cytolyse cellulaire, induisant un décollement entre le derme et l’épiderme. 

D’un point de vue phénotypique, cela se traduit par la présence de bulles et une inflammation cutanée. 

Ces dernières années, malgré des avancées majeures sur l’étude de l’Epidermolyse bulleuse simple, la 

compréhension et l’implication des mécanismes physiopathologiques restent mal compris. A ce jour, 

il n’existe pas de traitement curatif ; les approches thérapeutiques se limitent au traitement des plaies, 

et à la gestion de la douleur. La principale limitation à la compréhension et au développement de 

thérapies efficaces repose sur le manque de disponibilité de modèles d’EBS in vivo ou in vitro, 

pertinents et relevants. En effet les modèles actuels reposent majoritairement sur l’utilisation de : (1) 

modèles murins, mourant précocement et dont la peau est anatomiquement différente de la peau 

humaine ; (2) kératinocytes primaires, issus de biopsies de patients (méthode invasive) dont la 

prolifération in vitro reste limitée ; (3) kératinocytes primaires immortalisés, dont le processus 

d’immortalisation aboutit à la modification du cycle cellulaire des cellules. 

C’est dans ce contexte que le premier objectif de ma thèse a consisté à participer au développement 

d’un nouveau modèle cellulaire, en exploitant les propriétés des cellules souches humaines induites à 

la pluripotence (hiPSc) afin d’obtenir une source cellulaire illimitée pour la modélisation de l’EBS. Dans 

une approche de modélisation pathologique nous avons généré des kératinocytes dérivés d’hiPSc de 

patients EBS porteurs de mutations au sein du gène KRT5 (K-EBS) et de patients sains (K-WT), qui ont 

ensuite été comparés entre eux afin de vérifier si ce nouveau modèle cellulaire permet de récapituler 

les principaux phénotypes associés à l’EBS. De plus une analyse transcriptomique comparative à partir 

de ces lignées cellulaires de K-EBS et K-WT a été effectuée afin d’approfondir les mécanismes 

moléculaires sous-jacents aux mutations au sein du gène KRT5. Cette analyse m’a ensuite amenée à 

orienter la suite de mes travaux de thèse sur l’étude du profil cytokinique pro-inflammatoire dans 

l’EBS, à l’aide du nouveau modèle cellulaire pertinent que l’on a mis au point, dans le but de 

comprendre l’origine et les conséquences de la composante inflammatoire dans l’EBS.  

En parallèle, un autre objectif de ma thèse a consisté à utiliser le système CRISPR/Cas9, outil puissant 

d’édition du génome pour générer une lignée cellulaire d’hiPSc EBS isogénique, ne différant ainsi que 

par une seule modification génétique. Cette stratégie permettant de s’affranchir des variations dues 
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au fond génétique entre les patients, ainsi qu’à d’autres variables telles que l’âge et le sexe, a donc été 

utilisée pour générer cette lignée isogénique, afin d’établir un lien direct entre la mutation causale et 

la composante inflammatoire dans l’EBS. 

L’ensemble de ces travaux s’est articulé autour de trois axes qui seront détaillés dans la suite de ce 

manuscrit : 

Partie 1 : Développement d’un modèle d’étude, à partir de kératinocytes dérivés d’hiPSc, pour 

l’identification et l’exploration des phénotypes pathologiques de l’EBS. 

Ces travaux ont été valorisés par une publication dans Journal of Investigative Dermatology en 2022. 

Partie 2 : Génération d’une lignée isogénique de kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS, par la technologie 

CRISPR/Cas9, afin de corréler spécifiquement la mutation aux phénotypes pathologiques mis en 

évidence. 

Cette partie vous est présentée sous forme de résultats. 

Partie 3 : Etude du phénotype cytokinique pro-inflammatoire dans l’EBS. 

Cette partie vous est présentée sous forme de résultats. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Résultats 
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Partie 1 : 

Article de Recherche 

« Les kératinocytes dérivés de cellules souches pluripotentes humaines, un 

modèle utile pour identifier et explorer les phénotypes pathologiques de 

l'Epidermolyse bulleuse simple » 

 

 

Objectif de l’étude : 

Les mécanismes moléculaires et cellulaires sous-jacents aux mutations au sein du gène KRT5 ne sont 

pas clairement compris à ce jour, en raison de modèles animaux et cellulaires qui ne sont pas 

suffisamment relevants, ralentissant ainsi l’identification de traitements adaptés. 

L’objectif principal de cette étude a donc consisté à développer un nouveau modèle cellulaire, basé 

sur l’utilisation de cellules souches humaines induites à la pluripotence (hiPSc), pour modéliser l’EBS 

et ainsi permettre par la suite une meilleure compréhension des mécanismes physiopathologiques et 

leur implication dans l’EBS. 



116 
 

 

1. Génération et caractérisation d’un modèle de kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS 

La première étape de ce projet a consisté à générer des cellules d’intérêts pour l’étude de l’EBS, à 

savoir des kératinocytes épidermiques basaux. Pour ce faire, nous avions à disposition 2 lignées d’hiPSc 

ayant été reprogrammées à partir de fibroblastes de 2 patients sains non affectés (hiPSc WT1 et WT2), 

ou de trois patients porteurs de mutations au sein du gène KRT5 (hiPSc EBS1, EBS2 et EBS3).  

Dans un premier temps nous avons caractérisé ces hiPSc par cytométrie en flux pour les marqueurs de 

pluripotence TRA1-81 et SSEA-3, dont les résultats ont montré un maintien de la pluripotence, ce qui 

est essentiel pour que les hiPSc puissent être différenciées correctement en cellules d’intérêt.  Par la 

suite selon un protocole de différenciation kératinocytaire adapté de Itoh et al (Itoh et al. 2011 ; 

Domingues et al. 2022), nous avons généré des kératinocytes dérivés d’hiPSc WT (K-WT1, K-WT2) et 

EBS (K-EBS1, K-EBS2, K-EBS3) par différenciation des hiPSc. Les K-WT et K-EBS obtenus présentaient 

une morphologie pavimenteuse typique des kératinocytes. Une analyse par cytométrie de flux a 

permis de montrer que plus de 95% des K-WT et K-EBS obtenus exprimaient la kératine 5 (K5) et la 

kératine 14 (K14), marqueurs spécifiques des kératinocytes basaux. De plus, une analyse par Western 

blot a permis de montrer qu’il n’y avait pas de différence d’expression de K5 et K14 entre les K-EBS et 

les K-WT, signifiant qu’une mutation sur le gène KRT5 n’altère pas l’expression de ces protéines. La 

fonctionnalité des K-WT et K-EBS a été confirmée par leur capacité à générer un épiderme pluristratifié 

in vitro. Une analyse immunohistochimique sur ces coupes d’épidermes reconstruits a permis de 

montrer que des marqueurs basaux et de différenciation tel que K5, K14, K10 et l’involucrine étaient 

exprimés et localisés dans les différentes couches respectives de l’épiderme. 

L’ensemble de ces caractérisations a ainsi permis de montrer que notre approche permettait une 

conversion efficace et robuste d’hiPSc en une population de kératinocytes basaux homogène, 

suggérant que les mutations au sein du gène KRT5 n’altèrent pas la capacité des hiPSc à se différencier 

en kératinocytes.  

 

 

 

 

2. Mise en évidence des phénotypes pathologiques 



117 
 

A l’issue de l’obtention et de la caractérisation de ces kératinocytes dérivés d’hiPSc WT et EBS, ceux-ci 

ont été comparés afin d’étudier si les K-EBS reproduisent les principaux phénotypes cellulaires et 

moléculaires de l’EBS décrits dans d’autres modèles d’études. 

La présence d’agrégats de kératines ayant déjà été montrée dans le cytoplasme de kératinocytes 

immortalisés générés à partir de biopsies cutanées de patients EBS, sous l’effet d’un stress thermique 

(Wally, Lettner, et al. 2013) ou d’une variation osmotique (D’Alessandro et al. 2002) et étant décrite 

comme l’un des principaux stigmates cellulaires associé à l’EBS, nous avons évalué ce phénotype dans 

les K-EBS, après un choc osmotique. Il a été observé, après 4h de récupération, une persistance 

importante des agrégats de kératine dans les K-EBS, contrairement aux K-WT. Ces résultats permettent 

de valider la sensibilité accrue des K-EBS au stress osmotique. 

Dans un second temps, nous avons évalué les conséquences de l’agrégation de kératines, sur 

l’expression des protéines hémidesmosomales, du fait de la fonction des filaments intermédiaires de 

kératines (KIF) à participer à l’adhésion des kératinocytes basaux à la membrane extracellulaire via les 

hémidesmosomes. L’analyse par immunofluorescence a permis de révéler : (1) une diminution de 

l’expression de la plectine, de l’intégrine α6 et l’intégrine β4 dans les K-EBS, par rapport aux K-WT (2) 

une absence de différence d’expression de BP230 et BP180, ainsi que des composants de la lame 

basale β3 et γ2-laminine. Ces résultats montrent que les mutations au sein du gène KRT5 affectent 

l’expression des protéines hémidesmosomales mais suggèrent que cela n’induit aucun changement 

dans l’expression des composants impliqués dans l’adhésion épidermique à la lame basale. 

Par la suite, l’impact fonctionnel des mutations KRT5 a été évalué et a permis de montrer une migration 

accrue des K-EBS par rapport aux K-WT, ainsi qu’une diminution de la prolifération cellulaire. 

Afin de mettre en évidence les voies de signalisation sous-jacentes aux différents phénotypes 

cellulaires mis en évidence, nous avons évalué l’activation des voies de signalisation les plus 

courantes et avons mis en évidence par Western blot : (1) une diminution de l’activation des voies de 

signalisation ERK (Extracellular signal-regulated kinases) et JNK (c-jun N-terminal kinase) dans les K-

EBS par rapport aux K-WT (2) aucune différence d’expression significative d’AKT, mTor et p38. 

Pour l’ensemble des phénotypes analysés, les kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS reproduisent les 

défauts observés dans les kératinocytes primaires EBS que l’on a utilisé en contrôle dans notre étude 

(ceux-ci sont dérivés de prépuce de patients à partir desquels les hiPSc EBS-2 ont été développés). 

Cela montre ainsi que les kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS sont un modèle relevant pour l’étude de 

l’EBS. 
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3. Approche pharmacologique : utilisation du composé PBA pour la restauration de certains 

phénotypes pathologiques associés à l’EBS 

A l’issue de ces différentes observations et résultats, nous avons évalué la compatibilité de notre 

modèle cellulaire avec des applications de criblage pharmacologique. Pour ce faire, nous avons cultivé 

les K-EBS en présence d’acide 4-phényl butyrique (PBA), chaperon chimique décrit pour faciliter le 

repliement des protéines et permettant de réduire l’agrégation de kératines dans des kératinocytes 

primaires EBS immortalisés après un choc thermique (Spörrer et al. 2019). Nous avons pu mettre en 

évidence dans les K-EBS traités au PBA : (1) une diminution de 40% du nombre d’agrégats de kératines 

cytoplasmiques (2) une migration cellulaire plus lente (3) une capacité de prolifération plus rapide (4) 

un effet positif sur l’activation de la voie de signalisation ERK. Le PBA a donc permis de corriger les 

principaux phénotypes pathologiques dans les K-EBS. 

 

4. Identification de mécanismes impliqués dans la physiopathologie de l’EBS, par analyse 

transcriptomique (RNA-Seq) 

Enfin, pour permettre une caractérisation plus approfondie des mécanismes moléculaires sous-jacents 

aux mutations KRT5 dans l’EBS, nous avons réalisé une analyse transcriptomique différentielle, en 

comparant les 3 lignées de K-WT et 3 lignées de K-EBS. Cette analyse a permis d’identifier 138 gènes 

différentiellement exprimés, dont 41 gènes régulés à la baisse et 97 gènes régulés à la hausse. 

Ces gènes différentiellement exprimés ont été soumis à une analyse d’enrichissement et le 

regroupement d’annotations fonctionnelles a permis de mettre en évidence trois clusters fortement 

liés comprenant des gènes impliqués dans : (1) l’organisation de la matrice extracellulaire (2) 

l’organisation des chromosomes et du packaging de l’ADN (3) la chimiotaxie cellulaire et la réponse 

inflammatoire. 

 

Conclusions : 

Dans le cadre de notre approche de modélisation pathologique de l’Epidermolyse Bulleuse Simple, 

nous sommes parvenus à générer un nouveau modèle cellulaire basé sur l’utilisation de kératinocytes 

dérivés d’hiPSc provenant de patients porteurs de mutations au sein du gène KRT5, qui récapitulent 

les principaux stigmates associés à l’EBS. La pertinence de ce modèle a été validée grâce à la 

comparaison systématique avec des kératinocytes primaires EBS.  
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L’utilisation de ce modèle a également confirmé l’effet du PBA sur la stabilité des filaments 

intermédiaires de kératines au sein des cellules K-EBS. Ces résultats montrent la compatibilité de notre 

modèle avec un potentiel criblage pharmacologique afin d’identifier des molécules permettant 

d’améliorer ou de restaurer les phénotypes pathologiques mis en évidence. 

Enfin, les résultats obtenus par analyse transcriptomique ont permis de révéler un ensemble de gènes 

différentiellement exprimés, révélant un enrichissement de processus liés à la matrice extracellulaire, 

au packaging de l’ADN et à la réponse inflammatoire. Notre nouveau modèle cellulaire pourrait ainsi 

permettre d’analyser les conséquences fonctionnelles de ces gènes au sein des K-EBS, et ainsi ouvrir la 

voie à une meilleure compréhension de la physiopathologie de l’EBS. 

C’est dans ce contexte que la suite de mon projet de thèse a porté sur l’étude de la composante 

inflammatoire et plus précisément du profil cytokinique pro-inflammatoire, à partir de ce modèle 

cellulaire, qui sera détaillée en « Partie 3 » 
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Partie 2 : 

« Génération d’une lignée isogénique de kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS, 

par la technologie CRISPR/Cas9 » 

 

Contexte : 

La mise en évidence de l’intérêt des hiPSc pour la modélisation de l’EBS, constitue une avancée 

majeure pour permettre l’étude des mécanismes moléculaires et cellulaires responsables de cette 

pathologie. Cependant, en raison de variabilités du patrimoine génétique entre les individus et de 

variabilités épigénétiques ou liées à l’âge et au sexe, il est difficile d’étudier précisément les 

changements moléculaires, cellulaires et phénotypiques résultant d’une mutation. Pour pallier à cette 

limitation, une alternative consiste à générer une lignée isogénique, conçue à partir d’une lignée 

pathologique, en corrigeant précisément la mutation causale, et permettre de corréler celle-ci 

spécifiquement aux phénotypes pathologiques. 

L’objectif de ces travaux a donc consisté à utiliser le potentiel de technologies d’édition du génome, 

pour générer une lignée d’hiPSc isogénique corrigée, afin de permettre des analyses comparatives plus 

précises et d’établir un lien direct entre la mutation et les phénotypes pathologiques mis en évidence 

dans notre modèle cellulaire de kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS, notamment la composante 

inflammatoire, qui sera détaillée en « Partie 3 ». 

 

I. Génération de lignée isogénique par technologies d’édition du génome 

Pour permettre la génération d’une lignée isogénique, qui ne différe génétiquement que par la 

mutation, nous avons mené deux stratégies de correction génique, basées sur le système d’édition du 

génome CRISPR-Cas9 ou un dérivé de celui-ci, le Base Editing.  

Pour cela nous avons initialement sélectionné la lignée d’hiPSc EBS-1 mutée au sein de l’exon 7 du 

gène KRT5 (c.1429 G>A), se traduisant par la modification d’un acide aminé dans la séquence protéique 

(pGlu477Lys), dont le phénotype clinique du patient est décrit comme étant le plus sévère des lignées 

à notre disposition (sous type EBS-généralisée sévère) avec une fragilité palmo-plantaire, une atteinte 

tégumentaire et des extrémités. 
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A. Correction génique de la lignée d’hiPSc EBS-1 

 

1. Base Editing 

Comme décrit dans l’introduction du manuscrit, la technologie de Base Editing, dérivée de la 

technologie CRISPR-Cas9, a été décrite comme permettant d’éditer très précisément un nucléotide, 

sans générer de coupure double brin, et sans apport de matrice servant de modèle de réparation 

(Komor et al. 2016). Cette nouvelle approche consiste à convertir spécifiquement un nucléotide, grâce 

à l’activité de désamination catalysée par des enzymes appelées « enzymes désaminases » pouvant 

être de deux types : Cytidine désaminase (C  T) ou Adénine désaminase (A  G) ; cette enzyme est 

fusionnée à une protéine Cas9 mutée (dans le domaine RuvC, un des deux domaines à activité 

nucléase), enzymatiquement inactive et donc déplétée de sa fonction de clivage double brin. Dans le 

cas de la désamination médiée par l’Adénine désaminase (ABE), lorsque l’ARN guide va positionner la 

protéine Cas9 mutée fusionnée à l’ABE (Cas9-ABE) sur la séquence cible, celle-ci va induire une 

désamination hydrolytique de l’Adénine (A) en Inosine (I), qui sera lue comme une Guanine (G) par les 

enzymes polymérases, permettant ainsi la conversion du A en G (A>G) (Schatoff, Zafra, and Dow 2019). 

C’est en exploitant ainsi le principe du Base Editing, que l’on a utilisé cette technologie pour permettre 

la correction de lignée d’hiPSc EBS-1 porteuse de la mutation c.1429 G>A au sein du gène KRT5 pour 

convertir l’adénine en guanine. 

Cette technologie n’étant pas mise en place au laboratoire à ce moment-là, la 1ère partie de mes travaux 

a consisté à la mise en place des outils nécessaires pour l’édition par Base Editing. 

a) Génération du matériel  

Classiquement, dans les hiPSc, l’endonucléase Cas9 et l’ARN guide sont apportés sous forme de 

ribonucléoprotéine (RNP) formée préalablement in vitro, mais cela nécessite l’apport de la Cas9 sous 

forme de protéine. Cependant, la protéine Cas9 fusionnée à l’ABE (Cas9-ABE) n’avait jamais été 

produite in vitro et purifiée et n’était donc pas accessible sous forme protéique. Une alternative 

consiste alors à transfecter les hiPSc par de l’ADN plasmidique ou ARNm codant cette protéine Cas9 

mutée, afin de conduire à l’expression de celle-ci au sein de la cellule et sa complexation avec l’ARN 

guide in vivo dans la cellule.  

Lorsque nous avons initié cette stratégie nous n’avions pas de plasmide pour effectuer cela, j’ai donc 

généré au laboratoire, grâce à diverses étapes de clonage (non détaillées), un plasmide codant pour 

cette protéine Cas9-ABE, nommé « pCAG-ABE » (figure 1A). Parallèlement à la génération de celui-ci, 

nous avons ensuite pu obtenir deux plasmides qui ont été développés par la société Addgene 
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« xABEmax n°119813 », « NG-ABEmax n°123163 », codant tous deux cette protéine Cas9-ABE. Ces 

plasmides contiennent différents éléments importants à savoir : (1) un promoteur CAG ou CMV, qui 

permettra l’expression de la protéine d’intérêt Cas9-ABE dans la cellule (2) un promoteur T7 pour 

permettre l’initiation de la transcription de l’ARNm (3) une séquence Kozak pour permettre l’initiation 

de la traduction dans la cellule (4) deux séquences NLS pour permettre l’importation de la protéine 

dans le noyau après traduction. De plus les 3 versions de plasmides codent chacun pour une variante 

de la Cas9 reconnaissant chacune un motif PAM spécifique : les plasmides xABE et pCAG-ABE codent 

pour une protéine Cas9 dont le motif reconnu par la Cas9 est 5’-NGG-3’ et le plasmide NG-ABE code 

pour un protéine Cas9 dont le motif reconnu par la Cas9 est 5’-NG-3’ (Anders et al. 2014 ; T. P. Huang 

et al. 2019). 

Cependant, l’apport direct de la protéine Cas9-ABE sous forme de plasmide, se confronte à différentes 

limitations, notamment en raison de la taille importante du plasmide (supérieure à 9kb) et donc 

susceptible de rentrer difficilement au sein des hiPSc. De plus, l’apport d’un plasmide, implique la 

machinerie transcriptionnelle et traductionnelle une fois le plasmide introduit au sein des hiPSc, pour 

permettre l’expression de la protéine Cas-ABE. 

Pour surmonter ces différentes limitations, une solution s’est portée sur la génération d’ARNm codant 

pour cette protéine Cas9-ABE, par transcription in vitro, à partir des différents plasmides à notre 

disposition. Cette approche permettra de conduire à l’expression de cette protéine au sein de la cellule 

cible et la complexation de celle-ci avec l’ARNg in vivo dans la cellule. 

 Génération d’ARNm codant la protéine Cas9-ABE, à partir d’ADN plasmidique 

Pour ce faire la première partie a été de produire les ARNm à partir de ces plasmides, à partir d’un kit 

de transcription in vitro adapté permettant de synthétiser de grandes quantités d’ARNm coiffés et 

polyadénylés, mimant les ARNm trouvés in vivo. Ce kit utilise l’ARN polymérase T7 pour effectuer la 

transcription, nécessitant la présence du promoteur T7, qui est présent au sein des 3 plasmides dont 

on dispose. Les trois plasmides codant pour la protéine Cas9-ABE ont été linéarisés, et transcrits à 

partir de ce promoteur T7, puis purifiés selon le protocole du kit. 

Par la suite, pour évaluer la fonctionnalité de ces ARNm produits in vitro, nous avons électroporé les 

hiPSc EBS-1 avec les ARN transcrits in vitro afin de vérifier l’expression de la protéine Cas-ABE au sein 

de la cellule. Une extraction protéique a été effectuée 6h et 22h après électroporation sans (conditions 

NT) ou avec ces ARNm (conditions xABE, CAG, NG-ABE), et le niveau d’expression de la protéine Cas9-

ABE a été quantifié par Western blot (Figure 1B). Dans les conditions NT, nous n’observons pas 

d’expression de la protéine Cas9-ABE, comme attendu (figure 1B, partie gauche). De plus, la 

normalisation de l’expression de la protéine Cas9-ABE par rapport à l’expression de l’actine (figure 1B, 
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partie droite), nous a permis de montrer que ces 3 ARNm ont conduit à l’expression de la protéine 

Cas9-ABE dans les hiPSc EBS-1 6h après électroporation. De plus, le maintien de l’expression de la 

protéine Cas9-ABE n’était observable jusqu’à 22h, uniquement dans les hiPSc EBS-1 électroporées par 

l’ARNm NG-ABE.  

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Expression de la protéine Cas9-ABE dans les hiPSc EBS-1 

(A) Représentation schématique des plasmides utilisés pour la production in vitro d’ARNm  Ces 

plasmides sont constitués d’une séquence codant l’Adénine Désaminase (ABE) fusionnée à la séquence 

codant la protéine Cas9 (sous différentes formes selon les plasmides), sous le contrôle d’un promoteur 

CAG ou CMV, qui permettra l’expression de la protéine d’intérêt Cas9-ABE ; d’un promoteur T7 pour 

permettre la production d’ARNm ; d’une séquence Kozak pour permettre l’initiation de la traduction ; 

et de deux séquences NLS pour permettre l’importation de la protéine dans le noyau après traduction. 

La séquence Flag présente sur le plasmide NG-ABE servira d’étiquette à la protéine. (B) Analyse par 

Western blot (partie gauche) de l’expression de la protéine Cas9-ABE, 6h et 22h après électroporation 

des hiPSc EBS-1 par les ARNm (CAG ; xABE ; NG_ABE).  L’Actine a été utilisée comme contrôle de 

charge. La protéine Cas9 (*) recombinante a été déposée comme contrôle. L’analyse densidométrique 

(partie droite) montre le niveau d’expression de la protéine Cas9-ABE normalisé par rapport à 

l’expression de l’actine.  (n=1 ; sans analyse statistique) 

A) 

B) 
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Suite à ces résultats, nous avons fait le choix de sélectionner l’ARNm produit à partir du plasmide NG-

ABE, car celui-ci semble permettre une expression plus stable de la protéine dans le temps et nous 

supposons donc que cela permettra d’augmenter l’efficacité de correction génique 

 

 Design de l’ARN guide 

Pour permettre l’édition du génome par Base Editing nous avons ensuite designé un ARNg, en prenant 

en compte : (1) le motif PAM nécessaire à la fixation de la protéine Cas9-ABE codée par l’ARNm NG-

ABE : 5’-NG-3’ (2) la fenêtre d’édition de la protéine Cas9-ABE (figure 2A). 

 En effet, pour que la protéine Cas9-ABE désamine précisément le nucléotide muté, celle-ci doit se 

positionner dans une fenêtre d’édition précise, c’est-à-dire 12 à 16 nucléotides en amont du PAM 

(Gaudelli et al. 2017 ; Zhang et al. 2020). Grâce au logiciel de conception d’ARNg CRISPOR 

(http://crispor.tefor.net/) un seul ARNg ciblant la séquence au plus proche de la mutation a été prédit 

comme efficace et a donc été designé pour la suite de l’étude. 

 

 

 

Figure 2 : Schéma expérimental de la stratégie de Base Editing menée à partir d’hiPSc EBS-1 

(A) L’ARNg (en bleu) a été designé pour permettre de positionner la Cas9(mutée)-ABE sur la 

séquence cible, dans la fenêtre d’édition de l’Adénine désaminase (ABE), pour permettre la 

conversion du nucléotide cible A, en G. (B) Schéma expérimental de la séquence d’ADN d’hiPSc 

EBS-1, présentant un site de restriction BstAPI (GCANNNNNTGC, encadré vert) au niveau du site 

où se trouve la mutation. La séquence reconnue par l’ARNg est représentée en bleu pointillé et le 

PAM en bleu trait plein. (C) Séquence d’ADN d’hiPSc EBS-1 obtenue après Base Editing, où le A à 

été converti en G, entrainant la disparation du site de restriction. 

 

A) B) 

C) 

http://crispor.tefor.net/
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b) Correction génique par Base Editing 

Les hiPSc EBS-1 ont donc ensuite été électroporées sans (NT) ou avec l’ARN guide et l’ARNm NG-ABE 

(T). 48h après électroporation, le pool de cellules a été décollé à l’accutase et récupéré, afin d’en 

extraire l’ADN génomique (ADNg). Une PCR (Polymerase Chain Reaction) a ensuite été effectuée à 

partir de l’ADNg pour amplifier la zone d’intérêt. L’ADN génomique provenant de lignée d’hiPSc EBS-1 

contient, au niveau de la mutation, un site de restriction BstAPI qui doit disparaitre si l’Adénine est 

désaminée et convertie en Guanine (Figure 2B, 2C). L’ADNg a donc été digéré par BstAPI pour évaluer 

l’efficacité d’édition (figure 3). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : Analyse de l’efficacité d’édition génique 

(A) Dépôt et migration sur gel d’électrophorèse des produits de digestion obtenus à partir d’hiPSc 

EBS-1 non électroporées (NT) et électroporées (T) par l’ARNg et l’ARNm NG-ABE. La bande de 

710pb correspond à l’allèle WT non digérée, et les bandes de 495pb et 215pb résultent de l’allèle 

mutée qui a été digérée. (B) Histogramme représentant l’intensité des produits de PCR digérés 

normalisée par rapport à l’intensité du produit de PCR non digéré (n=1). 

 

La lignée d’hiPSc EBS-1 étant hétérozygote, nous avons observé comme attendu, dans la condition non 

éditée (NT), une bande de 710pb correspondant à l’allèle WT et deux bandes de 495 et 215pb 

correspondant aux fragments digérés par BstAPI et donc à l’allèle mutée (figure 3A). De plus, nous 

observons le même profil pour la condition éditée (T) (figure 3A). La quantification de la figure 3A 

(figure 3B) montre un pourcentage de digestion quasiment identique dans les deux conditions, ce qui 

suggère une absence de correction du nucléotide muté dans le pool de cellules éditées.  

A) B) 
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Cette expérience a par la suite été reproduite, mais les résultats n’étaient toujours pas concluants. 

L’hypothèse la plus probable à l’absence d’édition, serait que l’ARNg ne permette pas de positionner 

la Cas9-ABE au niveau de la région cible dans la bonne fenêtre d’édition et donc de convertir le 

nucléotide cible.  

Etant donné qu’aucun autre ARN guide n’ait pu être designé pour permettre de se positionner dans la 

fenêtre d’édition de la Cas-ABE, nous avons pris la décision d’arrêter cette stratégie et de nous 

concentrer sur la méthode CRISPR-Cas9 plus classique, pour laquelle le choix d’ARN guide est moins 

restreint. 

2. CRISPR/Cas9 médié par HDR 

La stratégie d’édition du génome par la technologie CRISPR-Cas9 classique, utilisant le mécanisme de 

recombinaison homologue a donc été menée à partir de cette même lignée d’hiPSc EBS-1, mutée au 

sein de l’exon 7 du gène KRT5 (c.1429 G>A). Cette approche permet d’induire une cassure double brin 

dans la région où se situe la mutation pour mener à l’édition de celle-ci, activant alors le mécanisme 

de recombinaison homologue et à l’insertion de la matrice contenant le nucléotide à corriger.  

La première étape implique le design d’un ARN guide, dont la zone pour le choix de celui-ci est moins 

restreinte que dans le cadre du Base Editing.  De plus, celui-ci nécessite seulement la présence du motif 

PAM (5’-NGG-3’) et peut être plus éloigné de la mutation, bien qu’il ait été décrit que l’édition par HDR 

est plus efficace lorsque l’ARNg s’hybride au plus proche de la mutation, (Schubert et al. 2021). De ce 

fait, nous avons utilisé le logiciel de conception d’ARN guide CRISPOR (http://crispor.tefor.net/), qui 

localise les séquences PAM proches de la cible (où se trouve la mutation), tout en prenant en compte 

l’activité hors cible de celui-ci. Selon ces critères, le logiciel a ainsi pu prédire 5 ARNg (figure 3A) comme 

étant spécifiques de la région cible. Par contre, l’efficacité prédite pour ces guides nétait pas décrite 

comme optimale.  

Dans les hiPSc, il a été montré que la méthode la plus efficace pour permettre une édition génique 

élevée sans effet hors cible, est de transfecter les hiPSc avec une ribonucléoprotéine (RNP) formée in 

vitro par la complexation de l’ARNg et de la Cas9 (Sojung Kim et al. 2014).  

La première étape a été d’évaluer l’efficacité de la ribonucléoprotéine formée in vitro à générer une 

coupure double brin.  Pour cela, les hiPSc EBS-1 ont été électroporées indépendamment avec la RNP 

formée in vitro avec chacun des ARNg. 48h après électroporation les ADNg ont été extraits des pools 

de cellules puis la région d’intérêt, où a en théorie été générée la cassure double brin, a été amplifiée 

par PCR et séquencée (Figure 3B). L’efficacité de cassure double brin est reflétée par le taux d’indels 

(insertions ou délétions) au niveau du site de coupure. Cependant pour les 5 ARN guides testés, les 

http://crispor.tefor.net/
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chromatogrammes pour les d’hiPSc EBS-1 électroporées par les différentes RNP formées (résultat 

montré que pour l’ARNg-1) et la Cas9, sont identiques au chromatogramme obtenu pour les hiPSc EBS-

1 non éléctroporées, ce qui montre l’absence d’indels au niveau du site de coupure et donc l’absence 

de coupure double brin (figure 3B).  

 

 

 

 

 

Figure 3 : Efficacité des Ribonucléoprotéines (Cas9 + différents ARN guide) 

(A) Représentation schématique de la position et des séquences des ARNg testées. (B) 

Chromatogrammes obtenus à partir du produit PCR généré à partir d’ADNg extrait d’hiPSc EBS-1 

électroporés sans (condition NT) ou avec la RNP (Cas9+ARNg-1). La mutation est indiquée par une 

flèche bleue ; la séquence reconnue par le guide est représentée par un trait rouge pointillé. (Les 

chromatogrammes obtenus suite à l’électroporation avec les autres ARNg ne sont pas montrés). 

 

 

 

A) 

B) 
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De nombreuses optimisations ont été testées : (1) l’électroporation avec deux appareils nucléofector 

différents (Amaxa™ Nucleofector™ – Lonza ; Neon® Transfection System – Thermofisher) (2) 

l’utilisation de différents programmes d’électroporation, en modifiant les paramètres comme le 

voltage et les pulses lors de l’électroporation (3) la forme de l’ARN guide utilisé, soit complexée in vitro 

par nous-même, par l’hybridation du crRNA et du tracrRNA, soit un ARNg guide comprenant déjà les 

séquences du crRNA et du tracrRNA (décrit comme étant plus efficace) (Konstantakos et al. 2022). 

Malgré ces optimisations, l’efficacité de coupure médiée par les RNP composées des différents ARNg 

était toujours faible ou absente. Etant donné que le logiciel CRISPOR prédit ces 5 ARNg comme 

moyennement efficaces, mais également en raison de l’absence d’édtion par Base Editing, la région 

cible pour cette mutation semble être particulière et ne pas pouvoir être éditée facilement. 

De ce fait, pour la suite de notre étude, nous avons donc sélectionné une autre lignée d’hiPSc EBS 

porteuse d’une mutation différente et donc dans une région différente du gène KRT5, que la lignée 

utilisée jusqu’ici. 
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B. Génération de la lignée isogénique, à partir de la lignée d’hiPSc EBS-2 

Afin de générer une lignée isogénique, nous avons sélectionné par la suite, la lignée d’hiPSC EBS-2 

porteuse de la mutation c.536T>C au sein de l’exon 1 du gène KRT5. 

Pour ce faire, cela a nécessité différentes étapes qui sont schématisées dans la figure 4. 

 

Figure 4 : Schéma expérimental des différentes étapes de la stratégie CRISPR/Cas9 médiée 

par recombinaison homologue, menant à l’obtention d’hiPSc EBS-2 corrigées 

Etape n°1 : L’ARNg est complexé in vitro à la protéine Cas9, formant la RNP qui est électroporée dans 

les hiPSc EBS-2. Etape n°2 : L’ADNg génomique est extrait du pool de cellules eletroporées, puis la 

région d’intérêt est amplifiée par PCR et séquencée pour analyser l’efficacité de la RNP à générer des 

cassures double brin (reflétée par la présence d’indels au niveau du site de coupure). Etape n°3 : Si la 

RNP a permis d’obtenir une bonne efficacité de cassure double brin à l’issue de l’étape n°2, les hiPSc 

sont maintenant électroporées avec la RNP et la matrice de réparation contenant le nucléotide à 

modifier. Etape n°4 : Après extraction d’ADNg du pool de cellules, une PCR de la zone d’intérêt et un 

séquençage sont effectués, afin d’évaluer l’efficacité globale d’édition génique médiée par 

recombinaison homologue. Etape n°5 : Le pool de cellules est ensemencé en dilution limite pour 

permettre l’isolation de clones. Etape n°6 : Pour chaque clone obtenu, l’ADNg est extrait, afin 

d’effectuer une PCR et une analyse par séquençage afin de sélectionner les clones édités. Etape n°7 : 

Les clones d’hiPSc EBS-2 édités sont amplifiés et caractérisés. Etape n°8 : Les clones d’hiPSc EBS-2 

édités sont différenciés en kératinocytes et la population cellulaire obtenue est caractérisée. 
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1. Test de l’efficacité de la RNP 

Comme décrit précédemment (I.A.2) la première étape a consisté à désigner un ARNg prédit comme 

efficace et spécifique de la région du gène KRT5 où est localisée la mutation, à l’aide de l’outil CRISPOR, 

et d’évaluer l’efficacité de la RNP formée par celui-ci et la protéine Cas9 à générer une cassure double 

brin. Pour cela les hiPSc-EBS-2 ont été électroporées avec la RNP (Cas9 + ARNg) formée préalablement 

in vitro (figure 4, étape n°1). 48h après, l’ADNg a été extrait du pool de cellules electroporées, et une 

PCR a été effectuée pour amplifier la zone d’intérêt, qui a ensuite été séquencée (figure 4, étape n°2). 

La comparaison des chromatogrammes obtenus à partir des hiPSc EBS-2 non électroporées ou 

electroporées avec la RNP montre au niveau du site de coupure une succession de pics suggérant de 

nombreuses séquences différentes témoignant de la présence d’indels, montrant donc une efficacité 

d’édition importante dûe à une cassure double brin. A l’aide d’outil d’analyse de données CRISPR 

« Synthego » (https://www.synthego.com/products/bioinformatics/crispr-analysis), le pourcentage 

de cellules éditées dans le pool de cellules a été estimé à 56% (figure 5). 

 

 

Figure 5 : Analyse du taux d’efficacité de cassures double brin (% indels) sur le pool d’hiPSc EBS-2 

électroporées par la RNP 

Les chromatogrammes correspondant à la séquence d’intérêt amplifiée par PCR, à partir d’ADNg 

d’hiPSc EBS-2 non électroporées avec la RNP (condition hiPSc EBS-2 NT) ou avec (Conditon hiPSc EBS-

2 + RNP (ARNg+Cas9) ont été alignés. La séquence de l’ARNg est indiquée en noir et le PAM en rouge. 

Le pourcentage d’indels est de 56% dans le pool d’hiPSc EBS-2 électroporées. 

 

 

 

https://www.synthego.com/products/bioinformatics/crispr-analysis
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2. Edition génique 

Pour effectuer l’édition du génome, l’apport d’une matrice d’ADN d’intérêt (matrice de réparation) est 

nécessaire en plus de la RNP pour permettre le mécanisme de réparation dirigée par homologie (HDR). 

Cette matrice de réparation contient la séquence corrigée à introduire, et est bordée de séquences 

homologues (bras d’homologie) à la séquence cible et plus précisément aux régions entourant la 

coupure double double brin qui a été générée. Après électroporation de la matrice de réparation et la 

RNP dans les hiPSc EBS, une cassure double brin est générée puis une réparation par recombinaison 

homologue a lieu, ce qui permet ainsi un échange entre l’ADN cible et la matrice de réparation, 

conduisant à l’intégration de la séquence d’intérêt au niveau du site de coupure et donc à la correction 

de la mutation (figure 6A). 

L’utilisation de matrice de réparation d’ADN simple brin a été décrite comme permettant une édition 

plus fiable, avec moins d’intégrations non spécifiques et une toxicité inférieure comparée aux modèles 

donneurs d’ADN double brin (Okamoto et al. 2019). De plus la taille des bras d’homologie a été décrite 

comme étant un critère jouant sur l’efficacité d’édition par HDR (Schubert et al. 2021 ; Y. Yu et al. 

2020). De ce fait, nous avons généré deux modèles de réparation simple brin (ssODN) (figure 6A), 

contenant le nucléotide T pour la correction de la mutation c.536 T>C, qui possèdent des bras 

d’homologies de 90 nucléotides à droite et 40 nucléotides à gauche. De plus une mutation silencieuse 

a été introduite au sein de ces ssODN, (en position 2 du PAM pour la matrice ssODN-1 et deux 

nucléotide en amont du PAM (dans la séquence reconnue par l’ARNg) pour la matrice ssODN-2) (figure 

6A), afin d’éviter une coupure double brin ultérieure qui serait médiée par la RNP persistante au sein 

de la cellule après correction génique par HDR. 

Les hiPSc EBS-2 ont été electroporées avec la RNP (Cas9+ARNg) et la matrice ssODN-1 ou ssODN-2 

(figure 4, étape n°3). L’analyse par séquençage de la région d’intérêt (figure 4, étape n°4) a permis de 

montrer une efficacité d’édition par recombinaison homologue, qui a été estimée par l’outil 

« Synthego » (https://www.synthego.com/products/bioinformatics/crispr-analysis), à 7% et 25% dans 

les pools de cellules électroporées avec les matrices ssODN1 et ssODN2 respectivement (données non 

montrées). 

Ces 2 pools de cellules ont ensuite été ensemencés en dilution limite à différentes densités dans le but 

d’obtenir un nombre important de clones isolés et non chevauchants (figure 4, étape n°5). Plus d’une 

centaine de clones provenant de chacun des pools de cellules ont été obtenus et analysés par 

séquençage au niveau de la zone d’intérêt (figure 4, étape n°6), nous permettant d’obtenir trois clones 

d’hiPSc EBS-2 édités (présence de la correction de la mutation mais également de la mutation 

https://www.synthego.com/products/bioinformatics/crispr-analysis
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silencieuse) (figure 4B) : deux provenant du pool de cellules électroporées avec ssODN-1 et un 

provenant du pool de cellules électroporées avec ssODN-2. 

Ces trois clones d’hiPSc EBS corrigées ont ensuite subit des passages successifs en culture, pour être 

amplifiés afin d’obtenir une banque suffisante d’hiPSc EBS corrigées pour la suite de l’étude (figure 4, 

étape n°7). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : Génération d'une lignée d’hiPSc isogénique à partir de hiPSc de patients EBS-2 (KRT5) en 

utilisant la technologie CRISPR/Cas9 

(A) Stratégie de correction des cellules hiPSc dérivées de patients EBS-2 KRT5 (c.536 T>C). La mutation 

c.536T>C est représentée en rouge. La séquence cible de l'ARN guide et le motif adjacent au 

protospacer (PAM) sont représentés respectivement en bleu et en vert. Les matrices de réparation 

ssODN-1 et ssODN-2 contiennent le nucléotide "T" corrigé entouré des bras d'homologie gauche et 

droit et une mutation silencieuse (représentée en jaune) au niveau du PAM pour éviter une coupure 

double brin ultérieure qui serait médiée par la RNP persistante au sein de la cellule après correction 

génique par HDR. (B) Chromatogrammes de séquençage de l'ADN génomique extrait de la lignée hiPSc 

EBS-2 utilisée pour l'édition du génome et de trois clones édités (hiPSc EBS-Cor1, hiPSc EBS-Cor2, hiPSc 

EBS-Cor3) dans lesquels la mutation c.536T>C a été corrigée. (ssODN : oligodéoxynucléotide simple 

brin) 

B) 

A) 
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3. Caractérisation des clones édités 

A l’issue de l’obtention de ces lignées d’hiPSc EBS corrigées, et en raison de l’édition du génome et des 

différents passages qu’ont subi ces cellules, différents contrôles qualités ont été effectués (figure 4, 

étape n°7), notamment pour vérifier l’intégrité génomique et le maintien de la pluripotence. 

Ces hiPSc EBS corrigées ont été observées au microscope à contraste de phase. Leur morphologie s’est 

révélée être normale (figure 5A), avec des clones de cellules compactes et la présence de bords clairs, 

typique des cultures d’hiPSc observées habituellement. 

Par la suite, les cellules ont été décollées à l’accutase, fixées et les marqueurs de pluripotence (TRA1-

81 et SSEA-4) ont été analysés par cytométrie en flux. Plus de 90% des cellules étaient positives pour 

TRA1-81 et SSEA-4, signifiant que les hiPSc EBS corrigées ont conservé leur propriété de pluripotence 

(figure 5B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Caractérisation des lignées d’hiPSc EBS corrigées 

(A) Images représentatives à contraste de phase des lignées hiPSc EBS corrigées. (Barre d’échelle 

200µm). (B) Analyse par cytométrie en flux de l'expression des marqueurs de pluripotence TRA1-81 et 

SSEA-4 dans les 3 clones d’hiPSc EBS corrigées. 

A) 

B) 
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De plus, l’intégrité génomique a été vérifiée par génotypage des polymorphismes 

nucléotidiques (single nucleotide polymorphisms, SNP) à partir d’ADNg de chacun de ces hiPSc EBS-2 

corrigées indiquant aucune anomalie (figure 6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Analyse du caryotypage et du génotypage des SNP 

L’analyse du génotypage de SNP a été effectuée à partir d’ADNg des 3 lignées d’hiPSc EBS corrigées 

(EBS-cor1, EBS-cor2, EBS-cor3). 
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Enfin, lors de l’utilisation de l’approche d’édition génique par la technologie CRISPR/Cas9, l’ARNg 

reconnait spécifiquement la région d’intérêt. Cependant, celui-ci peut également avoir de fortes 

homologies pour d’autres régions génomiques non ciblées, pouvant conduire à des évènements 

d’édition de ces régions hors cibles. En effet, l’hybridation de l’ARNg sur ces régions homologues et 

donc par défaut le positionnement de la RNP (Cas9+ARNg), peut induire une coupure double brin et 

activer le mécanisme de réparation NHEJ conduisant à l’apparition d’indels et donc la génération de 

mutations non désirées dans le génome. De ce fait, il a donc été nécessaire de vérifier l’absence de 

coupure hors cibles (off-target : OFT), dans les régions homologues à la séquence reconnue par l’ARNg 

utilisé pour corriger la mutation au sein du gène KRT5 dans les hiPSc EBS-2. Pour ce faire, le site 

CRISPOR qui nous a permis de prédire et designer l’ARNg, a évalué les huit OFT les plus probables selon 

le score CFD (Cutting Frequency Determination), un score qui prend en compte le nombre de 

mismatchs, ainsi que leur position dans la séquence et la nature des nucléotides qui diffèrent.  

Nous avons donc conçu des amorces permettant d’amplifier par PCR ces régions au sein de l’ADNg de 

chacun des clones d’hiPSc EBS-2 corrigées et d’hiPSc EBS-2 non corrigées (lignée parentale), puis un 

séquençage a été réalisé. Les séquences obtenues pour les clones édités ont été comparées aux 

séquences obtenues pour la lignée parentale, afin de s’assurer qu’aucune édition hors cible n’ait eu 

lieu. 

L’alignement des séquences obtenues pour le OFT « KRT4 » pour les 3 clones corrigés à la séquence 

obtenue pour la lignée parentale, a montré l’insertion d’une thymine au niveau du site de coupure 

pour les 3 clones (figure 7). La présence de cette mutation dans le gène KRT4 signifie qu’il y a eu édition 

génique sur ce locus KRT4 non ciblé. Cette modification génique survient à la fin du premier exon et 

conduit ainsi à un codon stop prématuré 452 nucléotides après l’ATG et donc à une protéine tronquée. 

Les alignements de séquences, pour les 7 autres régions OFT, respectivement KRT1, CNTN4, KRT77, 

KRT79, KRT6C, KRT6B et KRT6A, n’ont pas mis en évidence d’édition génique au sein des 3 clones 

d’hiPSc EBS-2 corrigées obtenus (figure 7). 
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Figure 7 : Analyse des Off-targets induits par la technologie CRISPR/Cas9, dans les hiPSc EBS 

corrigées 

Séquençage des 8 régions hors cibles les plus probables à partir de la lignée d’hiPSc EBS parentale 

(hiPSc EBS-2) et des 3 lignées d’hiPSc EBS corrigées (hiPSc EBS-2 Cor1, Cor2 et Cor3). L’encadré en 

rouge sur le OFT1 indique l’insertion d’un T dans les 3 lignées d’hiPSc EBS corrigées. 
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A l’issue de l’analyse de OFT, nous avons fait le choix de re décongeler les pools de cellules d’hiPSc EBS-

2 éditées, afin de mettre en évidence un ou plusieurs clones corrigés mais sans édition hors cible au 

sein du gène KRT4. Suite à l’obtention d’une centaine de clones de nouveau, après analyse par 

séquençage de ceux-ci, nous avons obtenu 8 nouveaux clones pour lesquels la mutation a été corrigée. 

Cependant, après analyse, nous avons observé que tous les clones étaient édités au sein du gène KRT4 

(données non montrées). 

Néanmoins, la kératine 4 codée par le gène KRT4, majoritairement exprimée dans l’œsophage et le 

tube digestif proximal, n’est pas exprimée dans les cellules de l’épiderme basal 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/gene/3851). De plus, des résultats d’analyses transcriptomiques et 

protéomiques effectués en interne nous ont permis de vérifier que la kératine 4 n’est pas exprimée 

dans les kératinocytes basaux, type cellulaire utilisé dans notre étude. Par conséquent, il a été décidé 

de poursuivre le projet avec cette lignée malgré la présente de ce OFT. 

4. Différenciation kératinocytaire à partir des lignées d’hiPSc EBS corrigées 

Initialement, les lignées d’hiPSc EBS-2 corrigées qui ont été obtenues, et caractérisées, sont cultivées 

et amplifiées en cellules uniques, via différents passages à l’accutase. Cependant, afin de pouvoir 

différencier ces cellules en kératinocytes selon le protocole décrit par l’équipe d’Itoh (Itoh et al. 2011) 

et utilisé dans notre équipe au laboratoire (Coutier et al. 2022), les hiPSc doivent être passées 

manuellement sous forme de clumps (morceaux de colonies) qui sont obtenus par découpage des 

colonies à l’aiguille. Les hiPSc ont donc dû être adaptées pour être cultivées en clumps, puis 

caractérisées. Il a ainsi été montré que les hiPsc EBS corrigées présentaient une morphologie normale, 

qu’elles exprimaient à plus de 90% les marqueurs de pluripotence TRA1-81 et SSEA-4 ; de plus la 

stérilité et l’analyse du génotypage se sont également avérées correctes (données non montrées). 

Ces 3 lignées d’hiPSc EBS corrigées ont donc été lancées en différenciation kératinocytaire (figure 4, 

étape n°8), selon le protocole qui consiste en (1) une étape de différenciation de 20-30 jours (avec 

l’ajout aux jours 1 et 3 d’acide rétinoïque (RA) permettant d’induire le tissu ectodermique et de la 

protéine morphogénétique osseuse 4 (BMP4) qui inhibe la spécification neuronale) à l’issue de laquelle 

les cellules obtenues sont récupérées et congelées (stade p0*) afin de permettre d’éliminer des 

contaminants cellulaires autres que des kératinocytes lors de la décongélation (2) puis une étape 

d’amplification, où les kératinocytes obtenus sont décongelés (stade p0) puis passés pour être  

amplifiés (stade p1) dans un milieu permettant la maturation des kératinocytes dérivés d’hiPSc.  

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/gene/3851
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Seule une des lignées d’hiPSc EBS-cor (cor1) parmi les trois, a montré au cours de l’étape de 

différenciation ce qui est observé habituellement avec l’utilisation de lignées d’hiPSc EBS ou d’hiPSc 

WT, c’est-à-dire un grossissement des colonies et l’apparition de cellules sortant de celles-ci, ayant une 

apparence pavimenteuse avec l’apparition de noyaux blancs, quelques jours avant la sortie de 

différenciation (figure 8A). Les deux autres lignées, hiPSc EBS-cor2 et cor3 ne se sont pas différenciées 

correctement et n’ont donc pas été utilisées pour la suite.  

 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Evaluation de la différenciation kératinocytaire à partir d’hiPSc-EBScor 

(A) Images représentatives à contraste de phase de la lignée d’hiPSc-EBScor à différents temps au 

cours de la différenciation kératinocytaire (Barre d’échelle 200µm). L’apparition de noyaux blancs a 

lieu en fin de différenciation, et sont observables dans l’image encadrée en rouge (Barre d’échelle 

100µm). (B) Analyse par cytométrie en flux de l'expression des protéines K5 et K14 dans les 

kératinocytes dérivés d’hiPSc-EBScor, après le premier passage au cours de l’étape d’amplification 

(p1) (n=1). 

A) 

B) 
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Au cours de l’étape d’amplification les hiPSc EBS-cor1 obtenues présentaient une morphologie de type 

pavimenteuse, similaire à celle observée dans des cultures de kératinocytes primaires. De plus 

l’expression des marqueurs des kératinocytes basaux épidermiques (K5 et K14) a été analysée par 

cytométrie en flux, après un passage en culture (p1), montrant un pourcentage K5/K14 supérieur à 

90% (figure 8B). 

Par souci de clarté, la lignée d’hiPSc EBS corrigée 1 sera nommée hiPsc-EBScor par la suite ; de plus, la 

lignée de kératinocytes obtenue à partir de ces hiPSc-EBScor1 sera nommée « K-EBS corrigée ».  

En conclusion, cette lignée corrigée constitue une population homogène de kératinocytes matures et 

sera donc utilisée pour la suite du projet, en plus des lignées K-WT et K-EBS (déjà utilisées dans l’étude 

qui a été publiée et décrite précédemment), afin d’analyser si la correction de la mutation permet une 

restauration des phénotypes pathologiques, notamment de la composante inflammatoire qui sera 

détaillée en « Partie 3 » des résultats de ce manuscrit. 
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Partie 3 : 

 « Etude du phénotype cytokinique pro-inflammatoire dans l’EBS » 

 

Contexte :  

Pour approfondir la caractérisation des mécanismes moléculaires sous-jacents aux mutations au sein 

du gène KRT5 dans l’EBS, nous avons réalisé une analyse transcriptomique comparative par RNA-seq à 

partir de trois lignées de kératinocytes dérivés d’hiPSc WT (K-WT) et de trois lignées de kératinocytes 

dérivés d’hiPSc EBS mutées au sein du gènes KRT5 (K-EBS). 

Dans un premier temps, une analyse en composantes principales (PCA) a été effectuée pour évaluer 

les similitudes ou différences entre les profils d’expression génique globale (figure 1A). La PCA-1 a 

révélé une forte hétérogénéité au sein des échantillons, sans montrer de regroupement spécifique des 

échantillons EBS ou WT entre eux. Cette variabilité peut être partiellement expliquée par le fond 

génétique différent de chaque lignée cellulaire. Cependant, la PCA-2, qui représente environ 24% de 

la variabilité des données, a permis d'identifier deux groupes distincts selon leur profil 

transcriptomique : un groupe contenant les échantillons EBS et un autre contenant les échantillons 

WT. 

Afin d’identifier les gènes modulés dans le contexte d’EBS, nous avons comparé le profil 

transcriptionnel des lignées d’hiPSc EBS mutées à celui des lignées d’hiPSc WT (témoins) (P value < 

0,01 et log2 Fold change > 0,4). Cette analyse a révélé 138 gènes différentiellement exprimés (DEGs) 

dans les K-EBS par rapport aux K-WT, dont 41 étaient régulés à la baisse et 97 à la hausse (figure 1B) ; 

toutes les données relatives aux DEGs répertoriées dans l’étude Coutier et al. 2022 (Coutier et al. 

2022). Par la suite, nous avons étudié les interactions protéiques parmi les gènes enrichis dans un 

contexte pathologique en utilisant l'outil STRING (https://string-db.org/) permettant une 

représentation des interactions protéiques connues et prédites. Cela nous a permis de révéler trois 

clusters hautement liés (figure 1C) contenant des gènes impliqués dans : (1) la réponse inflammatoire, 

avec des marqueurs tels que l’IL-1α, l’IL-1β et CXCL10 (cluster 1 ; GO : 0006954), (2) l’organisation de 

la matrice extracellulaire, avec des gènes tels que l’ELN, SMOC1 et SMOC2 (cluster 2 ; GO : 0031012) 

et (3) l’organisation des chromosomes et du packaging de l’ADN tels que HS3ST2 et HMGB3 (cluster 3 

; GO : 0006323). 

Enfin, l'ensemble des gènes différentiellement exprimés a été soumis à une analyse d'enrichissement 

d'ontologie à l'aide de l'outil d'analyse informatique « EnrichR » (https://maayanlab.cloud/Enrichr/) 

https://string-db.org/
https://maayanlab.cloud/Enrichr/
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(figure 1D). Cette analyse nous a permis de montrer un enrichissement majeur de la voie de 

signalisation médiée par les cytokines (GO : 0019221) (P ajusté = 1,05E-4) et également de la réponse 

inflammatoire (GO : 0006954) (P ajusté = 1,31E-4). 

Figure 1 : Analyse des données transcriptomiques obtenues par RNA-Seq comparant les 

kératinocytes EBS aux kératinocytes WT 

(A) Analyse en composante principale (PCA) des données transcriptomiques. Les échantillons EBS 

et WT sont colorés respectivement en rouge et bleu. (B) Diagramme de Venn mettant en évidence 

138 gènes différentiellement exprimés, dans les K-EBS par rapport aux K-WT, dont 41 régulés à la 

baisse et 97 régulés à la hausse (P value < 0,01 et log2 Fold change > 0,4). (C) Un regroupement 

fonctionnel à partir de l’ensemble des gènes différentiellement dérégulés à l’aide de l’outil STRING, 

a permis de mettre en évidence une implication de ceux-ci dans : la réponse inflammatoire (cluster 

1 ; GO : 0006954), l’organisation de la matrice extracellulaire (cluster 2 ; GO : 0031012) et 

l’organisation des chromosomes et du packaging de l’ADN (cluster 3 ; GO : 0006323). (D) Analyse 
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de l'enrichissement GO (EnrichR ; GO Biological Process, 2021) des DEGs entre K-WT et K-EBS (P < 

0,01 et log2 FC > 0,4). L'enrichissement est classé de la P value la plus faible à la plus élevée. Adapté 

de (Coutier et al. 2022) 

 

En conclusion, ces analyses mettant en évidence la présence d’une composante inflammatoire dans 

l’EBS, sont en accord avec ce qui est observé chez les patients, à savoir des vésicules cutanées 

présentant un érythème distinct et des bords migrateurs. De plus, ils sont également cohérents avec 

plusieurs études ayant rapporté un niveau accru de cytokines pro-inflammatoires dans le sérum ou 

dans les fluides de bulles de patients atteints de différents types d’EB (Alexeev et al. 2017 ; Castela et 

al. 2019). Cela suggère que l’EB pourrait être classée comme une maladie inflammatoire systémique 

plutôt que comme un trouble limité à la peau. Cette dernière hypothèse est également soutenue par 

une équipe, qui suggère que les protéines des filaments intermédiaires de kératines sont des 

régulateurs de l'inflammation et de l'immunité dans la peau (Hobbs, Lessard, and Coulombe 2012). En 

outre, des résultats encourageants ont été obtenus avec des traitements anti-inflammatoires topiques 

qui ont montré que la diacéréine, un inhibiteur de l'IL-1β, ou l'apremilast, un inhibiteur de l'AMP 

cyclique phosphodiestérase-4 et de l'activation Th1/Th17 (traitement approuvé utilisé dans le 

psoriasis) induisaient une diminution relative du nombre d’ampoules par rapport au placebo ; 

cependant ces traitements démontrent une efficacité partielle et des limites. Pour l'apremilast, seuls 

trois patients ont été traités et seuls deux ont montré une diminution de la formation de bulles. Pour 

la diacéréine, un essai clinique a été mené sur 17 patients ; seuls 60% des patients traités à la diacéréine 

ont obtenu une réduction de plus de 40% du nombre de vésicules.  Ces deux études restent également 

limitées par l'absence d'une évaluation standardisée de la gravité des lésions. 

Ainsi, l'existence d'une composante inflammatoire dans l'EBS est claire. Néanmoins, l'origine de cette 

inflammation et les conséquences sur la pathologie restent à étudier.  

C’est dans ce contexte que s’inclut la dernière partie de mon doctorat, qui va consister à utiliser le 

nouveau modèle cellulaire que l’on a généré, de kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS, pour, dans un 

premier temps, valider les données transcriptomiques préliminaires publiées dans le papier (Coutier 

et al. 2022), puis, par la suite, étudier l’implication des cytokines pro-inflammatoires identifiées, dans 

l’EBS. Enfin, la lignée isogénique générée à l’aide de la technologie CRISPR-Cas9 sera également utilisée 

afin de confirmer le lien direct entre la mutation au sein du gène KRT5 et la composante inflammatoire 

identifiée. 
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I. Validation de la dérégulation de l’expression des cytokines et chimiokines pro-

inflammatoires dans les kératinocytes dérivés d’hiPSc cultivés en milieu CnT-07 

Avant d’étudier le rôle des cytokines et chimiokines ayant été décrites comme up-régulées dans les 

kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS, le premier objectif a été de confirmer l’ensemble des données 

transcriptomiques obtenues dans notre étude (Coutier et al. 2022), au niveau ARN. 

Pour ce faire, nous avons utilisé 4 lignées d’hiPSc parmi celles qui ont été utilisées dans le papier décrit 

en « partie 1 » du chapitre résultats de ce manuscrit (Coutier et al. 2022), à savoir : deux lignées d’hiPSc 

WT (WT1 et WT2) et deux lignées d’hiPSc EBS (porteuses de mutations au sein du gène KRT5, 

c.1429G>A ou c.536T>C, qui seront nommées respectivement pour la suite de l’étude EBS-1 et EBS-2). 

Ces lignées d’hiPSc WT et EBS ont été différenciées en kératinocytes selon le protocole décrit par Itoh 

et al. 2011 et utilisé par l’équipe (Coutier et al. 2022) dont les étapes sont les suivantes (figure 2) :  

- Une étape d’initiation, où les hiPSc sont ensemencées en clumps, dans un milieu de culture 

propice à la prolifération des cellules souches « milieu StemPro » 

- Une étape de différenciation de 20-30 jours avec l’ajout aux jours 1 et 3 d’acide rétinoïque 

(RA) et de (BMP4), dans un milieu de différenciation DKSFM (Defined Keratinocyte-SFM) après 

laquelle les cellules obtenues sont congelées (stade p0*) pour permettre d’éliminer les 

contaminants cellulaires au moment de la décongélation. 

- Une étape d’amplification et de maturation, où les kératinocytes obtenus sont décongelés 

(stade p0) puis amplifiés dans un milieu de culture maturant, le milieu CnT-07, permettant 

ainsi d’obtenir à l’issue du premier passage (stade p1) des populations de kératinocytes dérivés 

d’hiPSc EBS WT (K-WT) et EBS (K-EBS) matures et homogènes. Les kératinocytes sont 

caractérisés et montrent un pourcentage de marqueurs de différenciation de kératinocytes 

basaux (K5 et K14) supérieur à 70% (données non montrées), suggérant l’obtention de 

kératinocytes matures. 
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Figure 2 : Schéma expérimental du protocole de différenciation de kératinocytes à partir 

d’hiPSc WT et EBS et de leur amplification/maturation 

Les hiPSc WT et EBS sont ensemencées (J0) dans un milieu propice à la culture des cellules souches 

puis cultivées dans un milieu de différenciation kératinocytaire « DKSFM » de J1 à J25-30 ; un pulse 

avec l’ajout d’acide rétinoïque (RA) et de BMP4 est effectué à J1 et J3. Les kératinocytes obtenus sont 

ensuite congelés puis décongelés dans un milieu de culture kératinocytaire maturant « CnT-07 » pour 

permettre leur amplification et leur maturation. C’est à l’issue du 1er passage (p1) que les K-EBS et K-

WT sont utilisés pour les différents tests effectués. 

 

A l’issue du premier passage d’amplification (p1), les populations cellulaires obtenues étant matures, 

les ARN ont été extraits des K-WT et K-EBS. Ces ARN ont ensuite été analysés par une expérience de 

RT-qPCR (Reverse Transcription Quantitative Polymerase Chain Reaction), pour étudier l’expression 

des transcrits mis en évidence dans l’analyse transcriptomique, au sein du cluster lié à la réponse 

inflammatoire. Une première expérience nous a permis de confirmer une augmentation des transcrits 

codant les cytokines et chimiokines pro-inflammatoires IL-1α IL-1β, CXCL5, CXCL6, CXCL8 (IL-8), 

CXCL10, CXCL11, CCL2 et CCL20 dans les K-EBS par rapport aux K-WT (figure 3A). La même expérience 

a également été effectuée en utilisant des kératinocytes primaires humains de patient sain (HEK) et de 

patient EBS (Primary K-EBS1, qui avaient été utilisés pour générer les hiPSc EBS-1), et nous a également 

permis de montrer une augmentation de l’expression de ces mêmes transcrits dans la lignée de 

kératinocytes primaires EBS (figure 3B).  
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Figure 3 : Dérégulation de l’expression des transcrits codant les cytokines/chimiokines pro-

inflammatoires dans les K-EBS et kératinocytes primaires EBS, en milieu CnT-07 

(A) Détection par RT-qPCR de l’expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines dans 

deux lignées de kératinocytes dérivés d’hiPSc témoins (K-WT 1, K-WT 2) et deux lignées de 

kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS (K-EBS 1 et K-EBS 2). Les niveaux relatifs d'ARNm de CXCL5, 

CXCL6, CXCL8 (IL8), CXCL10, CXCL11, CCL2, CCL20, IL-1α et IL-1β sont normalisés par rapport à 

l'expression de l'ARN 18S et exprimés par rapport à la valeur obtenue avec les kératinocytes WT1 

(n=2). (B) Détection par RT-qPCR de l’expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines 

dans une lignée de kératinocytes primaires sains (HEK) et de kératinocytes primaires EBS (Primary 

K-EBS1). Les niveaux relatifs d'ARNm de CXCL5, CXCL6, CXCL8 (IL8), CXCL10, CXCL11, CCL2, CCL20, 

IL-1α et IL-1β sont normalisés par rapport à l'expression de l'ARN 18S et exprimés par rapport à la 

valeur des HEK (n=1). 

A) 

B) 
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Ces premiers résultats qui restent préliminaires (non statistiques car réalisés seulement une fois), nous 

ont tout de même permis de confirmer une up-régulation des transcrits liés à la réponse 

inflammatoire, identifiés dans l’analyse transcriptomique, dans les K-EBS comparés aux K-WT. 

Cependant en raison de problème de milieux de culture, l’expérience précédente n’a pas pu être 

reproduite. En effet, à cette étape du projet, nous avons été confrontés à un changement de lot du 

milieu de culture kératinocytaire maturant, le CnT-07, qui a entrainé lors de la culture des K-EBS et K-

WT un problème de survie cellulaire, d’amplification et de maturation de ceux-ci (données non 

montrées). 

Il a donc été nécessaire de tester d’autres références de milieux de culture au cours de la phase 

d’amplification et de maturation des kératinocytes dérivés d’hiPSc. 

 

II. Problèmes de milieux de culture kératinocytaire 

Afin de permettre la survie cellulaire, l’amplification et la maturation des kératinocytes dérivés d’hiPSc, 

et de pouvoir ainsi continuer notre étude, nous avons sélectionné huits milieux chez différents 

fournisseurs étant décrits pour permettre la culture de kératinocytes et ont été testés au cours de 

l’étape d’amplification et de maturation : DKSFM et Dermacult, ainsi qu’Epigro, Epivitae Adult, 

Epivitae Neo, Dermalife et KGM-gold et KGM-2. La validation des milieux était basée sur 2 critères : (1) 

l’évaluation de la maturation des kératinocytes, par analyse de l’expression des marqueurs de 

kératinocytes basaux la kératine 5 et la kératine 14, par cytométrie en flux (2) la reproduction de 

phénotypes pathologiques, tels que les défauts de prolifération et de migration cellulaire. 

Dans ce but, une lignée de K-WT p0* (K-WT 1) et une lignée de K-EBS p0* (K-EBS 1) ont été décongelées, 

cultivées et amplifiées dans chacun de ces huits milieux jusqu’à p1. A ce stade d’amplification (p1), 

nous avons observé que les K-WT 1 et K-EBS 1 cultivés en milieu DKSFM exprimaient les marqueurs de 

kératinocytes basaux K5 et K14 à plus de 70% (figure 3), ce qui était comparable avec ce que l’on 

obtenait en milieu CnT-07 ; de plus les phénotypes pathologiques étaient reproduits, à savoir une 

diminution de la prolifération cellulaire et augmentation de la migration cellulaire dans les K-EBS 

(figure 3). Par contre, en Dermacult, l’expression de ces kératines était inférieure à 30% et les 

phénotypes pathologiques n’étaient pas reproduits (figure 4). De même, les 6 autres milieux testés ne 

permettaient pas d’obtenir une population de kératinocytes matures et/ou de reproduire les 

phénotypes pathologiques (données non montrées). Néanmoins, les K-WT et K-EBS cultivés en milieu 

DKSFM montrent une prolifération plus lente que ces mêmes kératinocytes cultivés en milieu CnT-07, 

probablement dû à la différence de composition de milieu (mais qui n’est pas connue). 
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Enfin, l’ensemble de ces tests ont tout de même montré que le DKSFM est la meilleure alternative pour 

l’amplification de la maturation des kératinocytes dérivés d’hiPSc, et sera donc utilisé pour la suite de 

notre projet. 

 

  

 

 

 

 

 

Figure 4 : Validation d’un nouveau milieu de culture kératinocytaire 

(A) Expression des protéines K5 et K14, analysée par cytométrie en flux, dans les kératinocytes 

dérivés d’hiPSc WT (K-WT1) et EBS (K-EBS 1), au passage p1 (n=1) en milieu DKSFM (A) et milieu 

Dermacult (B) Analyse du temps de doublement (en heures) dans les K-WT et K-EBS (n=1), en milieu 

DKSFM (à gauche) et en milieu Dermacult (à droite) (n=1). (C) Histogrammes montrant le temps 

nécessaire pour atteindre 50% de recolonisation de la plaie, suite à un test de plaie (scratch wound) 

par égratignure réalisé lorsque les cellules étaient à confluence, en milieu DKSFM (à droite) et en 

milieu Dermacult (à gauche) (n=6). Les analyses statistiques ont été réalisées à l'aide du test t non 

paramétrique de Mann-Whitney ; ***P < 0,005. 

 

 

A) 

C) D) 
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 Expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines pro-inflammatoires dans les 

kératinocytes dérivés d’hiPSc cultivés en milieu DKSFM 

L’étape suivante a donc consisté à cultiver une lignée de kératinocytes dérivés d’hiPSc WT (K-WT1) et 

deux lignées de kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS (K-EBS 1 et K-EBS 2) dans le milieu DKSFM jusqu’à 

p1, pour vérifier l’up-régulation des transcrits codant les cytokines et chimiokines pro-inflammatoires 

précédemment identifiées. A ce stade les ARN ont été extraits et analysés par RT-qPCR. Cependant, 

malgré de nombreux tests et optimisations de culture, notamment en jouant sur la confluence des 

cellules au moment de l’étape de récupération des cellules pour l’extraction de l’ARN, nous n’avons 

pas ou peu observé d’augmentation de l’expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines 

identifiées précédemment dans les K-EBS (données non montrées).  

Bien que la composition du milieu CnT-07 n’est pas disponible et que nous ne pouvions pas faire de 

comparaison en terme de composition, il est probable que le milieu DKSFM soit moins riche en terme 

de molécules diverses, notamment en petites molécules telles que des cytokines ou quelques 

médiateurs de l’inflammation permettant la mise en évidence de la composante inflammatoire dans 

nos cellules. 

De ce fait, étant donné que des cytokines pro-inflammatoires ont été décrites pour mimer la présence 

de cellules immunitaires et donc induire des signaux inflammatoires et ainsi la sécrétion de cytokines 

et chimiokines par les kératinocytes (J. E. Park et al. 2023) nous avons décidé de stimuler les K-WT et 

K-EBS cultivés en milieu DKSFM avec des cytokines inflammatoires IFNγ et TNFα. 

 

 Expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines pro-inflammatoires dans les 

kératinocytes dérivés d’hiPSc cultivés en milieu DKSFM et stimulés à l’IFNγ ou TNFα 

Les mêmes lignées qu’utilisées précédemment, sont alors cultivées en milieu DKSFM.  Lorsque les 

cellules arrivent à confluence , les cellules sont stimulées ou non (NT), avec de l’IFNγ (25 ng/µl) ou 

TNFα (10 ng/µl). 2h et 8h après stimulation, les cellules ont été récupérées afin d’en extraire les ARN 

et d’effectuer l’analyse par RT-qPCR. 

Tout d’abord, les données obtenues à 2h et 8h sont normalisées par rapport aux données obtenues 

sans stimulations. Les résultats montrent que l’IFNγ et le TNFα permettent d’induire une augmentation 

de l’expression des transcrits codant l’IL-1α, IL-1β, IL-8 (CXCL8), CXCL5, CXCL6, CXCL10, CXCL11, dans 

chacune des lignées, indiquant que l’IFNγ et le TNFα stimulent l’expression de ces cytokines et 

chimiokines pro-inflammatoires. Par contre, 2h et 8h après stimulation aucune différence n’était 
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observée pour CCL2 et CCL20 (données non montrées) suggérant que l’expression de celles-ci ne 

semble pas induite par l’IFNγ et le TNFα. 

Dans un 2ème temps, nous avons vérifié si la stimulation à l’IFNγ et au TNFα permettait de mettre en 

évidence le différentiel d’expression entre la lignée K-WT et les lignées K-EBS.  

Pour cela les niveaux d’expression obtenus pour les K-EBS 1 et K-EBS 2 ont été normalisés par rapport 

à ceux obtenus pour la lignée de K-WT. Concernant la condition où les cellules ont été stimulées à 

l’IFNγ nous observons une augmentation de l’expression des transcrits codant les cytokines et 

chimiokines pro-inflammatoires citées précédemment, 8h après stimulation, dans les K-EBS 1 et K-EBS 

2 (moindre pour cette lignée) comparés aux K-WT (figure 5A). Des résultats similaires sont observés 

2h après stimulation, mais la surexpression est moins importante qu’à 8h (non montrés). Lorsque les 

cellules ont été stimulées au TNFα, nous observons également une augmentation de l’expression de 

ces transcrits dans les K-EBS (toujours moindre pour les K-EBS 2 pour certains des transcrits), avec un 

pic de surexpression plus tôt, c’est-à-dire 2h après stimulation (figure 5B). Enfin, on peut également 

observer que la surexpression des différents transcrits est plus importante pour les K-EBS 1 par rapport 

aux K-EBS 2. 

Enfin bien que globalement, la surexpression est plus importante pour les K-EBS 1 par rapport aux K-

EBS 2, la stimulation par l’IFNγ et le TFNa met en évidence une surexpression des transcrits codant ces 

cytokines et chimiokines pro-inflammatoires dans les K-EBS. 
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Figure 5 : Dérégulation de l’expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines pro-

inflammatoires en milieu DKSFM après stimulation 

(A) et (B) Détection par RT-qPCR des transcrits des cytokines et chimiokines dans une lignée de 

kératinocytes dérivés d’hiPSc témoins (K-WT 1) et deux lignées de kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS 

(K-EBS 1 et K-EBS 2), cultivées en milieu DKSFM et stimulées à l’IFNγ pendant 8h (A) ou au TNFα 

pendant 2h (B). Les niveaux relatifs d'ARNm de CXCL5, CXCL6, CXCL8 (IL8), CXCL10, CXCL11, IL-1α et IL-

1β sont normalisés par rapport à l'expression de l'ARN 18S et exprimés par rapport à la valeur des K-

WT1 (n=1). 

 

L’ensemble de ces résultats nous a permis de mettre en place des conditions de culture des 

kératinocytes dérivés d’hiPSc cultivés en milieu DKSFM, nous permettant de confirmer le différentiel 

d’expressions des cytokines/chimiokines pro-inflammatoires, entre les K-WT et les K-EBS.  

Ces résultats préliminaires étaient encourageants, cependant un problème d’approvisionnement de 

ce milieu DKSFM, durant plusieurs mois, nous a contraint de nouveau à changer de milieu pour la 

culture des kératinocytes dérivés d’hiPSc au cours de la phase d’amplificaiton et de maturation. 

A) 

B) 
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III. Validation de la dérégulation de l’expression des cytokines et chimiokines pro-

inflammatoires dans les kératinocytes dérivés d’hiPSc, en milieu CnT-07 bis 

Après différents échanges avec le fournisseur (CeLLnTECH) du milieu de culture kératinocytaire « CnT-

07 » initialement utilisé pour l’étape d’amplification et de maturation de nos lignées de kératinocytes 

dérivés d’hiPSc, nous avons pu, vers la fin de la thèse, obtenir un autre milieu dérivé du CnT-07, dans 

lequel certaines modifications confidentielles ont été effectuées par le fournisseur suite au problème 

initial rencontré avec le milieu CnT-07. Celui-ci, nommé « CnT-07 bis » a donc été utilisé pour la suite 

de l’étude. 

A. Au niveau ARN 

Trois lignées de K-WT et trois lignées de K-EBS (deux lignées utilisées jusqu’à maintenant, mutées au 

sein du gène KRT5 : K-WT 1 et K-WT 2 ; et une lignée mutée au sein du gène KRT14 nommée K-EBS 4 

K14) ont donc été cultivées à l’état basal dans le milieu CnT-07 bis ou après stimulation à l’IFNγ.  Le 

niveau d’expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines pro-inflammatoires a ensuite 

été évalué par RT-qPCR.  

1. A l’état basal 

Dans cette expérience les données obtenues pour les K-EBS ont été normalisées par rapport à la 

moyenne des 3 lignées de K-WT. Nous avons ainsi pu montrer une augmentation de l’expression des 

transcrits codant l’IL-1α, IL-1Β, CXCL5, CXCL6, CXCL8 (IL-8), CXCL10, CXCL11, dans les K-EBS par rapport 

aux K-WT (figure 6A). Aucune différence n’était observée pour CCL2 et CCL20 (données non montrées). 

L’utilisation du milieu « CnT-07 bis » nous permet donc de reproduire la surexpression des cytokines 

et chimiokines pro-inflammatoires à l’état basal, comme initiallement en milieu CnT-07. 

2. En condition stimulée (à l’IFNγ) 

En parallèle, les cellules ont également été cultivées en présence d’IFNγ à 25 ng/µl durant 8h pour 

mimir in vitro une composante inflammatoire la plus proche de celle observée chez le patient. Le choix 

de se concentrer sur l’IFNγ par rapport TNFα s’est fait en raison d’études faisant état de taux 

systémiques importants d’IFNγ dans des échantillons de sérums de patients EBS (Annicchiarico et al. 

2015).  L’analyse par RT-qPCR, dont la normalisation a été effectuée de la même façon que décrite 

dans l’expérience à l’état basal, nous a permis de montrer une augmentation significative de 
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l’expression des transcrits codant l’IL-1α, IL-1β, CXCL5, CXCL6, CXCL8 (IL-8), CXCL10 et CXCL11 dans les 

K-EBS par rapport au K-WT (figure 6B), confirmant les résultats obtenus précédemment. 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Dérégulation de l’expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines pro-

inflammatoires, en milieu CnT-07-Bis en condition basale et après stimulation 

(A) et (B) Détection par RT-qPCR des transcrits des cytokines et chimiokines dans trois lignées de 

kératinocytes dérivés d’hiPSc témoins (K-WT 1, K-WT 2 et K-WT 3) et deux lignées de kératinocytes 

dérivés d’hiPSc EBS (K-EBS 1, K-EBS 2 et K-EBS 4 K14), cultivées en milieu CnT-07-Bis, en condition 

basale (A) et stimulées à l’IFNγ (B). Les niveaux relatifs d'ARNm de CXCL5, CXCL6, CXCL8 (IL8), 

CXCL10, CXCL11, IL-1α et IL-1β sont normalisés par rapport à l'expression de l'ARN 18S et exprimés 

par rapport à la moyenne des K-WT (n=3). Les analyses statistiques ont été réalisées à l'aide du test t 

non paramétrique de Mann-Whitney. *P < 0,05, **P < 0,01, ***P < 0,005 et ****P < 0,001 ; ns : non 

statistique. 

A) 

B) 
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En conclusion, l’ensemble des résultats obtenus « CnT-07 bis », ont permis de confirmer au niveau ARN 

les données de l’analyse transcriptomique qui avaient été effectuées en milieu CnT-07 à l’état basal, 

mais également de montrer que le différentiel d’expression de ces cytokines et chimiokines pro-

inflammatoires était observable en condition stimulée à l’IFNγ. De plus nous avons également pu 

montrer que cette différence d’expression était également retrouvée dans des cellules mutées au sein 

du gène KRT14. 

De manière générale, en « CnT-07 bis » les tests statistiques avec un seuil de significativité le plus 

important entre les K-WT et les K-EBS concernent l’expression des transcrits codant les cytokines et 

chimiokines suivantes : IL-1α, IL-1β, CXCL10 et CXCL11 (figure 6). 

Sachant que l’implication de l’IL-1β a été démontrée dans de nombreuses études (Lu et al. 2007 ; Wally, 

Lettner, et al. 2013 ; Annicchiarico et al. 2015 ; Spörrer et al. 2019), mais qu’à contrario, la dérégulation 

et le rôle de l’IL-1α, CXCL10 et CXCL11 dans l’EBS sont peu ou pas décrits à ce jour, nous avons fait le 

choix de s’intéresser préférentiellement à la dérégulation de celles-ci afin d’étudier leur implication 

dans la pathologie. De plus, les chimiokines CXCL10 et CXCL11 sont directement activées via la voie de 

l’IFNγ ; cela pourrait ouvrir la voie à de nouvelles approches thérapeutiques ciblant spécifiquement 

cette voie afin de restaurer un niveau d’expression de ces chimiokines. 

 

B. Au niveau protéique 

L’expérience a donc été reproduite afin de démontrer une surexpression de l’IL-1α, CXCL10 et CXCL11 

au niveau protéique, en condition de stimulation. 

Pour ce faire, les surnageants des cultures de deux lignées K-WT (K-WT1 et K-WT3) et de trois lignées 

K-EBS (K-EBS 1, K-EBS 2, K-EBS 4 K14) ayant été cultivées en milieu « Cnt-07-Bis » et stimulées à l’IFNγ 

(25ng/µl), ont été récupérées 12h après stimulation. L’analyse a été effectuée par test ELISA, nous a 

permis d’observer une augmentation de la sécrétion de l’IL-1α, CXCL10 et CXCL11 par les K-EBS par 

rapport aux K-WT (figure 7).  
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Figure 7 : Augmentation de la sécrétion d’IL-1α, CXCL10 et CXCL11 dans les K-EBS après stimulation  

Différence de sécrétion d’IL-1α, CXCL10, CXCL11 par les K-WT et K-EBS, mesurée par ELISA. Les 

surnageant des cultures cellulaires ont été récupérées 12h après stimulation à l’IFNγ en milieu CnT-07 

bis. Les niveaux d’expression ont été normalisés par rapport aux nombre de cellules (pg/ml/106 

cellules) pour chacunes des conditions. Les analyses statistiques ont été réalisées à l'aide du test t non 

paramétrique de Mann-Whitney *P < 0,05 ; ns : non significatif. 

 

Ces résultats, nous ont donc permis de montrer que les K-EBS sécrètent plus d’IL-1α, CXCL10 et CXCL11 

que les K-WT, confirmant ainsi un phénotype inflammatoire dans l’EBS. 
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IV. Corrélation entre la composante inflammatoire et les mutations au sein du gène KRT5 

Suite à la validation des données du transcriptome et plus précisément de la dérégulation significative 

des cytokines et chimiokines pro-inflammatoires IL-1α, IL-1β, CXCL10 et CXCL11 au niveau ARN et 

protéique, dans les K-EBS, nous avons ensuite utilisé la lignée « K-EBS corrigée » qui a été générée 

grâce à la technologie d’édition du génome CRISPR/Cas9, afin de corréler spécifiquement la 

composante inflammatoire mise en évidence, à la mutation au sein du gène KRT5. 

Pour ce faire, trois lignées de K-WT, la lignée K-EBS 2 et la lignée « K-EBS corrigée » ont été cultivées 

en milieu « CnT-07-Bis », en condition basale ou en condition stimulée à l’IFNγ comme décrit 

précédemment, puis les ARN ont été extraits et l’expression des transcrits a été évaluée par RT-qPCR. 

Nous observons qu’en condition basale et en condition stimulée (8h après stimulation), les niveaux 

d’expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines IL-1α, IL-1β, CXCL10 et CXCL11 étaient 

significativement diminués dans la lignée « K-EBS corrigée » comparée aux K-EBS 2, et que ces niveaux 

d’expression se rapprochaient des niveaux d’expression observés dans les trois lignées de K-WT (figure 

8). 
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Figure 8 : Diminution de l’expression des transcrits codant les cytokines et chimiokines pro-

inflammatoires dans les K-EBS corrigés 

(A) et (B) Détection par RT-qPCR des transcrits des cytokines et chimiokines dans trois lignées de 

kératinocytes dérivés d’hiPSc témoins (K-WT 1, K-WT 2 et K-WT 3), d’une lignée de kératinocytes 

dérivés d’hiPSc EBS-2 (K-EBS 2) et de la lignée de kératinocytes dérivés d’hiPSc EBScor (K-EBS corrigée), 

cultivées en milieu CnT-07-Bis, en condition basale (A) ou stimulées à l’IFNγ (B). Les niveaux relatifs 

d'ARNm d’IL-1α, d’IL-1β, CXCL10 et CXCL11 sont normalisés par rapport à l'expression de l'ARN 18S et 

exprimés par rapport à la moyenne des K-WT (n=3). Les analyses statistiques ont été réalisées à l'aide 

du test t non paramétrique de Mann-Whitney pour les comparaisons deux à deux. *P < 0,05, **P < 

0,01, ***P < 0,005 et ****P < 0,001. 

 

 

 

 

 

A) 

B) 
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Les surnageants des cultures cellulaires utilisées pour l’expérience décrite ci-dessus ont également été 

récupérés et le niveau de sécrétion d’IL-1α, CXCL10 et CXCL11 a été évalué par ELISA (à l’exception de 

la lignée K-EBS 2 pour laquelle le surnageant n’a pu être récupéré). Nous avons ainsi pu observer un 

niveau d’expression des cytokines et chimiokines IL-1α, CXCL10 et CXCL10 significativement diminué 

dans la lignée « K-EBS corrigée » comparée aux K-EBS 2, et que ce niveau d’expression se rapprochait 

des niveaux d’expression observés dans les deux lignées de K-WT (figure 9).  Cela nous a permis de 

montrer que la correction génique permettait de restaurer un niveau d’expression de ces cytokines et 

chimiokines pro-inflammatoires au niveau protéique. 

 

 

 

Figure 9 :  Diminution de la sécrétion d’IL-1α, CXCL10 et CXCL11 dans les K-EBS corrigés après 

stimulation 

Différence de sécrétion d’IL-1α, CXCL10, CXCL11 par les K-WT et K-EBS-2 et « K-EBS corrigé », mesurée 

par tests ELISA. Les surnageants des cultures cellulaires ont été récupérés 12h après stimulation à 

l’IFNγ en milieu CnT-07 bis. Les analyses statistiques ont été réalisées à l'aide du test t non 

paramétrique de Mann-Whitney pour les comparaisons deux à deux. *P < 0,05 ; ns : non significatif. 

 

Ces résultats nous ont permis de montrer que la correction génique de la mutation c.536T>C au sein 

du gène KRT5 permettait de corriger le niveau d’expression de cytokines et chimiokines pro-

inflammatoires au niveau ARN et protéique. 

Cela démontre ainsi clairement un lien entre la mutation au sein du gène KRT5 et la composante 

inflammatoire dans l’EBS.  
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Matériels et méthodes 
 

 Cellules souches humaines pluripotentes induites (hiPSc) 

Les fibroblastes dérivés de patients porteurs de mutations au sein du gène KRT5 ou KRT14 (mutations 

listées dans le tableau ci-dessous) ont été achetés à Coriell Institute for Medical Research (Camden, 

NJ) et les PBMCs EBS et les biopsies cutanées (du patient EBS-1 uniquement) ont été obtenus auprès 

du Centre de référence des maladies rares de la peau et des muqueuses d'origine génétique (Hôpital 

Necker, Paris, France) après approbation du comité d'éthique local d'Ile de France (institutional review 

board 00001072) (CPP2015-03-03/DC2014-2272). Les patients ont donné leur consentement éclairé 

par écrit (déclaration AC-2013-1973). Les lignées cellulaires ont été reprogrammées en hiPSCs par 

Phenocell (Grasse, France). 

Trois lignées d’hiPSC de contrôle (WT1, WT2 et WT3) ont été fournies par Phenocell. 

 

 

 

 

 Culture des hiPSc 

Les hiPSc ont été cultivées en cellules uniques (single cell) dans un milieu StemMACS™ iPS-Brew-XF 

avec ajout de 10 µM de Rock Inhibitor (Y27632, StemMACS™), sur matrigel (Corning® Matrigel® 

hESCqualified Matrix), selon les instructions du fournisseur. Le milieu est changé tous les 2 jours et à 

confluence, les hiPSc sont passées avec de l’accutase (selon les instructions du fournisseur) (StemPro® 

Accutase® Cell Dissociation Reagent, ThermoFisher) et réensemencées.  

Ces mêmes hiPSc sont cultivées en clumps, avant le lancement de différenciation en kératinocytes, 

dans un milieu StemPro® (Thermo Fisher Scientific) supplémenté avec du FGF2 stabilisé à 10 ng/mL 

(Miltenyi Biotec,), sur une matrice L7 à 10 μg/mL (Lonza Bioscience) et passées manuellement (à 

l’aiguille) toutes les semaines. 

Les cellules ont été maintenues dans une atmosphère de 5 % de CO2 à +37 °C. 

 

Patients Gène affecté

EBS-1 KRT5 c.1429G>A p.Glu477Lys

EBS-2 KRT5 c.536T>C p.Phe179Ser

EBS-3 KRT5 c.608T>C p.Leu203Pro

EBS-4 KRT14 c.373C>T p.Arg125Cys

Mutation
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 Différenciation kératinocytaire à partir d’hiPSc 

Les hiPSc en clumps sont ensemencées en milieu StemPro® supplémenté en FGF2 stabilisé, à 10 ng/mL 

(Miltenyi Biotec) pendant un jour (J0). Du jour 1 au jour 3, le milieu a été remplacé par du D-KSFM® 

(defined Keratinocytes Serum-Free Medium, Invitrogen,) supplémenté avec 0,273 nM de BMP-4 

(Peprotech, et 1 μM d'acide rétinoïque (Sigma Aldrich). Au jour 6 et jusqu'à la fin de la différenciation, 

les cellules sont cultivées en milieu D-KSFM® seul. Les cellules différenciées ont été triées par 

trypsinisation différentielle (0,05% v/v ; Invitrogen) et congelées.  

 Cultures des kératinocytes dérivés d’hiPSc 

 A l’état basal :  

Les kératinocytes dérivés d’hiPSc p0* ont été décongelés dans un milieu CnT-07 (CellnTech) et cultivés 

sur une matrice de Collagen I, à 10µg/ml (Pepsin Soluble Collagen in 0.01M HCI, Collagen Solutions). 

Les cellules sont ensuite amplifiées dans ce même milieu, pour atteindre le stade de maturation (les 

passages sont effectués par trypsinisation des cellules puis celles-ci sont ré ensemencées). Les tests de 

milieux au cours de l’étape d’amplification et de maturation ont été effectués dans ces différents 

milieux : CnT-07 (Cellntech), CnT-07 bis (Cellntech), Defined Keratinocytes SFM (DKSFM) 

(Thermofisher), Dermacult (Stemcell), Epigro (Millipore), Epivitae Adult (Cell applications), Epivitae 

Neo (Cell applications), Dermalife (Cell systems), KGM-Gold (Lonza), Keratinocyte Growth medium 2 

(Promocell). 

 En condition stimulée : 

Les cellules arrivées à 80% de confluence, cultivées dans les mêmes conditions que citées 

précédemment, ont ensuite été starvées durant 8h, dans un milieu DMEM/F12 + GlutaMAX™ (1X) 

(ThermoFischer), puis le milieu a été changé et supplémenté ou non en IFNγ à 25ng/µl (Peprotech-

Recombinant Human-IFN-γ _ 300-02) ou TNFα 10ng/µl (Human TFNα, Peprotech). 

 Prolifération cellulaire 

Les kératinocytes dérivés d’hiPSc ont été ensemencés à 20 000 cellules/cm² et comptés à la lame de 

Malassez le lendemain de l’ensemencement (J1), puis cinq jours après l’ensemencement (J5). Pour cela 

les cellules sont marquées au bleu de Trypan (Invitrogen, 15250061). Le temps de doublement est alors 

déterminé selon la formule suivante : T=120/(log(J5/J1)/log(2)). « T » étant le temps de doublement ; 

« J5 » étant le nombre de cellules finales ; et « J1 » étant le nombre de cellules ensemencées. 
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 Migration cellulaire (Scratch wound) 

Les kératinocytes dérivés d’hiPSc ont été ensemencés à raison de 75 000 cellules/puits dans une plaque 

ImageLockTM à 96 puits. Après 24 heures, des égratignures ont été faites à l'aide du WoundMaker. 

Des images des puits entiers ont été prises toutes les 30 minutes pendant 24 heures à l'aide du système 

d'imagerie des cellules vivantes IncuCyte ZOOM. La densité relative de la plaie a été calculée comme 

suit : pourcentage de la densité relative de la plaie (t) ¼ 100 (w[t] - w[0])/(c[t] - w[0]), w(t) étant la 

densité de la région de la plaie au moment (t) et c(t) étant la densité de la région des cellules au 

moment (t). 

 Cytométrie en flux 

Un total de 30 000 cellules (hiPSC ou kératinocytes dérivés d’hiPSc) a été analysé avec un appareil 

MACSQuant (Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach, Allemagne) et le logiciel Flowjo. Les paramètres 

d'acquisition ont été établis sur une lignée cellulaire de contrôle et conservés par la suite. Les hiPSC et 

les kératinocytes dérivés d’hiPSc ont été décollés grâce à de l’accutase (StemPro® Accutase® Cell 

Dissociation Reagent, 2310200) et de la TRYPSINE-EDTA (LIFE TECHNOLOGIE), respectivement, fixées 

et perméabilisées (Biosciences, BD Cytofix). Les cellules sont culottées dans une solution de PBS 

(Sigma) + BD cytofix 2%, puis incubées avec les anticorps ou leurs isotypes (listés dans le tableau ci-

dessous) pendant 30 minutes, à l’abri de la lumière. Le marquage est lavé au PBS seul, puis les cellules 

sont ensuite analysées au cytomètre. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Anticorps Fournisseur Référence Dilution

Anti-Cytokeratin 5 antibody

[EP1601Y] (AF488) ABCAM ab193894 1/1000e

Rabbit IgG, monoclonal [EPR25A] - 

Isotype Control (Alexa Fluor 488) ABCAM ab1999091 1/1000e

Anti-Cytokeratin 14 antibody

[EP1612Y] (AF647) ABCAM ab192056 1/1000e

Rabbit IgG, monoclonal Isotype 

Control [RbNP15] (Alexa Fluor 647) eBioscience 51-4616-82 1/400e

TRA1-81 PE-conjugated Antibody 

[BLE330706] (AF647) R&D Systems FAB8495P 1/25e

Isotype Control AF647 IgM k8 Biolegend 401618 1/25e

SSEA-4 Antibody, anti-human, APC, 

REAfinityPE Miltenyi Biotec 130-098-347 1/500e

Isotype Control PE Mouse IgG1 Miltenyi Biotec 130-113-462 1/50e
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 Extraction d’ARN et RT-qPCR 

L'ARN a été extrait des cultures cellulaires à l'aide du kit d'extraction RNeasy Mini kit (Qiagen) en 

utilisant l’appareil QIAcube, selon les recommandations du fournisseur. La concentration d'ARN a été 

estimée à l'aide d'un spectrophotomètre (Nanodrop 1000™, ThermoFisher Scientific) et la pureté a été 

mesurée à l'aide des rapports d'absorption 260/280 nm et 260/230 nm. L'ADNc a été synthétisé à l'aide 

du kit de transcription inverse SuperScript III (Invitrogen) sur le thermocycleur nexus GSX1, selon les 

recommandations du fournisseur (Eppendorf). L'analyse quantitative par réaction en chaîne de la 

polymérase (qPCR) a été réalisée à l'aide d'un système QuantStudio 12 K Flex realtime PCR (Applied 

biosystem) et du Luminaris Probe qPCR Master Mix (ThermoScientific), en suivant les instructions des 

fabricants. Les données d'expression ont été normalisées par rapport aux gènes de ménage 18S et la 

méthode 2-ΔΔ Ct a été utilisée pour déterminer le niveau d'expression relatif de chaque gène. Les 

séquences d'amorces sont détaillées dans le tableau suivant : 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Tests ELISA 

Les surnageants de culture cellulaire ont été recueillis 12h après stimulation à l’IFNγ et les 

concentrations d’IL-1α, CXCL10 et CXCL11 ont été estimées par les kit ELISA duo set conformément 

aux instructions du fabricant R&D Systems (Humain CXCL10/IP-10 DuoSet ELISA ; Human CXCL11/I-TAC 

DuoSet ELISA ; Human IL-1 alpha/IL-1F1 DuoSet ELISA). L’absorbance a été lue à 450nm et 540nm, puis 

une correction a été effectué par soustraction de la valeur obtenue à 540nm à la valeur obtenue à 

450nm. La concentration de chaque échantillon a été calculée selon une courbe standard en réduisant 

les données à l'aide d'un logiciel informatique capable de générer un ajustement de courbe logistique 

à quatre paramètres (4-PL). 

Primers Séquences

CXCL5 (Forward) AGAACGGGAAGGAAATTTGTCTTGAT

CXCL5 (Reverse) CAGAAAACTTCTCTGCTGAAGACTG

CXCL6 (Forward) ACAGAGCTGCGTTGCACT

CXCL6 (Reverse) CGGGTCCAGACAAACTTGCTT

CXCL8 (Forward) CTCTTGGCAGCCTTCCTGAT

CXCL8 (Reverse) TCCACTCTCAATCACTCTCAGTTCT

CXCL10 (Forward) AGGAACCTCCAGTCTCAGCA

CXCL10 (Reverse) TGATGCAGGTACAGCGTACAG

CXCL11 (Forward) CCTGGGGTAAAAGCAGTGAA

CXCL11 (Reverse) TGGGATTTAGGCATCGTTGT

CCL2 (Forward) GCCTCCAGCATGAAAGTCTC

CCL2 (Reverse) AGGTGACTGGGGCATTGAT

CCL20 (Forward) CTGGCTGCTTTGATGTCAGT

CCL20 (Reverse) CGTGTGAAGCCCACAATAAA

IL-1a (Forward) TCACGGCTGCTGCATTACAT

IL-1a (Reverse) GGTCTTCATCTTGGGCAGTCA

IL-1b (Forward) TGAGCTCGCCAGTGAAATGA

IL-1b (Reverse) GGTCGGAGATTCGTAGCTGG
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 Extraction protéique 

Les hiPSc ont été lysées avec un tampon de lyse RIPA Sigma auquel a été ajoutées des anti-

phosphatases (Roche) et des anti-protéases (aminoethyl benzenesulfonyl fluoride hydrochloride, 

Pepstatine, Leupeptine hemisulfate, Bestatine Hydrochloride, aprotinine), 6h et 22h après 

électroporation. Les échantillons lysés sont vortexés puis centrifugés 15 minutes à 13 000 rpm, à 4°C. 

Le dosage protéique est réalisé à partir des surnageants récoltés, avec le kit Pierce® BCA Protein Assay 

Kit selon les indications du fournisseur (Thermo-Scientific). L’absorbance des échantillons protéiques 

à été mesurée à 560 nm avec le lecteur de plaque CLARIOstar® et les données ont été récupérées grâce 

au logiciel d’analyse MARS (BMG LabTech). La concentration des échantillons protéiques a ensuite été 

calculée à partir de l’équation de droite de régression qui a été déterminée à partir des données 

obtenues pour la gamme BSA. 

 PCR 

Les réactions PCR effectuées à partir d’ADN génomique ont été réalisées avec un Mastercycler® nexus 

(Eppendorf). Celles-ci ont été effectuées dans un volume final de 25 µL contenant 10 ng d’ADN 

génomique, 0,5 µM d’amorces, 0,2 mM de dNTPs, du tampon réactionnel Q5 Buffer (1X), et 0,5 U de 

Q5 polymérase high fidelity (New England Biolabs), et de l’H20.  Pour l’amplification de la région 

d’intérêt Le programme PCR a été réalisé comme suit : dénaturation initiale à 98°C pendant 2 minutes 

; suivi de 35 cycles : 98°C pendant 10 secondes, étape d’hybridation (température différentes selon les 

amorces utilisées) pendant 20 secondes, 72°C pendant 2 minutes ; et extension finale à 72°C pendant 

2 minutes. Les produits d’amplification ont été révélés sous UV après migration sur gel d’agarose 1,2% 

contenant du GelRed™ 1X, dans du tampon TAE 1X. 

 

 

 

 

 

Les produits de PCR ont ensuite été analysé par séquençage Sanger, par la société Genewiz. 

 

 

 

Forward TAGTGCGCCAATCTGCAGAA

Reverse CTCAGGTGCTTGGAGGACAG

Forward CAACCCACTAGTGCCTGGTT

Reverse CCGTCCCTCTAAAGCTTTTCT

Pour PCR à partir d'ADNg hiPSc EBS-1

Pour PCR à partir d'ADNg hiPSc EBS-2
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 Western Blot 

Les échantillons protéiques ont été dénaturés avec du DTT 1M (Sigma) pendant 10 minutes à 70°C, 

supplémentés avec du tampon de charge NuPAGE® LDS Sample Buffer (Invitrogen). Les échantillons 

protéiques et le marqueur de poids moléculaire HiMark™ Pre-stained Protein Standard (Invitrogen) 

ont été déposés sur un gel 3–8% Criterion™ XT Tris-Acetate Protein Gel (Biorad) dans un tampon de 

migration Tris-Acetate SDS Running Buffer (Biorad).  La migration des échantillons a été effectuée 

durant 1 heure et 15 minutes à 120V ; puis le transfert sur membrane a été réalisé sur une membrane 

« Trans-Blot Turbo Midi 0.2 µm Nitrocellulose » (Biorad), pendant 7 minutes à 25V, avec l’appareil de 

transfert Trans-Blot Turbo (Biorad). L’étape de saturation est réalisée dans du PBS supplémenté avec 

une solution de blocking (Intercept Blocking Buffer) pendant 1 heure, sous agitation. Les anticorps 

primaires Anti-Cas9 (Clone TF8C1, dilué au 1/1000e) et β-acine (LI-COR, dilué au 1/1000e) sont incubés 

incubé à 4°C pendant une nuit, sous agitation. Les anticorps secondaires : Anti-Rabbit (LI-COR, IRDye 

680RD, dilué au 1/10 000e) couplé à un fluorochrome rouge, et Anti-Mouse (LI-COR, IRDye 800CW, 

dilué au 1/10 000e) couplé à un fluorochrome vert sont incubés pendant 1 heure à température 

ambiante. La révélation a été réalisée avec le système d’imagerie Odyssey CLx et au logiciel Image 

Quant Studio. Pour la quantification des données, la normalisation a été effectuée par rapport à 

l’Actine. 

 Extraction ADN génomique 

L’ADN génomique des hiPSc nucléofectées ou électroporées a été extrait en utilisant le kit dans du 

QuickExtract™ DNA Extraction Solution selon les recommandations du fournisseur (Qiagen). 

 Genotypage SNP 

L'hybridation de l'ADN génomique (extrait comme décrit ci-dessus) a été réalisée sur Infinium Core-

24v1-2 BeadChip (Illumina). Les données ont été analysées avec le logiciel GenomeStudio v2.0.5.  

 Transcription in vitro (ARNm) 

Les plasmides xABEmax (xABE) (Addgene plasmide n° 119813) et pCAG-ABE-xCas9 (pCAG) (produit au 

laboratoire) ont été linéarisés par l’enzyme de restriction NotI ; le plasmide NG-ABEmax (NG-ABE) 

(Addgene plasmide n° 123163) a été linéarisé par Pme. Les plasmides linéarisés ont ensuite été 

transcrits in vitro en utilisant le kit mMESSAGE mMACHINE T7, selon le protocole du fabricant. L’ARNm 

obtenu a été purifié avec le Kit MEGAclear™ (ThermoFischer) selon les recommandations du 

fournisseur. 
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 Digestion enzymatique 

Les produits d’amplification ont été digérés par BstAPI selon les recommandations du fournisseur.  Les 

résultats ont été révélés sous UV après migration sur gel d’agarose au 2% contenant du GelRed™ 1X 

en utilisant le colorant de dépôt Gel Loading Purple 1X, dans du tampon TAE 1X. 

 Sélection et design d’ARN guide 

Les différents ARN guide utilisés ont été sélectionnés grâce à au programme CRISPOR 

(http://crispor.tefor.net/) sur la séquence du gène KRT5 où est localisée la mutation. Celui-ci a ensuite 

été synthétisé par la société Eurofins Genomic. Les séquences des ARNg utilisées sont les suivantes : 

 

 

 

 

 Electroporation d’hiPSc EBS-1 

 

 Pour Base Editing : Les hiPSc EBS-1 ont été décollées à l’accutase (StemPro® Accutase® Cell 

Dissociation Reagent). Successivement des culots d’1.106 de cellules sont resuspendus dans 

100 µL de « Resuspension Buffer R », avec 5 µg d’ARNm (pCAG, NG_ABE ou xABE) et avec ou 

sans ARNg avant la nucléofection avec le Neon® Transfection System en utilisant le programme 

1200V/30m/s/1 pulse. Les cellules nucléofectées ont été réensemencées en plaque 6 puits 

dans un milieu StemMACS™ iPS-BrewXF avec ajout de RevitaCell™ 1X. 

 Dans le cadre de la technologie CRISPR/Cas9 classique : Les hiPSc EBS-1 ont été décollées à 

l’accutase (StemPro® Accutase® Cell Dissociation Reagent). Celles-ci ont ensuite été 

électroporées avec l’Amaxa™ Nucleofector™ (Lonza) en utilisant le programme hESH9 

(CD118). La ribonucléoprotéine composée de la protéine Cas9 purifiée (obtenue par le 

laboratoire JP Condorcet) a été complexée in vitro, à l’ARN guide, préalablement. Puis, 2.105 

d’hiPSc EBS-1 ont été électroporées dans un volume final de 30µL avec 150pmol d’ARNg, 

125pmol d’Alt-R Cas9 Enzyme (Ribonucléoprotéine qui a été préparée préalablement in vitro), 

4µM d’Alt-R-Cas9 Electroporation Enhancer et du IDT Duplex Buffer. Les hiPSc électroporées 

ont ensuite été ensemencées dans un milieu StemMACS™ iPSBrew-XF, avec 30µM d’Alt-R-HDR 

Electroporation Enhancer et ajout de CloneR™ (Stem Cell) 1X. 

 

Séquences des ARNg utilisés

Pour Base Editing hiPSc EBS-1 GCTGGAGGGCAAGGAATGCAGGT

ARNg-1 AGCTTCGCTTTATCAGCTGA

ARNg-2 GGAGCTCATGAACACCAAGC

ARNg-3 GCTTGGTGTTCATGAGCTCC

ARNg-4 TGCTGGAGGGCAAGGAATGC

ARNg-5 AAGCGAAGCTGCTCTACTGT

Pour Knock-in hiPSc EBS-2 GTAGCTCACCTTGTCGATGA

Pour Knock-in hiPSc EBS-1
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 Correction de la lignée hiPSc EBS-2 par CRISPR/Cas9 (Knock-in) 

Les hiPSc EBS-2 ont été décollées à l’accutase (StemPro® Accutase® Cell Dissociation Reagent). Celles-

ci ont ensuite été électroporées avec l’Amaxa™ Nucleofector™ (Lonza) en utilisant le programme 

hESH9 (CD118). La ribonucléoprotéine composée de la protéine Cas9 purifiée (obtenue par le 

laboratoire JP Condorcet) a été complexée in vitro, à l’ARN guide, préalablement. 2.105 d’hiPSc EBS 

ont été électroporées dans un volume final de 30µL avec 150pmol d’ARNg, 125pmol de 

Ribonucléoprotéine, 8µM de matrice donneuse ssODN (ssODN-1 ou ssODN-2), 4µM d’Alt-R-Cas9 

Electroporation Enhancer et du IDT Duplex Buffer. Les hiPSc EBS-2 électroporées ont ensuite été 

ensemencées dans un milieu StemMACS™ iPSBrew-XF, avec (ou sans) 30µM d’Alt-R-HDR 

Electroporation Enhancer et ajout de CloneR™ (Stem Cell) 1X, sur coating matrigel. 

 Design des matrices de réparation (ssODN) 

Les matrices de réparation d’ADN simple brin (ssODN-1 et ssODN-2) ont été designé par nous-même 

et synthétisé par la société Integrated DNA Technologies (IDT). 

 

 Isolation clonale 

Les pools de cellules qui ont été électroporés ont été ensemencé en dilution limite (250 cellules/cm2 

et 500 cellules/cm2, dans des boîtes de culture B10), dans un milieu StemMACS™ iPSBrew-XF, avec 

ajout de 10 µM de Rock Inhibitor (Y27632, StemMACS™), sur coating Matrigel. Les clones uniques ont 

ensuite été récupérés manuellement et réensemencés (dans le même milieu et coating) en plaque 

p96. Arrivés à confluence les clones isolés ont été passés à l’accutase et amplifiés. 

 

 

 

 

 

 

 

 

ssODN-1 5'-TCAACCTGCAAATCGACCCCAGCATCCAGAGGGTGAGGACCGAGGAGCGCGAGCAGATCAAGACCCTCAACAATAAGTTTGCCTCATTCATCGACAAGGTGAGCTACGATCTTTTGTAAAAAATCACTGT-3'

ssODN-2 5'-TCAACCTGCAAATCGACCCCAGCATCCAGAGGGTGAGGACCGAGGAGCGCGAGCAGATCAAGACCCTCAACAATAAGTTTGCCTCCTTTATCGACAAGGTGAGCTACGATCTTTTGTAAAAAATCACTGT-3'
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 Analyse des Off-Target 

Les réactions PCR ont été effectuées à partir d’ADN génomique et réalisées avec un Mastercycler® 

nexus (Eppendorf). Les couples d’amorces ont été designés grâce à l’outil fourni par le site CRISPOR 

(http://crispor.tefor.net/) ou l’outil primer blast (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/). 

Les séquences des amorces sont indiquées dans le tableau ci-dessous. Les PCR ont été effectuées dans 

un volume final de 25 µL contenant 10 ng d’ADN génomique, 0,5 µM du mix d’amorces Forward et 

Reverse (Eurofins), 0,2 mM de dNTPs (Thermo Scientific), du tampon réactionnel Q5 Buffer (1X) 

(Biolabs England), et 0,5 U de Q5 polymérase high fidelity (Biolabs). Le programme de PCR utilisé était 

le suivant : dénaturation initiale à 98°C pendant 2 minutes ; suivi de 30 à 35 cycles : 98°C pendant 10 

secondes, hybridation de 66° à 72° (en fonction du couple d’amorce utilisé) pendant 20 secondes, 

élongation à 72°C pendant 2 minutes ; et extension finale à 72°C pendant 2 minutes. Les produits 

d’amplification obtenus ont été révélés sous UV après migration sur gel d’agarose 1,5% contenant du 

GelRed™ 1X (Biotium), dans du tampon TAE 1X (Invitrogen), puis purifiés à l’aide du kit Monarch DNA 

& PCR Cleanup (Biolabs) selon les recommandations du fournisseur et enfin, envoyés à séquencer 

(séquençage SANGER) à la société GENEWIZ (domiciliée en Allemagne) avec l’une des 2 amorces.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Primers Séquences

KRT4 (Forward) ACCCCAGGACTCAGGACCCC

KRT4  (Reverse) CAGCTCGCTCTCTGCAGCCA 

KRT1 (Forward) GAGTCCCAATTCCGCTCAAG

KRT1 (Reverse) AGGTCTGGGTACCGAAGTGG 

CNTN4 (Forward) TGACCAGCCTTGAACCAGGTGA 

CNTN4 (Reverse) AGCGCCTGAGGGTCTCTGGG 

KRT77 (Forward) AGCACGATGTGGTGAGAGGTGGT 

KRT77 (Reverse) CTGCCTCCTTCCTGCCAGGCT

KRT79 (Forward) CTGAAGGCCGCCTCCAGCCA

KRT79 (Reverse) AAGCCCACAGTGGCCCAGCA

KRT6C (Forward) TGCACCGAGAGCCACCTGCA 

KRT6C (Reverse) AGCCTCCAACGCTCGCCACA 

KRT6B (Forward) TGCACCGAGAGCCACCTGCA 

KRT6B (Reverse) AGCCTCCAACGCTCGCCACA 

KRT6A (Forward) TGCACCGAGAGCCACCTGCA 

KRT6A (Reverse) AGCCTCCAACGCTCGCCACA 

http://crispor.tefor.net/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/
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Discussion et perspectives 
 

Le développement de modèles cellulaires pertinents et robustes est un enjeu majeur pour la 

compréhension des processus pathologiques cellulaires et moléculaires de l’Epidermolyse Bulleuse 

Simple, ainsi que pour le développement de nouvelles approches thérapeutiques. La découverte des 

cellules souches pluripotentes humaines et plus particulièrement la génération de cellules souches 

humaines induites à la pluripotence (hiPSc), combinée à l’émergence des technologies d’édition du 

génome, a permis d’apporter des perspectives innovantes et prometteuses dans le cadre de la 

modélisation pathologique de l’EBS. C’est dans ce contexte que mes travaux de thèse ont porté.  

1) Dans un premier temps, mon projet a consisté à participer au développement d’un nouveau 

modèle cellulaire pour l’étude de l’EBS, à partir d’hiPSc. 

2) En parallèle, j’ai pu générer une lignée d’hiPSc EBS isogénique, grâce à l’utilisation de la 

technologie CRISPR/Cas9. 

3) Dans un second temps, en se basant sur une analyse transcriptomique que l’on a effectuée, 

j’ai pu axer la fin de mon projet de thèse sur l’étude du profil cytokinique pro-inflammatoire à 

partir des modèles cellulaires générés. 

 

 Approche de modélisation pathologique 

 

La première étape d’une approche de modélisation pathologique consiste à développer un modèle 

d’étude pertinent, capable de récapituler les mécanismes pathologiques de la maladie. 

Jusqu’à présent différents modèles cellulaires et animaux ont permis de mettre en évidence certains 

phénotypes pathologiques de l’EBS, cependant ceux-ci présentent certaines limites. Les modèles 

animaux concernent majoritairement des modèles de souris transgéniques knock-out (Lloyd et al. 

1995; Peters et al. 2001) ou conditionnels (Cao et al. 2001). Les phénotypes cliniques observés dans 

ces modèles se rapprochent de ceux observés chez les patients avec une fragilité cutanée et la 

présence de bulles généralisées sur la peau. Néanmoins, ces souris présentent un niveau de gravité 

plus élevé se traduisant par une létalité post-natale immédiate ou prématurée. Cela pourrait 

s’expliquer par des différences entre la souris et l’homme, au niveau de l’architecture cutanée ainsi 

que dans les mécanismes de cicatrisation des plaies (Wong et al. 2011; Zomer and Trentin 2018).  
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Par conséquent, pour pallier à ces limites des modèles cellulaires humains ont été développés, 

reposant sur l’utilisation de kératinocytes basaux primaires ou immortalisés. En raison du faible 

potentiel prolifératif des kératinocytes primaires EBS, cela constitue un obstacle à des essais 

fonctionnels plus poussés (Deyrieux and Wilson 2007) ; certaines équipes ont donc surmonté cette 

limitation en les immortalisant. Cependant, le processus d’immortalisation de ces kératinocytes 

primaires peut altérer certains mécanismes biologiques tels que le cycle cellulaire, le processus 

apoptotique ou encore l’intégrité génomique (Lehman et al. 1993; Choi and Lee 2015). Ainsi les 

phénotypes associés à l’EBS, démontrés à partir de kératinocytes EBS immortalisés, tel que la 

modification de voie de signalisation associée à la prolifération cellulaire pourrait s’éloigner d’un 

contexte physiopathologique (Jean Christopher Chamcheu et al. 2009b; J.C. Chamcheu et al. 2010; 

D’Alessandro et al. 2002). De manière générale l’obtention de ces lignées nécessite de passer par une 

étape de biopsie cutanée, qui reste une approche invasive pour des patients présentant des plaies 

chroniques et des problèmes de cicatrisation. De plus, l’obtention de cellules provenant de nombreux 

patients différents reste limitée. En effet, jusqu’à présent, les études portant sur l’utilisation de 

kératinocytes primaires immortalisés de patients EBS, utilisent majoritairement les mêmes lignées 

cellulaires, KEB-1 (EBS-DM K5 : E475G), KEB-7 (EBS-DM K14 : R125P), et NEB1 (lignée témoin) (S. M. 

Morley et al. 2003; Liovic et al. 2009; Wally, Lettner, et al. 2013). De plus, comme discuté dans 

l’introduction de ce manuscrit, il existe une grande variabilité de mutations au sein des gènes KRT5 et 

KRT14, dont la localisation va refléter des formes plus ou moins graves d’EBS. De ce fait les quelques 

lignées utilisées, citées ci-dessus, ne sont pas totalement représentatives de l’ensemble des patients. 

Dans ce contexte, une approche permettant de contourner les inconvénients liés à l’utilisation de 

modèles animaux ou de lignées cellulaires primaires ou immortalisées, porte sur l’utilisation des 

cellules souches humaines induites à la pluripotente (hiPSc).  

Ces dernières années, les hiPSc sont devenues un outil biologique pertinent pour la modélisation 

pathologique pour différentes raisons : (1) la facilité d’obtention à partir de cellules sanguines ou de 

sources de cellules somatiques de patients (tel que les fibroblastes cutanés), permettant d’obtenir des 

lignées d’hiPSc de patients, avec d’avantage de mutations différentes ; (2) leur propriété d’auto-

renouvèlement, permettant d’obtenir facilement et rapidement une source illimitée de cellules ; (3) 

leur capacité de différenciation dans tous les types cellulaires de l’organisme, permettant la mise en 

place d’un modèle cellulaire d’intérêt in vitro  (Oceguera-Yanez, Avila-Robinson, and Woltjen 2022). 

Grâce aux avantages et propriétés des hiPSc, les cellules obtenues à l’issue de leur différenciation, sont 

largement utilisées ces dernières années pour modéliser un nombre important de pathologies. En 

effet, ces modèles cellulaires in vitro permettent de générer de grosses quantités de cellules d’intérêts 
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pertinentes pour l’étude de la pathologie. Ces cellules provenant d’hiPSc d’individus sains et 

d’individus malades, sont comparées, afin d’évaluer les mécanismes sous-jacents à la pathologie, d’un 

point de vue cellulaire et moléculaire, ouvrant ainsi la voie à une meilleure compréhension de la 

physiopathologie. 

Dans le cadre des maladie cutanées, l’utilisation d’hiPSc et la génération de types cellulaires d’intérêts 

à partir de celles-ci, tel que les kératinocytes, ont permis de modéliser différentes génodermatoses, 

dont des sous-types d’Epidermolyses Bulleuses, telles que l’Epidermolyse bulleuse Dystrophique 

Récessive (Matsumura et al. 2018) et l’Epidermolyse Bulleuse Jonctionnelle (Tolar et al. 2013), mais 

également d’autres génodermatoses comme le psoriasis (Ali et al. 2020) et la dermatite atopique 

(Devito et al. 2018). 

 

 Elaboration d’un nouveau modèle cellulaire pour l’étude de l’EBS 

A ce jour, concernant l’EBS, trois études récentes ont seulement permis de montrer la faisabilité de 

générer des lignées d’hiPSc dérivées de biopsies cutanées de patients atteints d’EBS porteurs de 

mutation au sein du gène KRT5 (Kolundzic et al. 2019) ou KRT14 (Bchetnia et al. 2020; Bchetnia, 

Martineau, et al. 2022). Ces études se sont limitées à la caractérisation des hiPSc indifférenciées, 

notamment en analysant la pluripotence de ces cellules via la formation de corps embryonnaires in 

vitro et le test de tératome conventionnel in vivo, et en s’assurant de l’intégrité génomique à l’issue 

de la reprogrammation, par une analyse caryotypique. Dans ces études, les hiPSc EBS n’ont pas été 

différenciées en kératinocytes basaux, cellules d’intérêts pour étudier la physiopathologie de l’EBS. 

Ainsi la première partie de mon travail de thèse a consisté à participer au développement d’un 

nouveau modèle d’étude, basé sur l’utilisation de kératinocytes basaux dérivés d’hiPSc provenant de 

patients atteints d’EBS (K-EBS) porteurs de mutations au sein du gène KRT5 (c.1429 G>A ; c.536 T>C ; 

c.608 T>C). Ce modèle a pour objectif de vérifier si les principaux phénotypes de l’EBS déjà décrits dans 

d’autres modèles d’études sont reproduits. Le protocole de différenciation utilisé dans notre étude 

nous a permis d’obtenir des populations homogènes et matures de K-EBS dans lesquelles plus de 98% 

des cellules co exprimaient les deux principaux marqueurs des kératinocytes basaux de l’épiderme à 

savoir la kératine 5 (K5) et la kératine 14 (K14). Pour valider la pertinence des résultats obtenus avec 

les K-EBS, des kératinocytes primaires d’un patient EBS (obtenus à partir de prépuce) ont aussi été 

utilisés dans notre étude. 

Dans cette étude, nous avons pu montrer les principaux phénotypes pathologiques déjà mis en 

évidence dans des modèles cellulaires de l’EBS à savoir une diminution de la prolifération cellulaire, 
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une augmentation de la migration cellulaire, une altération de la voie de signalisation ERK, et la 

présence d’agrégats de kératines. 

Ainsi, les K-EBS présentaient une prolifération cellulaire réduite, ainsi qu’une diminution de la 

phosphorylation de ERK, comme observé également dans la lignée de kératinocytes primaires EBS 

utilisée. Le défaut de prolifération dans les cellules EBS est concordant avec ce qu’il a été décrit dans 

la littérature par l’équipe de Chamcheu et al (Jean Christopher Chamcheu et al. 2009b). En effet, elle 

avait mis en évidence un défaut prolifératif des kératinocytes primaires EBS par rapport à des 

kératinocytes primaires WT considérant donc ce défaut comme étant un phénotype pathologique. 

Néanmoins, comme discuté précédemment quant aux limitations de l’utilisation de kératinocytes 

primaires en culture, cette même équipe a immortalisé ces kératinocytes EBS. Dans une étude 

ultérieure, les auteurs ont mis en évidence une augmentation de l’expression de la phosphorylation 

de ERK dans les kératinocytes EBS immortalisés contrairement aux kératinocytes immortalisés 

sauvages (Jean Christopher Chamcheu, Navsaria, et al. 2011b). Ce résultat, contraire à ce que l’on a 

observé dans notre modèle cellulaire, pourrait s’expliquer par le processus d’immortalisation qui est 

principalement réalisé pour augmenter le potentiel prolifératif des kératinocytes. De plus, de 

nombreuses observations et de preuves dans la littérature font état de la nécessité d’une activation 

de ERK pour la progression du cycle cellulaire et ainsi favoriser la prolifération cellulaire (Yamamoto et 

al. 2006; Chambard et al. 2007). 

L’augmentation de la migration cellulaire dans les K-EBS est corrélée avec ce qui a notamment été mis 

en évidence dans des kératinocytes EBS immortalisés, suite à une évaluation de cicatrisation après 

blessure in vitro (S. M. Morley et al. 2003). 

Enfin, l’observation d’agrégats de kératines dans le cytoplasme des kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS 

(K-EBS) concorde avec ce qui a été observé dans des biopsies cutanées (Pierre A. Coulombe, Kerns, and 

Fuchs 2009) de patients mais également avec les différentes études menées sur d’autres modèles 

d’études cellulaires, tel que des kératinocytes EBS immortalisés (D’Alessandro et al. 2002) ou de souris 

transgéniques (Vassar et al. 1991 ; Lloyd et al. 1995). En effet, la présence d’agrégats de kératines dans 

les kératinocytes basaux de patients avait été mise en évidence dès 1982, par l’équipe d’Anton-

Lamprecht (Anton-Lamprecht and Schnyder 1982). De plus, la sensibilité accrue des K-EBS à un choc 

osmotique induit par l’urée montrée dans notre étude, est similaire à ce qui a déjà démontré dans des 

kératinocytes immortalisés générés à partir de biopsies cutanées d’EBS qui étaient également très 

sensibles à divers stress, tel qu’à l’issue d’un choc thermique (Morley et al. 1995 ; Jean Christopher 

Chamcheu et al. 2011), d’un étirement mécanique (Russell et al. 2004) ou d’une variation osmotique 

(D’Alessandro et al. 2002).  
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Ainsi, notre nouveau modèle cellulaire récapitule les principaux stigmates pathologiques associés à 

l’EBS déjà démontrés dans la littérature, et représente donc un outil pertinent pour la modélisation de 

l’EBS et l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques. 

Néanmoins, bien que l’élaboration de modèles cellulaires 2D à partir d’hiPSc ait contribué à l’étude et 

la découverte d’un grand nombre de processus biologiques et pathologiques, il serait intéressant de 

complexifier notre modèle cellulaire. Dans notre étude nous avons pu montrer la capacité des 

kératinocytes dérivés d’hiPSc à reconstruire un épiderme pluristratifié in vitro, néanmoins il serait 

intéressant de complexifier ce modèle cellulaire afin de se placer dans un contexte physiopathologique 

plus pertinent. 

Tout d’abord, comme déjà décrit dans une étude menée sur l’Epidermolyse Bulleuse Dystrophique 

Récessive (RDEB), nous pourrions générer des équivalents cutanés 3D, en générant cette fois-ci des 

kératinocytes mais également des fibroblastes à partir d’hiPSc pathologiques (Itoh et al. 2011). De plus, 

la génération de ces deux types cellulaires à partir d’hiPSc et la génération de substituts cutanés 3D 

composés de ceux-ci, associés avec une matrice de fibrine à partir de plasma, est maitrisée au sein de 

l’équipe (Domingues et al. 2022). 

Pour aller plus loin dans la caractérisation des mécanismes moléculaires de l’EBS mais également pour 

se rapprocher d’un modèle plus physiologique, nous pourrions générer des organoïdes cutanés (J. Lee 

et al. 2022). La faisabilité a d’ailleurs été montrée à partir d’hiPSc dans une étude sur l’Epidermolyse 

Bulleuse Jonctionnelle, dans laquelle les auteurs ont pu effectuer une caractérisation plus approfondie 

de la jonction dermo-épidermique (Ramovs et al. 2022). De plus, une étude a démontré la faisabilité 

de générer des greffons cutanés organotypiques autologues dérivés d’iPSc de qualité clinique (iSC), 

pour traiter des plaies dans le cadre d’Epidermolyse Bulleuse Dystrophique (Neumayer et al. 2023). 

Les auteurs ont permis de montrer que des greffes de ces iSC sur des souris immunodéprimées 

permettaient une stratification stable avec une restauration fonctionnelle du COL7A1. 

 

 hiPSc et édition du génome 

Dans le cadre d’approche de modélisation il est également important de tenir compte de la variabilité 

des lignées d’hiPSc qui résulte de fonds génétiques différents mais également de variabilités 

épigénétiques ou liées à l’âge et au sexe des individus. Combinées à l’utilisation d’hiPSc comme outil 

cellulaire biologique, les approches d’éditions du génome permettent la génération de lignées 

isogéniques grâce à la correction d’une mutation précise permettant de comparer des cellules où seule 

la présence de la mutation diffère ; cela permet ainsi de fournir de nombreuses informations sur les 
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mécanismes pathologiques et corréler spécifiquement des défauts moléculaires ou cellulaires à la 

mutation causale de la pathologie. 

Une étude menée sur des hiPSc EBDR (Epidermolyse Bulleuse Dystrophique Récessive) a montré la 

faisabilité de corriger la mutation au sein du gène COL7A1 dans des hiPSc par la technologie 

CRISPR/Cas9, et de différencier ces hiPSc corrigées en kératinocytes, montrant que la correction de la 

mutation causale permettait de restaurer une fonction protéique du collagène 7 et la capacité des 

cellules à former des filaments d’ancrage (Jacków et al. 2019). D’autres études sur l’EBDR ont 

également permis de corriger des mutations au sein du gène COL7A1, montrant la réversion de divers 

phénotypes (Webber et al. 2016; Bonafont et al. 2021; Berthault et al. 2023). 

En 2007, une équipe a également permis de montrer la possibilité de corriger une mutation causale de 

l’EBS au sein du gène KRT14, dans des kératinocytes primaires de patients, via une stratégie de 

recombinaison homologue avec l’approche d’édition du génome CRISPR/Cas9, permettant la 

diminution du nombre d’agrégats de kératines dans le cytoplasme des cellules (Kocher et al. 2017). 

Plus récemment une étude a permis de décrire une approche d’édition génique CRISPR/Cas9 

permettant d’induire spécifiquement une cassure double brin sur l’allèle mutant, dans l’exon 1 du gène 

KRT14 (sans éditer l’allèle sauvage) et de promouvoir le processus de réparation par NHEJ (Jonction 

d’extrémité non homologue). Cela a permis d’induire un nombre important d’insertions ou de 

délétions (indels) et donc un décalage du cadre de lecture (Cattaneo et al. 2024). Cette approche qui 

a ainsi permis d’abolir l’expression de l’allèle mutante KRT14 a permis d’induire une diminution 

d’agrégats de kératines ; de plus la formation d’équivalents cutanés à partir de ces cellules corrigées 

ont permis de montrer une disparition de bulles intra épidermiques. Ces deux études ont ainsi permis 

de montrer un lien direct entre les mutations au sein du gène KRT14 et la présence d’agrégats de 

kératines. 

Dans le cadre de l’EBS, la combinaison de l’utilisation d’hiPSc et de la technologie CRISPR/Cas9 n’a 

cependant été réalisée qu’une seule fois, pour corriger une mutation au sein du gène KLHL24, mutation 

causale de l’EBS peu fréquente (Ramovs et al. 2021). Dans cette étude, les auteurs ont seulement 

caractérisé la lignée cellulaire obtenue, aucune étude phénotypique n’a été effectuée.  

A ce jour, la possibilité de générer une lignée corrigée à partir d’hiPSc EBS mutée au sein du gène KRT5 

n’a donc jamais été démontrée. De plus, dans notre étude nous avons observé une forte hétérogénéité 

au sein des échantillons, notamment grâce à l’analyse en composante principale suite au RNA-seq qui 

avait été effectué, sans montrer de regroupement spécifique des échantillons EBS ou WT entre eux ; 

cette variabilité peut-être partiellement expliquée par le fond génétique de chaque lignée.  



197 
 

De ce fait, c’est dans ce contexte qu’une partie de mon travail de thèse a consisté à utiliser les hiPSc 

EBS et outils d’édition du génome pour générer une lignée isogénique qui ne diffère de la lignée 

parentale que par la mutation, permettant ainsi d’étudier les conséquences directes associées à la 

mutation au sein du gène KRT5, et d’exclure les variations inter-individus pouvant être causées par le 

fond génétique ou l’épigénétique, le sexe ou l’âge (De Masi et al. 2020). En utilisant le système 

CRISPR/Cas9 via le mécanisme de réparation dirigée par homologie (HDR), nous avons généré avec 

succès une lignée d’hiPSc isogénique à partir de la lignée porteuse de la mutation c.536T>C au sein du 

gène KRT5.  

La première stratégie que nous avions menée avait consisté à corriger la lignée d’hiPSc EBS porteuse 

de la mutation c.1429 G>A au sein du gène KRT5, par Base Editing, dont la faisabilité et l’efficacité dans 

les hiPSc n’étaient que peu décrites au début de mon projet de thèse. Depuis de nombreuses études 

ont été publiées, notamment dans le cadre de l’Epidermolyse Bulleuse Dystrophique Récessive (EBDR), 

dans lesquelles la faisibiltié du Base Editing a été montrée dans les hiPSc EBDR (Osborn et al. 2020; 

Naso et al. 2023). La correction génique par Base Editing de la mutation (c. 1429 G>A) au sein du gène 

KRT5, n’a cependant pas été concluante.  L’hypothèse la plus probable à l’absence d’édition, serait que 

l’ARN guide n’ait pas permis de positionner la Cas9-ABE au niveau de la région cible dans la bonne 

fenêtre d’édition et donc de convertir le nucléotide cible. Nous avons donc mené à partir de cette 

même lignée, une stratégie d’édition du génome par la technologie CRISPR-Cas9 classique, utilisant le 

mécanisme de recombinaison homologue. Cependant malgré de nombreuses optimisations, 

l’efficacité de correction génique était toujours faible ou absente. L’hypothèse la plus probable à ce 

manque d’efficacité reposait sur le problème de la région cible, où se trouve la mutation, qui semble 

très homologue à d’autres kératines, et donc le design d’un ARNg spécifique n’était pas possible pour 

permettre une édition efficace. C’est à l’issue de ces différentes expériences non concluantes que nous 

avions donc sélectionné une autre lignée d’hiPSc EBS porteuse d’une mutation différente et donc dans 

une région différente du gène KRT5, que la lignée utilisée jusqu’ici. 

Suite à l’obtention de cette lignée, celle-ci a été caractérisée via différents contrôles qualités, 

permettant de montrer que les cellules éditées avaient conservé leurs propriétés de pluripotence. De 

plus l’intégrité génomique qui a été vérifiée par génotypage des SNP n’a indiqué aucune anomalie. 

Enfin, l’analyse des coupures hors cibles (OFT) a été effectuée  ; en effet bien que la spécificité de 

clivage de la Cas9 soit considérée comme fortement déterminée par l’ARN guide et le motif PAM 

adjacent à la séquence cible du génome, la Cas9 peut introduire des mutations hors cible étant donné 

que les ARN guides reconnaissent des séquences d’ADN présentant un à quelques mésappariements 

(Y. Lin et al. 2014). Sur les 8 premiers OFT les plus probables, cette analyse a révélé que 7 ne 

présentaient pas de coupures hors sites. En revanche, nous avons constaté l’insertion d’un nucléotide 
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au sein d’une région hors cible du gène KRT4, prédite comme étant la plus probable, ce qui a conduit 

à l’apparition d’un codon stop et donc à une protéine tronquée. De nombreux clones ont été ré isolés 

et analysés suite à cela, mais tous se sont également révélés être édités au niveau du ce locus KRT4. 

Etant donné que l’ARN guide utilisé dans notre étude, diffère seulement de 2 nucléotides par rapport 

au locus hors cible KRT4, il y avait une forte probabilité que cela se produise. De plus, il a été décrit 

que les kératines possèdent un grand nombre de régions homologues entre elles (Bragulla and 

Homberger 2009), ce qui complexifie l’identification d’ARN guide spécifique à la zone où se trouve la 

mutation au sein du gène KRT5 ; c’est d’ailleurs cette limitation qui nous a contraint à changer de lignée 

d’hiPSc mutée au cours de notre étude, pour la génération de la lignée d’hiPSC EBS corrigée. 

Suite à l’identification de ce OFT, nous avons donc vérifié l’impact que cela pouvait avoir sur la suite 

de notre étude et notamment sur la génération de kératinocytes à partir de cette lignée d’hiPSc EBS 

corrigée. Il s’est avéré que la kératine 4 codée par le gène KRT4 est majoritairement exprimée dans 

l’œsophage et le tube digestif proximal (Fagerberg et al. 2014), et qu’elle n’est pas exprimée dans les 

cellules basales de l’épiderme (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/gene/3851). De plus des résultats de 

transcriptomique et de protéomique internes à l’équipe (non publiés) ont également permis de 

confirmer l’absence d’expression du gène KRT4 dans les kératinocytes différenciés à partir de cellules 

souches pluripotentes, suggérant que l’édition au niveau de la kératine 4 ne semblerait pas avoir de 

relevance fonctionnelle. 

La lignée d’hiPSc EBS corrigée a ensuite pu être différenciée en kératinocytes avec succès, et a permis 

l’obtention d’une population cellulaire homogène et mature, identique à ce qui est obtenu 

habituellement avec l’utilisation de lignées d’hiPSc EBS ou WT. La présence du OFT dans cette lignée 

d’hiPSc EBS corrigée n’a donc pas altéré la différenciation kératinocytaire. 

Enfin, l’obtention de cette lignée isogénique, en plus des trois lignées d’hiPSc EBS que l’on a à notre 

disposition va donc permettre une avancée dans la compréhension des mécanismes cellulaires et 

moléculaires sous-jacents aux mutations au sein du gène KRT5 et ainsi permettre d’étudier si ceux-ci 

sont directement corrélés à la mutation causale. 

 

 Kératinocytes dérivés d’hiPSc et études des mécanismes moléculaires de l’EBS 

Une fois notre modèle cellulaire d’étude ayant été défini et caractérisé à la suite des résultats décrits 

précédemment, la deuxième étape a consisté à élucider de manière détaillée les mécanismes 

pathologiques sous-jacents de l’EBS, qui est une condition préalable importante pour trouver de 

nouvelles cibles thérapeutiques et ainsi aboutir au développement de thérapies innovantes.  

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/gene/3851
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Pour cela, une analyse transcriptomique comparative à partir de lignées de kératinocytes dérivées de 

3 lignées d’hiPSc EBS (K-EBS) et de trois lignées d’hiPSc WT (K-WT) a été effectuée, et a permis de 

mettre en évidence 138 gènes spécifiquement dérégulés (DEGs) dans les cellules EBS. L’étude 

d’interaction protéique parmi ces DEGs, nous a permis de révéler trois clusters hautement liés 

contenant des gènes impliqués dans : (1) la réponse inflammatoire, avec des marqueurs tels que l’IL-

1α, l’IL-1β et CXCL10 (cluster 1 ; GO : 0006954), (2) l’organisation de la matrice extracellulaire, avec des 

gènes tels que l’ELN, SMOC1 et SMOC2 (cluster 2 ; GO : 0031012) et (3) l’organisation des 

chromosomes et du packaging de l’ADN tels que HS3ST2 et HMGB3 (cluster 3 ; GO : 0006323). Il est 

intéressant de noter que des études antérieures ont d’ailleurs montré que la migration des 

kératinocytes humains en culture pouvait être stimulée in vitro par l’élastine (ELN) (Kajiya et al. 1997). 

De plus, des études fonctionnelles ont également montré que SMOC-1/2 médie l’attachement 

cellulaire en se liant aux récepteurs de surface cellulaire de la famille des intégrines (Maier, Paulsson, 

and Hartmann 2008). Il serait donc intéressant dans des études ultérieures d’analyser les 

conséquences fonctionnelles de ces gènes pour approfondir la compréhension de la physiopathologie. 

De plus, suite aux données transcriptomiques obtenues, l’ensemble des DEGs a été soumis à une 

analyse d'enrichissement d'ontologie à l'aide de l'outil d'analyse informatique « EnrichR » Cette 

analyse nous a permis de montrer un enrichissement majeur de la voie de signalisation médiée par les 

cytokines (GO : 0019221) (P ajusté = 1,05E-4) et également de la réponse inflammatoire (GO : 

0006954) (P ajusté = 1,31E-4). Ce résultat nous a permis de confirmer un défaut de la régulation de 

gènes codant des cytokines et chimiokines pro-inflammatoires dans les K-EBS, mettant en avant la 

présence claire d’une composante inflammatoire dans l’EBS. Celle-ci n’ayant à ce jour jamais été 

étudiée dans un modèle cellulaire basé sur l’utilisation d’hiPSc EBS, pour la suite de mon projet nous 

avons choisi de nous concentrer sur l’étude du profil cytokinique pro-inflammatoire dans l’EBS et plus 

particulièrement sur la dérégulation des cytokines et chimiokines IL-1α, IL-1β, CXCL5, CXCL6, CXCL8 (IL-

8), CXCL10, CXCL11, CCL2 et CCL20, à partir du modèle cellulaire que l’on a généré. 
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 Etude du profil cytokinique pro-inflammatoire dans l’EBS 

De manière intéressante, nous avons pu mettre en évidence dans notre modèle cellulaire de 

kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS (K-EBS) une augmentation de l’expression des transcrits codant les 

cytokines et chimiokines pro-inflammatoires IL-1α, IL-1β, CXCL5, CXCL6, CXCL8 (IL-8), CXCL10, CXCL11, 

CCL2 et CCL20, à l’état basal. 

Néanmoins, comme évoqué lors de mes résultats, le milieu de culture utilisé peut influer sur l’étude 

de l’aspect inflammatoire. Des efforts importants ont donc été fournis au cours de ma thèse pour d’une 

part, maintenir les kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS et WT en culture et permettre leur amplification 

et maturation, et d’autre part pour permettre la détection d’une dérégulation de marqueurs pro-

inflammatoires dans les K-EBS. En effet, nous avons pu montrer qu’en fonction du milieu de culture 

utilisé, les capacités de prolifération cellulaire, de migration cellulaire mais également de maturation 

des kératinocytes étaient fortement impactées. Cependant, bien qu’il soit extrêmement important de 

comprendre quels composants sont responsables de tels changements, les formulations des milieux 

sont en partie exclusives et confidentielles, et nous ne sommes pas en mesure de tester des 

composants individuellement. 

Ainsi, pour augmenter la relevance et la pertinence de notre modèle pour cette étude du profil 

cytokinique pro-inflammatoire, nous avons fait le choix de mimer in vitro une composante 

inflammatoire la plus proche de celle observée chez le patient.  Une étude a fait état de taux important 

d’IFNy dans les échantillons de sérums de patients  (Annicchiarico et al. 2015). De plus l’IFNy a été 

décrit à plusieurs reprises comme étant un puissant stimulant pour provoquer la sécrétion de cytokines 

et chimiokines pro-inflammatoires par les kératinocytes, notamment dans la psoriasis (Albanesi et al. 

2018) ou la maladie Lichen planus (Shao et al. 2019). Pour ces raisons nous avons donc stimulé les K-

EBS avec cette cytokine pro-inflammatoire. Dans ces conditions, nous avons pu confirmer les résultats 

que nous avions obtenus à l’état basal mais également pu mettre en évidence une augmentation de la 

sécrétion protéique de l’IL-1α et des chimiokines CXCL10 et CXCL11 dans les K-EBS.  

Ces résultats sont en accord avec de nombreuses études ayant déjà fait état de marqueurs de 

l’inflammation dans différents modèles EBS. En 2007, Lu et al ont montré une augmentation de l’IL-1β 

au niveau ARN mais également au niveau protéique dans des souris transgéniques K5 -/- (Lu et al. 

2007). L’équipe de Roth et al, a mis en évidence dans ce même modèle murin une augmentation de 

l’expression de CCL2, CCL20 mais également une augmentation du recrutement de cellules de 

Langherans dans l’épiderme de ces souris. Ces observations suggèrent que ces chimiokines exprimées 

induisent une augmentation de l’expression des défenses immunitaires (Roth et al. 2009). 

L’augmentation de l’expression de l’IL-1β mais également de CXCL8 (IL-8) a de même été montrée dans 
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des kératinocytes immortalisés EBS par Lettner et al et Wally et al (Wally, Lettner, et al. 2013 ; Lettner 

et al. 2013). Cette même équipe, mais également les équipes d’Annicchiarico, et d’Alexeev ont permis 

de mettre évidence une augmentation de l’expression de CXCL8, CXCL10, IL-1β, CCL2 (Lettner et al. 

2013 ; Annicchiarico et al. 2015 ; Alexeev et al. 2017). En 2022, Lee et al, ont également montré une 

augmentation de l’expression des cytokines pro-inflammatoires IL-1β, et IL-1α dans des kératinocytes 

immortalisés EBS (G. H. Lee et al. 2022). Enfin, Alexeev et al, ont mis en évidence une infiltration de 

leucocytes LT, dans des biopsies de patients EBS, dont la migration aurait été augmentée par 

l’augmentation de chimiokines pro-inflammatoires (Alexeev et al. 2017). 

Ce comparatif avec la littérature appuie la pertinence de notre modèle cellulaire pour l’étude de la 

composante inflammatoire dans l’EBS.  

D’autre part, l’utilisation de la lignée isogénique que l’on a générée nous a permis de montrer que la 

correction de la mutation au sein du gène KRT5 permettait de restaurer un niveau d’expression de l’IL-

1α, l’IL-1β, CXCL10 et CXCL11 à un niveau proche de celui observé dans les lignées de kératinocytes 

dérivés d’hiPSc WT. Cela démontre clairement que la mutation causale est suffisante pour induire 

l’expression de marqueurs pro-inflammatoires et donc une inflammation. Néanmoins, une des limites 

consiste en la génération d’une seule lignée isogénique avec un seul fond génétique et une seule 

mutation. Il serait donc intéressant, pour appuyer d’avantage ce résultat, de générer d’autres lignées 

isogéniques porteuses de la même mutation au sein du gène KRT5 à partir de lignées d’hiPSc sauvages, 

possédant toutes un fond génétique différent. Une autre stratégie pourrait aussi consister à corriger 

d’autres lignées d’hiPSc EBS porteuses de mutations différentes au sein du gène KRT5. 

Pour conclure, les précédents modèles utilisés dans l’étude de l’EBS, ainsi que notre nouveau modèle 

cellulaire, confirment bien l’existence claire d’une composante inflammatoire dans cette pathologie. 

Néanmoins, l’origine de cette inflammation et ses conséquences sur la pathologie restent à étudier. 

Une des perspectives de mon travail de thèse serait donc d’utiliser le nouveau modèle cellulaire de 

kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS pour déterminer les mécanismes sous-jacents à ce profil cytokinique 

pro-inflammatoire. 
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 Compréhension de l’implication des cytokines et chimiokines pro-inflammatoires dans l’EBS 

Comme décrit précédemment, nous avons pu montrer dans notre étude que la stimulation à l’IFNγ, 

utilisé pour mimer un contexte inflammatoire, induisait principalement une augmentation de la 

sécrétion des chimiokines CXCL10 et CXCL11 par les kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS. Le rôle de celles-

ci dans la physiopathologie de l’EBS n’est cependant pas connu à ce jour, il serait donc intéressant dans 

un premier temps d’étudier les voies de signalisation menant à leur surexpression. 

Néanmoins, de manière générale, il est décrit dans la littérature que l’expression de CXCL10 et CXCL11 

est directement activée via la voie JAK/STAT1, induite par la fixation de l’IFNγ, recrutant ainsi des 

lymphocytes T de type 1 (Th1) (Kanda et al. 2007 ; De Benedetti et al. 2021). L’augmentation de 

l’expression de ces chimiokines par les kératinocytes renforcerait donc une induction massive des 

cellules Th1, ce qui serait à l’origine d’une inflammation cutanée persistante (Giustizieri et al. 2001 ; 

Klunker et al. 2003). 

De plus, une étude a montré à partir de kératinocytes immortalisés conçus pour exprimer de manière 

stable la mutation EBS KRT14 R125P (kératinocytes EBS), que la stimulation à l’IFNγ de ces cellules à 

confluence (dont les agrégats de kératines avaient disparu) a induit une réapparition des agrégats de 

kératines, avec des concentrations croissantes d’IFNγ (Badowski et al. 2022). Cela a permis d’indiquer 

une relation causale, bien qu’hypothétiquement indirecte, entre l’exposition des kératinocytes EBS à 

l’IFNγ et l’induction d’agrégats de kératine, suggérant que l‘IFNγ serait susceptible d’exacerber le 

phénotype. Cette étude a également mis en évidence que suite au traitement à l’IFNγ les kératinocytes 

EBS montraient un niveau beaucoup plus élevé de la phosphorylation de STAT1, comparés aux lignées 

de kératinocytes immortalisés WT. 

Compte tenu de ces études, il serait donc intéressant de vérifier dans notre modèle cellulaire, si la 

stimulation à l’IFNγ induit également une augmentation des agrégats de kératines dans les 

kératinocytes dérivés d’hiPSc EBS (K-EBS). De plus, en raison de l’augmentation de la sécrétion de 

CXCL10 et CXCL11 dans notre étude, nous pourrions envisager d’étudier la voie de signalisation de 

l’IFNγ, médiateur majeur de l’inflammation, notamment en vérifiant si la stimulation des lignées de K-

EBS induit une augmentation de la phosphorylation de STAT1. La lignée isogénique serait également 

utilisée pour vérifier si ce que nous observerions est bien corrélé à la mutation causale de l’EBS. 

Enfin, dans diverses maladies cutanées présentant une inflammation chronique et un infiltrat de 

cellules immunitaires important tel que le psoriasis (Hawkes, Chan, and Krueger 2017), des études ont 

permis de conduire au développement de nouvelles molécules thérapeutiques ciblant les principaux 

composants inflammatoires, tels que les inhibiteurs JAK/STAT, comme la Tofacitinib (Tian, Chen, and 

Xu 2019). 
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De ce fait, si nous observons une augmentation de la phosphorylation de STAT1 dans les kératinocytes 

dérivés d’hiPSc EBS (K-EBS), nous pourrions utiliser notre modèle cellulaire pour traiter les K-EBS à 

l’aide d’inhibiteur JAK/STAT afin d’étudier si cela permet une diminution de la phosphorylation de 

STAT1 et une diminution de l’expression de CXCL10 et CXCL11, mais également une diminution des 

agrégats de kératines. Nous pourrions également vérifier dans un contexte de co-culture avec la 

présence de cellules immunitaires ou dans un modèle in vivo (modèle murin) si l’utilisation d’une telle 

molécule, déjà utilisée en clinique dans d’autre pathologie, permettrait d’induire une diminution de la 

sécrétion de CXCL10 et CXCL11 par les kératinocytes et de vérifier si cela contribuerait à la diminution 

de recrutement de cellules Th1, à la dimunition de la sécrétion d’IFNγ par ces lymphocytes et ainsi 

permettre de diminuer la cascade d’activation de la voie JAK/STAT, qui serait à l’origine d’une 

inflammation chronique. 

  

 hiPSc et approches de criblage pharmacologique 

Le 4-phénylbutyrate (PBA), un chaperon chimique décrit pour faciliter le repliement des protéines, a 

été utilisé dans des kératinocytes primaires EBS, par l’équipe de Spörrer et al, permettant de mettre 

en évidence que ce composé réduisait l’agrégation de filaments intermédiaires de kératines (KIF) dans 

ces cellules (Spörrer et al. 2019).  

Nous avons donc étudié dans notre modèle cellulaire l’effet du PBA sur l’agrégation des KIF dans les K-

EBS, en cultivant ces cellules dans un format en plaque 96 puits, afin de nous assurer que le modèle 

d’étude est compatible avec des applications de criblage pharmacologique. Le traitement au PBA a 

ainsi entrainé une réduction d’environ 40% du nombre d’agrégats de kératines cytoplasmiques dans 

les K-EBS. Ce résultat nous a permis de démontrer la preuve de principe de l’utilisation de notre modèle 

pour des approches de screening, en plaque 96 puits ; néanmoins il serait intéressant de vérifier que 

cela est également possible dans un format 384 puits, plus classiquement utilisé pour du criblage à 

haut débit. 

De manière intéressante, l’étude ayant fait état d’utilisation de PBA permettant d’induire une 

diminution des agrégats de kératines a également permis de diminuer l’expression de la cytokine IL-

1β (Spörrer et al. 2019). Nous pourrions donc vérifier par la suite, sur notre modèle cellulaire, si le 

traitement au PBA permettrait d’induire une diminution d’autres cytokines ou chimiokines pro-

inflammatoires identifiées comme dérégulées dans les K-EBS, telles que CXCL10 et CXCL11. Si tel est le 

cas cela renforcerait le lien entre la présence d’agrégats de kératines et la composante inflammatoire 

dans l’EBS, ouvrant la voie à de nouvelles approches thérapeutiques, notamment en ciblant la voie de 

signalisation de l’IFNγ, en utilisant des inhibiteurs JAK/STAT. De plus, si l’utilisation du PBA permet dans 
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notre modèle, une diminution de la sécrétion de CXCL10 et CXCL11, l’expression de ces chimiokines 

pro-inflammatoires pourraient donc être un marqueur pathologique compatible avec un criblage en 

utilisant une méthode d’évaluation de type α-ELISA. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



205 
 

Conclusion 
 

En résumé, au cours de ces années de thèse, j’ai pu participer au développement d’un nouveau modèle 

d’étude cellulaire in vitro, en générant des kératinocytes dérivés d’hiPSc de patients atteints d’EBS (K-

EBS) mutés au sein du gène KRT5 et de patients sains (K-WT). Ce modèle relevant et pertinent pour la 

modélisation de l’EBS m’a permis par la suite d’étudier les mécanismes moléculaires causés par des 

mutations au sein du gène KRT5, grâce à une approche transcriptomique comparative de K-EBS et K-

WT. Cela m’a permis de mettre en évidence une dérégulation de l’expression de gènes impliqués dans 

l’organisation de la matrice extracellulaire, l’organisation des chromosomes et du packaging de l’ADN, 

et de manière majoritaire, dans la chimiotaxie cellulaire et la réponse inflammatoire. Par la suite, mes 

travaux ont porté sur l’étude de la composante inflammatoire à l’aide de notre nouveau modèle 

cellulaire, permettant de renforcer l’évidence de l’implication de cytokines et chimiokines pro-

inflammatoires dans l’EBS. De plus, j’ai pu établir un lien direct entre une mutation au sein du gène 

KRT5 et la composante inflammatoire identifiée dans l’EBS, grâce à la génération d’une lignée 

isogénique à l’aide de la technologie d’édition du génome CRISPR-Cas9. 
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