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Titre : Utilisation des cellules souches pluripotentes humaines pour modéliser les mécanismes 

physiopathologiques associés aux dystrophies musculaires des ceintures de type R2. 

Mots clés : Dystrophies musculaires des ceintures, Cellules souches pluripotentes humaines induites, Muscle 

squelettique, Modélisation pathologique, Criblage à haut débit. 

Résumé : Les dystrophies musculaires des ceintures (ou LGMD pour Limb Girdle Muscular Dystrophies) 

désignent un ensemble de maladies génétiques rares caractérisées par une atrophie et une faiblesse 

spécifique des muscles squelettiques du bassin (ceinture pelvienne) et des épaules (ceinture scapulaire). 

Parmi la trentaine de formes de LGMD identifiées, la LGMD R2 (ou anciennement LGMD 2B) est causée par 

une déficience en dysferline, due à des mutations du gène DYSF, qui est une protéine essentielle à la 

physiologie des muscles squelettiques. Depuis l’identification de la cause génétique sous-jacente à la 

LGMD R2 en 1998, des avancées majeures en termes de diagnostic, de compréhension physiopathologique 

et de développement de stratégies thérapeutiques ont été réalisées. Néanmoins, il n’existe à ce jour aucun 

traitement thérapeutique disponible sur le marché pour les patients, soulignant la nécessité d’avoir une 

meilleure compréhension des mécanismes moléculaires impliqués dans la LGMD R2.  

Dans ce contexte, le premier objectif de ma thèse consistait à mettre en place les conditions expérimentales 

permettant la production de cellules musculaires squelettiques à partir de cellules souches humaines 

induites à la pluripotence (hiPSC) et à évaluer le potentiel de ce modèle cellulaire pour modéliser les LGMD. 

Grâce à un protocole robuste de différenciation myogénique, j’ai ainsi pu générer des populations 

homogènes et fonctionnelles de myoblastes et de myotubes exprimant la majorité des gènes et des 

protéines impliqués dans les LGMD et démontrer la fiabilité de ce modèle cellulaire à récapituler les 

phénotypes spécifiques à une LGMD, la LGMD R9. 

Une fois ce nouveau modèle cellulaire caractérisé, le second objectif de ma thèse était d’identifier de 

nouvelles voies moléculaires régulées par la dysferline. Par une approche transcriptomique, j’ai ainsi 

identifié dans les myotubes dérivés de hiPSC de patients LGMD R2 une dérégulation du niveau d’expression 

de Disabled-2 (Dab2), un adaptateur de l’endocytose médiée par les clathrines. Dans l’ensemble, les 

résultats démontrent que Dab2 est inversement régulé par les niveaux de dysferline. Dab2 étant impliqué 

dans la régulation de l’internalisation du récepteur aux lipoprotéines de faible densité (LDLr) et de 

l’absorption des LDL riches en cholestérol, nous avons alors émis l’hypothèse que sa dérégulation pourrait 

être impliquée dans la physiopathologie de la LGMD R2, et plus particulièrement dans l’homéostasie 

défectueuse du cholestérol chez les patients. Au-delà de l’étude de ce processus moléculaire fondamental 

d’endocytose du cholestérol, ce projet pourrait ouvrir une nouvelle voie thérapeutique pour le traitement 

de la LGMD R2 en modulant l’homéostasie du cholestérol à l’aide de nouveaux outils génétiques ou d’une 

pharmacologie facilement accessible. 

En parallèle, au cours de ma thèse, j’ai développé un autre projet visant à empêcher pharmacologiquement 

la dégradation des formes mal conformées mais fonctionnelles de la dysferline. C’est notamment le cas de 

la mutation faux-sens L1341P de la dysferline qui conduit à un mauvais repliement de la protéine, son 

agrégation dans le réticulum endoplasmique et sa dégradation ultérieure par l’ERAD (endoplasmic 

reticulum-associated protein degradation machinery). Dans ce programme de recherche translationnelle, 

l’effet de 2239 médicaments repositionnables a été évalué sur l’expression et la localisation de ce variant 

de la dysferline, aboutissant à l’identification de deux inducteurs d’autophagie, le saracatinib et le 

bazédoxifène comme médicaments candidats. Au-delà de l'identification d'une nouvelle option 

thérapeutique pour les patients atteints de LGMD R2, nos résultats mettent en lumière une procédure 

réutilisable pour évaluer l'effet de milliers de médicaments repositionnables sur des troubles musculaires 

similaires causés par des mutations faux-sens dégradées par l’ERAD. 
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Title : Using human pluripotent stem cells derived skeletal muscles to address the pathogenesis of limb 

girdle muscular dystrophy type R2. 

Keywords : Limb girdle muscular dystrophies, Human induced pluripotent stem cells, Skeletal muscle cells, 

Disease modeling, High throughput screening. 

Abstract : Limb Girdle Muscular Dystrophies (LGMD) refer to a genetically heterogeneous group of 

autosomal inherited muscular dystrophies characterized by a progressive muscle weakness and wasting of 

the shoulder or pelvic girdles. Among them, LGMD R2 (or formerly LGMD 2B) is caused by mutations in the 

DYSF gene leading to a deficiency of dysferlin, a protein essential to skeletal muscle physiology. Since the 

identification of the genetic cause underlying LGMD R2 in 1998, major advances in diagnosis, 

pathophysiological understanding and development of therapeutic strategies have been performed. 

Nevertheless, no curative treatment is currently available for patients, highlighting the need to decipher 

the molecular mechanisms associated to LGMD R2.  

In this context, the first objective of my thesis was to set up the experimental conditions allowing the 

production of skeletal muscle cells from human induced pluripotent stem cells (hiPSC) and to evaluate the 

potential of this cellular model to model LGMD. Thanks to a robust myogenic differentiation protocol, I 

generated homogeneous and functional populations of myoblasts and myotubes expressing the majority 

of genes and proteins involved in LGMD, and demonstrated the reliability of this cellular model to 

recapitulate the phenotypes associated to the LGMG R9 subtype. 

Once this new cellular model was characterized, the second objective of my thesis was to identify new 

molecular pathways regulated by dysferlin. Using a transcriptomic approach, I identified in hiPSC-derived 

myotubes from LGMD R2 patients a deregulation of the expression level of Disabled-2 (Dab2), an adaptor 

of clathrin-mediated endocytosis. Overall, the results demonstrate that Dab2 is inversely regulated by 

dysferlin levels. Because Dab2 is involved in the regulation of low-density lipoprotein receptor (LDLr) 

internalization and cholesterol-rich LDL uptake, we then hypothesized that its deregulation might be 

involved in the pathophysiology of LGMD R2, and more specifically in the defective cholesterol homeostasis 

in patients. Beyond the study of this fundamental molecular process of cholesterol endocytosis, this project 

could open a new therapeutic avenue for the treatment of LGMD R2 by modulating cholesterol 

homeostasis using new genetic tools or readily available pharmacology. 

In parallel, I developed during my thesis another project aiming at pharmacologically preventing the 

degradation of misfolded but functional forms of dysferlin. This is the case of the L1341P missense mutation 

of dysferlin which leads to misfolding of the protein, its aggregation in the endoplasmic reticulum and its 

subsequent degradation by the ERAD (endoplasmic reticulum-associated protein degradation machinery). 

In this translational research program, the effect of 2239 repositionable drugs was evaluated on the 

expression and localization of this dysferlin variant, leading to the identification of two autophagy inducers, 

saracatinib and bazedoxifene, as drug candidates. Beyond identifying a new therapeutic option for LGMD 

R2 patients, our results highlight a reusable procedure to evaluate the effect of thousands of repurposable 

drugs on similar muscle disorders caused by ERAD degraded missense mutations. 
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CHAPITRE 1 : LES DYSTROPHIES MUSCULAIRES 

Les dystrophies musculaires sont des maladies rares d’origine génétique qui affectent le 

muscle squelettique. Elles se manifestent par une faiblesse et une dégénérescence progressive 

des muscles, entraînant ainsi une perte de mobilité, des difficultés respiratoires et, dans la 

plupart des cas, un décès prématuré. Les dystrophies musculaires ne touchent généralement 

pas le système nerveux central ou les nerfs périphériques (bien que certaines le fassent), malgré 

la relation anatomique étroite entre le muscle squelettique et les nerfs, mais elles peuvent 

affecter le cœur et d'autres organes. 

 

1. Le muscle squelettique 

 

Chez l’Homme, le muscle squelettique représente environ 40% du poids total du corps et 

contient 50 à 75% des protéines totales (Frontera and Ochala, 2015). Il se distingue des deux 

autres tissus musculaires de l’organisme, le muscle lisse et le cardiaque, par le fait qu’il est 

contrôlé par le système nerveux somatique qui lui permet une contraction et un mouvement 

volontaire. D’un point de vue mécanique, le muscle squelettique assure la motricité de 

l’organisme (locomotion, mouvement, posture, etc..) grâce à des caractéristiques fonctionnelles 

d’excitabilité, de contractilité, d’élasticité et d’extensibilité. D’un point de vue métabolique, il 

constitue un réservoir de glycogène et d’acides aminés nécessaires à son propre 

fonctionnement mais aussi à celui d’autres tissus (Wolfe, 2006). 

 

1.1. La structure et l’organisation du muscle squelettique 

1.1.1. L’anatomie du muscle squelettique 

 

Le muscle squelettique présente une organisation anatomique et cellulaire particulière 

(Mukund and Subramaniam, 2020) (Figure 1). Il est composé de plusieurs fibres musculaires 

alignées longitudinalement et reliées à leurs extrémités aux tendons, formant ainsi des 

jonctions myotendineuses qui relient les muscles aux os. A l’intérieur de chaque muscle, les 

faisceaux de fibres forment les fascicules et les faisceaux de fascicules constituent le tissu 

musculaire. Chaque couche est rendue solidaire par des enveloppes de tissu conjonctif : 

(i) L’endomysium, essentiellement composé de collagène et de fibres réticulaires, entoure 

la matrice extracellulaire (MEC) des fibres musculaires. Il permet à ces dernières d’être 

solidaires entre elles au sein de chaque fascicule ; 

(ii) Le périmysium entoure chaque fascicule ; 

(iii) L’épimysium permet d’envelopper le muscle entier dans une gaine épaisse de tissu 

conjonctif. 

Le muscle squelettique est également irrigué par un réseau de vaisseaux sanguins, permettant 

un apport en nutriments et en oxygène, et innervé par les motoneurones (cellule nerveuse 

spécialisée dans la commande des mouvements) pour la transmission des impulsions 

électriques. 



  Introduction : Chapitre 1 

24 

 

 
Figure 1. L’organisation générale du muscle squelettique.  

Adapté de l’université de l’Etat d’Oregon. 

 

1.1.2. La structure de la fibre musculaire squelettique 

 

La fibre musculaire, également appelée myofibre ou myocyte, est une cellule longue et 

cylindrique délimitée par une membrane plasmique (sarcolemme) et qui contient plusieurs 

noyaux post-mitotiques dans un cytoplasme (sarcoplasme) large et continu. Chaque fibre 

musculaire est composée de deux parties : 

(i) Une composante contractile permettant la contraction et le mouvement du muscle : les 

myofibrilles. Il s’agit d’assemblages longitudinaux de sarcomères donnant au muscle son 

aspect strié au microscope. 

(ii) Une composante non contractile servant de support à l’activité contractile : les organites 

intracellulaires. 

 

La myofibrille 

La myofibrille est l’unité de base de la contraction musculaire (Figure 2). Elle est constituée 

d’une succession de segments, appelés sarcomères, délimités à leurs extrémités par une strie 

Z. Ces sarcomères sont principalement constitués de deux types de myofilaments parallèles 

qui se chevauchent et s’interconnectent pour permettre le raccourcissement ou le relâchement 

de la fibre musculaire en réponse à un signal neuronal : 

(i) Les myofilaments fins, principalement constitués d’actine ; 

(ii) Les myofilaments épais, principalement constitués de myosine. 

Des protéines régulatrices, à savoir les troponines C, I, T et la tropomyosine, sont associées aux 

myofilaments d’actine et jouent un rôle clé dans le mécanisme de glissement des myofilaments. 

La titine et la nébuline sont également d’autres protéines majeures du sarcomère qui 

contribuent aux propriétés mécaniques du muscle (Granzier and Labeit, 2004; Ottenheijm and 

Granzier, 2010). 
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Figure 2. La structure macroscopique du muscle strié squelettique. 

La fibre musculaire contient de nombreux éléments contractiles cylindriques appelés myofibrilles. Chaque 

myofibrille est constituée d’une succession de segments, appelés sarcomères. Ces derniers sont constitués d'une 

ligne centrale M, à laquelle sont attachés de part et d'autre les myofilaments épais de myosine. Cela forme une 

bande sombre appelée bande A. Le sarcomère est bordé par la ligne Z qui sert de site d'origine aux myofilaments 

fins d'actine qui se projettent les uns vers les autres jusqu’à la partie médiane du sarcomère, en recouvrant 

partiellement les filaments de myosine. La partie constituée uniquement des myofilaments d’actine constitue la 

bande I claire. Schéma adapté de (Mukund and Subramaniam, 2020) avec le site BioRender. 

 

Les organites intracellulaires 

Le sarcoplasme des cellules musculaires est composé d’un ensemble d’organites de base mais 

aussi de structures spécifiques ou particulièrement développées (Figure 3). 

Les myofibres sont par exemple caractérisées par un système de tubules transverses (tubules-

t) qui sont de fines invaginations du sarcolemme réparties régulièrement sur toute la fibre 

musculaire. Ce réseau permet la propagation et la diffusion du potentiel d'action nerveux de 

l’extérieur vers l’intérieur de la fibre, en particulier au niveau du réticulum sarcoplasmique. Il 

permet d’améliorer la coordination et l’uniformité de la réponse contractile.  

Chaque myofibre possède également un réticulum sarcoplasmique lisse particulièrement 

développé qui joue un rôle essentiel lors de la contraction ou le relâchement musculaire en 

libérant le calcium qu’il contient dans ses citernes terminales (extrémités) ou en le réabsorbant. 

Les deux citernes de part et d'autre d’un tubule-t forment, avec ce dernier, une structure 

appelée triade qui est essentielle au couplage excitation-contraction des muscles. Le signal 

électrique fourni à la fibre musculaire par un motoneurone, via les jonctions neuromusculaires, 

circule le long des tubules-t avant d’être transformé en un signal biochimique qui atteint le 

réticulum sarcoplasmique et induit la libération de calcium nécessaire au déclenchement de la 

contraction des myofibrilles (Ahn et al., 2016).  
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Enfin, l’approvisionnement des muscles en énergie est possible grâce à un réseau 

interconnecté de mitochondries dans le sarcoplasme dont le volume, la structure et la fonction 

sont modulés selon les besoins de la fibre. 

 

 
Figure 3. L’organisation des triades du muscle squelettique. 

Gauche : micrographie électronique d’une triade. Un tubule-t central est encadré de part et d’autre par une citerne 

terminale du réticulum sarcoplasmique. Les flèches indiquent les points de jonction entre les deux compartiments. 

Droite : Représentation schématique d’un sarcomère et des tubules-t environnants. Adapté de (Al-Qusairi and 

Laporte, 2011). 

 

1.2. L’ontogenèse du muscle squelettique : du développement des fibres à leur 

régénération 

 

Le muscle squelettique est l’un des tissus les plus dynamiques et les plus plastiques du corps 

humain qui ne cesse de s’adapter aux facteurs environnementaux et intrinsèques. Sa genèse a 

lieu au cours du développement embryonnaire grâce à la coordination de cascades 

transcriptionnelles et de voies de signalisation qui dirigent, dans l’espace et le temps, la 

prolifération et la différenciation cellulaire, la migration et les changements morphologiques 

(Bryson-Richardson and Currie, 2008). Successivement, une phase de croissance se met en 

place pendant la période post-natale, entrainant une augmentation de la masse musculaire, en 

particulier grâce à la propriété de plasticité du muscle squelettique. Enfin, au cours de la vie 

adulte, le muscle squelettique continu de se remodeler en réponse aux stimulus internes et 

externes, grâce à sa capacité de régénération. 

 

1.2.1. La genèse des fibres musculaires 

 

Au cours du développement embryonnaire, la majorité des muscles squelettiques dérivent 

des somites, qui sont des structures embryonnaires transitoires dérivées du mésoderme para-

axial (Chal and Pourquié, 2017; Mukund and Subramaniam, 2020). Plus précisément, la 

myogenèse s’initie dans le dermomyotome, un lignage localisé dans la partie dorsale du somite 

et à l’origine du derme et des muscles (Figure 4).  
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Figure 4. La myogenèse embryonnaire et de la régénération musculaire. 

(A) La genèse du muscle squelettique a lieu pendant le développement embryonnaire en dérivant du 

dermomyotome. A la fin du développement fœtale un groupe de cellules positives Pax3/Pax7 donne naissance 

aux cellules souches musculaires positives Pax7. (B) Les cellules satellites sont situées sous la lame basale entre les 

myofibres. Après une blessure, elles sortent de leur quiescence et sont activées. Les cellules satellites se 

différencient en myoblastes qui vont ensuite fusionner pour former des myotubes. Enfin, la maturation des 

myotubes permet de former de nouvelles myofibres conduisant à la régénération musculaire. Adapté de (Girardi 

and Le Grand, 2018). 

 

Les cellules du dermomyotome, ou progéniteurs mésodermiques, expriment les facteurs de 

transcription PAX3/PAX7 et constituent le pool de cellules souches assurant la croissance 

musculaire embryonnaire, fœtale et adulte (Buckingham and Relaix, 2015). Les muscles se 

développent au cours de deux phases consécutives appelées myogenèse embryonnaire (ou 

primaire) et myogenèse fœtale (ou secondaire). Au cours de ce processus, les premières cellules 

myogéniques apparaissent aux bords du dermomyotome et migrent ensuite pour former une 

structure musculaire primitive appelée myotome (Cinnamon et al., 2001). Ces cellules sont 

principalement des myoblastes en cours de différenciation qui expriment les premiers 

marqueurs de détermination myogénique tels que Myf5, MyoD et/ou Desmine. 

Successivement, ces myoblastes prolifèrent, s’alignent et fusionnent pour former des 

myotubes, un syncytium plurinucléé et post-mitotique (Abmayr and Pavlath, 2012). S’en suit la 

maturation des myotubes en fibres musculaires : les sarcomères s’organisent et s’agencent 

pour former des unités contractiles au sein des myofibrilles, le cytosquelette se réarrange et 

les noyaux se relocalisent à la périphérie des cellules musculaires de façon à être accolés au 

sarcolemme. Aux derniers stades de la myogenèse fœtale, une population distincte de 

progéniteurs musculaires, appelés cellules satellites et issus du dermomyotome, est présente 
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sous la lame basale et en contact étroit avec le sarcolemme de la myofibre (Mauro, 1961). Ces 

cellules souches musculaires adultes, indifférenciées et quiescentes, assurent la croissance et 

la régénération postnatale du muscle squelettique (Relaix et al., 2005). Elles sont activées 

lorsque l’homéostasie musculaire est compromise ou que l’architecture des myofibres est 

perturbée.  

 

1.2.2. La plasticité du muscle squelettique 

 

Pendant l’enfance et la puberté, les muscles squelettiques continuent leur croissance. D’une 

part, les myoblastes nouvellement générés vont fusionner avec les myofibres existantes (Ontell 

et al., 1988). D’autre part, la masse musculaire va augmenter d’environ 20 fois grâce à un 

mécanisme d’hypertrophie qui entraîne une augmentation de la taille des myofibres (Schiaffino 

et al., 2021).  

L’hypertrophie musculaire est une caractéristique de la plasticité des muscles squelettiques 

(Hoppeler and Flück, 2002) qui ont la capacité de modifier leurs propriétés structurelles et 

fonctionnelles en fonction des stimulus internes et externes auxquels ils sont soumis. Elle se 

produit lorsque le taux de synthèse des protéines musculaires dépasse celui de dégradation 

(Schiaffino et al., 2021). Elle est notamment soutenue par l’exercice mécanique et l’apport en 

nutriments. Cliniquement, l’élargissement des fibres musculaires est accompagné d’une 

augmentation du nombre de noyaux par fibre afin de maintenir un rapport nucléo-

cytoplasmique constant. A l’inverse, lorsque l’homéostasie tissulaire se déplace de plus en plus 

vers la dégradation des protéines, le muscle s’atrophie. L’atrophie peut se produire pour 

diverses raisons telles qu’un manque d’exercice physique, une nutrition non adaptée, le 

vieillissement ou de nombreuses pathologies. Elle se caractérise par une fonte ou une perte de 

masse musculaire accompagnée d’une diminution du volume de la myofibre (Boonyarom and 

Inui, 2006; Jackman and Kandarian, 2004). Ce rétrécissement des cellules est notamment causé 

par la perte de cytoplasme, d’organites (l'autophagie peut par exemple déclencher 

l'élimination sélective des mitochondries via la mitophagie) et de protéines.  

Cet équilibre dynamique entre le taux de synthèse et de dégradation des protéines musculaires 

est principalement régulé par deux grandes voies de signalisation. L’activation de la voie IGF1-

PI3K-Akt-mTOR induit une augmentation du volume musculaire par la signalisation mTOR qui 

stimule la synthèse protéique (Risson et al., 2009; Schiaffino and Mammucari, 2011) tandis que 

l’activation des facteurs de transcription MURF1/Atrogin1 via la signalisation SMAD 

(myostatine), NFκB et STAT conduit à l'atrophie musculaire (Bodine and Baehr, 2014). Les deux 

systèmes protéolytiques cellulaires les plus importants, que sont les machineries ubiquitine-

protéasome et autophagie-lysosome, semblent également jouer un rôle central dans la 

régulation de l’homéostasie musculaire globale en participant à la dégradation des protéines 

musculaires (Bonaldo and Sandri, 2013). 
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1.2.3. La régénération du muscle squelettique 

 

A l’âge adulte, le muscle squelettique continue de se remodeler pour répondre aux stimulus 

environnementaux et intrinsèques, et notamment aux contraintes mécaniques qui le 

déstabilisent (Antonio and Gonyea, 1993). A ce stade, les fibres musculaires sont capables de 

réparer des lésions mineures infligées par l’usure quotidienne de la fibre. Par exemple, des 

dommages locaux de la membrane plasmique causés par des contractions musculaires 

peuvent être réparés spontanément (Cooper and McNeil, 2015) ou par le recrutement actif de 

vésicules intracellulaires au sarcolemme afin de combler la lésion membranaire (Bansal et al., 

2003; Steinhardt et al., 1994). D’un autre côté, des lésions plus importantes peuvent 

endommager les fibres musculaires de façon irréversible, entraînant la nécrose d’un segment 

de la myofibre, voire de son intégralité. C’est le cas dans certaines conditions physiologiques 

(exercice intensif) ou pathologiques (dystrophies musculaires). Lorsque les muscles 

squelettiques subissent de tels dommages, un processus de régénération finement ajusté se 

met en place afin de reformer un appareil musculaire contractile, vascularisé et innervé (Yin et 

al., 2013) et donc de maintenir une intégrité et une fonction musculaire (Figure 5).  

 
Figure 5. La régénération du muscle squelettique après une blessure aiguë. 

Haut : Représentation schématique du processus de régénération activé dans le tissu musculaire après une lésion. 

Bas : Panel de sections musculaires représentatives de chaque étape du processus de dégénérescence/régénération 

musculaire après injection de cardiotoxine. Au début, la lésion traumatique induit une nécrose des myofibres (jour 1) 

qui va stimuler une réponse inflammatoire caractérisée notamment par l’infiltration de cellules immunitaires dans le 

tissu lésé (jour 2). Les cellules satellites sont activées, prolifèrent et se différencient pour réparer le muscle. Des fibres 

nouvellement régénérées apparaissent au cours de la première semaine. Dix jours après la lésion, l'architecture 

générale du tissu est restaurée et la plupart des myofibres présentent des noyaux centraux. Ces dernières subissent 

ensuite une croissance et une maturation progressive, mises en évidence par l'augmentation de leur surface et la 

relocalisation des noyaux vers la périphérie. Source (Forcina et al., 2020). 
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Cette activité est portée par les cellules satellites (ou MuCS pour muscle satellite cell), localisées 

à la périphérie des fibres musculaires, qui sont quiescentes à l’état basal. En réponse à un afflux 

de cytokines pro-inflammatoires, les MuCS s’activent et migrent vers le site lésé puis se 

différencient et fusionnent afin de réparer les myofibres endommagées ou d’en générer de 

nouvelles (Relaix and Zammit, 2012). Les myofibres qui se régénèrent se distinguent alors par 

la position centrale de leurs noyaux et par leur petite taille. Parallèlement, certaines MuCS 

s’auto-renouvèlent et retournent à la quiescence pour assurer le maintien d’un nombre 

suffisant de cellules souches, permettant ainsi la réparation et le remplacement des fibres 

musculaires à long terme (Mayeuf and Relaix, 2011). Enfin, la régénération musculaire s’achève 

avec la maturation des nouvelles fibres et le remodelage des muscles régénérés (Ciciliot and 

Schiaffino, 2010). Les cellules augmentent en taille et les noyaux se déplacent vers la périphérie 

de la fibre. Les progéniteurs fibro-adipogéniques (FAP), demeurant dans le tissu musculaire, se 

différencient en fibroblastes qui permettent la synthèse de MEC et libèrent de l’IGF1 (insulin-

like growth factor-1) nécessaire à la maturation des fibres musculaires (Tidball, 2017). 

Dans des conditions normales, les muscles régénérés sont morphologiquement et 

fonctionnellement indiscernables des muscles non endommagés à la fin du processus. A 

l’inverse, dans le cadre de certaines maladies du muscle squelettique où le processus de 

dégénération-régénération est continu, de nombreuses fibres nouvellement formées sont 

visualisées et une augmentation du tissu conjonctif ainsi qu’un remplacement graisseux des 

myofibres peuvent être observés.  

 

1.3. Les myopathies : les maladies du muscle squelettique 

 

La myopathie est un terme général désignant toute maladie affectant le muscle squelettique 

(Cardamone et al., 2008; Glasberg, 1979). Les troubles résultent d’anomalies affectant la 

structure, le métabolisme ou la fonction des fibres musculaires et qui entraînent principalement 

une faiblesse et une atrophie des muscles. Les myopathies peuvent également être associées 

à d’autres symptômes musculaires comme une difficulté au relâchement du muscle (myotonie), 

une perte de masse et de force musculaire (sarcopénie), une mobilité anormalement 

importante des articulations (hyperlaxité), etc. Dans certains cas, la pathologie s'étend aux 

fibres musculaires cardiaques, entraînant une cardiomyopathie hypertrophique ou dilatée. Des 

phénotypes secondaires comme des troubles cognitifs ou une atteinte sensorielle peuvent 

également être observés. 

Les myopathies peuvent être réparties en deux grandes catégories : héréditaires (González-

Jamett et al., 2018) et acquises (Chiodo, 2013)(Tableau 1). D’un côté, les myopathies 

héréditaires sont des maladies d’origine génétique. Elles sont déterminées par des mutations 

dans plus de 350 gènes distincts (Kaplan and Hamroun, 2015) qui empêchent la production 

d’une protéine ou d’une enzyme ayant un rôle essentielle dans le fonctionnement des cellules 

musculaires squelettiques. De l’autre côté, les myopathies acquises se développent plus tard 

dans la vie et résultent principalement de maladies systémiques. Elles peuvent être dues à un 

dysfonctionnement du système immunitaire, à des complications de maladies endocriniennes 



  Introduction : Chapitre 1 

31 

 

(hyper/hypothyroïdie) ou toxiques (alcoolisme chronique), à des infections, à l’exposition de 

certains médicaments (corticoïdes, statines), etc. L'évolution dans le temps de la pathologie, le 

profil de la faiblesse musculaire et l'absence/présence d'antécédents familiaux de myopathie 

aident à distinguer les deux types. Un âge d'apparition précoce avec une durée relativement 

longue de la maladie suggère une myopathie héréditaire alors qu’une apparition soudaine ou 

aiguë à un âge plus avancé reflète plutôt une myopathie acquise.  

 

 
Tableau 1. Liste non exhaustive des myopathies acquises et héréditaires les plus courantes. 

 

2. Les dystrophies musculaires 

 

Parmi les myopathies héréditaires répertoriées précédemment, les dystrophies musculaires 

(ou MD pour muscular dystrophy) représentent une part importante de ces troubles avec une 

prévalence globale estimée à 3,6 cas pour 100 000 personnes (Salari et al., 2022). Les MD 

constituent un groupe hétérogène de maladies génétiques qui ont comme caractéristique 

commune la destruction du tissu musculaire, associée à un processus chronique de type 

nécrose-régénération (Emery, 2002, 1998). En effet, les mutations génétiques responsables de 

ces pathologies affectent des protéines essentielles à l’intégrité et/ou à la fonction des muscles 
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squelettiques, déstabilisant alors la fibre musculaire qui n’arrive plus à compenser sur le long 

terme les lésions qu’elle subit en continu. Histologiquement, les biopsies musculaires de MD 

sont caractérisées par la présence en grande quantité de fibres nécrotiques et régénératives 

(McNally and Pytel, 2007). Bien que le contexte génétique soit souvent identifié pour la plupart 

des MD, les mécanismes pathophysiologiques sous-jacents par lesquels ces mutations mènent 

au dysfonctionnement du muscle squelettique restent majoritairement inconnus.  

 

2.1. Les formes de dystrophies musculaires 

 

Malgré une atteinte musculaire commune caractérisée par une faiblesse et une perte 

progressive de la masse et de la force musculaire, il existe une grande variabilité entre les MD. 

Elles diffèrent selon la nature de l’anomalie génétique en cause, le moment d’apparition et 

l’évolution des symptômes, le degré d’atteinte respiratoire et cardiaque, l’implication d’autres 

systèmes organiques ainsi que la sévérité de la pathologie et le pronostic vital associé. Elles se 

différencient également par la distribution sélective des muscles affectés, à contrario des autres 

formes de myopathies où la faiblesse musculaire est diffuse (Figure 6). Les formes les plus 

fréquentes de MD sont les suivantes : la dystrophie musculaire de Duchenne (DMD) et sa 

variante allélique plus modérée la myopathie de Becker (BMD), la dystrophie d’Emery-Dreifuss 

(EDMD), les dystrophies musculaires des ceintures (LGMD), la facio-scapulo-humérale (FSHD), 

la distale (CMD), l’oculopharyngée (OPMD) et la myotonique (MMD).  

Le développement des outils de génétique moléculaire ont permis d'identifier plus de 50 gènes 

impliqués dans les MD, et des variantes très rares restent encore à être découvertes (Mercuri 

et al., 2019). Les principales classes de protéines impliquées dans les MD sont les protéines de 

la MEC et de la membrane basale, du sarcolemme, de la membrane nucléaire, du sarcomère, 

du réticulum endoplasmique ou certaines enzymes (Mercuri et al., 2019). Le déclenchement, la 

progression et les symptômes de la maladie sont variables. Les signes cliniques peuvent 

apparaître à la naissance, pendant l’enfance ou plus tardivement à l’âge adulte. Généralement, 

la déambulation n'est jamais possible si les symptômes sont présents dès la naissance alors 

que pour les formes de MD apparaissant pendant l'enfance, la déambulation est acquise mais 

est invariablement perdue dans les variantes à progression rapide comme la DMD ou certaines 

LGMD. Dans les autres formes de LGMD et dans la plupart des cas de FSHD, la déambulation 

peut être maintenue et une assistance en fauteuil roulant n'est nécessaire que plus tard dans 

la vie. Concernant la MMD, la gravité clinique est extrêmement hétérogène, allant de 

nourrissons gravement atteints dont l'issue est fatale à des adultes peu atteints présentant des 

cataractes et une myotonie de préhension.  

L’atteinte de la fibre musculaire est aussi responsable de déformations orthopédiques, 

d’éventuelles difficultés respiratoires et de complications cardiaques. Cette dernière peut être 

observée dans de nombreuses MD à cause des similitudes structurales, génétiques et 

protéiques entre les muscles squelettiques et cardiaques. La complication cardiaque est la plus 

grave des atteintes systémiques puisqu'elle conditionne le pronostic vital. Dans certaines MD 

on observe également une atteinte fonctionnelle ou structurelle du cerveau. Par exemple, un 
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tiers des garçons DMD présentent un retard mental et des comorbidités comportementales ou 

psychiatriques associées (trouble de l'attention ou autisme). Certaines MD sont également 

associées à des atteintes sensorielles comme la vision (FSHD, CMD, MMD), l’audition (FSHD), 

la peau (CMD). 

 

 

 

 

Figure 6. La distribution des principaux muscles affectés selon le type de dystrophie musculaire.  

(A) DMD et BMD, (B) EDMD, (C) LGMD, (D) FSHD, (E) CMD, (F) OPMD. L’ombrage représente les zones affectées. 

Schéma créé sur le site BioRender. 

 

2.2. Les dystrophies musculaires des ceintures  

 

Parmi les MD les plus fréquentes, les myopathies des ceintures (ou LGMD pour Limb girdle 

muscular dystrophy) se caractérisent par un déficit et une atrophie spécifique des muscles du 

bassin (ceinture pelvienne) et des épaules (ceinture scapulaire) (Guglieri et al., 2008; Nigro and 

Savarese, 2014). Les LGMD sont causées par des altérations génétiques de plusieurs gènes 

jouant tous un rôle critique dans la fonction, le maintien et la réparation des muscles 

squelettiques (Liewluck and Milone, 2018; Wicklund and Kissel, 2014). D’après la dernière 

classification des LGMD révisée en 2017 (Straub et al., 2018), ces pathologies sont subdivisées 

en deux groupes principaux selon leur mode de transmission : les LGMD autosomiques 

dominantes (LGMD D) et les récessives (LGMD R). Pour les différencier, une numérotation 

correspondant à l’ordre de découverte du gène est ajoutée après le type de transmission 

(Tableau 2). Depuis la description de cette pathologie en 1954 (Walton and Nattrass, 1954) et 

la première identification d’un gène responsable d’une LGMD en 1995 (Richard et al., 1995), 32 

formes différentes de LGMD ont été caractérisées, 5 LGMD dominantes et 27 LGMD récessives 

dont 2 ont été identifiées très récemment (Coppens et al., 2021; Straub et al., 2018). 
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Tableau 2. Nomenclature et classification des LGMD. 

Adapté de (Straub et al., 2018). 

Les protéines impliquées dans les LGMD ont des fonctions très variées. Elles jouent un rôle 

notamment au niveau de la membrane de la cellule musculaire ou au niveau d’éléments 

constitutifs des myofibres, comme le noyau, le sarcoplasme, les sarcomères et la MEC (Figure 

7). De ce fait, les manifestations cliniques et la progression de la maladie sont très hétérogènes 

selon les protéines impactées. Les formes peuvent être modérées, avec une apparition tardive 

de la maladie et une progression lente, ou plus sévères, avec un phénotype qui apparaît dès la 

première décennie de la vie entraînant la perte de la marche à l’âge adulte et de possibles 

complications cardiaques et/ou respiratoires (Thompson and Straub, 2016). De façon similaire 

à certaines MD, la sévérité et la progression de la pathologie peuvent dépendre de la mutation 

(type, localisation), pour un même gène en question. 

Bien que la prévalence globale des LGMD soit difficile à évaluer et qu’elle varie grandement 

selon les sous types, on estime qu’elle se situe entre 1/44 000 et 1/123 000 (source Orphanet). 

Parmi toutes les LGMD, les formes récessives sont de loin les plus fréquentes puisqu’elles 

représentent près de 90% des patients. Plusieurs équipes internationales ont par ailleurs tenté 

de mesurer la fréquence des différentes formes de LGMD à partir de plusieurs analyses 

génétiques de cohortes de patients. Une étude américaine menée au niveau national sur une 

population de 4 656 individus a ainsi pu identifier les principaux gènes contributeurs aux LGMD 

(Nallamilli et al., 2018): CAPN3 (17%), DYSF (16%), FKRP (9%) et ANO5 (7%). Ces fréquences 
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varient néanmoins selon la zone géographique. Il a par exemple été démontré que le principal 

gène contributeur de LGMD dans le nord de la Norvège est FKRP avec une fréquence de 50% 

(Müller et al., 2021). 

 

 

Figure 7. Les principales protéines impliquées dans les dystrophies musculaires des ceintures. 

Schéma d’une coupe transversale d'une myofibre montrant la position approximative des principales protéines 

impliquées dans les dystrophies musculaires des ceintures. Les protéines sont mises en évidence en violet. Adapté 

de (Davies and Nowak, 2006). 
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*** 

 

 

A ce jour, malgré les progrès scientifiques réalisés au cours des dernières décennies pour 

comprendre les mécanismes pathologiques associés aux différentes formes de LGMD, il 

n'existe aucun traitement pour ces pathologies, faisant des LGMD un besoin médical non 

satisfait. Dans ce contexte, mon projet de thèse a consisté à modéliser un sous type de LGMD 

afin d’identifier de nouveaux phénotypes pathologiques qui pourraient permettre, in fine, de 

développer de nouvelles stratégies thérapeutiques pour cette maladie. Parmi la trentaine de 

formes de LGMD, je me suis intéressée à la LGMD R2 qui résulte d’un déficit en dysferline, une 

protéine essentielle au fonctionnement des muscles squelettiques. Ainsi, la suite de cette 

introduction bibliographique consiste à faire un état de l’art de nos connaissances sur la LGMD 

R2, et plus généralement sur les dysferlinopathies qui regroupent un ensemble de formes 

cliniques caractérisées par une déficience commune en dysferline. 
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CHAPITRE 2 : LES DYSFERLINOPATHIES 

Les dysferlinopathies désignent un ensemble de MD causées par une déficience primaire en 

dysferline, une protéine du sarcolemme essentielle au bon fonctionnement des muscles 

squelettiques. Ces pathologies sont caractérisées par une diminution du volume et de la force 

musculaire ainsi que par une perte progressive de la mobilité du patient. Les dysferlinopathies 

regroupent une variété de pathologies caractérisées par un large spectre clinique et une 

hétérogénéité en termes d’âge d’apparition, d’évolution et de sévérité de la maladie. 

Néanmoins, elles se distinguent par la répartition des muscles touchés. Ainsi, une anomalie de 

l’expression de la dysferline peut entraîner une atteinte musculaire distale, avec une faiblesse 

prédominante des muscles situés aux extrémités des membres, ou proximale, avec une atteinte 

des muscles proches de l’axe du corps. Elle est aussi en cause dans des manifestations 

intermédiaires dites « proximo-distales ». 

Depuis l’identification de la cause génétique sous-jacente aux dysferlinopathies en 1998, des 

avancées majeures en termes de diagnostic, de prise en charge clinique, de compréhension 

physiopathologique et de développement de stratégies thérapeutiques ont été réalisées. 

Néanmoins, il n’existe à ce jour aucun traitement disponible sur le marché pour les patients. 

 

1. Les symptômes et formes associés aux dysferlinopathies 

 

Les dysferlinopathies sont des maladies lentes par rapport à d’autres MD. De plus, les 

complications cardiaques et respiratoires ne faisant pas partie des symptômes associés à cette 

maladie, hormis quelques rares exceptions de cardiomyopathies (Wenzel et al., 2007), les 

dysferlinopathies n’ont pas d’incidence sur la durée de vie du patient. L’âge d’apparition des 

premiers symptômes varie d’un patient à l’autre mais, généralement, les premiers signes de la 

maladie apparaissent entre la fin de l’adolescence et le début de l’âge adulte. L’âge médian est 

de 20 ans (Harris et al., 2016; Jacobs et al., 2021), bien que des formes très précoces ou tardives 

aient aussi été décrites (Fernández‐Eulate et al., 2021). Au niveau clinique, la pathologie semble 

d’abord toucher les muscles inférieurs avant de progresser vers les muscles de la partie 

supérieure du corps. Après plusieurs années de progression de la maladie, la faiblesse 

musculaire se généralise et des problèmes de mobilité apparaissent. Les patients peuvent ainsi 

perdre la marche 10 à 15 ans après l’apparition des premiers symptômes (Díaz et al., 2016; 

Jacobs et al., 2021; Linssen, 1997; Woudt et al., 2016). Néanmoins, certains patients atteints de 

formes modérées peuvent rester ambulants tout au long de leur vie.  

Dans un but de simplification, les formes cliniques de dysferlinopathies ont été classées selon 

les types de muscles touchés en premier et l’évolution de l’atteinte musculaire :      

(i) La myopathie de Miyoshi (MM), caractérisée par une atteinte des muscles squelettiques 

distaux ;  

(ii) La myopathie des ceintures de type R2 (LGMD R2 ou anciennement LGMD 2B) où la 

faiblesse musculaire est prédominante sur les muscles proximaux ; 

(iii) Les formes proximaux-distales et plus atypiques. 
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1.1. La myopathie de Miyoshi 

 

La MM correspond à l’une des formes les plus répandues de dysferlinopathie. C’est aussi la 

première à avoir été décrite en 1967 puis en 1986 (Miyoshi et al., 1986). Dans la publication 

originale du médecin japonais, quatre patients issus de deux familles consanguines 

présentaient une myopathie distale à transmission récessive et à apparition tardive (Figure 8). 

Longtemps considérée comme limitée au Japon, cette maladie a rapidement été signalée en 

Europe et ailleurs par la suite. 

 

 

Figure 8. Les principaux muscles touchés dans la myopathie de Miyoshi. 

Schéma créé sur le site BioRender. 

 

Les patients atteints de MM présentent généralement leurs premiers symptômes au cours de 

l’adolescence ou chez le jeune adulte. Ce sont tout d’abord les membres inférieurs qui sont 

atteints et plus particulièrement les muscles du mollet que sont le gastrocnémien et le soléaire 

(Miyoshi et al., 1986). En effet, un signe précoce de la MM est l’incapacité des patients à se 

tenir sur la pointe des pieds (Argov et al., 2000). La faiblesse musculaire progresse ensuite vers 

le compartiment postérieur des cuisses (ex : ischio-jambiers) puis la ceinture des hanches avec 

le muscle grand glutéal (Linssen, 1997). Cette faiblesse peut alors s'accompagner de troubles 

de la démarche, d'une tendance à tomber et des difficultés à se lever, à courir et à monter les 

escaliers. Les muscles extenseurs des avant-bras peuvent également être légèrement atrophiés 

avec une diminution de la force de préhension, mais le brachio-radial et les muscles 

intrinsèques de la main sont généralement épargnés (Amato and Brown, 2011). La progression 

de la MM est très variable. Pour certains patients la faiblesse musculaire reste localisée au 

mollet pendant une période prolongée alors que d’autres peuvent rapidement devenir non 

ambulants en quelques années. Il semblerait qu’un tiers des patients se déplacent en fauteuil 

roulant dans les 15 ans suivant l’apparition de la maladie (Linssen et al., 2013). 
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1.2. La dystrophie musculaire des ceintures de type R2 

 

La LGMD R2 est la deuxième forme de dysferlinopathie la plus fréquente avec une 

prévalence estimée à 1-9 naissances sur 1 000 000 (source Orphanet). Comme décrit 

précédemment dans la partie des dystrophies des ceintures, la LGMD R2 est une myopathie 

qui affecte plutôt les muscles inférieurs et supérieurs proximaux, avec une faiblesse 

caractéristique des muscles de la ceinture pelvienne et scapulaire (Figure 9). 

 

 

Figure 9. Les principaux muscles touchés dans la LGMD R2. 

Schéma créé sur le site BioRender. 

 

De façon similaire à la MM, l’âge d’apparition des symptômes de la LGMD R2 se situe à la fin 

de l’adolescence ou au début de l’âge adulte. Ce sont d’abord les muscles proximaux des 

membres inférieurs qui sont atteints avec des difficultés pour les patients à marcher, monter 

les escaliers et courir. Ensuite, la pathologie progresse vers les muscles proximaux des membres 

supérieurs (Mahjneh et al., 1996a, 1996b), qui restent cependant plus légèrement impactés. Les 

principaux muscles des membres inférieurs touchés sont le moyen glutéal et le muscle tenseur 

du fascia lata (ceinture pelvienne), les muscles adducteurs et les ischio-jambiers (zones 

antérieure et postérieure de la cuisse) (Stramare et al., 2010). Concernant les muscles 

supérieurs, ce sont principalement le biceps et la tête du grand pectoral qui sont les plus 

sévèrement affectés. La progression de la maladie est généralement lente mais, comme pour 

la MM, il semblerait qu’un tiers des patients deviennent non ambulants 15 à 20 ans après 

l’établissement du diagnostic (LoMauro et al., 2021).  

 

1.3. Les formes rares et atypiques de dysferlinopathie 

 

Le spectre clinique des dysferlinopathies a par la suite été élargi avec l’identification de 

plusieurs formes atypiques et cliniquement hétérogènes. Ces formes vont de l’asymptomatique 

à un handicap fonctionnel sévère (Nguyen et al., 2007). 

La forme atypique la plus décrite est la myopathie distale du muscle tibial antérieur (Illa et al., 
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2001; Illarioshkin et al., 2000). Si l'âge d'apparition et les modifications histologiques sont 

comparables avec la MM distale, la distribution de la faiblesse musculaire est sensiblement 

différente : les muscles tibiaux antérieurs sont les premiers à être touchés (Illarioshkin et al., 

1996). Au fur et à mesure que la maladie progresse, la faiblesse musculaire s'étend également 

au compartiment postérieur des jambes. Dans les extrémités supérieures, une atrophie peut 

être observée au niveau des muscles fléchisseurs du poignet et des doigts ainsi que du biceps 

brachial (Amato and Brown, 2011; Illa et al., 2001).  

Une forme rare de dysferlinopathie, de type dystrophie musculaire congénitale, a été observée 

chez deux frères et sœurs qui présentaient dès l’âge de deux mois une hypotonie généralisée, 

une faiblesse des membres inférieurs proximaux et des muscles fléchisseurs du cou (Paradas 

et al., 2009). Un retard de développement moteur a également pu être observé. Ce même 

phénotype a été rapporté plus tard chez deux autres frères et sœurs présentant la même 

mutation homozygote que celle décrite dans la précédente étude (Ceyhan-Birsoy et al., 2015).  

Une autre forme dite proximo-distale a été rapportée chez des patients présentant une atteinte 

des muscles proximaux et distaux (Ueyama et al., 2002). Ce phénotype résulte soit d’une MM 

après extension de la maladie à des muscles plus proximaux, soit d’une LGMD R2 qui s’étend 

rapidement vers les muscles distaux. 

Deux cas de myopathie axiale avec syndrome de la colonne vertébrale rigide ont aussi été 

rapportés (Nagashima et al., 2004; Seror et al., 2008). Ces patients présentent des symptômes 

cliniques et des signes caractéristiques d’une atteinte des muscles paraspinaux associée à des 

douleurs dorsales chroniques, une colonne vertébrale rigide et déformée, un remplacement 

graisseux des muscles érecteurs de la colonne vertébrale et une atteinte des muscles 

postérieurs de la cuisse et du mollet, voire des ceintures scapulaire et pelvienne. 

Enfin, la dysferlinopathie peut aussi se manifester comme un trouble pseudo-métabolique 

(Nguyen et al., 2007, 2005) avec une intolérance à l'effort, des douleurs et des crampes 

musculaires, ou une hyperckémie asymptomatique caractérisée uniquement par une élévation 

marquée de la concentration sérique de créatine kinase. 

 

1.4. Les dysferlinopathies, une pathologie unique 

 

Alors que les dysferlinopathies sont classées et divisées selon leur spectre clinique, une 

étude très récente d’histoire naturelle de la maladie, la "Jain COS" (Jain clinical outcome study), 

suggère que les dysferlinopathies ne formeraient pas des entités phénotypiques distinctes 

(distal versus proximal) mais qu’elles devraient être considérées comme une seule et même 

pathologie, tant pour la prise en charge des patients que pour l’accès aux futurs traitements 

(Moore et al., 2021). En effet, l’analyse comparative de données cliniques, biologiques et 

d’imageries musculaires de 114 personnes atteintes de LGMD R2 et de 54 personnes atteintes 

de MM a montré qu’il n’y avait pas de différence significative quant à la localisation proximale 

versus distale de l’atteinte musculaire entre ces deux formes. Les différences concernent plutôt 
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la répartition géographique des patients : ceux atteints de MM sont plus fréquemment 

retrouvés au Japon, alors que ceux atteints d’une LGMD R2 vivent plutôt en Europe et aux 

Etats-Unis. La répartition des dysferlinopathies en phénotypes distincts ne semble donc plus 

être pertinente et les phénotypes pourraient être combinés dans des études cliniques et 

physiopathologiques. C’est d’ailleurs ce qu’avait déjà suggéré une étude précédente sur un 

nombre plus réduit de patients (Paradas et al., 2010). Un autre argument en faveur du 

regroupement des formes de dysferlinopathies sous une même entité réside dans la variabilité 

phénotypique entre patients porteurs de la même mutation responsable du déficit en 

dysferline. En effet, une même mutation du gène responsable de dysferlinopathie peut 

conduire à des formes cliniques différentes au sein d’une même famille (Guo et al., 2021; 

Illarioshkin et al., 2000; Weiler et al., 1999), suggérant que des facteurs environnementaux, 

épigénétiques et génétiques autres que les anomalies de dysferline contribueraient à 

déterminer la forme clinique de la maladie. 

 

2. Les atteintes musculaires et l’établissement du diagnostic 

 

L’hétérogénéité des dysferlinopathies et la lenteur de progression de la maladie 

représentent un défi de diagnostic pour le corps médical. Au regard du tableau clinique, la 

dysferlinopathie est, par exemple, fortement susceptible d'être diagnostiquée comme une 

polymyosite, une myopathie inflammatoire. Dans une étude rétrospective, près de 25% des 

patients LGMD R2/MM de la cohorte analysée ont initialement reçu un diagnostic de 

polymyosite (Nguyen et al., 2007). Or, ce diagnostic erroné peut avoir une incidence sur les 

patients en proposant des thérapies inutiles et potentiellement dangereuses, comme par 

exemple l’administration à long terme de corticostéroïdes (Sreetama et al., 2018; Walter et al., 

2013). Le diagnostic des dysferlinopathies nécessite donc une approche multidisciplinaire qui 

comprend un examen clinique, une évaluation musculaire et une analyse génétique (Fanin and 

Angelini, 2016; Ivanova et al., 2022). 

 

2.1. L’examen clinique 

 

Les dysferlinopathies étant des maladies génétiques héréditaires, le diagnostic repose dans 

un premier temps sur l'évaluation des antécédents familiaux de la personne. Un examen 

physique complet est également nécessaire pour confirmer la présence d’une faiblesse 

musculaire, premier symptôme de la maladie (Patel et al., 2017) (Figure 10).  L’atteinte 

musculaire des dysferlinopathies peut se traduire par des signes inhabituels d’atrophie (80% 

des patients) ou de contractures musculaires aux chevilles, genoux et coudes (36% des 

patients) (Harris et al., 2016). Le signe clinique du « diamant », qui est un renflement anormal 

de la partie antérolatérale du quadriceps lorsque les patients doivent se tenir avec les genoux 

fléchis, est par exemple le reflet d’une atrophie musculaire typique de la maladie. Il touche 64% 

des patients atteints de LGMD R2 et 75% des patients MM (Pradhan, 2008). Pour compléter 

l’évaluation, un bilan sanguin est réalisé afin de doser le taux de créatine kinases (CPK), une 

enzyme du métabolisme énergétique qui s’échappe des muscles endommagés. Lorsque des 
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taux élevés de CPK sont détectés sur plusieurs analyses d’échantillons sanguins cela signifie 

généralement que le muscle est désagrégé par un processus anormal ou que son processus 

de régénération est ralenti ou altéré. Ainsi, lorsqu’une faiblesse musculaire visuelle est 

accompagnée d’un taux de CPK 10 fois supérieur à la normale, le diagnostic clinique se dirige 

vers une MD. Chez les patients atteints de dysferlinopathie, le taux de CPK dans le sang est 

généralement élevé, dépassant de 10 à 100 fois la normale (Fanin and Angelini, 2016; Harris et 

al., 2016), et persiste tout au long de la maladie.  

 

 
Figure 10. Les caractéristiques cliniques des dysferlinopathies. 

(A) Patient atteint de LGMD R2 avec une atrophie sélective de la moitié du biceps provoquant un aspect de boule. 

(B) Patient atteint de MM présentant une atrophie caractéristique du mollet. (C) Caractéristique clinique du 

« diamant » sur le quadriceps d’un patient atteint de MM. Adapté de (Pradhan, 2009; Umakhanova et al., 2017; 

Woudt et al., 2016). 

 

2.2. L’évaluation musculaire  

 

Dans un second temps, un examen du tissu musculaire, de sa structure et de son 

organisation est réalisé à partir d’une biopsie musculaire (Figure 11).  

D’un point de vue histologique, les dysferlinopathies sont caractérisées, comme toute MD, par 

une dégénérescence chronique des fibres musculaires squelettiques menant à un processus 

de nécrose/régénération et, dans les cas les plus avancés, à un remplacement des myofibres 

par du tissu conjonctif ou adipeux. Ces caractéristiques peuvent être observées grâce à des 

méthodes de coloration du tissu musculaire comme l’hématoxyline/éosine (H&E) qui 

permettent de visualiser l’irrégularité de la taille des myofibres, une localisation centrale des 

noyaux et un tissu conjonctif anormalement volumineux (Amato and Brown, 2011; Harris et al., 

2016). Chez les patients atteints de dysferlinopathie, le processus de régénération musculaire 

peut impacter plus de 10% des fibres (Fanin and Angelini, 2002) consécutivement à un 

processus de dégénérescence massif (>1% des fibres). Les biopsies de patients sont également 

caractérisées par la présence anormale de cellules inflammatoires mononucléées qui, 
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contrairement à ce que l’on observe chez les patients atteints de polymyosite, ne sont recrutées 

qu’au niveau des fibres musculaires nécrosées (Gallardo et al., 2001; Rowin et al., 1999). Ces 

infiltrats inflammatoires ont été observés dans les muscles de 60 à 70 % des patients atteints 

de dysferlinopathie, même chez ceux qui étaient cliniquement moins affectés (Fanin and 

Angelini, 2002; Gallardo et al., 2001).  

 

 
Figure 11. Examen du tissu musculaire des patients atteints de dysferlinopathie. 

Coloration H&E de biopsies musculaires de patients atteints de LGMD R2 (1.A) ou de MM (2.A) présentant un 

schéma dystrophique classique lié à l’absence de dysferline : infiltration du tissu conjonctif, taille des fibres 

irrégulière et noyaux centronucléés. IRM musculaire axiale de patients atteints de dysferlinopathie présentant un 

remplacement graisseux du muscle tenseur du fascia lata (TFL), du muscle obturateur externe (OE) et interne (OI) 

(1.B), ou du gastrocnémien médial (GM) et du muscle soléaire (So) (2.B). Immunomarquage musculaire de la 

dysferline chez un contrôle sain (3.) et un patient atteint de dysferlinopathie (4.), chez qui la protéine est absente 

du sarcolemme. Analyse protéique de la dysferline par western blot (5.) montrant une absence de la protéine chez 

un patient atteint de dysferlinopathie (patient 2) en comparaison à un patient sain (patient 1). Adapté de (Diaz-

Manera et al., 2018; Fanin and Angelini, 2016; Fernández‐Eulate et al., 2021). 

 

Au niveau protéique, les dysferlinopathies sont diagnostiquées par une absence totale ou une 

sévère réduction de dysferline, associée à une expression normale d’autres protéines 

musculaires. Ce défaut peut être observé par un immunomarquage des biopsies ou quantifié 

par la technique de western blot. Néanmoins, lorsqu’une réduction de dysferline et non une 

absence est observée dans les échantillons, des analyses complémentaires doivent être 

effectuées. En effet, plusieurs études rapportent qu’une diminution de dysferline peut 

occasionnellement être observée dans d’autres types de LGMD induites par un déficit primaire 

en calpaïne 3 (Chrobáková et al., 2004) ou en cavéoline-3 (Matsuda, 2001).  

Un certain nombre d'autres technologies peut être utilisé de façon complémentaire pour suivre 

l'étendue des lésions musculaires, comme l’imagerie musculo-squelettique par IRM (imagerie 

par résonance magnétique), Elle n’est pas assez spécifique pour distinguer les différentes 

formes de myopathies mais permet d’identifier les muscles affectés et d’évaluer la progression 

de la maladie. L’imagerie permet par exemple de visualiser une inflammation musculaire au 

stade initial des dysferlinopathies ou une infiltration graisseuse dans la phase atrophique (Patel 

et al., 2017). Dans un article récent (Diaz-Manera et al., 2018), un consortium international à 
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l’origine d’une étude d’histoire naturelle de la dysferlinopathie met l’accent sur l’intérêt de 

l’imagerie, en particulier celui de l’IRM musculaire du corps entier. A partir des données d’IRM 

de 181 patients, les auteurs ont en effet pu identifier un profil type de répartition du 

remplacement graisseux des fibres musculaires dans la dysferlinopathie. Les auteurs ont 

également pu déterminer des paramètres évolutifs de la maladie dans le cadre de l’histoire 

naturelle. Autant d’éléments nouveaux qui pourront être utiles, autant pour le diagnostic et 

l’évolution de la pathologie que pour les essais cliniques à venir. 

 

2.3. Le diagnostic génétique 

 

Afin d’identifier avec précision le gène ainsi que le variant pathogène en cause dans la 

maladie, le séquençage d’ADN génomique est nécessaire. Selon les besoins diagnostics, 

différentes techniques de séquençage peuvent être utilisées. Le séquençage par Sanger est 

effectué lorsque les informations cliniques sont assez précises pour orienter la recherche vers 

un nombre réduit de gènes à séquencer (1 à 3). Il permet notamment d’identifier des variants 

familiaux connus dans le cas où d’autres membres de la famille du patient sont atteints de 

maladies musculaires. Lorsque les premiers tests de diagnostic ne permettent pas d’identifier 

les causes génétiques de la maladie, le séquençage de nouvelle génération (NGS pour next-

generation sequencing) est alors utile puisqu’il permet d’étudier des régions génétiques de 

grande taille et l’analyse simultanée de plusieurs gènes. Il est cependant nécessaire de cibler 

au préalable ce qui doit être analysé afin d’être le plus pertinent possible et de réduire les coûts 

d’analyse. Dans le cadre des myopathies, l’approche par NGS se fait généralement sur un panel 

de gènes prédéfinis (entre 20 et 300) lorsque la maladie est caractérisée et que de nombreux 

gènes sont connus. Par contre, lorsque le phénotype de la maladie est caractérisé mais que les 

gènes majeurs connus ont été exclus, l’analyse peut être orientée sur l’ensemble des parties 

codantes du génome. On parle alors d’exome clinique (~5 000 gènes décrits en pathologie 

humaine) ou d’exome entier (~20 000 gènes ~1 à 2% génome).  

Le NGS semble devenir la nouvelle référence de test génétique pour les maladies musculaires 

puisqu’il présente un meilleur taux de réussite au diagnostic des troubles des muscles 

squelettiques, dont les LGMD (Nigro and Savarese, 2016). Cependant, le volume de données 

générées par le séquençage à haut débit est important et plus difficile à analyser. Le principal 

défi d’analyse du NGS repose sur l’interprétation du caractère pathogène des variants identifiés 

(Li et al., 2022). En effet, le génome d’un individu peut différer du génome humain de référence 

sur 4 à 5 millions de sites (Auton et al., 2015). Afin d’interpréter la pathogénicité des variants 

dans un contexte de diagnostic, un système de classification a été élaboré par l’ACMG 

(American College of Medical Genetics). Ce système est notamment basé sur les données 

provenant de la littérature (1000Genome, gnomAD, Leiden Open Variation Database et Human 

Gene Mutation Database), des prédictions informatiques et des études fonctionnelles (Richards 

et al., 2015). Ainsi, les variants peuvent être déterminés comme pathogènes, probablement 

pathogènes, de signification incertaine (VUS for variant of uncertain significance), 

probablement bénins ou bénins. Néanmoins, ils sont souvent signalés comme VUS. Dans le 
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cadre des dysferlinopathies, 2648 variants sont par exemple répertoriés dans la base de 

données publique ClinVar, dont 811 sont de signification incertaine. 

 

3. Les bases génétiques et moléculaires des dysferlinopathies  

 

Une origine génétique commune aux formes cliniques des dysferlinopathies a été mise en 

évidence dans les années 1990 par la découverte de l’implication d’un même locus 2p13 dans 

la LGMD R2 (Bashir et al., 1994) et la MM (Bejaoui et al., 1995; Illarioshkin et al., 1996). La cause 

génétique responsable de ces deux formes fut découverte quelques années plus tard lorsque 

deux études menées par les groupes de Kate Bushby et de Robert H. Brown ont simultanément 

identifié un nouveau gène qui était communément muté dans les deux maladies (Bashir et al., 

1998; Liu et al., 1998). La protéine prédite étant homologue à la protéine fer-1 de C. elegans, 

elle fut nommée « dysferline » pour « dystrophy-associated fer-1 like protein » et sa séquence 

codante reçu le symbole DYSF (Liu et al., 1998). Tout ceci abouti finalement à la notion de 

dysferlinopathie en 1999 comme un ensemble de MD causées par une déficience commune 

en dysferline (Bushby, 1999). 

 

3.1. La structure du gène DYSF et ses transcrits 

 

Le gène humain DYSF s’étend sur plus de 150 kilobases (kb) au niveau p13.3-p13.1 du bras 

court du chromosome 2 et comprend 55 exons de taille variable, allant de 30 à 461 paires de 

bases (bp) (Aoki et al., 2001; Bashir et al., 1998; Liu et al., 1998). 

Quatorze transcrits du gène DYSF sont connus à ce jour chez l’homme, permettant la 

production d’autant d’isoformes de la protéine dysferline qui n’ont pas tous la même 

importance biologique ni la même répartition tissulaire (Figure 12). Ces quatorze transcrits 

résultent de l’épissage alternatif du gène DYSF à partir de deux sites différents d’initiation de 

la transcription présents dans l’intron 1 (Pramono et al., 2009, 2006). Sept variants DYSF sont 

générés à partir du promoteur canonique alors que les sept autres variants DYSF_v1 le sont à 

partir du promoteur alternatif. L’expression des transcrits contenant l’exon alternatif v1 semble 

être inférieure (23%) comparée à celle des transcrits contenant l’exon 1 classique dans le 

muscle squelettique, suggérant que ces derniers pourraient être les transcrits principaux de ce 

tissu. Les 14 transcrits sont également produits par un épissage alternatif induisant l’exclusion 

de l’exon 17 (Salani et al., 2004) ou par l’inclusion dans le cadre de lecture des exons alternatifs 

5a et 40a dérivés respectivement des introns 5 et 40 (Pramono et al., 2009). Ces transcrits sont 

différentiellement exprimés selon le stade développemental, le type de tissu et la condition 

pathologique. Parmi cette diversité de transcrits, le numéro 1 est celui qui est majoritairement 

exprimé dans le muscle squelettique adulte (ENST00000258104.8) puisqu’il représente 73% de 

tous les transcrits dans ce tissu. C’est le transcrit le plus long (~7kb) et qui ne contient aucun 

exon alternatif.  

 

  



  Introduction : Chapitre 2 

46 

 

 
Figure 12. Les transcrits du gène DYSF. 

Schéma adapté de (Pramono et al., 2009) avec le site BioRender. 

 

3.2. Les mutations du gène DYSF : une absence de corrélation génotype-

phénotype 

 

Les dysferlinopathies sont des maladies génétiques héréditaires qui se transmettent au sein 

d’une même famille selon un mode de transmission autosomique récessif. Néanmoins, il existe 

quelques rares patients atteints de dysferlinopathie dont aucun membre de la famille n’est 

porteur d’un variant pathogène de DYSF (Okahashi et al., 2008). Ce sont des cas dits 

sporadiques car l’anomalie génétique est issue d’une erreur lors de la gamétogénèse. 

Les mutations pathogènes, responsables de dysferlinopathies, sont réparties sur toute la 

longueur de la séquence codante de DYSF, sans site en particulier plus sujet à une fréquence 

élevée de variants qu’un autre (Shin et al., 2015) (Figure 13). Depuis la description des premières 

mutations de DYSF, plus de 2000 variants polymorphiques ont été rapportés dont quelques 

centaines seraient associés à un phénotype pathologique (bases de données : ClinVar = 374 ; 

UMD DYF = 416 ; LOVD = 648). Ces mutations pathogènes incluent des variants non-sens 

(20%) et faux-sens (35%), des insertions ou délétions décalant le cadre de lecture (30%), des 

variants au niveau des sites d’épissage (12%) et des grands réarrangements génomiques (3%) 

(Fanin and Angelini, 2016; Harris et al., 2016). Néanmoins, d’autres mutations restent encore à 

découvrir. En effet, la recherche de variants pathogènes pour les dysferlinopathies est difficile 
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à réaliser en raison de la grande taille de DYSF et de la répartition des mutations qui couvrent 

la quasi-totalité du gène. Il est d’ailleurs estimé que pour 20% des patients atteints de 

dysferlinopathie, seul un allèle mutant DYSF a été identifié, suggérant que la deuxième 

mutation pourrait avoir échappé à son identification (Charnay et al., 2021; Krahn et al., 2009; 

Nguyen et al., 2005).  

 

Parmi les variants pathogènes identifiés, certaines mutations sont dites « privées » car elles 

sont récurrentes dans des populations spécifiques. Cela peut s’expliquer par l’isolement de 

petites communautés (consanguinité) ainsi que par des facteurs culturels, historiques ou 

démographiques. Dans le cadre des dysferlinopathies, cela semble être le cas pour la mutation 

espagnole p.R1905X (Vilchez et al., 2005), japonaise p.W999C (Izumi et al., 2020) ou les 

mutations fondatrices récurrentes parmi les populations juives d’Israël et de la Libye (Argov et 

al., 2000; Bashir et al., 1998). 

 

 

 

Figure 13. Cartographie des principales mutations pathogènes de DYSF répertoriées. 

Les variants pathogènes sont répartis uniformément sur le gène DYSF (chaque tiret sépare les exons). Il n’existe 

pas de corrélation génotype-phénotype identifiée puisqu’une même mutation peut engendrer différents 

phénotypes cliniques. (Source : base de données UMD-DYSF) 

 

Les corrélations génotype-phénotype semblent compliquées à établir pour les 

dysferlinopathies, notamment en raison de l’hétérogénéité des phénotypes cliniques et parce 

que la plupart des patients sont des composites hétérozygotes du gène DYSF. Des mutations 

identiques ont, par exemple, été associées à des âges d’apparition et des degrés de sévérité 

de la maladie différents, ainsi qu’à une hétérogénéité des muscles impliqués (Ceyhan-Birsoy et 

al., 2015; Illarioshkin et al., 2000; Krahn et al., 2009). Une variabilité clinique a également été 

décrite parmi des patients porteurs de la même mutation homozygote au sein d’une même 

famille (Ceyhan-Birsoy et al., 2015; Illarioshkin et al., 2000; Vilchez et al., 2005; Weiler et al., 

1999). 
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4. La dysferline 

 

Depuis son identification dans les années 1990, de nombreuses études se sont intéressées 

à disséquer la structure, la localisation et l’expression de la dysferline.  

 

4.1. La structure modulaire de la dysferline 

 

La dysferline est une grande protéine de 237 kilodaltons (Anderson et al., 1999) qui 

appartient à la famille des ferlines, un groupe de protéines qui partagent des homologies de 

séquence et de structure. Les ferlines sont codées par six gènes paralogues chez les 

mammifères (Fer1L1 à Fer1L6) dont Fer1L1 qui correspond au gène DYSF codant pour la 

dysferline. Ce sont des protéines transmembranaires, toutes caractérisées par un court 

domaine extracellulaire C-terminal et de multiples domaines C2 cytosoliques. Les ferlines 

contiennent également un nombre variable de domaines Fer et DysF. Bien que le rôle de ces 

derniers reste inconnu, la plupart des fonctions attribuées aux ferlines semblent être médiées 

par leurs domaines C2 (Lek et al., 2012) qui se lient aux bicouches lipidiques et favorisent le 

remodelage des structures membranaires. Ces modifications permettent une variété de 

processus cellulaires tels que la fusion de vésicules à la membrane ou le recrutement d’autres 

protéines impliquées dans le trafic membranaire (Lek et al., 2012; Marty et al., 2013). Parmi les 

membres de la famille les plus étudiés, la myoferline est, par exemple, fortement exprimée 

dans le muscle squelettique en développement (Davis et al., 2000) où elle régule la fusion des 

myoblastes et la régénération musculaire (Doherty et al., 2005). Elle participe également au 

trafic des vésicules et à la croissance du muscle squelettique (Davis et al., 2000; Zhu et al., 2019). 

La protéine fer-1 like family member 5 est, quant à elle, impliquée dans la fusion des 

myoblastes au sein du muscle squelettique (Usha Kalyani et al., 2020).  

Ainsi, la dysferline est une protéine modulaire composée de sept domaines C2 ainsi que de 

trois domaines Fer et DysF, d’un domaine transmembranaire en région c-terminale et d’une 

petite portion extracellulaire (Figure 14). Les sept domaines C2 de la dysferline sont nommés 

de C2A à C2G (Therrien et al., 2006) selon leur distribution tout au long de la séquence 

protéique (Marty et al., 2013) et possèdent chacun une affinité variable pour le calcium et les 

phospholipides (Abdullah et al., 2014; Davis et al., 2002; Fuson et al., 2014; Marty et al., 2013; 

Therrien et al., 2009). Ces domaines semblent avoir des fonctions indépendantes dans le muscle 

squelettique mais le rôle de chacun est encore flou.  

Le premier domaine, C2A, en position N-terminale semble jouer un rôle de médiateur dans la 

fusion des lysosomes avec la membrane plasmique (Han et al., 2012) et serait également 

nécessaire pour l’accumulation de la dysferline au niveau des sites endommagés de la 

membrane plasmique grâce à l’interaction avec son partenaire MG53 (Matsuda et al., 2012). Ce 

domaine serait également impliqué dans la formation de complexes multi-protéiques avec les 

annexines A1 et A2, l’alpha tubuline (Azakir et al., 2010) (papier rétracté) ou la protéine AHNAK 

(Huang et al., 2007). De plus, le fragment protéique contenant les domaines C2F, C2G et le 

domaine transmembranaire semble être impliqué, lui aussi, dans la réparation du sarcolemme 
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(Krahn et al., 2010; Lek et al., 2013; Redpath et al., 2014). Ce fragment, appelé « mini 

dysferline », provient du clivage de la dysferline par des calpaïnes lors d’une lésion de la 

membrane plasmique. Enfin, le motif C2B-FerI-C2C est supposé réguler l’expression de la 

dysferline à la membrane plasmique (Evesson et al., 2010) ainsi que son taux d’endocytose, qui 

semble être crucial dans la réparation membranaire (Idone et al., 2008; McDade et al., 2014). 

Très récemment, le rôle de chaque domaine C2 a été un peu plus exploré (Muriel et al., 2022). 

Il a ainsi été montré que l’ensemble des domaines contribue au mécanisme de réparation 

membranaire de la cellule musculaire, avec un rôle prédominant de C2A et C2B sans lesquels 

le mécanisme est complètement inhibé. De plus, les domaines C2D à C2G seraient nécessaires 

pour la localisation de la dysferline au sarcolemme. Concernant les domaines Fer et DysF de la 

dysferline, la relation structure-fonction n’est pas connue. Une seule étude propose un rôle de 

DysF I dans la réparation membranaire par le recrutement sélectif de la dysferline à la 

membrane plasmique (Espinoza-Fonseca, 2016). Par ailleurs, les récents progrès des méthodes 

in silico dans l’étude du repliement des protéines complexes pourraient permettre à l’avenir 

d’améliorer notre compréhension de la structure de chaque domaine et, possiblement, leur 

fonction (Dominguez et al., 2022).  

L’étude des transcrits résultant de l’épissage alternatif du gène DYSF pourrait également aider 

à la compréhension des fonctions de la dysferline, et plus précisément de ses domaines. En 

effet, il est probable que la présence d’exons alternatifs (v1, 5a, 17 et 40a) puisse avoir une 

importance structurelle et fonctionnelle dans l’organisme, comme cela a par exemple été 

démontré avec l’exon 40a qui aurait un rôle dans la réparation membranaire des cellules 

musculaires (Ballouhey et al., 2021). Dans le muscle squelettique, il semble donc probable que 

le remplacement de l’exon 1, codant pour le domaine protéique C2A de la dysferline, par l’exon 

v1 (19% des transcrits de la dysferline du muscle squelettique) puisse modifier les interactions 

de la protéine avec les phospholipides ou ses partenaires protéiques (Fuson et al., 2014) et 

donc sa fonction. 

 

 

Figure 14. La structure modulaire de la dysferline. 

La dysferline est composée de sept domaines C2, trois domaines Fer, trois domaines DysF et un domaine 

transmembranaire. Les parties codantes de chaque domaine sont référencées sur la représentation du gène DYSF 

par le code couleur associé. Schéma inspiré de la thèse Etude d’un transcrit alternatif de la dysferline et mise en 

place d’un traitement pour les dysferlinopathies par Océane BALLOUHEY, 2021 et créé sur le site BioRender. 
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4.2. L’expression et la distribution de la dysferline 

 

La dysferline est détectée dans les premiers stades du développement fœtal, dès 5 à 6 

semaines de gestation, quand les membres commencent à montrer une différenciation 

régionale (Anderson et al., 1999). L’expression de la dysferline persiste ensuite dans le muscle 

squelettique mature. 

Concernant sa distribution tissulaire, la dysferline est une protéine ubiquitaire. Des données 

transcriptomiques montrent que son ARN messager (ARNm) est principalement exprimé dans 

les muscles squelettiques, bien qu'il soit également présent dans le cœur et le placenta, et plus 

faiblement dans le foie, les poumons, les reins et le pancréas (Bashir et al., 1998; Liu et al., 1998). 

Au niveau protéique, l'expression la plus élevée de dysferline se trouve aussi dans le muscle 

squelettique (Anderson et al., 1999). On la retrouve également fortement exprimée dans le 

muscle cardiaque et les reins ou les monocytes circulants du sang (Ho et al., 2002). Malgré 

cette large distribution tissulaire, les phénotypes pathologiques résultant d’une déficience en 

dysferline ont été majoritairement décrits dans le muscle squelettique. 

La dysferline présente une expression et une distribution subcellulaire différentielle au cours 

de la myogenèse. Des données provenant de cultures primaires de biopsies musculaires 

humaines indiquent que la dysferline peut être détectée dans les MuSC activées myoD 

positives et que le niveau d’ARN augmente ensuite progressivement à mesure que les 

myoblastes se différencient en myotubes (De Luna et al., 2004; Salani et al., 2004).  

 

4.3. La localisation de la dysferline 

 

Dans le tissu musculaire squelettique, la dysferline a été décrite pour la première fois comme 

une protéine concentrée au niveau du sarcolemme des myofibres (Anderson et al., 1999). 

Quelques années plus tard, la dysferline a été détectée au niveau des membranes des tubules-

t où elle s'aligne avec les récepteurs de la dihydropyridine (DHPR) et de la ryanodine (RyR) qui 

sont présents au niveau des triades (Ampong et al., 2005; Kerr et al., 2013; Klinge et al., 2010, 

2007; Roche et al., 2011). D’autres études ont également montré une localisation de la 

dysferline au niveau de vésicules intracellulaires des cellules musculaires, notamment dans les 

myotubes en cours de différenciation (Bansal and Campbell, 2004; McDade and Michele, 2014). 

La répartition de la dysferline entre le sarcolemme et la membrane des tubules-t change au 

cours de la maturation musculaire. Dans des expériences d'immunohistochimie, l'intensité du 

marquage de la dysferline atteint son maximum sur les tubules-t pendant leur développement 

et leur régénération, mais se redistribue principalement vers le sarcolemme dans les fibres 

musculaires matures, sans pour autant perdre son expression au niveau des tubules-t.  
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5. Les modèles d’étude des dysferlinopathies 

 

Une grande majorité de nos connaissances sur les dysferlinopathies proviennent du 

développement et de la caractérisation de modèles animaux. En récapitulant des 

caractéristiques de la pathologie, ils sont utiles à la compréhension des processus 

physiopathologiques mais également dans l’identification et la validation de cibles 

thérapeutiques. Toutefois, ces modèles présentent certaines limites qui nécessitent de 

développer des modèles cellulaires alternatifs plus ciblés afin d’avancer dans la compréhension 

des mécanismes moléculaires et cellulaires associés aux dysferlinopathies. 

 

5.1. Les modèles animaux naturels 

 

Afin de pouvoir étudier les mécanismes responsables des dysferlinopathies, les modèles 

murins déficients en dysferline ont été privilégiés. En effet, la structure musculaire de la souris 

est similaire à celle de l’homme et le gène DYSF présente une homologie de séquence globale 

de plus de 90% entre les deux espèces (Vafiadaki et al., 2001). Parmi les nombreux modèles 

murins publiés (tableau 3), deux sont naturels : les souris SJL/J et A/J.  

 

Tableau 3. Les principaux modèles animaux naturels de dysferlinopathies. 

Le modèle murin SJL/J (ou SJL) présente une délétion spontanée de 171 bp au niveau d’un site 

d’épissage de l’intron 44 du gène DYSF, menant au saut de l’exon 45 et à une réduction de 

85% de l’expression de la dysferline (Bittner et al., 1999a; Vafiadaki et al., 2001). 

Histologiquement, les premières lésions musculaires peuvent être détectées chez les souris 

âgées d’un mois. Ensuite, la myopathie progresse et devient active vers l’âge de sept mois avec 

la détection de caractéristiques dystrophiques avancées comme de l’inflammation, de la fibrose 

et le remplacement de fibres par du tissu adipeux. Au niveau clinique, les muscles proximaux 

sont les plus affectés. L’atrophie musculaire commence à dix mois et, à seize mois, la moitié 

des fibres musculaires sont remplacées par de la graisse. 

Le modèle A/J porte une insertion d’un rétrotransposon de 5000-6000 bp dans l’intron 4 du 

gène DYSF, menant à une absence de la protéine (Ho et al., 2004). Les souris A/J présentent un 

début plus tardif et une progression plus lente de la maladie par rapport au modèle SJL. Les 

premières caractéristiques dystrophiques apparaissent à l’âge de quatre/cinq mois, affectant 
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sévèrement les muscles abdominaux puis les muscles proximaux des membres inférieurs. Les 

principales caractéristiques histopathologiques et cliniques sont : des fibres dystrophiques, une 

inflammation, un remplacement des lésions par du tissu fibreux et graisseux et une réduction 

de l’intégrité du sarcolemme mis en évidence par des taux de CPK augmentés entre 4 et 6 fois 

et des anomalies ultra-structurelles de la membrane (Kobayashi et al., 2010). La progression de 

la maladie est lente, sauf dans les muscles abdominaux, qui présentent un taux de fonte 

musculaire plus rapide.  

 

5.2. Les modèles animaux génétiquement modifiés 

 

En parallèle, d’autres modèles murins de dysferlinopathie ont été créés par modification de 

leur génome grâce à diverses techniques comme le croisement de souches, la substitution 

chromosomique ou la recombinaison homologue (tableau 4). 

Tout d’abord, les modèles murins naturels de dysferlinopathie ont été rétro-croisés sur des 

fonds génétiques caractérisés afin d’identifier le véritable effet causal de la déficience en 

dysferline. En effet, les modèles SJL et A/J possèdent certaines caractéristiques qui ne sont pas 

observées chez les patients (Ho et al., 2004) et qui peuvent s’expliquer par leur fond génétique 

(Doetschman, 2009). Les techniques de croisement de souches ont ainsi permis d’obtenir les 

modèles murins Bla/J, SCID-BLAJ et C57BL/10.SJL-Dysf. La souris BLA/J étant le modèle murin 

le plus populaire en raison de son phénotype similaire à celui des autres modèles 

dysfonctionnels, de sa sensibilité réduite aux infections et de son fond génétique bien étudié 

(Lostal et al., 2010), c’est la seule que je décrirai en détail. Les autres lignées sont résumées 

dans le tableau 4. Les souris homozygotes Bla/J ont été obtenues par le croisement de la 

souche A/J avec des souris saines C57BL/6 (Lostal et al., 2010), ce qui permet de maintenir le 

caractère délétère de la mutation A/J tout en possédant le fond génétique des souris C57BL/6. 

Les caractéristiques dystrophiques des souris Bla/J sont similaires à la souche A/J mais sont 

détectées plus tôt que dans la lignée originale. L'apparition de la maladie est observée dès 

deux mois et se caractérise par la présence de fibres centronucléées et de zones 

d'inflammation. Les altérations morphologiques s’aggravent à l'âge de quatre mois. La majorité 

des muscles sont altérés, le psoas étant le plus affecté, suivi du quadriceps fémoral et du muscle 

tibial antérieur, puis du gastrocnémien. Les souris parcourent moins de distance et sont moins 

actives que le type sauvage, et présentent également une diminution de leur capacité de 

réparation de leurs membranes.  

D’autres modèles ont été développés en invalidant le gène DYSF (knockout) par des techniques 

de substitution chromosomique ou de recombinaison homologue. Il s’agit des modèles murins 

Chr6-A/J, Dysf -/-, dqxDysf-/- et Dysfpy1159x/py1159x dont les caractéristiques sont résumées 

dans le tableau 4. 
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Tableau 4. Les principaux modèles animaux génétiquement modifiés de dysferlinopathies. 

Abréviations : ESC, cellules souches embryonnaires ; PMR, réparation de la membrane plasmique. 
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Enfin, un premier modèle murin porteur d’une mutation faux-sens a été récemment créé afin 

de pouvoir étudier les conséquences histologiques et cliniques de la variation d'un seul acide 

aminé et du mauvais repliement de la dysferline (Malcher et al., 2018). Ce modèle, MMex38, a 

été généré par l’introduction homozygote de la mutation murine DYSF c.4079T>C dans l’exon 

38 du modèle C57BL/6, menant à la modification protéique p.L1360P. Ce variant est analogue 

à la mutation humaine c.4022T>C (p.L1341P), responsable d’une LGMD R2. Le modèle MMex38 

récapitule des phénotypes dystrophiques progressifs et conformes à ceux observés chez les 

patients. A la naissance, les souris ne présentent pas de symptômes sur le plan clinique et 

histologique. Les premiers signes de dystrophie musculaire, comme des fibres nécrosées et 

dégénérescentes ou de la fibrose, apparaissent au début de l’âge adulte (à partir de trois mois) 

et s’aggravent avec le temps. Au niveau protéique, la mutation induit une diminution de 90% 

de l’expression de la protéine. Tandis que la dysferline est totalement absente du sarcolemme, 

des accumulations protéiques peuvent être observées sous forme de dépôts amyloïdes.  

Parallèlement aux modèles murins, d’autres modèles animaux de dysferlinopathie ont été créés 

à partir d’organismes phylogénétiquement plus éloignés afin de faciliter l’étude de certains 

phénomènes et mécanismes moléculaires. Néanmoins, ces modèles sont rares. Un seul modèle 

de poisson zèbre a ainsi été développé en 2011, à l’aide d’oligonucléotides anti-sens ciblant 

l’ARNm de la dysferline (Kawahara et al., 2011). Les poissons zèbre modifiés au stade 

embryonnaire présentent une expression réduite de la dysferline associée à une 

désorganisation du muscle squelettique. 

 

5.3. Les modèles cellulaires 

 

Les souris déficientes en dysferline fournissent des informations essentielles sur la fonction 

de la protéine et les processus qui conduisent à la dystrophie musculaire. Néanmoins, la 

mutation étant dans un contexte murin, certains modèles animaux peuvent ne pas récapituler 

entièrement le phénotype pathologique observé chez l’homme. De plus, les centaines de 

mutations pathologiques du gène DYSF ne peuvent pas être créées et évaluées dans des 

modèles murins pour des raisons de coûts et de temps. Dans ce contexte, plusieurs modèles 

humains in vitro ont été développés afin d’avancer dans la compréhension des mécanismes 

moléculaires et cellulaires associés aux dysferlinopathies.  

Les myoblastes primaires isolés à partir de biopsies musculaires de patients représentent la 

ressource biologique la plus couramment utilisée. Néanmoins, l’accès à ces cellules est réduit 

à cause de la fibrose excessive présente dans les muscles des patients et leur capacité de 

prolifération en culture est limitée par la senescence réplicative (Aas et al., 2013). Afin de 

contourner ces limitations, l’immortalisation des myoblastes primaires par transduction de 

hTert (human telomerase reverse transcriptase) et de CDK4 (cyclin-dependent kinase 4) est 

donc couramment utilisée pour modéliser les dysferlinopathies (Mamchaoui et al., 2011; 

Philippi et al., 2012). Une dizaine de lignées myogéniques LGMD R2 porteuses de variants 

pathogènes non-sens ou faux-sens ont ainsi été immortalisées sur la plateforme MyoLine de 

l’institut de myologie. C’est le cas de la lignée faux-sens 814 (c.4022T>C , p.L1341P) que j’ai 
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utilisée dans le cadre de mon projet de thèse. 

En parallèle, d’autres modèles in vitro ont été développés par transdifférenciation de cellules 

non musculaires en cellules squelettiques (Bar-Nur et al., 2018). A l’aide d’une transduction 

lentivirale du facteur myogénique myoD dont l’expression est inductible, des fibroblastes issus 

de biopsies de peau de patients sont convertibles en myoblastes et peuvent fusionner en 

myotubes comme le font les cellules musculaires.  

Bien que ces différents modèles évoqués présentent plusieurs avantages en terme de 

prolifération et de maturité, le développement de modèles cellulaires sans transgènes à partir 

de procédures non invasives a également été proposé grâce à l’utilisation de cellules souches 

humaines induites à la pluripotence (hiPSC). Une première preuve de concept d’utilisation des 

hiPSC pour modéliser la LGMD R2 et tester une thérapeutique a ainsi été rapportée dès 2013 

(Tanaka et al., 2013). A ce jour, quelques lignées de hiPSC ont été décrites dans la littérature 

(Kokubu et al., 2019; Turan et al., 2016) et seule une petite collection de trois lignées a été 

déposée par la Jain Foundation auprès du revendeur WiCell.  

 

6. Les partenaires et les fonctions de la dysferline dans le muscle squelettique 

 

Depuis son identification comme la cause directe de dysferlinopathie, des efforts importants 

ont été déployés pour révéler les fonctions de la dysferline, en particulier avec le 

développement des modèles d’étude détaillés précédemment. Plusieurs travaux de recherche 

ont ainsi pu identifier un rôle consensus de la dysferline dans le mécanisme de réparation des 

membranes plasmiques. Ce rôle est particulièrement pertinent dans les muscles squelettiques 

où la réparation de la membrane plasmique lésée constitue un phénomène critique pour 

maintenir l'intégrité et la fonction musculaire. D’autres études ont également supposé que la 

dysferline pourrait être impliquée dans différents processus cellulaires tels que : 

(i) la croissance, la différenciation et la régénération musculaire ; 

(ii) la formation et la stabilisation des tubules-t ; 

(iii) l’inflammation ; 

(iv) l’homéostasie lipidique. 

Cependant, à l'heure actuelle, on ne sait pas exactement dans quelle mesure ces mécanismes 

contribuent au développement des dysferlinopathies. La situation devient encore plus 

complexe si l’on considère les diverses manifestations cliniques de cette pathologie. Dans la 

partie qui va suivre, je vais donc décrire l’ensemble des fonctions supposées de la dysferline. 

 

6.1. Le trafic vésiculaire et la réparation membranaire 

 

La plupart des études visant à élucider les mécanismes pathologiques sous-jacents aux 

dysferlinopathies se sont concentrées sur le rôle de la dysferline dans la réparation de la 

membrane plasmique (PMR pour plasma membrane repair). Deux études princeps ont tout 

d’abord montré la présence d’irrégularités de la membrane plasmique, telles qu’une rupture 
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de la membrane plasmique, un épaississement de la lame basale et une accumulation de 

petites vésicules sous la lésion, dans des cellules musculaires squelettiques de patients porteurs 

de mutations de DYSF (Selcen et al., 2001) ou de souris modèles Dysf-/-(Bansal et al., 2003), 

soulignant ainsi un rôle de la dysferline dans le maintien de l’intégrité structurale de la fibre 

musculaire. Par la suite, ces perturbations du sarcolemme ont été associées à un défaut de 

PMR dans des fibres de souris Dysf-/- (Bansal et al., 2003) et des myocytes de patients (Philippi 

et al., 2012), suggérant alors que, dans les dysferlinopathies, l’altération du mécanisme de PMR 

causée par la perte de la dysferline pourrait être responsable de la dégénérescence musculaire.  

La PMR est un processus dynamique qui permet de restaurer l’homéostasie intracellulaire et 

de maintenir une fonction musculaire normale (Steinhardt et al., 1994). Elle est déclenchée par 

une entrée massive de calcium et d’oxydants dans la cellule, générée par la rupture de la 

membrane de la cellule musculaire. Même si le fonctionnement exact de la PMR n'est pas 

encore clair, les multiples études menées pour élucider ce mécanisme ont conduit à 

l’identification de processus cellulaires complexes (Zhen et al., 2021) qui coexistent dans 

l’espace et le temps pour réparer le sarcolemme. Dans la suite de ce paragraphe, je vais donc 

décrire l’ensemble des processus participant à la PMR et pour lesquels un rôle de la dysferline 

a été décrit (Figure 15). 

 

(i) Réduction de la tension membranaire et remodelage du cytosquelette 

Dans le cadre de lésions importantes (>nm) (Cooper and McNeil, 2015), la rupture de la 

membrane plasmique induit une tension membranaire dont la force est opposée et supérieure 

à la force de réparation, provoquant une rétractation de la membrane au niveau du site de 

lésion et empêchant sa fermeture spontanée. Un premier mécanisme de PMR consiste donc à 

diminuer cette tension membranaire. 

D’une part, la tension membranaire peut être réduite en remodelant le cytosquelette (Dai and 

Sheetz, 1999), notamment en diminuant l’actine corticale filamenteuse et en désassemblant le 

réseau de microtubules autour de la lésion membranaire. Pour cela, l’entrée massive de calcium 

par la partie membranaire endommagée entraîne l’activation locale de protéases, les calpaïnes 

(CPN), qui vont dégrader des protéines du cytosquelette (Redpath et al., 2014). En particulier, 

les CPN vont cliver deux partenaires de l’actine que sont la vimentine et la taline (Mellgren et 

al., 2007; Taveau et al., 2003), induisant une dépolarisation de la membrane qui permet de 

réduire la tension au sarcolemme. Le clivage de ces protéines favorise également le 

remodelage du cytosquelette en désassemblant le réseau d’actine endommagé. Cet 

évènement essentiel pour la PMR (Abreu-Blanco et al., 2012) est néanmoins transitoire. Après 

le désassemblage du réseau d’actine, deux GTPases, RhoA et Cdc42, recrutent l’actine et la 

myosine autour du site de lésion pour former un anneau d’actomyosine (Abreu-Blanco et al., 

2014) qui va continuellement se contracter pendant le processus de réparation de la 

membrane. Concernant la dysferline, il semblerait qu’elle ait un rôle à jouer dans le remodelage 

du cytosquelette, notamment de par son interaction avec son partenaire protéique, l’affixine 

(ou β-parvine) (Matsuda et al., 2005), une protéine de l’adhésion focale qui participe à la 

réorganisation de l’actine fibrillaire (Yamaji et al., 2004). Néanmoins, ce mécanisme reste encore 
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à élucider. 

D’autre part, la tension membranaire peut être réduite en augmentant la surface du 

sarcolemme par l’ajout de lipides, grâce à un processus d’exocytose à distance du site lésé qui 

permet la fusion de membranes intracellulaires avec le sarcolemme (Steinhardt, 2005; Togo et 

al., 2000). Ce processus est une phase rapide où des vésicules locales, notamment les 

lysosomes, sont recrutées en réponse à une élévation aigue de calcium intracellulaire. 

Concernant la dysferline, elle est supposée participer à l’exocytose de ces lysosomes (Defour 

et al., 2014; Han et al., 2012) puisque son absence dans les muscles squelettiques réduit le 

nombre de lysosomes présents au niveau du sarcolemme et entraîne une diminution globale 

de la cinétique et du nombre de lysosomes qui subissent une exocytose en réponse à une 

blessure. Plus précisément, la dysferline pourrait agir comme un effecteur de la fusion des 

vésicules intracellulaires avec la membrane plasmique. Elle semble en effet accélérer 

l’assemblage calcium dépendant des protéines de fusion SNARE (soluble N-ethylmaleimide-

sensitive factor attachment protein receptors) qui sont associées à chacune des membranes, 

en particulier via son interaction directe avec la syntaxine 4 et SNAP-23 (Codding et al., 2016). 
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Figure 15. Le processus de réparation membranaire des cellules musculaires. 

Lors d’une lésion du sarcolemme, un mécanisme actif de réparation est mis en place, faisant intervenir des 

processus cellulaires complexes qui coexistent dans l’espace et le temps. L’entrée massive de calcium dans la 

cellule induit plusieurs réactions : le remodelage du cytosquelette d’actine et des microtubules avec l’activation 

locale de calpaïnes, l’exocytose et le recrutement de protéines et de vésicules intracellulaires. L’ensemble de ces 

processus permet de réduire la tension membranaire et de former un anneau d’actomyosine ainsi qu’un patch 

membranaire qui vont permettre de combler la lésion. Schéma créé sur le site BioRender. 
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(ii) Formation d’un patch membranaire grâce au trafic vésiculaire 

Un autre mécanisme important de la PMR est la formation d’un "patch membranaire" au niveau 

de la lésion qui empêche la fuite du contenu intracellulaire vers l’extérieur et qui comble la 

lésion (McDade et al., 2014; McDade and Michele, 2014; McNeil, 2009, 2002). Ce patch est 

formé de vésicules intracellulaires, contenant notamment la dysferline, qui sont recrutées au 

niveau de la blessure où elles fusionnent entre elles afin de former de grandes vésicules qui 

vont sceller la lésion membranaire. L'origine de ces vésicules n'a pas encore été identifiée. Les 

compartiments candidats sont les vésicules dérivées des tubules-t et les vésicules provenant 

du sarcolemme ou de ses sous-compartiments comme les endosomes et les lysosomes. 

L’assemblage du patch membranaire semble être initié par un partenaire de la dysferline, la 

mitsugumine (MG53 ou TRIM72), qui facilite l’accumulation des vésicules intracellulaires vers 

le site lésé (Cai et al., 2009; McNeil, 2009; Weisleder et al., 2012). En effet, la MG53 détecte le 

changement d’oxydation du milieu intracellulaire à la suite d’une blessure du sarcolemme, 

s’oligodimérise et se déplace jusqu’à la lésion afin de pouvoir y recruter les vésicules 

intracellulaires grâce à son interaction avec la phosphatidylsérine des membranes et sa liaison 

avec le domaine C2A de la dysferline. La MG53 et la dysferline forment alors un réseau qui 

remplit la zone de lésion avec des vésicules et referme la blessure.  

Les annexines, d’autres partenaires de la dysferline, contribuent également à ce mécanisme de 

PMR. D’un côté, les annexines semblent participer indirectement à la formation du patch 

membranaire en facilitant les interactions entre les protéines membranaires et les protéines 

cytosoliques. En particulier, l’annexine A2 semble jouer un rôle dans l’accumulation de la 

dysferline à la membrane (Bittel et al., 2020; Lennon et al., 2003) en s’associant d’un côté avec 

les vésicules de dysferline (possiblement via le domaine C2A de la protéine) et de l’autre côté 

avec les lipides et les microdomaines riches en cholestérol du sarcolemme (Gerke and Moss, 

2002; Marg et al., 2012). D’autre part, les annexines semblent se lier aux membranes proches 

du site de rupture afin de former un réseau en 2D, appelé « coiffe », qui renforce le sarcolemme 

et limite l’expansion de la déchirure (Carmeille et al., 2016; Demonbreun et al., 2016; Robinson 

et al., 2020).  

 

(iii) Mécanisme d’endocytose 

Enfin, l’afflux de calcium dans les myofibres lésées semble déclencher la formation de vésicules 

d’endocytose via l’invagination de la membrane plasmique (Idone et al., 2008; McDade et al., 

2014). 

D’un côté, des vésicules contenant la dysferline sont endocytées à distance de la partie lésée 

afin que la protéine soit recyclée dans les vésicules intracellulaires qui sont utilisées pour former 

le patch membranaire. Cette endocytose de dysferline serait notamment régulée par son 

partenaire, la cavéoline 3, un composant des cavéoles qui est spécifique du muscle squelettique 

et cardiaque (Hernández-Deviez et al., 2008). Des études suggèrent également, qu’après son 

recyclage, la dysferline est clivée à proximité de la lésion par les calpaïnes qui ont été activées 

par l’afflux massif de calcium. Ce clivage s’effectue au niveau du motif protéique codé par 

l’exon alternatif 40a, générant ainsi une mini-dysferline C72 composée du domaine 

transmembranaire ainsi que des deux derniers domaines C2F et C2G de la protéine (Lek et al., 
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2013; Redpath et al., 2014).  

D’un autre côté, une endocytose serait déclenchée au niveau de la zone membranaire lésée 

(Idone et al., 2008) par la libération dans le compartiment extracellulaire d’une enzyme 

lysosomale, la sphingomyélinase acide (ASM) (Figure 16). En effet, l’ASM agit sur le feuillet 

externe de la membrane plasmique en hydrolysant la sphingomyéline en céramide, ce qui 

induit la flexion du sarcolemme vers l’intérieur de la cellule et favorise l’endocytose (Andrews 

and Corrotte, 2018; Corrotte et al., 2013; Tam et al., 2010). La vésicule cytoplasmique résultante, 

qui contient la zone membranaire endommagée, peut ensuite fusionner avec un endosome ou 

un lysosome. Concernant la dysferline, elle semble participer à cette libération d’ASM dans le 

milieu extracellulaire, en facilitant notamment l’exocytose lysosomale, puisque la sécrétion de 

l’enzyme est réduite dans les cellules dysferlinopathiques lésées (Defour et al., 2014). 

 

 
Figure 16. Le mécanisme d’endocytose est impliqué dans la réparation du sarcolemme. 

Une lésion de la membrane des cellules musculaires déclenche un mécanisme de réparation qui implique 

l'exocytose de lysosomes suivie de l'endocytose de la lésion et de sa dégradation intracellulaire. L'influx de calcium 

à travers la blessure déclenche une exocytose localisée des lysosomes qui libère des enzymes, dont l’acide 

sphingomyélinase, dans le compartiment extracellulaire. Celle-ci remodèle la surface cellulaire, facilitant ainsi 

l'endocytose de la lésion. Après internalisation dans les endosomes, les lésions membranaires circulent vers la 

lumière des lysosomes où elles sont dégradées. Abréviation : ASM, acide sphingomyélinase. Schéma créé sur le 

site BioRender. 

 

Malgré toutes ces données soulignant un rôle prédominant de la dysferline dans le processus 

de PMR, plusieurs études démontrent cependant que la réversion de la réparation défectueuse 

de la membrane plasmique n'est pas suffisante pour empêcher ou améliorer le phénotype 

dystrophique dans les tissus déficients en dysferline (Krahn et al., 2010; Lostal et al., 2012). Par 

conséquent, le mécanisme pathologique des dysferlinopathies ne peut pas être expliqué 

uniquement par un défaut de réparation de la membrane plasmique. 
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6.2. La croissance, la différenciation et la régénération musculaire 

 

Chez les patients ou les modèles murins pré-symptomatiques atteints de dysferlinopathie, 

les muscles squelettiques se développent normalement. Ce n’est qu’à partir d’un certain âge 

que plusieurs groupes musculaires commencent à montrer des signes de la maladie. Si la 

dysferline joue un rôle dans la croissance du muscle ou la différenciation/fusion des 

myoblastes, il semble donc probable qu’elle intervienne après un stade de développement 

défini. Cependant, il est difficile d’établir le rôle de la dysferline dans ces mécanismes puisque 

les rapports sont contradictoires. Certains auteurs montrent qu’une absence de dysferline n’a 

pas d’effet sur la différenciation des myoblastes in vitro (Defour et al., 2014; Humphrey et al., 

2012; Philippi et al., 2012). En effet, les myoblastes issus de patients ou de souris A/J ne 

présentent pas de défauts de prolifération ou de fusion et les marqueurs myogéniques sont 

correctement exprimés au cours de la différenciation. A l’inverse, d’autres auteurs plaident pour 

un rôle de la dysferline dans le processus de différenciation musculaire (Cohen et al., 2012; De 

Luna et al., 2006). Dans leurs études, la déficience en dysferline entraîne une diminution des 

niveaux d’expression de facteurs régulateurs de la myogenèse, en particulier la myogénine, et 

retarde la différenciation myogénique in vitro. Les myoblastes isolés de patients atteints de 

dysferlinopathie ou dérivés de souris SJL/J et A/J prolifèrent à un rythme normal mais 

présentent une efficacité de fusion réduite. La dysferline pourrait donc avoir un rôle dans la 

fusion des myoblastes mononucléés pour former des myofibres multinucléées. D’un côté, on 

peut supposer que la dysferline joue un rôle dans la réorganisation du cytosquelette nécessaire 

à la fusion cellule-cellule. En effet, elle semble former un complexe protéique avec Fam65b et 

l’HDAC6, ce qui permet d’acétyler la tubuline et donc d’augmenter la stabilité des microtubules 

permettant la migration des cellules (Balasubramanian et al., 2014). D’un autre côté, la 

dysferline pourrait être impliquée dans le trafic de vésicules intracellulaires à la membrane des 

myoblastes afin de former des pores de fusion qui permettent la continuité cytoplasmique 

entre les deux cellules. Dans ce sens, la dysferline a été identifiée dans un complexe protéique, 

nommé Myomixer-Myomerger-Minion, qui a la capacité avec la protéine Myomaker de 

contrôler la fusion myogénique (Chen et al., 2019).  

Un rôle de la dysferline dans la régénération musculaire a également été décrit mais les 

résultats sont là aussi contradictoires. Tandis qu’une étude démontre que l’absence de 

dysferline chez des souris SJL/J entraîne une accélération de la régénération des fibres après 

une lésion (Ishiba et al., 2019), d’autres auteurs suggèrent que ce mécanisme est altéré (Chiu 

et al., 2009). Cette différence de dynamique dans la régénération du muscle squelettique peut 

cependant s’expliquer par la variabilité dans le type de lésion, l’âge du modèle animal ou la 

souche de souris utilisée. 
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Figure 17. Proposition d’un modèle de fusion des myoblastes. 

Lors du processus de fusion des myoblastes, des vésicules intracellulaires fusionnent le long de la membrane et 

forment des pores qui permettent une continuité de cytoplasme entre les deux cellules musculaires.  

Myomaker et Myomixer-Myomerger-Minion, dont l’expression est régulée par MyoD et Myogénine, sont 

transportés vers la membrane plasmique via le trafic de vésicules. Myomaker influence la fluidité de la membrane 

et établit l'état d'hémifusion, tandis que Myomixer créé une pression pour produire des trous de fusion. Trim72 

(Mitsugumin-53) et la dysferline sont, quant à eux, transportés vers le site de fusion, avec les vésicules, pour 

participer à la fusion des myoblastes. Synop2l s'étend avec le myofilament et forme progressivement un syncytium 

complet. La dysferline, en tant que protéine membranaire, joue un rôle dans la promotion de la réparation de la 

membrane. Source (Chen et al., 2019). 

 

 

6.3. La formation des tubules-t et la stabilisation des triades 

 

Outre sa fonction dans la réparation du sarcolemme des fibres musculaires, la dysferline 

semble également contribuer au développement du réseau des tubules-t. En effet, les muscles 

déficients en dysferline présentent une morphologie anormale de ces structures avec des 

défauts de transversalisation (Klinge et al., 2010). Leur sensibilité est également accrue aux 

dommages causés par une exposition au glycérol (Demonbreun et al., 2014) ou un choc 

osmotique (Kerr et al., 2013). De plus, il a été démontré que la dysferline induit la formation de 

structures tubulaires lorsqu'elle est exprimée dans des cellules non musculaires (Hofhuis et al., 

2017). 

Cependant, les mécanismes moléculaires requis pour la biogenèse, le maintien et la fonction 

de cet organite cellulaire ne sont que partiellement compris. La membrane des tubules-t étant 

distincte du sarcolemme par sa composition en phospholipides et sa haute concentration en 

cholestérol (Flucher et al., 1994; Lau et al., 1977), il est supposé que la formation des tubules-t 

est initiée par l’invagination et la tubulation du sarcolemme mais que leur extension dans le 

cytoplasme résulte de la fusion de vésicules membranaires contentant des composants 

protéiques distincts du sarcolemme (Hall et al., 2020). Jusqu'à présent, deux protéines 

impliquées dans la biogenèse des tubules-t ont été identifiées : la cavéoline-3 et Bin1. D’un 
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côté, la cavéoline 3 semble être à l’origine de la formation des tubules-t. En effet, aux prémices 

de leur formation, les tubules-t sont perlés (Franzini-Armstrong, 1991), ont un diamètre et une 

morphologie similaire aux cavéoles, et ont une composition lipidique identique (Parton et al., 

1997). D’un autre côté, Bin1 est recrutée au niveau des tubules-t par sa liaison aux 

phospholipides de la membrane (Lee et al., 2002), ce qui permet de libérer son domaine SH3 

qui va alors se lier au domaine riche en proline de la dynamine 2 (Kojima 2004). L’interaction 

sarcolemme-Bin1-Dynamine 2 entraînerait alors la courbure de la membrane plasmique. En ce 

qui concerne la dysferline, elle est supposée participer à l’élongation des tubules-t dans le 

sarcoplasme en contribuant au trafic de vésicules membranaires, notamment en interagissant 

avec ses partenaires protéiques impliqués dans la fusion des vésicules que sont la MG53, la 

cavéoline-3, l'annexine A1 et AHNAK. Cette hypothèse est notamment soutenue par 

l’accumulation de vacuoles subsarcolemmales contiguës aux tubules-t chez les patients 

atteints de dysferlinopathie (Selcen et al., 2001).  

 

 
Figure 18. La participation de la dysferline à la formation des tubules-t et à l’homéostasie calcique. 

Proposition des protéines impliquées dans la biogenèse et le maintien des tubules-t. Les tubules-t sont formés 

par des invaginations du sarcolemme, à partir des cavéoles, et s’étendent dans le sarcoplasme jusqu’à occuper la 

totalité de la fibre musculaire. Les protéines Bin 1 et dynamine 2 semblent être impliquées dans la courbure de la 

membrane, permettant son invagination, tandis que la cavéoline 3 et la dysferline participeraient à l’extension et 

à la stabilisation des tubules-t en régulant l’incorporation des membranes internes. En ce qui concerne le couplage 

excitation/contraction, il est initié par la propagation d’un potentiel d’action jusqu’aux tubules-t qui induit un 

changement de configuration du récepteur DHPR, entraînant une libération de calcium dans le cytoplasme à partir 

du réticulum sarcoplasmique par l’ouverture des récepteurs à la ryanodine (RyR). Une fois le calcium libéré, il se 

lie aux myofilaments pour déclencher la contraction. Lorsque la cellule n’est plus activée, le récepteur DHPR 

reprend sa configuration initiale et le calcium est recyclé dans le réticulum sarcoplasmique par la pompe calcique 

SERCA. Schéma créé sur le site BioRender. 

 

La dysferline semble également participer à la régulation métabolique du calcium des fibres 

musculaires lésées via la stabilisation mécanochimique des triades (Demonbreun et al., 2014; 
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Kerr et al., 2014, 2013; Klinge et al., 2010; Lukyanenko et al., 2017). Pour rappel, le flux de 

calcium intracellulaire, nécessaire au mécanisme de contraction/relâchement des myofibres, 

est régulé grâce au couplage mécanique entre le canal voltage-dépendant DHPR, localisé à la 

membrane du tubule-t, et le récepteur de la ryanodine RyR1, situé sur la citerne terminale du 

réticulum sarcoplasmique. Lorsque des myofibres dépourvues de dysferline sont soumises à 

un stress comme un choc osmotique, l’homéostasie calcique est déstabilisée (Kerr et al., 2013). 

Ces modifications calciques peuvent cependant être empêchées soit par une réexpression de 

la dysferline soit par l’expression d’antagonistes des canaux DHPR ou RyR (Kerr et al., 2013; 

Lukyanenko et al., 2017), protégeant alors les fibres des dommages induits par le choc 

osmotique. Ainsi, la dysferline semble contribuer à maintenir l’homéostasie du calcium pendant 

un stress mécanique de la fibre musculaire, en stabilisant les mécanismes qui sous-tendent la 

libération voltage dépendante de calcium au niveau des triades. 

 

6.4. L’inflammation 

 

De façon similaire à d’autres MD, les dysferlinopathies sont accompagnées d'un processus 

inflammatoire qui pourrait contribuer à la progression de la maladie. En effet, les composants 

de la voie de l’inflammasome, des complexes protéiques cytosoliques impliqués dans la 

réponse immunitaire innée, sont activés et augmentés dans les muscles de patients ou de 

souris atteints de dysferlinopathie (Mariano et al., 2013; Rawat et al., 2010). Les muscles 

déficients en dysferline présentent également une augmentation des facteurs du système du 

complément (Han et al., 2010) et une infiltration de macrophages (Roche et al., 2015). En outre, 

les monocytes de patients et de souris présentent une activité phagocytaire accrue qui pourrait 

également contribuer à la réponse inflammatoire (Baek et al., 2017; Nagaraju et al., 2008). 

Cependant, l’utilisation d’agents anti-inflammatoires ne suffit pas à améliorer le 

dysfonctionnement des muscles déficients en dysferline (Dillingham et al., 2015; Walter et al., 

2013), suggérant l’implication d’autres mécanismes dans ces pathologies.  

 

6.5. Le métabolisme lipidique 

 

Enfin, des études récentes ont pu décrire de nouveaux phénotypes pathologiques associés 

à une déficience en dysferline. Ainsi, un rôle majeur de la dérégulation du métabolisme des 

lipides a pu être identifié dans la phase la plus précoce de la LGMD R2 (Srivastava et al., 2018). 

D’un point de vue clinique, cette modification contribue au remodelage du muscle squelettique 

(Haynes et al., 2019) comme le révèle le dépôt anormalement élevé de lipides dans les 

myofibres de patients (Diaz-Manera et al., 2018) ou de souris modèles (Agarwal et al., 2019; 

Grounds et al., 2014; Haynes et al., 2019) et l’infiltration d’adipocytes entre les fibres à un stade 

plus tardif (Agarwal et al., 2019; Grounds et al., 2014; Haynes et al., 2019). En outre, des niveaux 

anormalement élevés de tissus graisseux ont remplacé jusqu’à 40% des myofibres dans le 

psoas de souris A/J, à des stades tardifs de la pathologie (Terrill et al., 2013). D’un point de vue 

métabolique, l’absence de dysferline est associée à une augmentation de l’expression 

d’enzymes de la lipogenèse et de la voie de synthèse des triglycérides (Agarwal et al., 2019), 
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ainsi que de l’absorption et du stockage des acides gras (Haynes et al., 2019). 

Malgré l’augmentation du nombre d’articles suggérant que la dérégulation du métabolisme 

lipidique dans les fibres déficientes en dysferline pourrait contribuer à la physiopathologie des 

dysferlinopathies, les mécanismes sous-jacents à ce phénomène restent à élucider. Une équipe 

suggère que cette accumulation de graisse pourrait être causée par l’activité accrue de 

certaines connexines détectée dans les cellules musculaires pathologiques (Cea et al., 2020). 

En effet, le traitement de souris BLAJ symptomatiques avec la boldine, un bloqueur des canaux 

de connexines, empêche cette accumulation de graisse dans les muscles (Cea et al., 2016; 

Fernández et al., 2020). De plus, le traitement permet une récupération progressive de l’activité 

motrice des souris, suggérant que la dérégulation du métabolisme lipidique pourrait être une 

cible thérapeutique envisagée pour soigner les patients atteints de dysferlinopathie. 

Néanmoins, des études supplémentaires sont nécessaires pour conclure sur l’efficacité de la 

molécule sur les autres mécanismes pathologiques rapportés dans cette maladie.  

 

 

*** 

 

 

Le développement et la caractérisation de modèles animaux et cellulaires des 

dysferlinopathies ont conduit à de grands progrès à la fois dans la compréhension des 

processus physiopathologiques associés à une déficience en dysferline mais également dans 

l’identification de cibles pathologiques. Le chapitre suivant de cette introduction 

bibliographique est donc consacré à l’état de l’art des thérapies qui ont été développées pour 

traiter les dysferlinopathies.
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CHAPITRE 3 : LES STRATEGIES THERAPEUTIQUES DES DYSFERLINOPATHIES 

Actuellement, il n'existe pas de traitement efficace pour les patients atteints de 

dysferlinopathie. Les options de traitement disponibles sont principalement de nature palliative 

et se concentrent sur le soulagement des douleurs physiques ainsi que sur le maintien de la 

force musculaire et la mobilité des patients. Néanmoins, des efforts considérables sont 

déployés depuis plusieurs années afin d’identifier et de développer de nouvelles approches 

thérapeutiques. Les mutations causales des dysferlinopathies et les phénotypes pathologiques 

associés étant multiples, plusieurs voies thérapeutiques sont actuellement à l'étude : la thérapie 

par pharmacologie, la thérapie cellulaire et la thérapie génique (Figure 19). 

 

 

Figure 19. Les stratégies thérapeutiques des dysferlinopathies. 

La chaîne d'événements qui provoque la maladie chez les patients atteints de dysferlinopathie est représentée par 

les encadrés en bleu clair et les flèches noires. Les encadrés roses, verts et bleus représentent, respectivement, les 

approches de thérapie pharmacologique, cellulaire et génique pour traiter la maladie.  Source : Jain Foundation. 

Schéma créé sur le site BioRender. 
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1. Les approches pharmacologiques 

 

L’amélioration de nos connaissances sur les mécanismes physiopathologiques et les 

possibilités de criblage pharmacologique à haut débit sur de nouveaux modèles cellulaires, 

conduisent aujourd’hui à un regain d’intérêt pour les approches pharmacologiques qui ont été 

délaissées pendant quelques années au profit des thérapies géniques pour le traitement des 

maladies génétiques rares. On distingue deux stratégies pharmacologiques pour les 

dysferlinopathies : une approche symptomatique qui vise à améliorer les phénotypes 

dystrophiques sans chercher à cibler la dysferline, afin d’améliorer la fonction et la qualité du 

muscle, et une approche qui vise à restaurer l’expression de la protéine et donc de ses fonctions 

au sein de la cellule. 

 

1.1. Les approches symptomatiques 

1.1.1. Réduire la dégénérescence musculaire 

 

Comme évoqué précédemment, la perte de la dysferline déclenche de multiples voies 

pathologiques qui vont induire une fragilisation de la fibre musculaire menant in fine à la 

dégénérescence du muscle. Les premières approches pharmacologiques développées avaient 

ainsi pour objectif d’améliorer l’état général des patients en ciblant certaines caractéristiques 

dystrophiques des dysferlinopathies menant à la dégénérescence des fibres et à la perte de 

force musculaire : l’inflammation, la fibrose et l’atrophie musculaire.  

En 2007, un premier traitement pharmacologique avec le Dantrolène a été testé chez deux 

patients dans le but d’améliorer leur tonus et leur force musculaire, ainsi que les contractions 

brusques et involontaires des muscles (Hattori et al., 2007). En effet, le Dantrolène est un 

myorelaxant qui agit directement sur la contraction des fibres musculaires striées en 

empêchant la libération de calcium du réticulum sarcoplasmique lors du couplage excitation-

contraction (Ward et al., 1986). En réponse au traitement, les taux de CPK chez les patients ont 

été réduits, pouvant suggérer une diminution de l’inflammation du tissu musculaire, mais 

aucune amélioration du phénotype dystrophique n’a pu être détectée. Une hépatite 

médicamenteuse a également été suspectée pour l’un des patients, menant à l’interruption du 

traitement. Depuis cette étude aucune autre donnée n’a montré l’intérêt thérapeutique de 

cette molécule pour les dysferlinopathies.  

La plupart des recherches suivantes se sont concentrées sur l’atténuation de la réponse 

inflammatoire engendrée par l’absence de dysferline afin de minimiser la dégénérescence du 

muscle. Ainsi, certaines recherches se sont intéressées à moduler la réponse immunitaire afin 

de contrecarrer l'initiation de l’inflammation. Une étude pilote sur deux patients a été réalisée 

avec le Rituximab, un anticorps monoclonal génétiquement modifié (chimère murin/homme) 

dirigé contre l’antigène CD20 des lymphocytes B (Grillo-Lopez et al., 2000), qui a montré une 

activité prometteuse dans le traitement de diverses maladies auto-immunes (Taylor and 

Lindorfer, 2007). Après un an de traitement, aucun effet secondaire n’a été détecté et une 

récupération partielle de la force musculaire des patients, corrélée à une diminution du nombre 
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des lymphocytes B, a pu être mise en évidence (Lerario et al., 2010). Ces résultats suggèrent 

ainsi que la modulation de l’inflammation, par l’inhibition d’une cible spécifique au sein du 

système immunitaire, semble être une piste thérapeutique efficace pour les dysferlinopathies. 

Les corticoïdes (anti-inflammatoires stéroïdiens) ont également été des candidats d’intérêt 

pour le traitement pharmacologique des dysferlinopathies. Ils sont en effet étudiés depuis des 

années et ont, pour certains, prouvé leur intérêt thérapeutique pour d’autres MD. C’est le cas 

par exemple du Deflazacort et de la Prednisone, qui ont démontré leur efficacité pour ralentir 

la progression de la DMD et retarder la perte de mobilité des patients (Brooke et al., 1987; 

Heier et al., 2013; Mendell et al., 1989; Mesa et al., 1991). Le Deflazacort (Emflaza) a ainsi été 

approuvé par la FDA en 2017 comme première thérapie corticostéroïde pour traiter les patients 

DMD. De ce fait, plusieurs équipes ont examiné le potentiel de ces anti-inflammatoires pour 

les dysferlinopathies mais leur utilisation s’est révélée préjudiciable. Une étude clinique avec le 

Deflazacort a ainsi démontré une détérioration de la force musculaire des patients traités, 

associée à un large spectre d’effets secondaires liés aux stéroïdes (Walter et al., 2013). Le 

traitement à la Prednisone a quant à lui aggravé la faiblesse musculaire, altéré la réparation 

membranaire et augmenté l'atrophie des fibres de souris déficientes en dysferline (Sreetama 

et al., 2018). Le Vamorolone, un corticoïde modifié pour conserver son activité anti-

inflammatoire tout en étant dépourvu des effets secondaires associés à ces médicaments (Mah 

et al., 2022), a également été testé par la suite. Contrairement aux autres stéroïdes, le traitement 

de souris pathologiques A/J avec le Vamorolone induit une augmentation de la force 

musculaire ainsi qu’une diminution de la dégénérescence des muscles (Sreetama et al., 2018). 

Certains anti-inflammatoires pourraient donc être adaptés au traitement des dysferlinopathies 

mais nécessitent une meilleure compréhension de leur mécanisme d’action. Néanmoins, mis à 

part le Vamorolone, aucun autre composé modulant l’inflammation, qu’il soit stéroïdien ou 

non, n’a démontré un intérêt thérapeutique pour les dysferlinopathies (Collier et al., 2018; 

Dillingham et al., 2015; Rayavarapu et al., 2010). De façon intéressante, le Vamorolone est le 

seul anti-inflammatoire pour qui un rôle dans la stabilisation de la membrane plasmique a été 

décrit dans des modèles déficients en dysferline (Sreetama et al., 2018). 

En parallèle de ces études, d’autres équipes ont également testé des molécules ayant déjà 

démontré un intérêt thérapeutique pour une autre myopathie. C’est le cas de l’Halofuginone 

et du Losartan. D’un côté, l’Halofuginone est un composé végétal dont les propriétés anti-

fibrotiques ont été soulignées dans plusieurs MD (Nevo et al., 2010; Turgeman et al., 2008). 

D’autre part, le Losartan est un hypotenseur qui s’est avéré utile pour traiter la DMD en 

atténuant également la fibrose et en favorisant la régénération musculaire (Lee et al., 2015). 

Concernant les dysferlinopathies, le traitement de souris Dysf-/- avec l’Halofuginone permet 

de réduire certaines caractéristiques histopathologiques (fibrose, atrophie et fibres 

centronucléées) et améliore leurs performances musculaires (Barzilai-Tutsch et al., 2020, 2018). 

A contrario, l’administration du Losartan s’est révélée délétère sur plusieurs groupes 

musculaires de modèles murins de dysferlinopathie (White et al., 2019). Comme pour le 

Vamorolone, il est intéressant de noter que l’Halofuginone semble améliorer l’intégrité des 

membranes plasmiques déficientes en dysferline, permettant ainsi de protéger le sarcolemme 
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des lésions (Barzilai-Tutsch et al., 2018).  Ainsi, ces données tendent à explorer plus en détail 

les mécanismes sous-jacents à cette stabilisation de la membrane cellulaire qui aurait un effet 

thérapeutique sur les fibres déficientes en dysferline. 

 

1.1.2. Empêcher l’altération de la fibre musculaire 

 

Le champ des recherches pour le développement de thérapies pharmacologiques s’est par 

la suite agrandi avec l’identification de nouvelles fonctions cellulaires associées à la dysferline. 

Comme évoqué précédemment, la fonction de la dysferline la plus étudiée et la mieux comprise 

est son rôle dans le mécanisme de PMR, un phénomène critique pour maintenir l'intégrité et 

la fonction musculaire. En adéquation avec les conclusions précédentes, une des pistes 

thérapeutiques pour les dysferlinopathies a consisté à identifier de petites molécules capables 

de stabiliser la membrane des cellules musculaires et d’aider cette dernière à résister aux 

lésions ou à les refermer d'elle-même. Des études récentes ont ainsi tenté de surexprimer des 

composants essentiels au mécanisme de PMR, dont certains partenaires protéiques de la 

dysferline. En 2017, le potentiel thérapeutique de la protéine humaine recombinante rhMG53 

a été testé. Comme précédemment démontré in vivo chez un modèle de DMD (Weisleder et 

al., 2012), le traitement au rhMG53 de souris Dysf-/- améliore l’intégrité de leurs fibres 

musculaires en réponse aux dommages induits par un laser, et ce, par un processus 

indépendant du calcium (Gushchina et al., 2017). Plus récemment, une équipe japonaise a 

montré que la Metformine, un médicament couramment utilisé par les diabétiques, augmente 

la capacité de réparation des myofibres et diminue l’atteinte musculaire chez des poissons 

zèbres et des souris Bla/J (Ono et al., 2020). Les auteurs supposent que l’action de la 

Metformine passerait par l’activation de l’AMPK (AMP-activated protein kinase), une protéine 

qui se lie à la dysferline et participe à la réparation des membranes. Une troisième équipe s’est 

quant à elle intéressée à la galectine-1, une protéine de liaison au galactoside, qui s’est révélée 

efficace pour stabiliser le sarcolemme d’un modèle de la DMD (Van Ry et al., 2015). Une 

première étude menée auprès de différents modèles murins de dysferlinopathies (A/J, Dysf-/-) 

a montré que le traitement avec la galectine-1 améliore la capacité des fibres musculaires à 

réparer leur membrane lésée et augmente leur maturation (Vallecillo-Zúniga et al., 2020). Ces 

résultats ont par la suite été confirmés par une deuxième étude qui décrit également un effet 

thérapeutique de la galectine-1 sur la réponse inflammatoire chronique des modèles 

(Vallecillo-Zúniga et al., 2021), le deuxième mécanisme majeur mis en jeu dans les 

dysferlinopathies. En effet, chez les modèles murins, comme sur les cellules humaines in vitro, 

les marqueurs de l’inflammation sont diminués au bénéfice des cytokines anti-inflammatoires 

après traitement avec la galectine-1. Malgré ces preuves de concept intéressantes sur l’effet 

bénéfique de ces molécules sur la stabilisation du sarcolemme, il reste cependant nécessaire 

d’étudier l’impact de ces dernières sur la fonction musculaire et les phénotypes dystrophiques. 

En effet, il a été montré par des études de thérapie génique que la récupération de la fonction 

de PMR de la dysferline n’empêche pas nécessairement la dégénérescence des fibres 

musculaires (Lostal et al., 2012), suggérant ainsi l’importance d’étudier et d’identifier d’autres 

mécanismes pathologiques liés à l’absence de la protéine. 
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Ainsi, l’identification de mécanismes pathologiques supplémentaires induits par l’absence de 

dysferline sont d’autant de pistes thérapeutiques à envisager. L’expression persistante de 

connexines dans les modèles de dysferlinopathies (Cea et al., 2016) constitue, par exemple, une 

cible thérapeutique intéressante qui est facilement accessible sur le plan pharmacologique 

(Fernández et al., 2020). En traitant quotidiennement les muscles squelettiques de souris 

pathologiques avec de la Boldine, un composé qui bloque le fonctionnement des hémi-

connexines, une équipe chilienne a ainsi pu diminuer certaines altérations musculaires 

(perméabilité, homéostasie calcique, CPK, fibres centronucléées) et restaurer les performances 

motrices de l’animal (Cea et al., 2020). Le traitement à la Boldine a également normalisé une 

autre caractéristique des dysferlinopathies qui est l’infiltration et l’accumulation de graisse dans 

les muscles squelettiques. De façon similaire, la découverte de stress oxydatif dans les muscles 

squelettiques de patients et de souris Bla/J a mené à la proposition d’une thérapie avec un 

oxydant, le N-Acétylcystéine (García-Campos et al., 2020). Une supplémentation alimentaire 

pendant 10 semaines entraine une amélioration de l’équilibre oxydatif du muscle et de la 

résistance à la fatigue des souris.  

L’ensemble de ces mécanismes pathologiques, en plus d’être ciblés par une approche 

pharmacologique, pourraient également servir à valider l’effet bénéfique d’autres stratégies 

thérapeutiques en complément du test de PMR. 

 

1.2. Restaurer l’expression de la dysferline 

 

Un tiers des anomalies génétiques responsables de dysferlinopathie sont des mutations 

faux-sens. Elles aboutissent pour certaines à la formation d’une dysferline mal conformée et 

agrégée dans le réticulum endoplasmique (Wenzel et al., 2006), puis dégradée par les 

mécanismes de contrôle qualité de la cellule. Ainsi, une autre stratégie pharmacologique pour 

cette pathologie consiste à restaurer l’expression et la fonction de la dysferline à la membrane 

plasmique. Dans ce sens, des études suggèrent que les protéines mal conformées peuvent être 

relocalisées à la membrane des cellules en modulant, soit la voie de repliement/maturation des 

protéines, soit celle de dégradation qui comprend le contrôle qualité associé au réticulum 

endoplasmique et le système ubiquitine-protéasome (Bartoli et al., 2008; Bonuccelli et al., 2003; 

Carotti et al., 2018; Gastaldello et al., 2008; Soheili et al., 2012). Ces études démontrent 

également que, bien que mutées, ces protéines peuvent être fonctionnelles si elles sont 

correctement relocalisées.  

 

1.2.1. La modulation des voies de dégradation 

 

En ce qui concerne les dysferlinopathies, une étude princeps a démontré que la dysferline 

mutante L1341P pouvait être sauvée de la dégradation (Schoewel et al., 2012). En effet, des 

peptides dérivés de la dysferline mutante sont capables de pénétrer dans le réticulum 

endoplasmique des cellules musculaires, de réduire le stress induit par le mauvais repliement 

de la dysferline et d’y interférer avec les agrégats permettant à la protéine anormale de se 
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relocaliser à la membrane. En récupérant sa position transmembranaire, la dysferline mutante 

retrouve alors sa fonction dans la réparation du sarcolemme. De façon complémentaire, 

d’autres études ont évalué si l’inhibition du système ubiquitine-protéasome pouvait empêcher 

la dégradation de la dysferline mal conformée et permettre sa relocalisation à la membrane. 

En effet, le système ubiquitine-protéasome est la principale voie protéolytique puisque 80% 

des protéines y sont dégradées. Cette stratégie a d’ailleurs été utilisée par notre groupe et s’est 

révélée efficace pour sauver de la dégradation des protéines alpha-sarcoglycane mutantes mal 

repliées (LGMD R3) en utilisant un inhibiteur du protéasome, le thiostrepton (Hoch et al., 2019) 

(annexe 1). Au regard des dysferlinopathies, une des premières études a montré que le MG132, 

un autre inhibiteur du protéasome, était capable d’augmenter l’expression de la dysferline 

mutante W999C dans des fibroblastes humains et de restaurer sa fonction dans la PMR 

(Matsuda et al., 2015). Une deuxième étude a par la suite testé l’effet de l’Oprozomib et de 

l’Ixazomib sur des myoblastes immortalisés d’un patient présentant la mutation faux-sens 

G1628R (Fernández-Simón et al., 2020). A contrario de l’étude précédente, le traitement par 

ces inhibiteurs du protéasome n’a induit aucun effet sur la fonction de PMR alors qu’une légère 

augmentation de la dysferline mutée a été observée. Les auteurs ont alors suggéré que le 

système ubiquitine-protéasome pourrait ne pas être le seul mécanisme de dégradation de la 

dysferline. Cette hypothèse est en accord avec une précédente étude proposant un modèle de 

dégradation de la dysferline mutée, mal conformée et agrégée (Fujita et al., 2007). 

Contrairement à la dysferline sauvage qui serait dégradée par le système ubiquitine-

protéasome, la dysferline mutante se retrouverait agrégée dans le réticulum endoplasmique à 

cause d’une saturation du protéasome et serait alors envoyée à dégradation par le système 

autophagie-lysosome.  

Une étude récente confirme effectivement qu’il est possible d’empêcher l’agrégation et la 

dégradation de la dysferline mutante en inhibant le processus d’autophagie. En 2019, un 

criblage de petites molécules réalisé sur des cellules musculaires de patients présentant la 

mutation W999C a ainsi permis d’identifier un composé, le Nocodazole, qui augmente le 

niveau d’expression de la dysferline mutée et améliore la capacité de PMR des cellules (Kokubu 

et al., 2019). Dans cet essai, il a aussi été démontré que le MG132 n’était pas suffisant pour 

moduler l’expression de la dysferline, signifiant que le système ubiquitine-protéasome pourrait 

ne pas constituer la principale voie responsable de la dégradation de cette dysferline mal 

conformée. Effectivement, les données indiquent que la dégradation de la protéine mutante 

serait assurée par le processus d’autophagie. Le Nocodazole, en induisant une 

dépolymérisation des microtubules, empêcherait le transport des agrégats de dysferline vers 

les autophagosomes et, par conséquent, leur dégradation dans les autolysosomes. La 

dysferline non dégradée pourrait alors persister dans les cellules et contribuer à améliorer la 

PMR.  

L’ensemble de ces données montre que les stratégies thérapeutiques visant à inhiber les 

différents systèmes de dégradation des protéines mutées pourraient être prometteuses (Figure 

20). Elles suggèrent également d’évaluer l’intérêt de combiner l’inhibition des voies du 

protéasome et de l’autophagie qui semblent être deux voies de dégradation complémentaires 
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pour la dysferline mutante. Dans ce sens, notre groupe a très récemment mis en évidence un 

effet synergique du Givinostat et du Bortezomib sur la dégradation de la protéine alpha-

sarcoglycane mal conformée, par le double blocage des voies de l’autophagie et du 

protéasome (Hoch et al., 2022) (Annexe 2). En plus de l’effet synergique des molécules, leur 

combinaison permet de diminuer les concentrations utilisées et donc de minimiser les effets 

secondaires néfastes attribués à certains de ces inhibiteurs (Kaplan et al., 2017; Mohan et al., 

2017). 

 

 
 

Figure 20. La modulation des voies de dégradation des protéines mal conformées. 

La modulation des voies de dégradation protéique par des molécules pharmacologiques permet d’empêcher la 

dégradation de protéines mutées et de restaurer leur expression ainsi que leurs fonctions cellulaires. Rose : inhibition 

de la voie de dégradation ubiquitine-protéasome pour restaurer l’expression de la dysferline. Bleu : 

inhibition/activation de l’autophagie pour restaurer l’expression de la dysferline. Schéma créé sur le site BioRender. 

 

1.2.2. Le développement de chaperons pharmacologiques 

 

Les chaperons pharmacologiques sont des petites molécules qui peuvent se lier aux protéines 

mal conformées afin de les stabiliser et de leur faire acquérir une conformation quasi native 

qui leur permettra d’échapper au système contrôle-qualité et, par conséquent, d’être 
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correctement localisées et de récupérer une fonctionnalité. Cette stratégie est utilisée pour 

traiter la fibrose kystique et est encore en cours de développement pour les dysferlinopathies. 

Très récemment, une équipe a en effet développé une technique basée sur la cytométrie en 

flux afin de quantifier la proportion de dysferline localisée à la membrane des cellules et 

d’évaluer l’effet d’une molécule chaperonne sur cette localisation (Tominaga et al., 2022). En 

appliquant cette technique à des cellules porteuses de mutations faux-sens de DYSF, il a été 

observé que 64 de ces anomalies sur 113 au total aboutissent à une quantité faible de 

dysferline à la membrane (inférieure à 25% du taux normal). Or, pour 25 de ces mutations, le 

traitement des cellules avec de l’acide 4-phénylbutyrique (4-PBA) a permis d’augmenter la 

quantité de dysferline à la membrane. L’administration de ce chaperon pharmacologique 

pendant 48 heures à des souris modèle de la mutation faux-sens humaine L1341P (MMex38) 

a également permis de restaurer, en partie, la localisation de la dysferline à la membrane et 

rétablit complètement l’activité de PMR de leurs cellules musculaires. Bien que des études 

complémentaires soient nécessaires pour évaluer l’efficacité du 4-PBA sur les phénotypes 

dystrophiques, cette molécule présente néanmoins un potentiel thérapeutique important et 

ouvre la voie à la découverte d’autres chaperons pharmacologiques pour traiter les 

dysferlinopathies (Figure 21). 

 

 

Figure 21. Le mécanisme d’action des chaperons pharmacologiques. 

Rose : les protéines résultantes de mutations faux-sens sont mal conformées, instables et retenues dans le 

réticulum endoplasmique sous forme d’agrégats. Elles sont reconnues par le contrôle qualité de la cellule et 

envoyées vers les voies de dégradation. Bleu : les chaperons pharmacologiques se lient sélectivement aux 

protéines mal conformées afin d’améliorer / restaurer leur repliement et leur stabilité, ce qui permet leur trafic 

vers l’organite cible. Schéma créé sur le site BioRender. 
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2. La thérapie cellulaire 

 

Dans le cadre de nombreuses maladies, le dysfonctionnement d'un type cellulaire particulier 

affecte les tissus et les organes, qui vont alors se détériorer avec le temps et perdre leurs 

fonctions. Dans ce contexte, la thérapie cellulaire offre de nouvelles perspectives de par son 

potentiel à remplacer des cellules défaillantes de l’organisme par des cellules saines afin de 

restaurer la fonction d’un tissu ou d’un organe. Cette technique peut être adaptée pour la 

thérapie du muscle dystrophique en transplantant des précurseurs myogéniques exogènes 

avec une copie de type sauvage du gène muté. Ces précurseurs vont alors générer de nouvelles 

myofibres ou fusionner avec des fibres existantes, rétablissant ainsi l'expression de la protéine 

musculaire absente. Le renouvellement des fibres musculaires a pour effet de bloquer le 

processus délétère de la perte musculaire, et de restaurer, au moins partiellement, une fonction 

musculaire normale.  

De ce fait, la ressource biologique utilisée pour développer le produit de thérapie cellulaire est 

un point majeur à prendre en compte. Ainsi, de nombreuses études ont tenté d'identifier les 

populations de cellules qui pourraient être utilisées afin de promouvoir efficacement la 

réparation du muscle squelettique (Figure 22). Les principales explorées sont les myoblastes, 

les cellules souches adultes et les progéniteurs myogéniques dérivés de cellules souches 

pluripotentes.  

 

 
Figure 22. Les cellules candidates pour la thérapie cellulaire du muscle squelettique. 

La thérapie cellulaire pour la régénération musculaire a impliqué l’utilisation de plusieurs types de cellules 

d’origine myogénique ou non. Schéma adapté de (Alarcin et al., 2021) et créé sur le site BioRender. 
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2.1. L’utilisation des myoblastes 

 

Les études préliminaires de thérapie cellulaire pour le muscle dystrophique ont d’abord 

porté sur l’utilisation de myoblastes. En effet, les travaux pionniers de Partridge et de ses 

collaborateurs (Partridge et al., 1989) réalisés sur un modèle murin de la DMD ont confirmé la 

capacité des myoblastes injectés intra-musculairement à coloniser le muscle strié et à restaurer 

sa fonction. Les myoblastes, faciles à obtenir à partir de biopsies musculaires, sont capables de 

participer à la régénération du muscle squelettique par fusion cellulaire après transplantation, 

conduisant à la formation de fibres musculaires nouvelles ou hybrides (Brussee et al., 1999). 

Ces études ont alors stimulé l'utilisation de myoblastes allogéniques dans des essais cliniques 

(Huard et al., 1992; Karpati et al., 1993; Mendell et al., 1995; Tremblay et al., 1993) ou des études 

pilotes (Gussoni et al., 1997; Miller et al., 1997; Neumeyer et al., 1998) pour restaurer la fonction 

musculaire dans la DMD ou la BMD. Ces essais ont abouti à un effet clinique limité ou nul, 

principalement en raison d’une réaction immunitaire contre les cellules du donneur, d’une 

faible prolifération et d’une capacité migratoire limitée des myoblastes transplantés dans le 

tissu musculaire (Negroni et al., 2006; Vilquin, 2005). Ces concepts généraux développés dans 

des modèles DMD s’appliquent également aux dysferlinopathies. Une première étude a ainsi 

démontré que la transplantation de cellules musculaires primaires chez un modèle 

pathologique in vivo permet de restaurer partiellement l’expression de la protéine puisque 20 

à 30% des fibres de souris SJL/J expriment la dysferline après une greffe allogénique (Leriche-

Guérin et al., 2002). Néanmoins, comme démontré dans les modèles de DMD, les fibres 

positives à la dysferline sont organisées en cluster et apparaissent localisées au niveau des sites 

d’injection à cause de la faible migration des myoblastes transplantés. Les myoblastes du 

donneur se trouveraient donc à un stade de développement inapproprié pour reproduire le 

comportement des cellules satellites. Néanmoins, ces travaux ont établi la faisabilité de la 

thérapie cellulaire dans le muscle squelettique humain. 

 

2.2. Le transfert de cellules souches adultes 

 

Les efforts ultérieurs se sont alors concentrés sur l'identification de cellules souches adultes 

moins différenciées mais avec un potentiel myogénique, et qui pourraient se greffer avec plus 

de succès dans le muscle hôte. Parmi les sous-populations de cellules souches présentes dans 

les muscles squelettiques, les cellules satellites constituent le premier choix pour la thérapie 

cellulaire. Elles sont considérées comme le principal type cellulaire responsable de la croissance 

et de l'entretien des muscles. Cependant, des travaux pionniers (Grounds et al., 1992) ont 

démontré que le nombre de cellules satellites résidentes dans les muscles adultes sains est 

beaucoup plus faible que le nombre de précurseurs myogéniques engagés qui peuplent le 

tissu musculaire peu après une blessure. Différents précurseurs, musculaires et non 

musculaires, à potentiel myogénique ont ainsi été étudiés par la suite. 

Par exemple, les mésoangioblastes (MAB) ont été considérés pour le traitement des 

dystrophies musculaires. Ces cellules souches ont la capacité de se différencier dans différentes 
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lignées mésodermiques, dont les cellules musculaires squelettiques et cardiaques (Minasi et 

al., 2002), et de sortir efficacement de la paroi d'un vaisseau sanguin pour coloniser les muscles 

dystrophiques. Plusieurs études ont montré leur innocuité et leur efficacité dans différents 

modèles animaux de MD, dont la DMD (Domi et al., 2015; Sampaolesi et al., 2006, 2003; 

Tedesco et al., 2011) ou la LGMD R3 (Galvez et al., 2006; Guttinger et al., 2006; Sciorati et al., 

2006). Ces résultats ont été confirmés chez un modèle souris de dysferlinopathies, le 

SCID/BLAJ. En effet, les MAB murins isolés d’un muscle tibial antérieur sain ont la capacité de 

coloniser les muscles dystrophiques des souris greffées et de restaurer partiellement la 

dysferline, permettant ainsi de normaliser la capacité de PMR (Díaz-Manera et al., 2010). 

Des cellules dotées d'un potentiel myogénique ont également été identifiées dans le système 

hématopoïétique (Bittner et al., 1999b; Ferrari et al., 1998). Alors que la transplantation de 

moelle osseuse n’a pas montré une restauration de l’expression de la dysferline dans les cellules 

musculaires de souris A/J (Flix et al., 2013), des résultats prometteurs ont été obtenus en 

utilisant des cellules issues de sang de cordon ombilical humain (HUCB) ou des cellules 

circulantes CD133+. Dans une étude sur des souris SJL, il a été montré que des progéniteurs 

myogéniques sont présents dans les populations cellulaires de l’HUCB et qu’elles peuvent se 

disséminer dans le muscle dystrophique après administration intraveineuse (Kong et al., 2004). 

Ces cellules sont alors capables de différenciation myogénique dans le muscle hôte, permettant 

ainsi l’expression de la dysferline. Dans une seconde étude, des cellules CD133+, isolées 

d’échantillons sanguins de patients atteints de MM, ont été génétiquement modifiées par 

l’intermédiaire d’un vecteur lentiviral permettant la réexpression du transcrit de la dysferline 

puis transplantées chez des souris SCID-BLAJ (Meregalli et al., 2013). L’injection intramusculaire 

de ces cellules a alors entraîné une expression suffisante de la dysferline pour corriger les 

déficits fonctionnels des muscles squelettiques des souris, comme la PMR. 

Enfin, les cellules souches mésenchymateuses (CSM), ont été étudiées pour traiter les processus 

secondaires des MD comme l’inflammation, de par leurs propriétés immuno-modulatrices. Un 

certain nombre d'études ont exploré le rôle des CSM dans des modèles murins de DMD, 

montrant une modeste prise de greffe mais pas d'amélioration significative de la force 

contractile musculaire ni de l'expression de la dystrophine (Chan et al., 2007; De Bari et al., 

2003; Feng et al., 2008; Gang et al., 2009). Les cellules stromales dérivées du tissu adipeux (ASC) 

ont également été signalées comme CSM ayant des effets bénéfiques. Au contact de cellules 

musculaires dystrophiques hôtes, les ASC sont capables de se différencier en cellules 

musculaires et leur injection systémique chez des souris SJL permet de restaurer l’expression 

de la dysferline et d’améliorer la capacité motrice des animaux modèles de dysferlinopathies. 

 

2.3. L’utilisation des cellules souches pluripotentes 

 

Une alternative à l’utilisation des cellules souches adultes pour le traitement des MD par 

thérapie cellulaire réside dans le potentiel d’auto-renouvèlement et de différenciation des 

cellules souches pluripotentes (CSP) en progéniteurs myogéniques. Néanmoins, dans le cadre 

des dysferlinopathies, aucune étude n’a eu recours à la transplantation de progéniteurs 
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myogéniques dérivées de CSP humaines pour traiter un modèle animal ou un patient. 

Brièvement, il a été montré que cette stratégie thérapeutique pouvait être envisagée pour 

d’autres LGMD. Par exemple, la transplantation intramusculaire de progéniteurs myogéniques 

murins et humains dans un modèle souris FKRP (LGMD R9) permet de renouveler les myofibres 

du muscle dystrophique et de restaurer 30% du phénotype pathologique (Azzag et al., 2020). 

La présence de cellules PAX7 positives, dérivées du donneur, sous la lame basale indique une 

prise de greffe de cellules satellites et donc un potentiel de repeuplement à long terme. Les 

essais fonctionnels ont révélé une force accrue dans les muscles transplantés par rapport aux 

contrôles injectés par PBS. Une autre étude sur la LGMD R1 confirme la réexpression de la 

calpaïne 3 après transplantation autologue chez un modèle murin de progéniteurs 

myogéniques dérivés de cellules souches humaines induites à la pluripotence (hiPSC) et 

corrigés par la technologie CRISPR-Cas9 (Selvaraj et al., 2019a). Par ailleurs, ces résultats 

prometteurs ont amené la société de biotechnologie « Vita Therapeutics » à financer des 

recherches précliniques de thérapie cellulaire combinant la technologie des hiPSC et de 

l’édition de gène pour le traitement des MD. 

 

3. La thérapie génique 

 

La thérapie génique vise à traiter une maladie spécifique en introduisant, supprimant ou 

modifiant du matériel génétique dans les cellules du patient. En comparaison aux traitements 

médicamenteux, cette thérapie consiste à corriger la cause génétique sous-jacente de la 

maladie afin d’offrir un bénéfice clinique durable, voire curatif, en un seul traitement. D’abord 

conçue comme une approche thérapeutique destinée aux maladies génétiques rares, et 

notamment les affections monogéniques pour lesquelles il n'existait presque que des 

traitements palliatifs, les modalités et les indications de la thérapie génique se révèlent 

aujourd’hui beaucoup plus larges, avec 65% des essais cliniques qui concernent le traitement 

de cancers (Ginn et al., 2018). Certains succès majeurs obtenus lors d’essais cliniques ont 

également mené à la commercialisation de plusieurs médicaments (Aiuti et al., 2017; Jensen et 

al., 2021; Keeler and Flotte, 2019; Russell et al., 2017; Schuessler‐Lenz et al., 2020).  

 

3.1. Les différentes stratégies de thérapie génique 

 

Il existe principalement deux types de thérapie génique pour modifier le matériel génétique 

dans une cellule cible : les méthodes ex vivo et in vivo. Dans la thérapie génique ex vivo, les 

cellules cibles sont prélevées de l’organisme du patient, modifiées soit par l'ajout du gène 

thérapeutique, soit par les technologies d’édition de gène permettant de corriger le phénotype 

de la maladie. Les cellules sont ensuite réinjectées au patient. Ce type d'intervention est 

également appelé thérapie génique in vitro et s'applique particulièrement aux maladies du 

sang car il est possible de prélever les cellules à corriger par une simple prise de sang. Travailler 

ex vivo permet de mieux contrôler les étapes, d’utiliser moins de vecteurs et d’éviter la 

dispersion du traitement dans des organes non ciblés. Concernant les maladies génétiques 

musculaires, cette stratégie reste encore compliquée à mettre en œuvre en raison des 
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problèmes de survie cellulaire et d’incompatibilité avec une délivrance systémique (Singh et al., 

2017; van Nies et al., 2018). Dans la thérapie génique in vivo, le vecteur thérapeutique est 

administré par voie systémique dans la circulation sanguine ou le liquide céphalo-rachidien du 

patient. Le vecteur de thérapie doit alors être optimisé pour avoir un tropisme fort envers les 

cellules à traiter. Le vecteur peut également être administré dans un organe ou une zone 

spécifique du corps du patient, soit par injection directe, soit par insertion d'un cathéter dans 

le cas où l'organe à traiter est le cœur. On parle alors de thérapie in situ.  

Le choix de la procédure dépend entièrement du type d'indication, du tissu affecté et du type 

cellulaire à corriger. Dans le cadre des LGMD, la thérapie génique in vivo est privilégiée. 

 

3.2. Les différents vecteurs d’administration 

 

Une grande variété de vecteurs a été utilisée dans les programmes de thérapie génique. On 

distingue les vecteurs viraux intégratifs ou non intégratifs, ainsi que les vecteurs non viraux. Ils 

se différencient principalement par leur tropisme pour un type cellulaire donné, leur capacité 

d’encapsidation plus ou moins grande, leur toxicité et leur immunogénicité.  

Bien que les techniques non virales soient de plus en plus courantes, les vecteurs viraux restent 

de loin l'approche la plus populaire, puisqu'ils sont impliqués dans environ 2/3 des essais 

cliniques (Ginn et al., 2018). Les vecteurs viraux intégratifs, tels que les lentivirus et les rétrovirus, 

insèrent leur ADN dans le génome de l’hôte. En conséquence, le matériel génétique à visée 

thérapeutique est transmis aux cellules filles en cas de divisions cellulaires, ce qui entraîne une 

expression stable et permanente du transgène. Ces vecteurs intégratifs sont les mieux adaptés 

pour la thérapie génique ex vivo. Par contre, un des effets secondaires de leur intégration, 

connu sous le nom de mutagénèse insertionnelle, implique l'activation de proto-oncogènes 

ou la perturbation de gènes suppresseurs de tumeurs. Les vecteurs viraux non intégratifs, tels 

que les adénovirus, les virus adéno-associés (AAV) ou l’herpès simplex (HSV), eux, ne 

s’intègrent pas dans le génome de la cellule hôte et provoquent une expression génique 

transitoire. Le gène thérapeutique s’exprime pendant la durée de vie de la cellule et disparaît 

à la mort de celle-ci. Ces vecteurs sont privilégiés in vivo quand il s’agit de faire pénétrer un 

transgène dans des cellules cibles qui ne se divisent pas, comme les cellules du muscle 

squelettique.  

 

3.3. La thérapie génique par le remplacement de gène 

 

Pour les affections monogéniques résultant de l'absence ou de la réduction de l'expression 

d'un gène, un des objectifs de la thérapie génique consiste à délivrer une copie intacte du gène 

perturbé aux cellules de patients afin qu'elles puissent de nouveau exprimer une protéine 

fonctionnelle pour prévenir ou ralentir la maladie.  

Bien qu’il ait été démontré que la séquence codant la dysferline peut être délivrée aux cellules 

musculaires de souris pathologiques en utilisant des plasmides (Ma et al., 2017), les AAV restent 

majoritairement utilisés dans les études de thérapie génique pour les dysferlinopathies. Or, leur 
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utilisation pose des problèmes techniques majeurs pour le gène DYSF. La taille d’encapsidation 

des AAV est limitée à 4 kb alors que la séquence codante de la dysferline représente 6,9 kb. 

Pour contourner ce problème, différentes stratégies ont alors été développées : transférer 

l’intégralité de la séquence codante de la dysferline en utilisant la concatémérisation de 

vecteurs ou transférer seulement une partie de la séquence après avoir identifié les domaines 

de la dysferline essentiels à ses fonctions. Il a également été proposé de compenser la perte 

d’expression de la dysferline par la surexpression d’autres protéines. 

 

3.3.1. Le transfert du gène DYSF pleine longueur par concatémérisation de 

vecteurs AAV 

 

Dans le but de délivrer des transgènes qui dépassent la taille d’encapsidation des vecteurs, 

plusieurs équipes de recherche ont proposé d’utiliser une propriété intrinsèque des AAV qui 

est la concatémérisation intermoléculaire (Xu et al., 2004; Yan et al., 2000). Ce procédé consiste 

à scinder le gène de la dysferline en deux et d’encapsider chaque partie dans deux vecteurs 

AAV indépendants ; l’un renfermant le début du gène, l’autre sa fin. Une fois la cellule 

musculaire co-infectée par les deux AAV, le transgène complet peut être reconstitué (Duan et 

al 2001), soit par un mécanisme de trans-épissage, soit par recombinaison homologue (Figure 

23). 

 
Figure 23. Le transfert du gène DYSF pleine longueur par concatémérisation de vecteurs AAV. 

Gauche : la co-administration de vecteurs AAV contenant chacun une partie de la séquence codant la dysferline 

permet, par concatémérisation et épissage, de transférer l’intégralité de la séquence de la dysferline dans un 

organisme modèle. Droite : la co-administration de vecteurs AAV contenant chacun une partie de la séquence 

codant la dysferline ainsi qu’un fragment central commun permet, par recombinaison homologue, de transférer 

l’intégralité de la séquence de la dysferline dans un organisme modèle. Schéma créé sur le site BioRender. 
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Trans-épissage 

Dans le cadre du trans-épissage, un premier vecteur AAV contient le promoteur ainsi que la 

partie 5’ du gène thérapeutique fusionnée avec une séquence intronique qui porte un site 

d’épissage donneur. Le deuxième AAV est quant à lui composé d’une séquence intronique avec 

un site d’épissage accepteur et de la partie 3’ du gène thérapeutique suivie d’une séquence 

polyA. Lors de la co-administration de ces deux vecteurs, la recombinaison intermoléculaire 

des répétitions terminales inversées (ITR pour inverted terminal repeat) des vecteurs permet la 

concatémérisation des deux AAV et donc l’expression du transgène thérapeutique dans sa 

totalité (Figure 23).  

Une première étude en 2010 a démontré l’efficacité de cette méthode pour le traitement des 

dysferlinopathies en corrigeant plusieurs phénotypes de la pathologie après un trans-épissage 

de la séquence complète de la dysferline dans le muscle squelettique (Lostal et al., 2010). Pour 

cela, la séquence codant la dysferline a été scindée en deux au niveau de l’intron 28, puis 

chaque partie a été clonée dans deux vecteurs AAV indépendants. L’injection intramusculaire 

de ces deux vecteurs chez un modèle murin A/J a permis de restaurer l’expression de la 

dysferline dans sa totalité pendant au moins un an. Cette réexpression a été associée à une 

amélioration de l’aspect histologique du muscle, une réduction du nombre de fibres 

nécrotiques, une restauration de la capacité de PMR et une amélioration globale de l'activité 

motrice des animaux. Par ailleurs, l’injection systémique des deux vecteurs a conduit à une 

expression généralisée de la protéine associée à une amélioration de quelques symptômes. 

Cependant, par administration systémique, de faibles niveaux de transduction compris entre 1 

et 4% ont été observés, ce qui constitue une limitation de l’approche à double vecteur. Les 

auteurs ont ainsi postulé que des niveaux d'expression de 30% de la dysferline seraient 

nécessaires pour obtenir des résultats cliniquement significatifs. 

Recombinaison homologue 

La stratégie de recombinaison homologue repose sur le chevauchement des fragments portés 

par les deux vecteurs AAV. Un des vecteurs contient le promoteur et la partie 5’ du transgène 

thérapeutique alors que l’autre vecteur est composé de la partie 3’ du transgène suivie d’une 

séquence polyA. A la différence de la stratégie par trans-épissage, un fragment central 

commun est présent dans les deux vecteurs. Lors de la co-administration de ces deux vecteurs, 

un processus de recombinaison homologue permet une reconstitution complète du transgène 

thérapeutique (Figure 23). 

Plusieurs études ont démontré l’efficacité de cette méthode pour le traitement des 

dysferlinopathies. Pour cela, deux vecteurs AAV rh74 ont été utilisés, chacun contenant une 

partie de la séquence codant la dysferline et un fragment de chevauchement de 1 kb. Dans 

une première étude (Sondergaard et al., 2015), jusqu'à ~90% des myofibres étaient positives 

pour la dysferline, six mois après une administration intramusculaire des vecteurs, et ~70% 

après une administration vasculaire régionale dans les membres inférieurs de modèles murins 

déficients en dysferline. L’expression du transgène a permis de restaurer la capacité de PMR 

des myofibres isolées des muscles traités, en plus d’améliorer la force spécifique des muscles 
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du diaphragme des souris à des niveaux similaires aux modèles contrôles. La sécurité de 

l'injection intramusculaire des vecteurs a également été évaluée chez des macaques rhésus. Le 

traitement a entraîné une surexpression robuste de la dysferline exclusivement dans les 

muscles injectés, sans signes histologiques de toxicité, d'inflammation, de nécrose ou de 

réponse immunitaire. L'administration systémique des vecteurs chez les souris permet 

également de restaurer l’expression de la dysferline dans les muscles squelettiques à des 

niveaux similaires (2-6%) à ceux obtenus avec la méthode de trans-épissage, indiquant un effet 

comparable des deux techniques. Par contre, la multiplication par trois de la dose injectée par 

voie systémique a considérablement amélioré les niveaux d’expression de la dysferline (15-

27%), suffisamment pour rétablir les mesures fonctionnelles au niveau de souris saines. Ces 

résultats confirment ainsi l’hypothèse avancée dans l’étude de trans-épissage (30% de 

l'expression de la dysferline serait nécessaire pour obtenir des résultats cliniquement 

significatifs).  

Les données ont par la suite été complétées par une autre étude démontrant l’efficacité, la 

sécurité et l’absence de toxicité de l’approche double vecteur par administration systémique 

sur des modèles souris et primates non humains pré- et post- symptomatiques (Potter et al., 

2018). Il a été constaté que le moment de l'administration et la durée du traitement ont un 

impact sur le degré d'efficacité. Les résultats les plus frappants ont été obtenus avec de jeunes 

animaux traités avant l'apparition de la maladie. L’administration systémique des vecteurs AAV 

entraîne une expression généralisée et à long terme de la dysferline (pendant 24 mois sans 

réduction) ainsi que des améliorations histologiques et une récupération fonctionnelle dans 

les modèles jeunes de dysferlinopathie. Néanmoins, une amélioration histologique et un 

avantage fonctionnel ont également été observés après le traitement de souris post-

symptomatiques, laissant penser que l'administration de l'AAVrh74.DYSF peut apporter un 

bénéfice clinique indépendamment de l'état de la maladie.  

 

3.3.2. Le transfert de mini gène 

 

Une autre alternative pour contrecarrer la capacité limitée d’encapsidation des AAV est 

d’apporter aux cellules de patients une forme partielle mais fonctionnelle du gène de la 

dysferline, et qui peut être intégrée dans un vecteur unique (Figure 24). 

Cette stratégie thérapeutique a été inspirée par la découverte d’une mini-dysferline 

naturellement fonctionnelle chez un patient présentant une forme tardive et modérée de la 

maladie (Krahn et al., 2010). Cette mini-dysferline, composée uniquement des deux derniers 

domaines C2F et C2G de la protéine ainsi que de son domaine transmembranaire, est exprimée 

et correctement localisée à la membrane plasmique des cellules musculaires du patient. 

L’injection d’un AAV codant pour cette mini-dysferline dans des souris déficientes en dysferline 

confirme la production d’une protéine raccourcie qui s’insère au niveau du sarcolemme et qui 

permet d’améliorer la capacité de PMR des fibres. Néanmoins, cette mini-dysferline est 

partiellement fonctionnelle puisqu’aucune amélioration histologique n’a été observée chez les 

souris A/J ou Bla/J traitées (Krahn et al., 2010; Lostal et al., 2012). Ces résultats suggèrent que 
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la capacité de PMR n'est pas suffisante pour restaurer toute la fonctionnalité de la dysferline. 

Cela pourrait expliquer pourquoi, bien que modéré, un phénotype est toujours observé chez 

le patient. 

 

Figure 24. Le transfert de mini gène DYSF. 

Plusieurs mini-gènes de DYSF ont été développés comme stratégie thérapeutique pour les dysferlinopathies. 

Chaque mini-gène est composé de différents domaines C2, Fer et Dysf, associés au domaine transmembranaire 

de la dysferline. Schéma inspiré de la thèse Etude d’un transcrit alternatif de la dysferline et mise en place d’un 

traitement pour les dysferlinopathies par Océane BALLOUHEY, 2021, et créé sur le site BioRender.  

 

Une mini-dysferline similaire, naturellement issue d’un clivage par des protéases, a par la suite 

été décrite (Lek et al., 2013; Redpath et al., 2014). Cette dysferline possède un exon alternatif, 

le 40a, qui est un site de coupure pour les calpaïnes qui sont activées par une entrée massive 

de calcium dans les cellules après une lésion membranaire. Le clivage entraîne alors la 

production d’une mini-dysferlineC72 composée uniquement des domaines C2F, C2G et du 

domaine transmembranaire. De façon similaire à l’étude précédente, le traitement de souris 

pathologiques avec cette mini-dysferline permet d’améliorer leur capacité de PMR mais pas 

l’histologie de leurs muscles. Des domaines supplémentaires, absents de ces mini-dysferlines, 

pourraient donc conférer des rôles fonctionnels spécifiques à la protéine et être nécessaires 

pour sa fonctionnalité globale. C’est pourquoi les recherches suivantes se sont intéressées aux 

fonctions associées aux différents domaines de la dysferline, en particulier par le 

développement d’autres mini-dysferlines.  

L’exon 40a ayant été récemment identifié comme essentiel dans la fonction de PMR de la 
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dysferline (Ballouhey et al., 2021), la mini-dysferlineC72 a très récemment été optimisée en y 

ajoutant le domaine C2A qui permet de nombreuses interactions de la dysferline avec ses 

partenaires protéiques, mais aussi avec les phospholipides (Ballouhey et al., en préparation 

2022). Tandis que cette midi-dysferline restaure complètement la capacité de PMR des cellules 

musculaires in vitro ainsi que le trafic des vésicules intracellulaires, la membrane plasmique ne 

semble que partiellement protégée contre un stress mécanique. D’autres domaines de la 

dysferline pourraient donc encore être nécessaires pour restaurer l’intégralité des fonctions de 

la dysferline.  

Dans ce sens, une autre étude a entrepris la conception d’une nano-dysferline (Llanga et al., 

2017). Celle-ci est composée des trois domaines Fer et Dysf, des domaines C2A, C2B, C2C et 

C2G, ainsi que du domaine transmembranaire. L’injection systémique de cette nano-dysferline 

chez de jeunes souris Bla/J, par l’intermédiaire d’un AAV, a rétabli les fonctions motrices et 

amélioré l'intégrité musculaire près de 8 mois après le traitement. De façon surprenante, 

seulement 10% des fibres musculaires expriment cette nano-dysferline après l’injection. Même 

si des études supplémentaires sont nécessaires pour démontrer la capacité de cette nano-

dysferline à restaurer l’intégralité des fonctions de la protéine, ces données précliniques 

démontrent pour la première fois l’aptitude d’une dysferline raccourcie à restaurer une fonction 

motrice. 

 

3.3.3. La thérapie compensatoire 

 

Une autre stratégie de thérapie génique par remplacement de gène consiste à induire 

l’expression ou à surexprimer une protéine compensatrice qui peut totalement ou 

partiellement remplir les fonctions de la protéine déficiente. 

Dans le cadre des dysferlinopathies, une première étude s’est demandé si la myoferline, le 

membre de la famille des ferlines le plus proche de la dysferline, pourrait compenser la perte 

de cette dernière (Lostal et al., 2012). Pour ce faire, des souris transgéniques surexprimant la 

myoferline ont été croisées avec des souris Bla/J. Bien que la surexpression de la myoferline 

compense le défaut de fusion membranaire observé dans les fibres musculaires déficientes en 

dysferline, elle n’est pas suffisante pour corriger l’histologie musculaire et pour empêcher la 

dégénérescence des fibres. Néanmoins, l'incapacité de la myoferline à compenser la dysferline 

malgré leur structure similaire indique que la dysferline remplit des fonctions indispensables 

pour l'homéostasie musculaire que la myoferline ne peut pas remplir. En effet, la nécessité de 

deux protéines hautement homologues dans le même tissu plaide en faveur d'une fonction 

unique avec une spécificité spatio-temporelle de chacune de ces protéines. Ces différences de 

fonction entre la dysferline et la myoferline peuvent être dues à des différences dans les 

protéines avec lesquelles elles interagissent, empêchant une fonction d'être remplie en leur 

absence. En effet, l'incapacité des mini-dysferline à compenser la perte de la protéine totale 

peut également être due à leur impossibilité à interagir avec certains partenaires protéiques 

ou à réguler les mêmes processus que la protéine totale. 
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Récemment, une autre équipe a développé une nouvelle thérapie génique qui permet de 

contourner les principaux obstacles associés aux dysferlinopathies que sont : l’intégration de 

la séquence codante de la dysferline dans un vecteur, le ciblage spécifique de muscles 

dégénératifs difficiles à atteindre, l’utilisation de fortes doses d’AAV. Pour ce faire, les auteurs 

se sont appuyés sur leur découverte précédente selon laquelle l’enzyme lysosomale ASM 

jouerait un rôle essentiel dans le processus de PMR (Defour et al., 2014). Comme expliqué 

précédemment, dans les secondes suivant une lésion membranaire, la dysferline semble 

faciliter l’exocytose de lysosomes à la membrane plasmique, ce qui permet la sécrétion de 

composants nécessaires au mécanisme de PMR. Or, une absence de dysferline semble retarder 

l'exocytose des lysosomes, ce qui réduit la sécrétion d'ASM par la cellule musculaire lésée et 

compromet par conséquent la réparation de son sarcolemme. Dans leur étude préclinique, les 

auteurs ont donc évalué l’efficacité d’une thérapie génique qui cible la réduction de la sécrétion 

d’ASM en utilisant un AAV spécifique du foie afin de maintenir un niveau thérapeutique 

constant d’ASM dans le sérum (Bittel et al., 2022). L’injection unique de la thérapie par 

intraveineuse dans un modèle murin A/J permet d’augmenter et de maintenir une expression 

constante d’ASM dans les cellules musculaires pendant au minimum 3 mois et de restaurer la 

capacité de PMR des fibres. De façon intéressante, l’histologie pathologique et la fonction 

musculaire ont également été rétablies après traitement des souris. Un essai clinique serait 

donc nécessaire pour évaluer l’utilité thérapeutique de cette approche sur des patients atteints 

de dysferlinopathies. Cependant, cette étude a une signification importante en termes de 

nouvelles approches thérapeutiques pour les dysferlinopathies. Elle fournit des données 

innovantes sur l'utilisation du foie comme site de production de transgènes pour compenser 

des déficiences génétiques des muscles squelettiques. 

 

3.4. La thérapie génique par modification d’ARN 

 

Les dysferlinopathies sont causées par des mutations qui, pour certaines, empêchent la 

production d’une dysferline fonctionnelle, soit par un décalage du cadre de lecture, soit par 

des mutations non-sens.  Au-delà de la thérapie génique "classique", d’autres techniques ont 

ainsi été développées pour intervenir sur les ARN : le saut d’exon, le trans-épissage ou la 

translecture de codon stop. 

 

3.4.1. Le saut d’exon 

 

Une stratégie thérapeutique prometteuse qui a gagné du terrain ces dernières années est 

le saut d’exon (Niks and Aartsma-Rus, 2017). Elle consiste à moduler l’épissage du pré-ARNm 

afin de sauter les exons porteurs de mutations pendant la transcription, tout en maintenant un 

cadre de lecture ouvert permettant de produire une protéine partielle mais possiblement 

fonctionnelle (Aartsma-Rus et al., 2004; Goyenvalle et al., 2004; Lu et al., 2005). On peut y 

parvenir à l’aide d’oligonucléotides anti-sens (AON), de petits morceaux d’ADN ou d’ARN 

modifiés qui s’hybrident spécifiquement à un exon cible, le cachant alors de la machinerie 

d’épissage afin qu’il soit épissé avec ses introns adjacents. Cette approche de saut d’exon a été 
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développée comme stratégie thérapeutique pour les maladies neuromusculaires, avec 

notamment la commercialisation, dès 2016, de l’Eteplirsen (Exondys51) pour la DMD ou du 

Nusinersen (Spinraza) pour l’amyotrophie spinale (SMA).  

La possibilité d’appliquer cette stratégie aux dysferlinopathies a d’abord été étayée par un cas 

clinique présentant un saut naturel de l’exon 32, associé à un phénotype dystrophique très 

léger et tardif chez la patiente (Sinnreich et al., 2006). Des études in vitro ont par la suite 

confirmé que l’exon 32 pouvait être ciblé par des AON dans des cellules de patients porteurs 

d’un variant pathogène dans cet exon (Wein et al., 2010) puisque la dysferline tronquée 

résultante est correctement localisée à la membrane plasmique et est capable d’assurer sa 

fonction de PMR (Barthélémy et al., 2018, 2015). De manière comparable, cette stratégie de 

saut d’exon peut potentiellement être appliquée à d’autres mutations de la dysferline, dans 

des parties de la protéine susceptibles d’être supprimées tout en conservant une séquence 

dont la fonctionnalité est préservée, au moins partiellement (Figure 25). Certaines études ayant 

néanmoins des points de vue divergents sur les exons pouvant être ciblés par cette stratégie 

(Aartsma-Rus et al., 2010; Lévy et al., 2010), il est indispensable d’avoir une compréhension plus 

approfondie de la fonction de chacun des 55 exons composant le gène DYSF et d’identifier les 

domaines indispensables. A partir de cas cliniques (Krahn et al., 2010, 2009; Nguyen et al., 2005) 

ou de modèles pathologiques (Bittner et al., 1999b; Vafiadaki et al., 2001), nous savons par 

exemple que les deux derniers domaines C2 de la dysferline et le domaine transmembranaire 

sont essentiels mais non suffisant pour empêcher l’apparition d’un phénotype pathologique, 

suggérant la nécessité de conserver d’autres parties de la dysferline entre les exons 2 et 40 

(Krahn et al., 2010). En effet, l’exon 1 de la dysferline n’est pas une cible valide puisque son 

exclusion entrainerait une perte du cadre de lecture. Il a également été démontré que le saut 

d’un exon porteur d’une mutation peut engendrer le saut d’exons adjacents. En effet, une 

équipe a montré dans des cellules de patients qu’une thérapie ciblant un variant pathogène 

dans l’exon 27 ou l’exon 28 nécessite un saut des exons ∆26-27 et ∆28-29, respectivement, afin 

de conserver le cadre de lecture (Lee et al., 2018). De même, une étude in vivo sur le modèle 

murin MMex38, portant un variant faux-sens dans l’exon 38, a montré qu’un saut des exons 

37-38 permet de restaurer la fonction de PMR de la dysferline contrairement à un saut de 

l’exon 38 seul (Malcher et al., 2018). Ces deux équipes ont également pu mettre en avant 

l’impact négatif de cette stratégie sur la capacité des cellules à réparer leur membrane 

plasmique avec le saut des exons ∆19-21, ∆20-21, ∆46-48. 

 

 
 

Figure 25. Les exons du gène DYSF pouvant être ciblés par la stratégie du saut d’exon. 

Représentation des exons du gène DYSF pouvant être ciblés par un saut d’exon. Le saut des exons 26-27, 28-29, 

32 et 37-38 entraîne la production d’une dysferline fonctionnelle. Schéma créé sur le site BioRender. 
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3.4.2. Le trans-épissage 

 

Bien que la structure modulaire de la dysferline tolère des délétions internes, de nombreuses 

mutations qui affectent des domaines essentiels à la fonction de la protéine nécessitent des 

stratégies thérapeutiques alternatives. Parmi celles-ci, le trans-épissage, appelé aussi technique 

SMaRT (Spliceosome mediated RNA trans-splicing), permet de corriger des mutations au 

niveau post-transcriptionnel en remplaçant une région mutée d’un pré-ARNm par une 

séquence codante fonctionnelle (Puttaraju et al., 1999). Pour ce faire, un ARN exogène 

thérapeutique, appelé pre-mRNA trans-splicing molecule (PTM), est introduit dans la cellule 

cible, bloque l’épissage endogène et réoriente la machinerie d’épissage sur lui-même afin de 

remplacer le ou les exons mutés par la séquence normale (Figure 26).  

 

Figure 26. Les techniques de trans-épissage d’un pré-ARN messager de la dysferline. 

(A) Le mécanisme classique d'épissage, ou épissage en cis, conduit à l'élimination des séquences introniques d’un 

pré-ARN messager. (B-D) Au contraire, l'épissage en trans se produit entre deux sites d'épissage situés sur deux 

pré-ARN messager différents. Dans la technologie SMaRT, un ARN exogène thérapeutique appelé PTM, est utilisé 

pour remplacer un ou plusieurs exons d'un pré-ARN messager endogène. Selon l'orientation du PTM, il est 

possible de remplacer plusieurs exons (B,C) et même des exons internes (D). Ex n : exon n ; * : mutation ponctuelle. 

Schéma adapté de (Berger et al., 2016) et créé sur le site BioRender. 

 

La preuve de concept de la faisabilité de la technologie SMaRT a déjà été établie dans plusieurs 

modèles de maladies génétiques causées par des mutations récessives. Dans de tels cas, en 

effet, la réparation d'une partie seulement du pool d'ARNm mutants peut être suffisante pour 

obtenir un effet thérapeutique significatif (Coady and Lorson, 2010; Lorain et al., 2013). Dans 

le cadre des dysferlinopathies une première étude a démontré la possibilité d’échanger 

spécifiquement plusieurs exons endogènes de la dysferline in vitro et in vivo (Monjaret et al., 

2014). Le transfert d’un PTM, par l’injection d’AAV en intramusculaire, a ainsi permis de 
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remplacer les six derniers exons de la dysferline qui représentent 20% des mutations identifiées 

jusqu’en 2014. Par la suite, une deuxième étude a réussi à remplacer les exons 32 à 55 et 36 à 

55 dans des myoblastes portant un variant pathogène dans l’exon 38 et chez un modèle murin 

pathologique présentant une délétion des exons 53 à 55 (Philippi et al., 2015). Le trans-

épissage a permis de restaurer partiellement l’expression de la dysferline avec le transport des 

PTM thérapeutiques par des vecteurs lentiviraux in vitro ou des AAV in vivo. Cependant, la 

protéine n'a pu être détectée au sarcolemme que d’environ 6 à 15% des fibres dans les muscles 

traités. 

A ce jour, aucune étude n’a montré une restauration fonctionnelle de la dysferline grâce à cette 

technique de trans-épissage. Néanmoins, ces deux études ont montré des résultats 

encourageants pour remplacer des exons qui ne peuvent pas être ciblés par le saut d’exon. 

 

3.4.3. La translecture de codon stop 

 

Une dernière stratégie thérapeutique, la translecture de codon stop, est une technique qui 

ne cible pas directement l’ARNm mais le mécanisme associé à la traduction des ARNm en 

protéines (Figure 27). Certaines mutations non-sens dans un gène peuvent entraîner un codon 

stop prématuré (PTC pour premature termination codon) sur l’ARNm. Ceci conduit à la 

synthèse d’une protéine tronquée qui ne parvient plus à assurer ses fonctions ou 

potentiellement à la dégradation de cet ARNm par la voie NMD (nonsense mediated mRNA 

decay) qui reconnaît spécifiquement les ARNm contenant un codon stop prématuré. 

Néanmoins, certaines petites molécules peuvent se fixer sur le ribosome afin de forcer la lecture 

des PTC (évènement appelé translecture) et permettre la synthèse de la protéine dans sa 

totalité. Les antibiotiques de la famille des aminoglycosides (gentamycine, amikacine, G418, ...) 

sont les premières molécules pour lesquelles un effet sur la translecture des cellules de 

mammifères a été mis en évidence (Burke and Mogg, 1985).  

L’utilité potentielle des inducteurs de translecture comme approche thérapeutique a été 

démontrée dans un modèle murin de la DMD (Barton-Davis et al., 1999). L’une de ces études 

a notamment permis d’identifier l’Ataluren (PTC124) qui a obtenu une autorisation de mise sur 

le marché conditionnelle en Europe pour la DMD (source : www.ema.europa.eu). L’intérêt 

thérapeutique de l’Ataluren a également été testé pour traiter les dysferlinopathies. Une 

première étude in vitro sur des myotubes portant un variant non-sens a montré que le 

traitement à l’Ataluren permet une production de dysferline suffisante (~15%) et fonctionnelle 

pour améliorer l’intégrité de la membrane des cellules musculaires lors d’un choc osmotique 

(Wang et al., 2010). L’efficacité de la molécule a également été testée chez un nouveau modèle 

murin porteur d’une mutation non-sens du gène DYSF (Seo et al., 2021). Le traitement des 

souris permet de restaurer l’expression de la dysferline en deux semaines et d’améliorer 

l’histologie musculaire. De plus, cette étude est la première à montrer une récupération des 

performances physiques des souris après traitement. 
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Figure 27. La translecture de codon stop. 

En condition normale, la lecture complète d’un ARN messager, au cours du phénomène de traduction, permet la 

synthèse d’une protéine complète fonctionnelle. En cas de mutation non-sens, la traduction est interrompue à 

cause d’un codon stop prématuré, ce qui peut conduire à la synthèse d’une protéine tronquée, anormale. Par le 

phénomène de translecture, induit par certaines molécules (par exemple le PTC124-Ataluren®), un codon stop 

formé par une mutation non-sens peut être « corrigé » : un acide-aminé pris au-hasard sera incorporé à cet 

endroit au niveau de la protéine en cours de formation. Ceci permet alors la poursuite de la traduction et d’obtenir 

une protéine complète de longueur normale, qui peut être fonctionnelle à condition que l’incorporation de l’acide-

aminé soit tolérée. Schéma créé sur le site BioRender. 

 

Cette approche thérapeutique, applicable à toutes les mutations non-sens de la dysferline, 

pourrait théoriquement traiter plus de 15 % des patients atteints de dysferlinopathies (Jin et 

al., 2016; Mort et al., 2008). Cependant, le développement de cette stratégie doit passer par 

l’approfondissement de nos connaissances des mécanismes moléculaires mis en jeu lors de la 

translecture. En effet, malgré les avantages de l’Ataluren à pouvoir être administré par voie 

orale et d’être bien toléré par les patients, son mode d’action reste mal caractérisé, en 

particulier sa cible moléculaire qui n’a pas encore été décrite.  

 

3.5. La thérapie génique par l’édition de gène 

 

Une autre thérapie génique alternative est l’édition du génome qui consiste à modifier 

durablement une séquence génomique. Cette stratégie s’est notamment accélérée ces deux 

dernières décennies avec le développement de nouvelles technologies qui permettent la 

modification précise et efficace d’une variété d’altérations génétiques. Il est possible d’inactiver 

ou d’insérer un gène, d’introduire ou de corriger une mutation ciblée. 



  Introduction : Chapitre 3 

89 

 

Les outils d'édition du génome font référence à des nucléases dérivées de systèmes bactériens 

qui ont la capacité de couper la double hélice d’ADN au niveau d’une séquence spécifique. Un 

système de réparation de la cellule est alors activé pour recoller les deux extrémités libres 

générées par la coupure : le système NHEJ (non-homologous end-joining). Celui-ci est 

aléatoire et peut introduire des erreurs, conduisant à la mutation du gène ciblé par la nucléase. 

Il est également possible de modifier de façon spécifique la séquence visée après coupure. Il 

faut alors délivrer à la cellule, en plus des nucléases, un brin d’ADN présentant la séquence 

désirée (matrice), flanquée d’extrémités homologues à celles du site de coupure. Au moment 

de la réparation de la coupure d’ADN le système de recombinaison homologue HDR 

(homology directed repair) va incorporer la matrice fournie, conduisant à son insertion 

définitive dans le génome.  

Les outils d’édition les plus populaires sont les nucléases à doigts de zinc (ZFN), les 

méganucléases, les nucléases effectrices de type activateur de transcription (TALEN) ou encore 

le système CRISPR (clustered regularly interspaced short palindromic repeats) (Gaj et al., 2013). 

Ce dernier a révolutionné le domaine de l’ingénierie génétique en 2012. Il est l’outil d’édition 

génomique le plus utilisé de ces dernières années grâce à sa simplicité et sa rapidité. Il a 

notamment permis des avancées majeures dans les approches thérapeutiques pour les MD 

(Ballouhey et al., 2020). Le système CRISPR permet de couper l’ADN à un endroit précis du 

génome. Il est constitué d’un ARN guide, qui reconnaît une séquence d’ADN particulière, et 

d’une nucléase Cas, le plus souvent Cas9, qui coupe l’ADN à cet endroit précis (Jiang and 

Doudna, 2017). Plus récemment, la technique d’édition de base, une adaptation du système 

CRISPR, s’est développée. Cette méthode d’édition précise consiste à changer des nucléotides 

uniques. Elle présente l’avantage de ne pas nécessiter la rupture des brins d’ADN, ce qui évite 

les insertions et délétions associées à cette rupture. 

L’édition du génome est utilisée dans tous les domaines du vivant et particulièrement en 

recherche médicale car elle permet d’effectuer des modifications génétiques précises. Elle 

permet notamment de développer de nouveaux modèles animaux (Demonbreun et al., 2019), 

de produire des modèles cellulaires sur mesure à partir de cellules saines ou de créer des 

lignées isogéniques (Selvaraj et al., 2019a) pour progresser dans la connaissance des 

pathologies, ou encore pour tester des molécules thérapeutiques. L’édition génomique ouvre 

également la voie à de potentielles thérapies géniques en permettant d’inactiver ou de corriger 

des gènes responsables de maladies chez les patients. Des essais cliniques sont actuellement 

en cours pour des maladies monogéniques (Amaurose congénitale de Leber), certains cancers 

(myélome/sarcome) ou encore des hémoglobinopathies sévères (Drépanocytose/β-

thalassémie). Concernant les dysferlinopathies, aucune étude n’a eu recours à l’édition 

génomique pour traiter un modèle animal ou un patient. En 2016, une étude a cependant 

montré que cette stratégie est envisageable en corrigeant des hiPSC de patients LGMD R2 

(Turan et al., 2016). L’édition de génome par CRISPR a permis de corriger une mutation non-

sens de la dysferline, permettant une réexpression de la protéine. Malgré une faible efficacité 

d’édition d’environ 1.5%, ce système représente une stratégie thérapeutique prometteuse pour 

les maladies génétiques. Cela ouvre également la possibilité d'une thérapie cellulaire utilisant 
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des cellules corrigées par thérapie génique.  

Bien que ces systèmes d’édition du génome semblent devenir des outils indispensables pour 

la thérapie génique, il convient de surmonter plusieurs défis pour pouvoir avoir une utilité en 

clinique (Doudna, 2020) : le transport efficace de ces systèmes, l’immunogénicité des outils 

d'ingénierie génomique et des vecteurs de livraison et l'identification et la réduction des 

modifications géniques hors cible.  

 

 

*** 

 

 

Depuis le premier essai thérapeutique évaluant l’effet du Dantrolène sur deux patients 

atteints de dysferlinopathie (Hattori et al., 2007), des dizaines de stratégies ont été développées 

en préclinique, aboutissant à un essai clinique de phase I (NCT02710500). Néanmoins, à ce 

jour, il n’existe toujours pas de traitement thérapeutique efficace pour cette pathologie et 

aucun autre essai clinique interventionnel n’est en cours. Dans ce contexte, il semble donc 

nécessaire d’identifier de nouvelles stratégies thérapeutiques pour les dysferlinopathies. 

Par ailleurs, malgré les recherches intensives menées pour élucider les fonctions assurées par 

la dysferline, seul son rôle dans le mécanisme de PMR fait consensus. Or, comme nous venons 

de le voir, la récupération de la fonction de PMR perdue dans un contexte pathologique 

n’empêche pas la dégénérescence des fibres musculaires, soulignant ainsi la nécessité 

d’identifier de nouveaux phénotypes pathologiques. En effet, l’identification des mécanismes 

moléculaires induits par une déficience en dysferline est une étape cruciale pour le 

développement de traitements efficaces. L’identification d’une dérégulation des connexines 

dans des modèles de dysferlinopathie a, par exemple, abouti à l’identification de la boldine 

comme un traitement pharmacologique potentiel pour les patients (Cea et al., 2020). 

Les avancées dans la compréhension des mécanismes sous-jacents aux dysferlinopathies 

permettent notamment de développer de nouvelles stratégies pharmacologiques, grâce à 

l’identification de cibles biologiques indépendantes de la dysferline. En effet, on constate que 

les études de repositionnement de molécules pour les dysferlinopathies sont uniquement 

basées sur la restauration de l’expression de la dysferline (Kokubu et al., 2019; Tominaga et al., 

2022), et non sur la normalisation de défauts phénotypiques. On observe également que ces 

approches de repositionnement n’ont pas fait l’objet de stratégies à large échelle 

d’identification de molécules, jusqu’à très récemment (Kokubu et al., 2019). En effet, la 

réalisation de ce type d’approche nécessite d’utiliser un modèle cellulaire adapté aux 

contraintes d’amplification et de miniaturisation du criblage à haut débit, mais aussi de 

développer un test biologique pertinent et mesurable en microplaques. 

Sur la base de ces constats, il semble donc pertinent de développer de nouveaux modèles 

d’étude capables de reproduire la physiopathologie des dysferlinopathies mais aussi adaptés 
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aux contraintes de robustesse et de reproductibilité imposées par le criblage à haut débit. Dans 

ce contexte, les progrès réalisés dans le domaine des cellules souches pluripotentes humaines 

permettent de proposer de nouvelles opportunités dont nous allons discuter dans le dernier 

chapitre de cette introduction.
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CHAPITRE 4 : LES CELLULES SOUCHES PLURIPOTENTES HUMAINES 

Définies au 19ème siècle mais découvertes au milieu du 20eme siècle, les cellules souches 

représentent une ressource biologique très attractive pour la communauté scientifique de par 

leurs deux propriétés cardinales qui les caractérisent : l’auto-renouvèlement et leur capacité à 

se différencier vers un type cellulaire spécialisé. Tout d’abord, leur propriété d’auto-

renouvèlement permet à une cellule mère de générer deux cellules filles identiques par division 

mitotique symétrique et de manière quasi-indéfinie, faisant de ces cellules une source illimitée 

de matériel. Deuxièmement, les cellules souches ont un pouvoir de plasticité qui leur permet, 

au cours d’une division asymétrique, de donner une cellule fille identique et une autre qui se 

spécifie vers un lignage ou un type cellulaire déterminé. Au cours du développement, alors que 

le potentiel d’auto-renouvèlement est maintenu, la capacité de différenciation des cellules 

souches se restreint. Ainsi, on distingue plusieurs types de cellules souches selon leur capacité 

de différentiation : les cellules totipotentes, pluripotentes, multipotentes et unipotentes. Bien 

que les autres types de cellules souches présentent chacun des utilisations intéressantes, 

j’aborderai dans ce manuscrit uniquement les cellules souches pluripotentes (CSP) qui sont au 

centre de mon projet de thèse.  

Comme nous le verrons dans ce chapitre, les CSP ont révolutionné la recherche médicale et 

sont devenues un outil incontournable à la fois pour la génération de nouveaux modèles 

cellulaires pathologiques mais également pour le développement de thérapies, en particulier 

la régénération tissulaire. Il me semble donc important d’en comprendre l’émergence, les 

applications mais aussi les limitations, pour en apprécier l’intérêt et le potentiel. 

 

1. Les propriétés des cellules souches pluripotentes  

 

A l’état indifférencié, les CSP ont une capacité d’auto-renouvèlement théoriquement infinie 

et ont le potentiel, sous l’influence de signaux spécifiques, de se différencier 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.  

 

2. Les différentes sources de cellules souches pluripotentes  

 

A ce jour, il existe deux principaux types de CSP qui se distinguent par leurs origines. Les 

cellules souches embryonnaires (ou ESC pour embryonic stem cells) et les cellules souches 

induites à la pluripotence (ou iPSC pour induced pluripotent stem cells). Les premières sont 

isolées de la masse cellulaire interne (MCI) d’embryons humains surnuméraires issus de 

fécondation in vitro (FIV) dans le cadre de programmes de procréation médicalement assistée 

(PMA) ou encore de diagnostics préimplantatoires (DPI). Les secondes sont issues de la 

reprogrammation génétique de cellules somatiques adultes humaines, différenciées et 

spécialisées. 
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2.1. Les cellules souches embryonnaires  

2.1.1. L’origine des cellules souches embryonnaires  

 

Les ESC de mammifère ont été isolées pour la première fois en 1981 chez la souris grâce 

aux travaux de Martin Evans et de Matthew Kaufman (Evans and Kaufman, 1981), ainsi que 

ceux de Gail Martin (Martin, 1981).  Les auteurs ont pu démontrer la prolifération indifférenciée 

et illimitée in vitro de ces lignées de ESC issues d’embryon de souris, sans apparition 

d’anomalies caryotypiques. Chez l’homme, il faudra attendre dix-sept ans pour que James 

Thomson, accompagné de Joseph Istkovitz-Eldor et de Benjamin Reubinoff, parviennent à 

réaliser le même exploit à partir de la MCI d'un blastocyste humain préimplantatoire (Thomson 

et al., 1998). L'établissement de ces premières lignées humaines (hESC) a ensuite donné 

l'impulsion à la dérivation de plus d'un millier d'autres lignées d’origine humaine dans les 

laboratoires du monde entier (Löser et al., 2010). Pour leurs travaux, Evans, Kaufman et Martin 

ont obtenus le prix Nobel de médecine en 2007. 

 

 

Figure 28. Description de la première semaine du développement embryonnaire humain. 

(A) Cinétique de développement d’un embryon humain in vitro. (B) Représentation schématique de la structure d’un 

blastocyste. Schéma adapté du site internet de l’université de Lausanne et créé sur le site BioRender. 

 

Les hESC sont issues d’embryons âgés de 5 à 7 jours après une FIV, correspondant au stade 

blastocyste du développement embryonnaire (Figure 28). Au début de l’embryogénèse 

humaine, l’œuf fécondé ou zygote va se diviser pour atteindre le stade morula au bout de 

quatre jours. Les cellules sont alors qualifiées de totipotentes car elles peuvent donner 

naissance à tous les types cellulaires de l’organisme, y compris les annexes extra-

embryonnaires. Au cours des divisions suivantes, la masse cellulaire, alors qualifiée de 

blastocyste, se resserre et génère une nouvelle répartition des cellules. Les cellules 

périphériques se répartissent en une couche nommée trophoblaste qui entoure toute la surface 

de l’œuf fécondé et donnera naissance à la plupart des structures extra-embryonnaires 

(placenta, chorion, cordon ombilical), tandis que les cellules les plus internes forment une 

structure plus compacte appelée MCI. Alors que le trophoblaste commence à former une 
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structure de soutien spécialisée, la trentaine de cellules de la MCI restent indifférenciées, 

pluripotentes et prolifératives (Sukoyan et al., 1993). C’est donc à partir de la MCI du 

blastocyste, et plus particulièrement de l’épiblaste, que les premières hESC ont été isolées. En 

effet, la MCI est composée de deux structures : l’hypoblaste qui donnera naissance à 

l’endoderme pariétal (ou sac vitellin) et l’épiblaste, situé plus en profondeur, qui est constitué 

de cellules pluripotentes. Par la suite, une autre étude a proposé de générer des lignées de 

hESC sans détruire l’embryon ex utero, en prélevant une seule cellule au stade où l’embryon 

est formé de huit à dix cellules (Chung et al., 2006).  

 

2.1.2. Le diagnostic préimplantatoire 

 

Les lignées de hESC sont dérivées à partir d’embryons surnuméraires générés par FIV dans 

le cadre d’un projet parental abandonné. Cette démarche est encadrée légalement par la 

signature d’un consentement libre et éclairé des parents biologiques qui cèdent les embryons 

non utilisés à la recherche médicale. La majorité des lignées de hESC saines sont le plus souvent 

commercialisées par des laboratoires de recherche, évitant ainsi la destruction supplémentaire 

d’embryons. Les lignées de hESC pathologiques sont, pour leur part, générées à partir 

d’embryons porteurs d’une anomalie génétique ou chromosomique identifiée dans le cadre 

d’un DPI pratiqué suite à la FIV (Mateizel et al., 2006). Autorisé en France depuis 1999, le DPI 

est une pratique très encadrée, réservée aux couples qui, du fait de leur situation familiale, ont 

une forte probabilité de transmettre à l’enfant une maladie génétique particulièrement grave 

et incurable au moment du diagnostic (article L.2131-4 Code de la Santé Publique). Cette 

approche permet cependant la génération d’un nombre limité de lignées de hESC porteuses 

de pathologies d’origine génétique. Bien que l’on dénombre entre 6000 et 8000 maladies 

génétiques différentes (source : Orphanet), le DPI n’est autorisé que pour environ 20% (~366 

maladies selon l’Agence de la biomédecine 2020). Au total, se sont approximativement 150 

lignées de hESC pathologiques qui ont été dérivées au niveau international, ce qui représente 

une cinquantaine de maladies génétiques (Ilic and Ogilvie, 2017). 

 

2.1.3. Les lois de bioéthique et les réglementations relatives à l’utilisation des 

cellules souches embryonnaires humaines : cadre législatif français 

 

Malgré les opportunités de recherche et l’espoir de nouvelles thérapies qu’offrent les hESC, 

leur utilisation a toujours soulevé des questions éthiques et leur manipulation en France est 

régie depuis 1994 par les lois de Bioéthique. Initialement interdite dans la 1ère loi de bioéthique, 

la recherche sur l’embryon et les hESC a connu une évolution législative lente mais régulière 

en fonction des avancées scientifiques, notamment à l’international où la réglementation de la 

recherche sur les hESC peut être plus permissive. Les premières dérivations de hESC et les 

études démontrant l’intérêt de ces cellules pour des applications biomédicales ont ainsi amené 

à la révision de la loi de bioéthique en 2004 qui autorisa leur utilisation dans certaines 

conditions strictes. La recherche sur les hESC dépendait ainsi d’une dérogation délivrée par 

l’Agence de la biomédecine pour une durée de 5 ans. Pour pouvoir bénéficier de cette 
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dérogation et travailler sur les hESC, comme à I-STEM, les projets de recherche devaient être 

“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” (Loi de Bioéthique, 6 aout 2004). Par la suite, la loi de bioéthique 

a successivement été révisée en 2011 et 2013 aboutissant à un assouplissement du système 

d’interdiction avec dérogation qui a été remplacé par un système d’autorisation encadré par 

l’Agence de la biomédecine. Bien que plus souple, cette nouvelle législation nécessitait que les 

programmes de recherche respectent quatre conditions : la pertinence du projet scientifique, 

la finalité médicale de la recherche, l’absence de techniques alternatives et le respect des 

principes éthiques. En 2018, les états généraux de la bioéthique ont abouti à la promulgation 

de la quatrième loi de bioéthique du 02 aout 2021 qui distingue désormais le régime juridique 

des recherches sur l’embryon de celles menées sur les hESC. Le texte maintient le système 

actuel d’autorisation des recherches sur l’embryon mais simplifie celui des hESC en instituant 

un régime déclaratif auprès de l’Agence de la biomédecine.  

 

2.2. Les cellules souches induites à la pluripotence 

2.2.1. L’acquisition de l’identité cellulaire : un processus réversible 

 

Le potentiel de pluripotence des cellules souches suscite un intérêt scientifique tant pour la 

recherche fondamentale que pour le développement thérapeutique. Or, il a été longtemps 

pensé que l’identité cellulaire est établie de manière unidirectionnelle au cours du 

développement embryonnaire, c’est-à-dire qu’une cellule évolue de façon irréversible d’un état 

immature (pluripotent) à un état mature (différencié), générant ainsi tous les types cellulaires 

de l'organisme. Ce concept a été illustré il y a plus de 50 ans par la métaphore de Conrad 

Waddington qui compare le processus de différenciation cellulaire à une balle qui descend du 

sommet de la montagne vers le fond d'une vallée (Figure 29). L’idée est que la balle atteint la 

vallée en empruntant des trajectoires différentes selon le relief de la montagne mais qu’une 

fois arrivée au fond de cette vallée elle ne peut plus en bouger. Cela illustre la perte progressive 

d’immaturité de la cellule au fur et à mesure qu'elle progresse dans sa voie de différenciation 

et acquiert son identité, et qu’une fois spécialisée elle est incapable de revenir à son état 

immature. Il était ainsi pensé qu’une cellule qui se spécialise perd l’information génétique non 

nécessaire à sa fonction. Il semblait en effet trop risqué qu’une cellule différenciée ait la 

capacité de réactiver de manière inappropriée des gènes spécifiques d'un autre type cellulaire. 

Pourtant, une série d'expériences marquantes ont montré ces dernières années que le destin 

cellulaire est finalement flexible et réversible. En effet, il est maintenant possible pour une 

cellule de passer d'un état différencié à un état pluripotent grâce à un processus dit de 

reprogrammation. D'un point de vue conceptuel, ce processus est décrit comme le passage de 

la balle d'une vallée à une autre en repassant par le sommet de la montagne (Figure 29). Trois 

méthodes de reprogrammation du génome d’une cellule différenciée en une cellule 

pluripotente ont ainsi été développées ces dernières années : le transfert nucléaire, la fusion 

cellulaire, et la transduction de facteurs de reprogrammation. 
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Figure 29. Acquisition de l’identité cellulaire. 

Représentation schématique du modèle de Waddington. (A) Pendant un développement normal, une cellule 

pluripotente (représentée par une balle) dévale une montagne en empruntant des chemins différents. Selon la 

trajectoire empruntée, la cellule acquiert un destin tissulaire spécifique. (B) Une cellule différenciée, qui est 

reprogrammée à la pluripotence, est représentée par une balle remontant la montagne jusqu’au sommet. De là, 

la cellule réacquiert une capacité de pluripotence lui permettant de se différencier à nouveau vers un autre type 

cellulaire spécialisé. Source (Ladewig et al., 2013). 

 

2.2.2. Les méthodes de reprogrammation 

 

Le transfert nucléaire 

Le transfert nucléaire a été la première méthode proposée pour reprogrammer une cellule 

spécialisée vers un stade pluripotent. Cette technique consiste à transférer le noyau d’une 

cellule somatique donneuse dans un ovocyte receveur énucléé (Figure 30). Quelques heures 

après le transfert nucléaire, la cellule germinale hybride se développe pour former un 

blastocyste. L’embryon généré peut ensuite être implanté in utero pour donner naissance à un 

organisme génétiquement identique à la cellule donneuse de départ (clonage reproductif) ou 

peut être utilisé pour récupérer les ESC (clonage thérapeutique).  

 

 
Figure 30. La reprogrammation par transfert nucléaire.  

Dans cette approche, le noyau d'une cellule somatique (diploïde, 2n) est transplanté dans un ovocyte énucléé. 

Dans l'environnement de l'ovocyte, le noyau de la cellule somatique est reprogrammé de façon à ce que les 

cellules qui en sont issues soient pluripotentes. À partir de cet ovocyte, un blastocyste est généré et des lignées 

de cellules souches embryonnaires (ES) peuvent être dérivées en culture. Si on laisse le développement se 

poursuivre jusqu'à son terme, un organisme entier cloné est généré. Source (Yamanaka and Blau, 2010). 

 

Conceptualisé dès 1938 par Hans Spemann, le transfert nucléaire a été réalisé pour la première 

fois en 1952 par Thomas King et Robert Briggs chez des amphibiens (Briggs and King, 1952) 

en transférant le noyau de cellules embryonnaires à un stade précoce (blastocyste). Cette 
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technique de transplantation nucléaire a ensuite été développée en 1962 par l’équipe de John 

Gurdon (Gurdon, 1962) qui parvint à cloner le tout premier animal en transférant cette fois-ci 

le noyau d'une cellule somatique de xénope dans un ovocyte énucléé, démontrant pour la 

première fois que des cellules somatiques adultes pouvaient être reprogrammées en CSP par 

des facteurs présents dans le cytoplasme de l'ovocyte. Il a ainsi pu être établi que les cellules 

ne perdent pas d’informations au cours de leur différenciation mais que les gènes inutilisés 

sont réduits au silence et peuvent être réactivés en cas d'exposition à des stimuli appropriés. 

Plusieurs décennies plus tard, la technique de transfert nucléaire somatique a été transposée à 

une vingtaine d’espèces de mammifères dont le mouton avec la naissance de la célèbre brebis 

Dolly en 1996 (Wilmut et al., 1997), et plus récemment au clonage des premiers primates Zhong 

Zhong et Hua Hua (Z. Liu et al., 2018). Chez l’homme la démonstration du transfert nucléaire a 

fait l’objet de communications contradictoires et controversées. Après un rapport de 2004 

ayant frauduleusement revendiqué la génération de hESC (Hwang et al., 2004), d'autres 

groupes ont réussi à générer ces cellules (Tachibana et al., 2013). Néanmoins l’utilisation de 

cette technique sur des cellules humaines se heurte à des questions éthiques majeures 

puisqu’elle pourrait mener à des dérives en matière de clonage humain. En France, elle est 

interdite par l'article 25 de la loi de bioéthique du 6 août 2004. 

 

La fusion cellulaire  

Une autre stratégie de reprogrammation des cellules somatiques repose sur leur fusion avec 

des ESC (Figure 31). La cellule hybride alors obtenue est appelée « hétérocaryon » et contient 

deux noyaux séparés dans le cytoplasme commun. Après deux à trois jours, les noyaux 

diploïdes fusionnent et produisent un hybride cellulaire qui contient un seul noyau tétraploïde 

capable de reprendre la division cellulaire. Cependant, malgré les démonstrations de plasticité 

des cellules somatiques, par l’acquisition de caractéristiques du partenaire pluripotent, cette 

technique de fusion cellulaire n’a aucune application thérapeutique de par la tétraploïdie des 

cellules générées. 

 

 
 

Figure 31. La reprogrammation par fusion cellulaire. 

Dans cette approche, deux types de cellules sont combinés pour former une seule entité. Si les cellules fusionnées 

prolifèrent, elles deviendront des hybrides. Leur caryotype restera euploïde (c'est-à-dire qu'elles auront des jeux 

de chromosomes équilibrés) si les cellules proviennent de la même espèce; en revanche, si elles proviennent 

d'espèces différentes, les hybrides seront aneuploïdes, car des chromosomes seront perdus et réarrangés. Les 

hétérocaryons, en revanche, ont une durée de vie courte et ne se divisent pas. Par conséquent, ils sont 

multinucléés : les noyaux des cellules d'origine restent intacts et distincts, et l'influence d'un génotype sur un autre 

peut être étudiée dans un système stable dans lequel aucun chromosome n'est perdu. (Yamanaka and Blau, 2010). 
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La transduction de facteurs de reprogrammation 

La dernière méthode de reprogrammation a été découverte en 2006 par l’équipe du professeur 

Shinya Yamanaka en partant du postulat que les facteurs ayant une fonction importante dans 

le maintien de l'identité des ESC pourraient également avoir un rôle central dans l'induction de 

la pluripotence dans les cellules somatiques (Figure 32). Dans son article, Shinya Yamanaka 

décrit comment obtenir, à partir de fibroblastes embryonnaires de souris, une population 

cellulaire similaire aux ESC via la surexpression de certains facteurs de transcriptions 

préalablement sélectionnés pour leur rôle dans le maintien de la pluripotence ou dans la 

prolifération cellulaire (Takahashi and Yamanaka, 2006). Ainsi, parmi les 24 facteurs de 

transcription testés, la combinaison des 4 facteurs (OKSM) OCT3/4 (Octamer-binding 

transcription factor 3/4), KLF4 (Krüppel-like factor 4), SOX2 (sex determining region Y-box 2), 

et C-MYC (Myelocytomatosis oncogene), a été identifiée comme optimale pour reprogrammer 

des fibroblastes murins adultes en une population cellulaire pluripotente. Ces cellules, appelées 

iPSC (pour induced pluripotent stem cells), présentent une morphologie et des capacités 

d’auto-renouvèlement et de pluripotence comparables aux ESC, ainsi qu’une reprogrammation 

épigénétique de l’état somatique à l’état souche (Maherali et al., 2007). 

 

 

 

Figure 32. La reprogrammation par transduction de facteurs de reprogrammation.  

Cette approche peut être utilisée pour obtenir des cellules souches induites à la pluripotence (iPS) qui ont des 

propriétés similaires à celles des cellules souches embryonnaires. Ces cellules peuvent être générées par 

l'introduction de quatre gènes (Oct4, Sox2, Klf4 et c-Myc) à l'aide de rétrovirus. Source (Yamanaka and Blau, 2010). 

 

L’année suivante, la même équipe a été en mesure de transposer ce modèle à l’homme et de 

générer la première lignée de iPSC humaines (hiPSC) en utilisant la même combinaison de 

facteurs (Takahashi et al., 2007), ouvrant ainsi la possibilité de générer des CSP humaines 

spécifiques à un patient ou une pathologie. La même année, l’équipe de James Thomson a 

démontré qu’une combinaison différente de facteurs de transcription, composée d’OCT4, 

SOX2, NANOG et LIN28, était également suffisante pour reprogrammer des cellules 

somatiques humaines sans anomalies chromosomiques apparentes (Yu et al., 2007). L’avantage 

de ce cocktail repose principalement sur l’absence de l’oncogène C-MYC qui a été décrit 

comme un inducteur d’apoptose et de différentiation des ESC d’origine humaine (Sumi et al., 

2007). A la suite de ces travaux princeps, les protocoles ont été optimisés grâce aux études de 

caractérisation des mécanismes moléculaires impliqués dans la reprogrammation. Il a été 

démontré par exemple que seuls OCT4 et KLF4 étaient indispensables à la reprogrammation, 

alors que SOX2 et C-MYC ne permettent que d’en améliorer le rendement in vitro (Park et al., 
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2008b). Ces résultats ont été confirmés la même année par les équipes de Yamanaka et 

Jaenisch en démontrant la possibilité de générer des lignées de iPSC avec seulement 3 des 4 

facteurs OKSM de Yamanaka ; en excluant l’oncogène C-MYC qui entravait les applications 

cliniques (Nakagawa et al., 2008; Wernig et al., 2008).  

Ces travaux sur la pluripotence et la reprogrammation de cellules somatiques en CSP ont été 

récompensés en 2012 par l’attribution du Prix Nobel de médecine à Shinya Yamanaka, 

conjointement avec John Gurdon pour ses travaux précurseurs menant à l’avènement du 

clonage. Les recherches de Yamanaka ont également ouvert la voie à d’autres pistes de 

reprogrammation, telle que la transdifférenciation identifiée dès 1979 (Davis et al., 1987). L’idée 

étant que l’expression ectopique de facteurs de transcription spécifiques pourrait également 

convertir une cellule différenciée en une cellule d’un autre lignage, sans nécessairement 

repasser par un stade pluripotent. D’un point de vue conceptuel, ce processus est décrit par la 

métaphore de Waddington comme le passage de la boule d’une vallée à une autre, sans 

repasser par le sommet. 

Depuis leur première description, les iPSC sont apparues comme extrêmement prometteuses 

pour diverses applications biomédicales telles que la thérapie cellulaire personnalisée ou la 

modélisation pathologique combinée à l’identification de nouveaux composés thérapeutiques. 

Cependant, leur génération a nécessité de relever quelques défis comme l’amélioration des 

méthodes de vectorisation, l’augmentation de l’efficacité de reprogrammation ou la 

diversification des types de cellules somatiques à reprogrammer afin d’obtenir une ressource 

biologique plus sûre et adaptée à l’application souhaitée.  

 

2.2.3. L’évolution des méthodes de vectorisation  

 

Différentes méthodes de vectorisation ont été utilisées pour introduire les facteurs de 

reprogrammation et induire la pluripotence dans les cellules somatiques. Ces approches 

peuvent être catégorisées en méthodes intégratives, qui impliquent l'insertion de matériel 

génétique exogène dans le génome des cellules de départ, et en méthodes non intégratives 

(Figure 33).  

Les premiers vecteurs décrits pour introduire les facteurs de reprogrammation dans les cellules 

somatiques sont les vecteurs viraux de type intégratif. Les rétrovirus ont été utilisés dans les 

études princeps de Shinya Yamanaka pour transporter les quatre facteurs OKSM tandis que les 

lentivirus ont été sélectionnés dans les recherches de James Thomson. Alors que les rétrovirus 

peuvent uniquement s’insérer dans les cellules en division, les lentivirus ont la capacité 

d’infecter à la fois les cellules qui prolifèrent et les cellules quiescentes, permettant ainsi une 

reprogrammation plus efficace pour la génération des iPSC. Malgré l’efficacité des vecteurs 

intégratifs, leurs intégrations multiples dans le génome des cellules hôtes représentent un 

risque de mutagenèse insertionnelle (Baum, 2007). De ce fait, le nombre de virus nécessaires à 

la reprogrammation des cellules somatiques a été réduit avec l’utilisation de vecteurs 

lentiviraux polycistroniques (Carey et al., 2009). Ces constructions permettent l'expression de 

tous les facteurs de reprogrammation dans un seul virus. Néanmoins, cette méthode 
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intégrative n’empêche pas les séquences transgéniques résiduelles dans le génome de l'hôte, 

ce qui peut entraîner des altérations imprévisibles du phénotype des iPSC ou de leurs dérivés, 

les rendant inadaptés, même pour des applications in vitro. Différentes méthodes innovantes 

ont donc tenté d’éliminer les transgènes insérés après la reprogrammation à l’aide de 

constructions de type transposon piggyBac (Kaji et al., 2009; Woltjen et al., 2009) ou des 

systèmes de recombinaison homologue fondés sur la technologie d’excision Cre-LoxP (Soldner 

et al., 2009). Malgré ces innovations, la reprogrammation cellulaire obtenue par des méthodes 

intégratives empêche l'application clinique des iPSC en raison du risque de tumorigénicité et 

d'instabilité génomique.  

 

 
Figure 33. Evolution des méthodes de vectorisation pour la reprogrammation des cellules somatiques.  

Les méthodes utilisées pour produire des iPSC peuvent être classées en quatre catégories selon leurs critères intégratif et 

viral. Les méthodes virales intégratives sont les lentivirus et les rétrovirus tandis que les méthodes non virales intégratives 

correspondent aux transposons et aux fragments d’ADN linéaires ou circulaires. En ce qui concerne les méthodes non 

intégratives, elles peuvent être virales avec les adénovirus ou le virus Sendai ; ou non virales avec l’ADN épisomal, les 

petites molécules, les ARNs ou les protéines recombinantes. Schéma adapté de (Gois Beghini et al., 2020) et créé sur le 

site BioRender. 

 

Par conséquent, des méthodes alternatives non intégratives ont été proposées pour générer 

les iPSC, telles que les adénovirus (Stadtfeld et al., 2008), les protéines recombinantes (Kim et 

al., 2009), les ARNs messagers (Warren et al., 2010) ou encore la surexpression de certains micro 

ARNs (Judson et al., 2009). Un autre système de reprogrammation cellulaire développé plus 

récemment est l'utilisation de composés chimiques. D’abord utilisés en complément des autres 

méthodes pour augmenter l’efficacité de reprogrammation (Huangfu et al., 2008), des 

combinaisons de molécules ont ensuite été identifiées pour remplacer les différents transgènes 

(Hou et al., 2013). Aujourd’hui, bien que les techniques utilisées soient très variées, les 
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méthodes privilégiées sont les approches non intégratives basées sur l’utilisation d’épisomes 

(Yu et al., 2009) ou celle du virus à ARN de Sendai (Fusaki et al., 2009). 

 

2.2.4. Les lois de bioéthique et les réglementations relatives à l’utilisation des 

cellules souches humaines induites à la pluripotence : cadre législatif 

français 

 

Jusqu’à la promulgation de la dernière loi de bioéthique le 02 aout 2021, les hiPSC n’étaient 

pas légalement définies. Les hiPSC étant issues de cellules somatiques de patients, le cadre 

législatif qui s’appliquait jusqu’à présent était le même que ceux relatifs à l’utilisation de cellules 

d’origine humaine et à la production d’organismes génétiquement modifiés, c’est-à-dire un 

régime uniquement déclaratif. La loi de 2021 relative à la bioéthique a introduit un régime 

d’encadrement pour certaines recherches recourant à des hiPSC. Les programmes de recherche 

ayant pour objet « la différentiation des iPSC en gamètes, l'obtention de modèles de 

développement embryonnaire in vitro ou l'insertion de ces cellules dans un embryon animal 

dans le but de son transfert chez la femelle sont soumis à déclaration auprès de l'Agence de la 

biomédecine préalablement à leur mise en œuvre ». Comme pour le régime déclaratif des 

protocoles de recherche portant sur les hESC, le directeur général de l’Agence de la 

biomédecine peut s’opposer à la réalisation d’une expérimentation si celle-ci, ou ses conditions 

de mise en œuvre, ne respectent pas les principes fondamentaux de respect du corps humain 

(articles 16 à 16-8 du code civil) ou les principes éthiques régissant la recherche sur l’embryon 

ainsi que le don et l’utilisation des éléments et produits du corps humain. L’utilisation des hiPSC 

pour la recherche clinique fait cependant l’objet d’un encadrement plus contraignant, qui est 

celui des recherches biomédicales, ou « recherches organisées et pratiquées sur l'être humain 

en vue du développement des connaissances biologiques ou médicales ». 

 

3. Les caractéristiques des cellules souches pluripotentes humaines 

 

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

sur la conservation de leurs deux propriétés cardinales, à savoir l’auto-renouvèlement et la 

pluripotence, tout en préservant leur intégrité génomique (Henry et al., 2019). Pour cela, de 

nombreuses études ont été consacrées à la compréhension des mécanismes impliqués dans le 

maintien de la pluripotence des cellules et dans leur différenciation vers un type cellulaire ou 

un tissu en particulier. Ainsi, des réseaux transcriptionnels, incluant une série de facteurs de 

transcription et des voies de signalisation spécifiques, ont été mis en évidence ces dernières 

années. 

 

3.1. Les facteurs clés de la pluripotence 

 

Les facteurs de transcription clés régulant les capacités de pluripotence des cellules souches, 

tant chez la souris que chez l’Homme, forment le « réseau de régulation transcriptionnelle de 

la pluripotence » (ou core transcriptional regulatory circuitry) (Boyer et al., 2005) (Figure 34).  
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Figure 34. Le réseau de régulation transcriptionnelle de la pluripotence. 

Le réseau de régulation transcriptionnelle de la pluripotence forme une boucle autorégulatrice ascendante qui 

active positivement l'ARN polymérase II pour initier la transcription des gènes de maintien de l'auto 

renouvèlement et qui réprime négativement les gènes favorisant la différenciation cellulaire par l'action des 

protéines de la famille Polycomb (PcG) pour modifier les structures chromosomiques. Schéma adapté de (Han and 

Yoon, 2011) et créé sur le site BioRender. 

 

Ce réseau est composé des trois facteurs OCT4, NANOG et SOX2, qui régulent de manière 

directe la transcription de nombreux autres gènes importants dans la physiologie des CSP. Ils 

activent l’expression de gènes spécifiques pour la survie et la prolifération des CSP, répriment 

des gènes cibles impliqués dans le processus de différenciation et régulent leur propre 

expression par des boucles de rétrocontrôle. La régulation de la pluripotence fait également 

intervenir un autre réseau interconnecté avec les trois facteurs. Ce réseau est composé de 

cofacteurs transcriptionnels, de régulateurs épigénétiques comme les microARNs (Marson et 

al., 2008) ou de modulateurs de la chromatine incluant des protéines du groupe polycomb et 

trithorax (Lee et al., 2006). 

OCT4 a été le premier facteur de transcription identifié (Okamoto et al., 1990; Schöler et al., 

1989). Son expression est nécessaire pour la mise en place de la pluripotence et de la formation 

de la MCI dans l'embryon précoce (Nichols et al., 1998), ainsi que pour la dérivation et le 

maintien des lignées de ESC (Pesce et al., 1998). Les études sur les iPSC ont ensuite montré que 

OCT4 était le seul facteur de transcription qui ne pouvait pas être remplacé par d'autres 

membres de la même famille de protéines dans le processus de reprogrammation des cellules 

somatiques. Les travaux réalisés par l’équipe d’Austin Smith en 2000 ont montré qu'un niveau 

d'expression précis de OCT4 permet de maintenir la pluripotence. Sa surexpression induit une 

différenciation des cellules en endoderme primitif et en mésoderme, tandis que sa répression 

entraîne une différenciation vers le trophectoderme (Nishimoto et al., 1999; Niwa et al., 2000). 

SOX2 est un facteur de transcription essentiel pour l’auto renouvèlement des CSP. Il a été 

identifié comme nécessaire à la mise en place des cellules de la MCI (Avilion et al., 2003). 

Comme pour son partenaire OCT4 avec qui il s’hétérodimérise pour réguler des gènes cibles 
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en aval (Botquin et al., 1998), l’expression de SOX2 dans les ESC doit être maintenue dans une 

fourchette critique. Une expression en dehors de cette plage entraîne la différenciation des 

cellules (Fong et al., 2008; Kopp et al., 2008). 

NANOG fonctionne de concert avec les deux autres facteurs de transcriptions, OCT4 et SOX2, 

pour établir l’identité des CSP. Son expression, similaire à celle de OCT4, diminue rapidement 

au fur et à mesure que les ESC se différencient (Chambers et al., 2003; Mitsui et al., 2003). 

Cependant, contrairement à OCT4, sa surexpression dans les ESC de souris permet leur auto-

renouvèlement (Chambers et al., 2003) et sa diminution dans les ESC murines et humaines 

prédispose à la différenciation vers les lignages extra embryonnaires (Chambers et al., 2003; 

Hyslop et al., 2005; Mitsui et al., 2003). La nécessité de Nanog pour le maintien de la 

pluripotence reste cependant controversée puisque les ESC conservent leur capacité d’auto-

renouvèlement en son absence (Chambers et al., 2007). Nanog a également été démontré 

comme non essentiel pour la reprogrammation des iPSC dans des conditions de culture 

optimisées (Schwarz et al., 2014). Ces observations apparemment contradictoires soulignent 

ainsi le manque de connaissances concernant les mécanismes reliant la signalisation 

extracellulaire et le réseau de régulation transcriptionnelle de la pluripotence. 

 

3.2. Les voies de signalisation impliquées dans la régulation de la pluripotence 

 

Afin de maintenir la pluripotence des CSP en culture, des facteurs de croissance extrinsèques 

doivent être apportés. Ces facteurs agissent, d’une part, sur l’activation de voies de 

signalisation régulant le réseau de régulation transcriptionnelle de la pluripotence et, d’autre 

part, sur l’inhibition des voies de différenciation. Les voies de signalisation nécessaires au 

maintien de la pluripotence des CSP étant distinctes entre les espèces, je n’aborderai dans la 

suite de ce manuscrit que celles identifiées comme importantes pour la culture des CSP 

humaines (Figure 35).  

 

La voie TGFβ/Activin/Nodal 

Les membres de la famille du TGFβ (pour Transforming growth factor β), comme l'Activine A 

et Nodal, ont été décrits comme nécessaires pour le maintien de l'état indifférencié des hESC 

(Beattie et al., 2005; Xiao et al., 2006) et sont utilisés pour la culture in vitro des cellules 

pluripotentes. Il a ainsi été montré qu’un inhibiteur de la voie Activin/Nodal, le SB431542, 

pouvait induire la différenciation des hESC alors, qu’au contraire, l’ajout d’Activin et de Nodal 

en combinaison avec du bFGF (Basic fibroblast growth factor) pouvait en prévenir la 

différenciation (Vallier et al., 2005). D’autre part, il a été mis en évidence un lien direct entre la 

voie Activin/Nodal et la régulation transcriptionnelle de Nanog (Bertero et al., 2015; Xu et al., 

2008). Les Smad2/3, effecteurs directs de la signalisation Activin/Nodal, se lient et contrôlent 

directement l'activité du gène Nanog dans les hESC (Vallier et al., 2009). Par conséquent, 

l'inhibition de la signalisation Activin/Nodal entraîne une perte de l'expression de Nanog tout 

en induisant une différenciation vers le neuroectoderme, soulignant ainsi le rôle de cette voie 

dans le maintien du caractère pluripotent des hESC et hiPSC. A l’inverse, Nanog interagit 
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directement avec les protéines Smad2/3 pour limiter leur activité transcriptionnelle, ce qui est 

crucial pour le choix du destin cellulaire entre la pluripotence et la différenciation des cellules 

souches. 

 

 

Figure 35. Les voies de signalisation impliquées dans le maintien de la pluripotence ou de la différenciation 

des cellules souches pluripotentes. 

Les propriétés cardinales des cellules souches pluripotentes, qui leur permettent de se transformer en n'importe quel type de 

cellule de l’organisme et de se diviser continuellement à l'état indifférencié, sont régulées par un certain nombre de voies de 

signalisation. Source : https://www.cellsignal.com/pathways/pluripotency-and-differentiation-pathway. 

 

La voie Wnt/β-catenine 

Le rôle exact de la voie de signalisation Wnt/β-catenine dans la pluripotence des cellules 

souches humaines reste une question ouverte en raison de publications contradictoires. 

Certaines études suggèrent un rôle de la voie Wnt dans l’auto-renouvèlement des CSP 

humaines (Sato et al., 2004) par l’inhibition de GSK3β qui permet ainsi à la β-catenine, un 

coactivateur de la transcription des gènes OCT4 et NANOG, de ne pas être dégradée. A 

l’inverse, une autre équipe (Singh et al., 2012) a rapporté que la voie de signalisation canonique 

de Wnt n'est pas requise pour le maintien de la pluripotence dans les hESC et, sous certaines 

conditions, une activation importante de cette voie pourrait induire leur différenciation vers le 

mésoderme. En effet, une surexpression de la β-caténine à court terme soutiendrait l’auto-

renouvèlement des hESC alors que sur un temps plus long la forte concentration de β-caténine 
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libre dans le cytoplasme entrainerait la différenciation des cellules (Huang et al., 2015). 

La voie des FGFs 

La voie de signalisation du FGF (pour Fibroblast growth factor) maintient également la 

pluripotence des hESC. Le FGF2, présent dans tous les milieux de culture, joue un rôle essentiel 

dans le maintien des capacités des cellules souches par l’inhibition de la voie BMP ou 

l’activation des voies de signalisation MAPK/ERK, PLCγ et PI3K/AKT. 

La voie BMP joue un rôle d’inhibiteur de pluripotence via l’action des SMAD1/5/8-9 qui 

répriment l’expression de Nanog (Suwinska and Ciemerych, 2011). L’inhibition de cette voie 

par le FGF2 empêche la phosphorylation des SMAD1/5/8-9 mais favorise celle des SMAD2/3, 

permettant ainsi la régulation transcriptionnelle des gènes impliqués dans le maintien de l’état 

indifférencié des CSP (James et al., 2005; Vallier et al., 2009). 

La voie MAPK/ERK, activée par le FGF2, est généralement considérée comme favorisant l'auto-

renouvèlement des hESC (Armstrong et al., 2006). Cependant, une autre équipe a mis en 

évidence par la suite un rôle de cette voie dans la différenciation des hESC (Singh et al., 2012). 

Des études supplémentaires permettraient d’établir le rôle de cette voie dans la balance 

pluripotence/différenciation des hESC.  

Le FGF2 active également la voie de signalisation PI3K/AKT. Une fois activée, celle-ci module 

le niveau d’expression des SMAD2/3 de la voie Activin/Nodal et inhibe les voies MAPK/ERK et 

WNT/β-caténine afin de maintenir une activité de GSK3β, permettant ainsi de maintenir un état 

pluripotent des cellules souches par la transcription de Nanog. A l’inverse, lorsque la voie 

PI3K/AKT n’est pas activée, la voie Activin-SMAD2/3 est renforcée et les voies MAPK/ERK et 

WNT/β-caténine ne sont plus inhibées. Les SMAD2/3, couplés à l’activité importante de β-

caténine, favorisent alors l’activation de marqueurs du mésoderme.  

Comme nous venons brièvement de l’aborder, la conservation des deux propriétés majeures 

des CSP, l’auto-renouvèlement et la pluripotence, nécessite la mise en place d’une balance 

finement régulée entre l’état pluripotent et l’état différencié. Bien que de nombreuses études 

se soient intéressées aux voies régulant le passage d’un état à l’autre, le mécanisme général de 

coordination des voies de signalisation intracellulaires dans les cellules pluripotentes humaines 

reste à élucider. 

 

3.3. Le potentiel de différenciation des cellules souches pluripotentes 

 

L’avancée de nos connaissances sur les signaux extracellulaires qui contrôlent la machinerie 

transcriptionnelle impliquée dans la pluripotence ainsi que des voies de signalisation activées 

pendant l’embryogénèse ont permis le développement d’une multitude de protocoles de 

différenciation des CSP vers un type cellulaire d’intérêt. Ces protocoles reposent soit sur une 

différenciation guidée à l’aide de petites molécules et cytokines jouant sur des voies de 

signalisation régulant la différenciation cellulaire, soit sur des systèmes de surexpression de 

facteurs de transcription pour activer un programme génétique spécifique à un type cellulaire. 
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3.3.1. La différenciation guidée 

 

La différenciation guidée consiste à induire in vitro la différenciation des CSP en suivant 

l’ontogénèse embryonnaire. Les cellules sont traitées de façon séquentielle avec une 

concentration et une durée de traitement contrôlées de cytokines et de petites molécules 

identifiées sur la base de nos connaissances en biologie du développement (Figure 36).   

 
Figure 36. La différenciation guidée des cellules souches pluripotentes 

Les facteurs de croissance et de différenciation clés pour chaque voie sont indiqués en bleu et les petites molécules 

le sont en rouge. Source (Williams et al., 2012). 
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Ainsi, pour diriger les CSP vers un type cellulaire en particulier, des voies de signalisation 

particulières sont modulées pour engager spécifiquement la différenciation des cellules vers 

l’un des trois feuillets embryonnaires (Irion et al., 2008): 

- l’ectoderme : il donnera l’épiderme, le système nerveux et les dérivés des crêtes neurales 

à l’origine de nombreux lignages (système nerveux périphérique, mélanocytes, ..) ; 

- le mésoderme : il donnera tout ce qui se trouve entre l’épiderme et l’épithélium du tube 

digestif, c'est-à-dire le tissu conjonctif, l’appareil locomoteur (muscle, squelette), l’appareil 

cardio-vasculaire (cœur, vaisseaux et sang), l’appareil uro-génital ; 

- l’endoderme : il donnera l’épithélium du tube digestif, l’arbre trachéo-bronchopulmonaire 

ainsi que les glandes annexes du tube digestif et la thyroïde.  

Dans le cas où les molécules ciblant la voie de différenciation souhaitée ne sont pas connues, 

des approches de criblage chimique peuvent être utilisées afin d’identifier celles pouvant 

produire l’effet souhaité.  

Malgré la tentative d’imiter fidèlement le développement in vivo, ces approchent présentent 

plusieurs limitations. Premièrement, les protocoles de différenciation prennent du temps selon 

le type cellulaire relevant. Par exemple, la différenciation neuronale prend généralement entre 

quatre et six semaines et la maturation fonctionnelle plusieurs autres semaines selon les sous 

types neuronaux. La deuxième limite est l’hétérogénéité de la population cellulaire obtenue 

après différenciation. Toutefois cette limite peut être détournée par des protocoles de plus en 

plus optimisés faisant appel à une étape supplémentaire de purification par tri cellulaire ou 

sélection génétique. 

 

3.3.2. La surexpression de facteurs de transcription 

 

Les systèmes de surexpression ont pour objectif d’induire l’expression de facteurs de 

transcription liés aux stades de développement tardifs afin de contourner les processus 

précoces et de produire rapidement des cultures cellulaires relativement homogènes et 

fonctionnellement matures à partir de CSP (Figure 37).  

Des travaux de recherche ont en effet montré que la reprogrammation du destin cellulaire par 

l'expression forcée de facteurs de transcription uniques (Chanda et al., 2014) ou multiples 

(Takahashi and Yamanaka, 2006) était efficace. A titre d’exemple, des hiPSC ont été converties 

en cellules musculaires squelettiques par la surexpression de MYOD1 (Goudenege et al., 2012). 

Cependant, cette approche nécessite de connaître le facteur ou la combinaison de facteurs de 

transcription nécessaire à l’obtention de chaque lignage cellulaire. De plus, même si les 

protocoles ne sont pas encore tous optimisés en terme d’efficacité ou de maturité fonctionnelle 

des cellules, il semblerait que des obstacles épigénétiques soient responsables des échecs de 

différenciation pour certains lignages. Des inhibiteurs épigénétiques pourraient ainsi être utiles 

afin que les CSP soient réceptrices aux facteurs de transcription. Un autre inconvénient majeur 

de la différenciation par facteurs de transcription par rapport à la méthode dirigée est son 

incompatibilité, pour le moment, avec des applications cliniques. 
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Figure 37. La spécification des cellules souches pluripotentes par la surexpression de facteurs de 

transcription. 

Les cellules souches pluripotentes peuvent être dérivées en différents types cellulaires spécialisés selon les facteurs 

de transcription surexprimés. Schéma adapté de (Hammelman et al., 2022) et créé sur le site BioRender. 
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4. Les enjeux et applications biomédicales des cellules souches pluripotentes  

 

Grâce à leurs capacités d’auto-renouvèlement et de pluripotence qui viennent d’être 

décrites, les CSP humaines représentent une source illimitée de cellules dont on peut induire 

la différenciation « à la demande » dans l’ensemble des types cellulaires de l’organisme. 

Quelques que soient leurs origines, de nombreuses études ont donc cherché à utiliser le 

potentiel de cette ressource biologique pour comprendre et traiter des pathologies humaines 

(Figure 38). Ainsi, j’aborderai dans ce chapitre l’utilisation des CSP pour réparer des tissus par 

thérapie cellulaire mais aussi pour modéliser et corriger des processus pathologiques d’origine 

génétique. 

 

 

 

Figure 38. Les applications biomédicales des cellules souches pluripotentes. 

En raison de leur capacité d’auto-renouvèlement et de leur potentiel de différenciation, les cellules souches 

induites à la pluripotence (iPSCs) présentent toutes les applications biomédicales potentielles des cellules souches 

embryonnaires. Elles peuvent être utilisées pour des études développementales, des tests de toxicité, pour cribler 

et découvrir de nouveaux médicaments, établir des modèles de maladies et pour la médecine 

régénérative/thérapie cellulaire. Source (Moradi et al., 2019). 

 

4.1. La thérapie cellulaire : de la greffe allogénique à la greffe autologue 

 

La thérapie cellulaire consiste à greffer des cellules saines afin de remplacer des cellules 

absentes, non fonctionnelles ou perdues dans le contexte d’une maladie. Cette thérapie existe 

depuis plus de 100 ans avec la transfusion sanguine, puis le développement de greffes à partir 

de cellules souches adultes multipotentes comme les cellules souches mésenchymateuses, 

hématopoïétiques et cutanées. Plus récemment, de nouvelles perspectives de thérapie 

cellulaire pour des maladies et des lésions incurables ont été envisagées avec la découverte 

des CSP qui offrent à la médecine régénérative une source cellulaire potentiellement illimitée 

de matériel biologique pour le traitement de, théoriquement, n’importe quel organe. Ainsi, les 

premières évidences d’efficacité de la thérapie cellulaire à partir de CSP ont été apportées in 

vivo chez des modèles animaux pour plusieurs pathologies telles que l’infarctus du myocarde 

(Ménard et al., 2005), le diabète (Kroon et al., 2008), les rétinites pigmentaires (Ben M’Barek et 
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al., 2017; Haruta et al., 2004), les génodermatoses (Guenou et al., 2009) ou la maladie de 

parkinson (Roy et al., 2006). Le transfert de la technologie au modèle humain nécessite 

cependant de répondre aux problèmes de « sûreté » et de « tolérance » qui limitent l’utilisation 

des CSP humaines, notamment de par leurs propriétés inhérentes de tumorigénicité, 

d'hétérogénéité et d'immunogénicité.  

Un avantage important des CSP est leur potentiel de prolifération infini, grâce auquel des 

milliards de cellules peuvent être produites pour la transplantation. Toutefois, cette propriété 

est une arme à double tranchant, car elle peut donner naissance à des tératomes ou des 

tumeurs. Ces derniers peuvent en effet être le résultat de la prolifération de cellules 

indifférenciées ou immatures conservées dans le produit de thérapie cellulaire final, de facteurs 

de reprogrammation restés actifs dans les cellules différenciées à partir de iPSC ou de 

mutations génétiques qui se sont produites au cours de la culture in vitro des CSP. Il est donc 

nécessaire d’optimiser la culture des CSP afin de les orienter vers le type cellulaire désiré tout 

en garantissant leur stabilité après l’implantation. Pour cela, il a été proposé d’utiliser des 

méthodes de tri cellulaire (Kikuchi et al., 2017; Sougawa et al., 2018) ou des gènes suicides 

(Kojima et al., 2019) pour sécuriser le produit de thérapie. Les anomalies génétiques 

engendrées pendant la culture des CSP ou le processus de différenciation sont également 

systématiquement analysées.   

 

Figure 39. Description des stratégies de thérapie cellulaire autologues et allogéniques avec les cellules 

souches pluripotentes humaines. 

Il existe deux formes de thérapie cellulaire. Elles impliquent l'isolement de cellules soit du patient (autologue), soit d'un 

donneur sain (allogène). 

 

Un autre aspect important à prendre en considération en médecine régénérative est le 

potentiel rejet immunitaire de la population cellulaire transplantée. Jusqu’à la découverte des 

hiPSC, la seule stratégie envisageable avec les CSP était la greffe allogénique qui consiste à 

greffer des cellules d’un individu à un autre individu de la même espèce (Figure 39). L’avantage 

principal de cette méthode est la possibilité de greffer un grand nombre de patients grâce à 
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des banques de lignées de hESC de grade clinique prêtes à l’emploi. Cependant, bien que 

certaines études aient montré que les hESC étaient faiblement immunogènes, leur utilisation 

peut poser des problèmes de tolérance immunitaire. De façon systématique, les allogreffes 

sont donc accompagnées d’un traitement par immunosuppresseurs à plus ou moins long 

terme selon le tissu ciblé afin d’éviter un rejet. Malheureusement, les patients sous 

immunosuppresseurs peuvent souffrir d’effets secondaires graves comme des infections. 

Depuis la découverte des hiPSC, la réponse immunitaire déclenchée par le greffon peut 

maintenant être contournée par la greffe autologue qui consiste à greffer chez un individu des 

cellules issues de son propre organisme. La transplantation autologue ne nécessite pas de 

régime immunosuppresseur et favorise une survie optimale des cellules. Cependant, à l'heure 

actuelle, les greffes allogéniques sont préférées aux autologues à cause des durées et des coûts 

de production allongés avec les hiPSC. Par exemple, dans le cas d’indications graves, 

notamment l'insuffisance cardiaque et les lésions de la moelle épinière, le délai inhérent à la 

production de produits thérapeutiques autologues de grade clinique ne permet pas de traiter 

avec succès ces affections aiguës. Ainsi, d’autres stratégies sont proposées pour limiter le rejet 

immunitaire des greffes allogéniques, telles que les banques de cellules marquées selon leur 

profil immun (HLA antigène leucocytaire humain) (Taylor et al., 2005; Wilmut et al., 2015), de 

manière à pouvoir correspondre à une grande partie de la population d’un pays donné et de 

pouvoir choisir des cellules thérapeutiques compatibles avec le profil des patients receveurs. 

Plus récemment, la technologie d’édition de gène CRISPR-Cas9 a été proposée afin de créer 

des cellules donneuses invisibles pour le système immunitaire, permettant ainsi de traiter 

n’importe quel patient (Lanza et al., 2019). Le développement de telles cellules implique 

l’inactivation de gènes nécessaires à la reconnaissance immunitaire, en particulier les gènes du 

locus HLA. Par exemple, tous les complexes majeurs d’histocompatibilité de classe I peuvent 

être inactivés en supprimant leur composant commun qui est codé par le gène de la 

microglobuline bêta 2. En parallèle, d'autres techniques tirent parti de nos connaissances sur 

les stratégies de dissimulation immunitaire utilisées par certaines bactéries, virus, parasites ou 

cellules cancéreuses en modifiant les cellules à transplanter afin qu'elles expriment des gènes 

réprimant la stimulation des lymphocytes T (par exemple, CTLA et PD-L1) ou régulant la 

fonction immunitaire (par exemple, CD47 et CD200). 

Le potentiel des CSP humaines en matière de thérapie cellulaire est important. A ce jour, on 

dénombre trente essais cliniques interventionnels basés sur les CSP (70% hESC / 30% hiPSC) 

qui sont réalisés pour plus de 14 maladies (Deinsberger et al., 2020; Yamanaka, 2020).  

 

4.2. La modélisation pathologique : comprendre les causes de la maladie  

 

Une autre application des CSP humaines consiste à utiliser leur capacité à générer des 

populations cellulaires pertinentes afin de mieux comprendre les mécanismes biologiques 

impliqués dans le développement de certaines maladies génétiques (Figure 40). 
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Figure 40. Description de la stratégie de modélisation pathologique avec les cellules souches humaines 

induites à la pluripotence. 

(1) Les cellules somatiques dérivées de patients sains ou porteurs d’une mutation génétique sont reprogrammées 

en cellules souches induites à la pluripotence (hiPSC) par l’induction de facteurs de transcription définis, puis (2) 

différenciées vers le type cellulaire pertinent pour la maladie. Ensuite, les phénotypes de chaque condition peuvent 

être comparés par diverses méthodes expérimentales, telles que des analyses métaboliques, transcriptomiques 

ou protéiques, afin d’identifier un phénotype pathologique ou un biomarqueur de la maladie. (3) Enfin, l’efficacité 

de petites molécules à normaliser ce phénotype pathologique peut être testée par la technique de criblage à haut 

débit, permettant d’identifier de potentiel candidats médicaments. Schéma créé sur le site BioRender. 

 

4.2.1. La pertinence du modèle cellulaire 

 

L’étude des processus cellulaires et moléculaires qui sous-tendent les maladies a longtemps 

reposé sur l’utilisation de modèles animaux ou de cellules primaires humaines issues de 

biopsies de patients. Même si ces modèles ont permis de grandes avancées sur nos 

connaissances actuelles, ils présentent plusieurs limitations majeures telles que des 

dissimilitudes de phénotypes ou des difficultés d’obtention et une capacité proliférative limitée 

en culture. Ainsi, les CSP d’origine humaine constituent une ressource biologique alternative 

pour la modélisation pathologique. En effet, le développement de protocoles efficaces de 

différenciation pour un nombre croissant de types cellulaires, combiné à celui des analyses 

pangénomiques, a créé la possibilité d’interroger les conséquences biochimiques et cellulaires 

d’une mutation génétique. A ce jour, une cinquantaine de types cellulaires différents ont été 

obtenus à partir de CSP et utilisés pour modéliser des pathologies d’origines génétiques 

différentes. C’est notamment le cas des cellules gliales (Hong et al., 2008; Reubinoff et al., 2001), 

de divers sous-types de neurones (Hong et al., 2008; Perrier et al., 2004) , des cardiomyocytes 

(Mummery et al., 2007),  des cellules vasculaires et endothéliales (Levenberg et al., 2010), des 

précurseurs hématopoïétiques (Chadwick et al., 2003), des cellules sécrétrices d’insuline (Van 

Hoof et al., 2009), ou encore des hépatocytes (Baharvand et al., 2008), des kératinocytes 

(Metallo et al., 2008) et des mélanocytes (Fang et al., 2006).  
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4.2.2. La génération de modèles pathologiques 

 

Les études utilisant des CSP humaines pour la modélisation de maladies génétiques 

commencent par l'établissement de lignées cellulaires portant les défauts moléculaires 

d’intérêt. Grâce au DPI, des hESC porteuses de mutations ont été obtenues pour une 

cinquantaine de maladies génétiques comme la maladie de Huntington, la dystrophie 

myotonique de type 1 ou le syndrome de l'X fragile. La découverte des hiPSC a par la suite 

permis d’augmenter considérablement le nombre de pathologies en rendant possible la 

modélisation de maladies pour lesquelles le DPI n’était pas possible. Un grand nombre de 

maladies ont ainsi pu être étudiées ces dernières années. Bien que les maladies monogéniques 

représentent le groupe pathologique le plus étudié, des maladies complexes impliquant des 

gènes multiples ou inconnus ont également été modélisées telles que les troubles du spectre 

autistique (DeRosa et al., 2012) ou la schizophrénie (Brennand et al., 2011). Cependant, un des 

inconvénients à utiliser les CSP repose sur la persistance de l’identité embryonnaire ou fœtale 

dans les cellules dérivées (Hrvatin et al., 2014), ce qui peut représenter un obstacle pour la 

modélisation de pathologies à phénotype tardif (apparition des symptômes de l’adolescence 

à l’âge adulte). Ainsi, plusieurs stratégies ont été développées ces dernières années afin de 

forcer la maturation des cellules différenciées. Par exemple, certaines études ont proposé 

d’accélérer le processus de vieillissement des cellules en les stimulant avec des facteurs de 

stress (Byers et al., 2011; Nguyen et al., 2011), des inducteurs du métabolisme ou via l’induction 

d’acteurs du vieillissement comme la progérine (Miller et al., 2013).  

Un autre défi majeur de la modélisation pathologique réside dans la discrimination entre les 

phénotypes résultant de la mutation causale de la maladie et ceux issus de simples variations 

interindividuelles. Ainsi, pour éviter que les fonds génétiques des lignées cellulaires soient 

source d’erreurs d’interprétation, certaines instances internationales recommandent de 

générer au moins trois lignées de hiPS à partir de trois patients différents afin de s’affranchir 

de la variabilité possible du modèle. Il est également recommandé d’utiliser les technologies 

d’édition du génome (ZFN, TALEN ou CRIPSR-Cas9) pour générer des contrôles isogéniques, 

soit par la correction des mutations génétiques pathogènes dans les hiPSC dérivées de 

patients, soit par l'introduction de mutations spécifiques dans des hiPSC de type sauvage non 

affectées par la maladie. Ces approches permettent d’avoir comme seule variable la mutation, 

ce qui garantit l'identification du phénotype pathologique tout en évitant la confusion avec 

toutes disparités de fond génétique ou d'épiphénomènes résultant d'éventuelles variations 

d'une lignée à l'autre. 

 

4.2.3. Les différentes stratégies de modélisation 

 

Différentes stratégies ont été mises en place pour comprendre les biomécanismes impliqués 

dans le développement des maladies génétiques grâce aux CSP. Dans la majorité des cas, les 

études consistent à confirmer la présence de biomarqueurs ou de phénotypes connus ou déjà 

associés à la pathologie étudiée afin d’en étudier les conséquences. Ce fut par exemple le cas 
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en 2009 pour l’atrophie musculaire spinale où les auteurs ont montré pour la première fois que 

les hiPSC représentaient une source biologique relevante pour modéliser une maladie 

génétiquement héritée (Ebert et al., 2009). Depuis, un nombre croissant d’études ont 

également montré que les modèles cellulaires dérivés de CSP pouvaient être utilisés pour 

identifier de nouveaux défauts pathologiques, notamment par des approches 

transcriptomiques ou protéomiques (Marteyn et al., 2011). Dans certains cas, des analyses 

complémentaires de gain mais surtout de perte de fonction ont même permis de relier ces 

biomarqueurs à de nouveaux phénotypes pathologiques (Denis et al., 2013; Feyeux et al., 2012). 

Dans les prochaines années, il est fort probable que les mécanismes physiopathologiques 

puissent être explorer de façon plus fine avec notamment la sophistication des modèles in vitro 

à partir de CSP, comme les organoïdes ou les organes sur puces (Organ-on-chip), ou la 

standardisation des outils d’édition du génome. 

 

5. L’utilisation des cellules souches pluripotentes humaines pour la modélisation des 

LGMD 

 

Bien qu'elle ait été appliquée avec succès à un certain nombre de maladies génétiques, la 

modélisation pathologique à l'aide de CSP est restée difficile à appliquer aux dystrophies 

musculaires pendant près d'une décennie en raison de l'absence de protocoles permettant de 

générer des populations homogènes de myotubes, les cellules d’intérêt de ces pathologies.  

 

5.1. La différenciation des cellules souches pluripotentes en cellules 

musculaires squelettiques 

 

On distingue deux méthodes principales pour obtenir in vitro de cellules musculaires striées 

squelettiques à partir de CSP humaines : la reprogrammation directe en forçant l’expression de 

facteurs de transcription myogéniques ou la différenciation dirigée à l’aide de petites 

molécules (Figure 41). 
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Figure 41. Comparaison des approches de différenciation des cellules souches pluripotentes en muscles 

squelettiques. 

Les approches de différenciation dirigée visent à récapituler les étapes de développement de la spécification et de la 

différenciation du mésoderme paraxial en manipulant des voies de signalisation telles que WNT et BMP. La séquence des 

étapes du développement et les voies de signalisation importantes associées à chaque étape sont indiquées. Les 

approches de reprogrammation directe visent à contourner les premières étapes du développement en surexprimant un 

régulateur myogénique. Dans certains cas, les événements cellulaires qui se produisent au cours de la différenciation 

restent très peu clairs (ligne pointillée). La différenciation dirigée en muscle squelettique se produit selon des calendriers 

légèrement différents. Source (Chal and Pourquié, 2017). 

 

 

5.1.1. La reprogrammation directe 

 

La reprogrammation directe est une approche qui consiste à surexprimer des facteurs de 

transcription jouant un rôle essentiel dans la myogenèse embryonnaire tels que myoD 

(Maffioletti et al., 2015) ou Pax3/7 (Darabi et al., 2012; Filareto et al., 2015) (Tableau 5). MyoD 

a été initialement considéré comme le régulateur principal de la spécification myogénique, car 

il peut directement reprogrammer des cellules non musculaires vers un lignage myogénique 

(Constantinides et al., 1977; Davis et al., 1987).  Depuis la preuve de son efficacité sur des ESC, 

la surexpression de myoD a été adoptée comme une approche standard pour l’induction de 

CSP en cellules musculaires squelettiques (Albini et al., 2013; Goudenege et al., 2012; Tanaka 

et al., 2013; Warren et al., 2010). Cependant, MyoD est un marqueur de la spécialisation 

terminale du lignage musculaire et ne permet pas d’induire de progéniteurs myogéniques. 

D’autres équipes ont alors forcé la différenciation myogénique des CSP par la surexpression de 

Pax3 ou de Pax7, des facteurs précédant myoD pendant le développement embryonnaire, dans 

le but d’obtenir des progéniteurs myogéniques. La fonctionnalité de ces progéniteurs a pu être 

analysée par transplantation chez un modèle murin de la DMD. En plus de contribuer à la 

régénération musculaire, il a été démontré que ces progéniteurs étaient capable de générer 

des fibres saines exprimant la dystrophine (Darabi et al., 2012). Depuis, d’autres équipes ont 
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amélioré les protocoles avec notamment une étape d’enrichissement des cellules musculaires 

par des méthodes de tri cellulaire (Darabi et al., 2012; Rao et al., 2018; Selvaraj et al., 2019b; 

Shoji et al., 2015; Tanaka et al., 2013). Néanmoins cette méthode de surexpression de facteurs 

tardifs de la myogenèse contourne les étapes précoces du développement musculaire et peut 

ne pas être adaptée à l’étude de maladies avec des atteintes développementales (Chal and 

Pourquié, 2017). L’insertion d’un transgène peut également engendrer des modifications 

génétiques.  

 

5.1.2. La différenciation dirigée 

 

A l’opposé, la différenciation dirigée repose sur l’utilisation séquentielle de molécules de 

signalisation, de facteurs de croissance et/ou d’inhibiteurs afin de récapituler in vitro la 

myogenèse développementale (Tableau 5). Les protocoles princeps étaient caractérisés par 

une phase d’induction relativement longue avec des corps embryoïdes (Awaya et al., 2012; 

Chang et al., 2009; Mizuno et al., 2010) qui fut rapidement abandonnée au profit d’une phase 

en 2D avec une différenciation directe vers le lignage mésodermique, à l’origine des 

précurseurs myogéniques, plutôt que vers les trois feuillets embryonnaires. En effet, la 

différenciation dirigée des CSP se déroule en trois grandes étapes : une première phase 

d’induction vers le lignage mésodermique, suivie d’une phase proliférative des progéniteurs 

mésodermiques et d’une phase de différenciation terminale. Malgré la diversité des protocoles, 

la majorité utilisent des inhibiteurs de GSK3β dans les étapes précoces de la différenciation 

musculaire, comme le CHIR99021 (Borchin et al., 2013; Chal et al., 2015; Rao et al., 2018; Sakai-

Takemura et al., 2018; Shelton et al., 2016; Swartz et al., 2016) ou un dérivé d’indirubine (Iovino 

et al., 2016), afin d’activer la voie de signalisation WNT et d’induire le mésoderme paraxial. En 

parallèle, certaines équipes utilisent des inhibiteurs de la voie BMP tels le LDN193189 ou le 

SB431542 (Chal et al., 2015; Sakai-Takemura et al., 2018) afin d’empêcher le mésoderme 

paraxial nouvellement spécifié de dériver vers un mésoderme latéral et d’enrichir la population 

obtenue en progéniteurs présomitiques. Dans les étapes suivantes de la différenciation, 

l’insuline est utilisée pour conserver l’activation de la voie Wnt et promouvoir la myogenèse 

(Chal et al., 2015). Ensuite, l’ajout de facteurs de croissance comme le FGF2 ou l’HGF permettent 

la prolifération des myoblastes, leur migration et l’expression de Myf5, un marqueur terminal 

spécifique du lignage musculaire. La différenciation terminale, caractérisée par la fusion des 

myoblastes en myotubes polynucléés, est finalement induite en appauvrissant le milieu de 

culture en sérum (Hosoyama et al., 2014; Swartz et al., 2016). Des facteurs additionnels peuvent 

également être ajoutés dans le milieu de culture tels que l’IGF pour promouvoir la myogenèse 

terminale et la fusion cellulaire ou la Dexamethasone pour initier la synthèse des protéines 

structurales des cellules musculaires et améliorer l’organisation des sarcomères (Maffioletti et 

al., 2018; Rao et al., 2018).  

L’ensemble de ces protocoles dirigés sont relativement plus longs que ceux par transgènes 

avec une durée comprise entre 25 et 50 jours ou supérieure à 10 semaines quand les cultures 

en EB et en 2D sont combinées (Hosoyama et al., 2014; Sakai-Takemura et al., 2018). De plus, 

malgré l’obtention de cellules musculaires positives pour les marqueurs de différenciation 
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terminale, comme la desmine ou la titine, et la présence de sarcomères organisés l’inconvénient 

majeur de cette méthode reste la maturité limitée des cellules. Les myotubes conservent un 

phénotype fœtal/périnatal qui empêche par exemple la formation d’un réseau de tubules-t 

organisé, caractéristique des fibres musculaires matures (Skoglund et al., 2014). Dans le but 

d’améliorer le niveau de maturation des cellules, certains protocoles ont été optimisés et 

proposent d’utiliser des inhibiteurs de la voie du TGFβ afin d’augmenter le potentiel de fusion 

des cellules et l’organisation sarcomérique (Hicks et al., 2018), ou de combiner cinq molécules 

identifiées par criblage pour améliorer de façon synergique la différenciation myogénique 

(Selvaraj et al., 2019b). Plus récemment, il été proposé d’exploiter le potentiel de la bio-

ingénierie (hydrogels, bio impression) pour développer des systèmes cellulaires plus 

complexes et plus matures comme les modèles tridimensionnels. 

Dans le cadre de mon projet de thèse, je me suis intéressée à un protocole en 2D identifié par 

la société Genea Biocells (Caron et al., 2016) qui permet de différencier efficacement les hiPSC 

en cellules musculaires squelettiques matures en moins de 26 jours. Il consiste à utiliser trois 

milieux de culture successifs contenant des combinaisons de petites molécules et de facteurs 

de croissance qui ont été identifiées par criblage à haut débit pour leur potentiel à initier et 

promouvoir la différenciation myogénique. Ce protocole repose sur une première induction 

des CSP vers le lignage musculaire, suivie d’une différenciation des précurseurs myogéniques 

en myoblastes puis une maturation de ces cellules en myotubes. Ainsi différenciées, plus de 

80% des cellules expriment les principaux marqueurs des cellules musculaires, tels que la 

myogénine, l’alpha-actinine ou MF20 (myosine sarcomérique), mais présentent toutefois un 

niveau de fusion plus faible que des cellules primaires. Malgré cet inconvénient, plusieurs 

études ont démontré la fiabilité de ce modèle cellulaire dérivé de CSP à récapituler des 

dystrophies musculaires telles que la FSHD (Caron et al., 2016) ou la SMA (Hellbach et al., 2018). 

 

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

pluripotentes. 
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5.2. La contribution de la modélisation pathologique dans l’étude des LGMD 

 

Les dystrophies musculaires, et particulièrement les LGMD, sont caractérisées par des 

corrélations génotype-phénotype hétérogènes. Tandis que des mutations dans différents 

gènes peuvent engendrer un phénotype similaire, différentes mutations dans le même gène 

peuvent causer des phénotypes dystrophiques variés. Au cours de la dernière décennie, des 

efforts importants ont donc été déployés pour déchiffrer les mécanismes moléculaires associés 

aux LGMD afin d’identifier de nouvelles cibles thérapeutiques. La compréhension de ces voies 

moléculaires nécessite le développement de modèles cellulaires et animaux appropriés qui 

récapitulent au moins partiellement les caractéristiques de ces maladies.  

Les génomes des mammifères étant très conservés au cours de l'évolution, les modèles 

animaux sont actuellement préférés aux modèles in vitro pour les études des dystrophies 

musculaires (Allamand, 2000; Ng et al., 2012) et l'évaluation des stratégies thérapeutiques 

(McGreevy et al., 2015). Des modèles murins sont par exemple disponibles pour la majorité des 

LGMD (Gawlik, 2018). Cependant, bien que la plupart de ces modèles animaux récapitulent les 

phénotypes pathologiques observés chez l'homme, certains apparaissent relativement 

normaux ou avec un léger phénotype dystrophique (Ackroyd et al., 2008), voire présentent des 

déficiences qui ne sont pas rapportées chez les patients LGMD (Vafiadaki et al., 2001). De plus, 

il n’est pas envisageable de créer des modèles animaux pour chaque mutation à l’origine d’une 

LGMD en raison du temps, des efforts et du coût financier que cela engendrerait. De ce fait, 

plusieurs modèles humains in vitro ont été développés en parallèle pour étudier les phénotypes 

pathologiques associés aux LGMD. Parmi ceux-ci, les cellules musculaires primaires provenant 

de biopsies de patients représentent la ressource biologique la plus couramment rapportée, 

malgré la difficulté de leur génération et leur capacité proliférative limitée (Aas et al., 2013). 

Pour surmonter ces problèmes, d’autres modèles in vitro ont été développés comme la 

transdifférenciation de cellules non musculaires en cellules squelettiques par l’expression 

forcée de facteurs de transcription myogéniques (Bar-Nur et al., 2018). Par ailleurs, 

l'immortalisation de cellules primaires avec hTERT et CDK4 a été rapportée pour la 

modélisation des LGMD (Mamchaoui et al., 2011; Thorley et al., 2016) telles que la LGMD D4/R1 

(Lasa-Elgarresta et al., 2022), la LGMD R2 (Carmeille et al., 2016; Cea et al., 2016; Philippi et al., 

2012) et la LGMD R12 (Chandra et al., 2019). Plusieurs études ont également mis en évidence 

l'utilisation des CSP, et plus particulièrement des hiPSC, comme un modèle alternatif aux 

cellules primaires ou génétiquement modifiées pour étudier les maladies neuromusculaires 

(Dimos et al., 2008; Ebert et al., 2009; Lin et al., 2015; Park et al., 2008a; Shoji et al., 2015), dont 

les LGMD (El-Battrawy et al., 2018; Mateos-Aierdi et al., 2021; Tanaka et al., 2013; Tedesco et 

al., 2012; Wu et al., 2017). En plus de leur capacité illimitée de prolifération, les CSP ont 

démontré leurs capacités à se différencier vers des types cellulaires particulièrement affectés 

dans les pathologies, en particulier les cellules musculaires squelettiques. Ce modèle présente 

également l'intérêt d'être issu de la reprogrammation de cellules purifiées à partir 

d'échantillons sanguins facilement accessibles.  
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Jusqu'à présent, les hiPSC ont principalement été utilisées pour reproduire certains phénotypes 

pathologiques des LGMD ou pour découvrir de nouveaux mécanismes moléculaires et 

cellulaires sous-jacents. Une première preuve de concept utilisant les hiPSC pour modéliser la 

LGMD R2 a été rapportée en 2013 (Tanaka et al., 2013). Les auteurs ont réussi à recréer in vitro 

les conditions pathologiques de la myopathie en démontrant une capacité de réparation 

membranaire défectueuse après une lésion au laser, qui fut corrigée après réexpression de la 

dysferline par transfert de gène. Plus récemment, la génération d'un modèle myogénique 

dérivé de hiPSC de patients LGMD R1 a permis d’identifier un potentiel mécanisme commun à 

un ensemble de mutations de la calpaïne 3 (Mateos-Aierdi et al., 2021). La capacité de 

pluripotence des hiPSC fait de ces cellules un modèle attractif pour les LGMD, notamment pour 

les cellules difficiles à atteindre comme les cellules cardiaques humaines. Une récente étude a 

ainsi pu identifier une anomalie de l’homéostasie du calcium qui semblerait impliquée dans la 

cardiomyopathie dilatée observée chez les patients atteints de LGMD R9, en utilisant des 

cardiomyocytes humains dérivés de hiPSC (El-Battrawy et al., 2018). Au-delà de leur utilisation 

pour l'étude des LGMD, les hiPSC de patients représentent également une ressource 

biologique standardisée unique pour la découverte de médicaments, compatible avec les 

contraintes imposées par le criblage à haut débit. Cependant, bien que l'application des hiPSC 

pour le criblage de médicaments ait commencé en 2009, elle a été retardée pour les LGMD. 

Seules quelques études de preuve de concept ont été rapportées au cours des cinq dernières 

années, identifiant l'effet de 4BPPNit dans la régulation de la glycosylation de l'alpha 

dystroglycane dans la LGMD R9 (Kim et al., 2019) et le nocodazole comme candidat 

médicament pour le traitement de la LGMD R2 (Kokubu et al., 2019).
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PROBLEMATIQUE & DEMARCHES EXPERIMENTALES 

Malgré des avancées majeures réalisées dans le champ des biothérapies au cours de ces 

dernières années, il n’existe pas, à ce jour, de traitement curatif disponible pour la LGMD R2, 

et plus généralement pour les dysferlinopathies. Cet échec peut s’expliquer en partie par notre 

manque de compréhension des fonctions assurées par la dysferline au sein de la fibre 

musculaire. En effet, malgré l’identification du rôle de la dysferline dans la réparation 

membranaire, le trafic vésiculaire intracellulaire ou l’homéostasie calcique, on ne sait pas 

laquelle de ces fonctions ou combinaison de fonctions est la plus impliquée dans le 

développement physiopathologique des dysferlinopathies. Il semble également très probable 

que d’autres fonctions de la dysferline soient encore à découvrir. Par ailleurs, on constate que 

peu d’études ont procédé à l’identification de nouveaux mécanismes pathologiques sous-

jacents à une déficience en dysferline. La plupart des recherches tendent à restaurer 

l’expression de la dysferline ou s’appuient sur la récupération de la fonction de PMR des fibres 

pathologiques pour valider leur stratégie thérapeutique. 

Ainsi, en utilisant la technologie des cellules souches pluripotentes humaines, l’objectif général 

de ma thèse était d’identifier de nouveaux mécanismes moléculaires et cellulaires associés aux 

LGMD R2. Pour cela, la première partie du projet consistait à identifier un protocole de 

différenciation myogénique robuste me permettant de générer, à partir de hiPSC, une 

population homogène de cellules musculaires squelettiques. De plus, ces cellules devaient être 

capables de récapituler des phénotypes pathologiques identifiés dans les LGMD. Une fois ce 

modèle cellulaire caractérisé, la deuxième partie du projet avait pour objectif d’évaluer les 

conséquences moléculaires associées à une perte d’expression de la dysferline dans des 

cellules musculaires dérivées de hiPSC de patients LGMD R2. 

En parallèle de ces travaux, un deuxième objectif de ma thèse visait à mettre en place un 

modèle pharmacologique des formes mal conformées mais fonctionnelles de la dysferline, afin 

d’identifier de petites molécules capables d’empêcher leur dégradation. En effet, plusieurs 

études soulignent le potentiel thérapeutique de l’inhibition des voies de dégradation des 

protéines mal repliées. Dans ce contexte, un test in vitro à haut débit, utilisant des myoblastes 

immortalisés, a été développé afin de suivre l'expression et la réaffectation d'une forme 

mutante agrégée de dysferline (L1341P). 

 

L’ensemble de ces travaux vont être détaillés dans la suite de ce manuscrit. Les différentes 

parties qui vont être abordées sont les suivantes : 

Partie 1 : Mise en place d’un protocole de dérivation de cellules musculaires 

squelettiques à partir de cellules souches humaines induites à la pluripotence.  

Ces travaux ont été valorisés par une publication dans Biomedicines en 2022. 

 

Partie 2 : Identification de nouveaux mécanismes moléculaires associés à une déficience 

primaire des cellules musculaires en dysferline.  

Cette partie vous est présentée sous forme de résultats. 

 

Partie 3 : Mise en place d’un modèle pharmacologique de la LGMD R2 afin d’identifier 

des molécules capables d’empêcher la dégradation des formes mal conformées mais 

fonctionnelles de la dysferline.  

Les résultats ont été valorisés par une publication qui est en cours de soumission. 
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Ces résultats sont également complétés par différentes annexes : 

- Article 1 : Identification du thiostrepton comme approche pharmacologique pour 

sauver de la dégradation les protéines mutantes mal repliées de l'alpha-sarcoglycane. 

Cette étude, à laquelle j’ai participé en tant que support technique, a été publiée dans Scientific 

Reports en 2019 par Lucile Hoch. Elle a permis de faire la preuve de concept sur l’utilisation du 

criblage à haut débit, combiné au repositionnement de médicaments, pour identifier des molécules 

capables d’empêcher la dégradation de protéines mal conformées qui sont impliquées dans les 

LGMD. 

 

- Article 2 : Double blocage de la dégradation de l'alpha-sarcoglycane mal repliée par 

l'association du bortézomib et du givinostat. 

Ces travaux, auxquels j’ai également contribué, ont été publiés dans Frontiers in Pharmacology en 

2022 par Lucile Hoch. Ils ont permis de démontrer que l’utilisation de modulateurs de l’autophagie 

pouvait être une approche thérapeutique pour les patients LGMD porteurs de mutations faux-sens. 

 

- Brevet 1 : Utilisation du bazédoxifène pour augmenter la survie musculaire. 

Cette demande de dépôt de brevet fait suite aux résultats obtenus dans la partie 3. 
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RESULTATS 

PARTIE 1 : Mise en place d’un protocole de dérivation de cellules musculaires 

squelettiques à partir de cellules souches humaines induites à la 

pluripotence. 

 

Article 1 

Publié en 2022, Biomedicines 

 

Skeletal muscle cells derived from induced pluripotent stem cells: a platform for limb 

girdle muscular dystrophies. 

 

Celine Bruge 1,2,3, †, Marine Geoffroy 4, †, Manon Benabides 1,2,3, Emilie Pellier 1,2,3, Evelyne Gicquel 4, Jamila 

Dhiab 5, Lucile Hoch 1,2,3, Isabelle Richard 4 and Xavier Nissan 1,2,3 

 
1 CECS, I-Stem, 91100 Corbeil-Essonnes, France 
2 INSERM U861, I-Stem, 91100 Corbeil-Essonnes, France 
3 UEVE U861, I-Stem, 91100 Corbeil-Essonnes, France 
4 INTEGRARE, Genethon, Inserm, Université Evry, Université Paris-Saclay, 91002 Evry, France 
5 Centre de Recherche en Myologie, Institut de Myologie, Inserm, Sorbonne Université, 75013 Paris, France 

† These authors have contributed equally to this work. 

 

1. Contexte 

 

Au cours de la dernière décennie, des efforts ont été déployés pour déchiffrer les 

mécanismes moléculaires associés aux LGMD R2 et de nombreuses stratégies thérapeutiques 

ont été évaluées en préclinique, soit en restaurant l’expression de la dysferline, soit en 

corrigeant les phénotypes pathologiques identifiés. Néanmoins, à ce jour, les seules options 

de traitement pour les patients atteints de LGMD R2 sont de nature palliative, soulignant la 

nécessité d’identifier de nouveaux mécanismes moléculaires associés à une déficience en 

dysferline. L'identification des processus biologiques qui sous-tendent les pathologies 

humaines est en effet cruciale dans la découverte de nouvelles cibles thérapeutiques. 

La compréhension de ces mécanismes physiopathologiques nécessite le développement de 

modèles cellulaires et animaux appropriés qui récapitulent au moins partiellement les 

caractéristiques de la maladie. Dans le domaine des dysferlinopathies, comme des dystrophies 

musculaires en général, la recherche a longtemps reposé sur l’utilisation de modèles animaux 

qui ont permis de grandes avancées sur nos connaissances actuelles mais qui, cependant, ne 

permettent pas de récapituler l’étendue des mutations pathogènes de la dysferline. En 

parallèle, les cellules musculaires squelettiques (skMC) primaires provenant de biopsies de 

patients représentent la ressource biologique la plus couramment rapportée in vitro pour 

étudier les phénotypes associés aux dysferlinopathies. Ces cellules étant difficiles à générer et 

leur capacité proliférative étant limitée, leur immortalisation avec hTERT et CDK4 est devenue 
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une procédure commune pour modéliser les dysferlinopathies (Carmeille et al., 2016; Cea et 

al., 2016; Mamchaoui et al., 2011; Philippi et al., 2012). Malgré les avantages des skMC primaires 

en termes de prolifération et de maturité, les hiPSC constituent une ressource biologique 

alternative pour le développement de modèles cellulaires sans transgène à partir de 

procédures non invasives. En plus de leur capacité illimitée de prolifération, les hiPSC ont 

démontré leur potentiel à se différencier en skMC. De plus, au-delà de leur utilisation pour la 

modélisation pathologique, les hiPSC de patients représentent une ressource standardisée 

pour la découverte de médicaments, compatible avec les contraintes imposées par le criblage 

à haut débit. 

Dans ce contexte, l’objectif principal de ma thèse était d’identifier de nouveaux mécanismes 

moléculaires associés à une déficience primaire des cellules musculaires en dysferline, en 

m’appuyant sur la technologie des hiPSC. Ainsi, la première étape du projet consistait à mettre 

en place les conditions expérimentales qui permettent la production de skMC à partir de hiPSC. 

Les premières études à avoir proposé ce type de protocole datent de 2012 et consistaient 

majoritairement à forcer l’expression des facteurs de régulation myogénique, tels que PAX7 ou 

MYOD, dans des hiPSC (Darabi et al., 2012; Goudenege et al., 2012; Tedesco et al., 2012). Bien 

que ces premiers papiers aient mis en place les bases des conditions expérimentales 

permettant d’obtenir des cellules musculaires, ils ne permettaient pas de satisfaire les besoins 

d’homogénéité et de fonctionnalité nécessaires à la modélisation pathologique et au criblage 

à haut débit. Quelques années plus tard, deux équipes ont réussi à relever ce challenge (Caron 

et al., 2016; Chal et al., 2016, 2015). La première en identifiant les signaux moléculaires 

impliqués dans le développement embryonnaire du tissu musculaire, la seconde en 

recherchant des petites molécules capables de stimuler les principales étapes de ce processus 

de différenciation. Un effort important a donc été réalisé au début de ma thèse pour comparer 

ces deux protocoles. D’une part, le protocole de différenciation devait me permettre de 

modéliser les LGMD R2 et, d’autre part, il devait servir aux autres programmes de l’équipe qui 

consistent à mettre en place des modèles pharmacologiques des LGMD. Le second protocole 

de différenciation a été retenu puisque, dans nos mains, il permettait d’obtenir à large échelle 

des populations homogènes de skMC dérivés de hiPSC qui étaient adaptées à nos programmes 

de modélisation pathologique et à l’identification de cibles thérapeutiques. 

Ce protocole permet de différencier des hiPSC en skMC matures en 26 jours sans tri cellulaire 

ou manipulation génétique, grâce à l’utilisation successive de trois milieux de culture. Il repose 

sur une première induction de la différenciation par un traitement des hiPSC au CHIR99021, à 

l’EGF (epidermal growth factor), l’insuline, la dexamethasone et l’acide ascorbique. Au 10ème 

jour de différenciation, les cellules sont dissociées et remises en culture en présence d’insuline, 

d’EGF, d’HGF (hepatocyte growth factor), de PDGF (platelet-derived growth factor), de bFGF 

(basic fibroblast growth factor), d’oncostatine, d’IGF1 (Insulin-like growth factor 1), de 

SB431542 et d’acide ascorbique pour obtenir, au bout de 7 jours supplémentaires, des cellules 

positives pour MyoD et desmine, que nous appellerons par la suite myoblastes ou skMb. La 

maturation de ces skMb en myotubes multinucléés, appelés skMt, est ensuite obtenue en 

cultivant les cellules dans un milieu contenant de l’insuline, de l’oncostatine, du 
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necrosulfonamide et de l’acide ascorbique.   

 

2. Résultats 

2.1. Dérivation et caractérisation des skMC différenciées à partir de hiPSC 

 

La première étape de cette étude consistait à générer des skMC à partir de hiPSC contrôles 

et à les caractériser.  

Dans un premier temps, nous avons démontré que les trois lignées de hiPSC engagées dans le 

processus de différenciation musculaire respectaient la chronobiologie du développement 

embryonnaire du muscle squelettique humain (Figure 1 de l’article qui suit). L’analyse par PCR 

quantitative du profil d’expression des hiPSC au fur et à mesure de la différenciation montre 

que les cellules perdent leurs capacités de pluripotence, caractérisées par la diminution 

d’expression des marqueurs Oct4 et Nanog, pour acquérir au bout de 17 jours un phénotype 

de myoblastes, exprimant les marqueurs MyoD et desmine, avant de fusionner en myotubes et 

d’exprimer les marqueurs MyoG et titine (Figures 1E, 1F, 1G). L’ensemble de ces données ont 

été confirmées au niveau protéique par des immunomarquages montrant une homogénéité 

d’expression de MyoD et de desmine au stade skMb, ainsi que de myogénine et de titine au 

stade skMt (Figures 1C, 1D). 

Dans un second temps, nous avons évalué la maturité des skMt générés à partir des hiPSC 

(Figure 2). Pour cela, nous avons différencié deux lignées hiPSC génétiquement éditées pour 

exprimer les protéines titine (TTN) ou troponine I (TNN) fusionnées à la GFP, afin de suivre en 

temps réel la formation des sarcomères pendant l’étape de fusion/maturation des skMb en 

skMt (Figure 2A). Ainsi, l’analyse par microscopie confocale de l’expression de la GFP montre 

que 50% des cellules expriment ce marqueur dès le troisième jour de maturation, jusqu’à 

atteindre plus de 80% au cinquième jour (Figure 2B, 2C). Par ailleurs, l’analyse par microscopie 

confocale des différentes structures sarcomériques, nommées Z-disk, I-band et M-line, 

confirme que plus de 80% des skMt générés à partir de hiPSC présentent une organisation 

régulière, transversale et répétitive de leurs sarcomères après 5 jours de maturation (Figure 2E, 

2F).  

 

2.2. Utilisation des skMC différenciées à partir de hiPSC pour modéliser les LGMD 

 

Dans la suite de notre étude, nous avons exploré la possibilité d’utiliser ces dérivés 

musculaires de hiPSC pour modéliser les LGMD R2, et plus généralement tous les sous-types 

génétiques des LGMD. 

Dans un premier temps, nous avons évalué le niveau d’expression de l’ensemble des gènes 

responsables de LGMD et des protéines correspondantes dans les skMt dérivés de hiPSC 

contrôles. L’analyse par PCR quantitative des profils d’expression des myotubes révèle que ces 

cellules sont suffisamment matures pour exprimer la majorité des gènes responsables de 

LGMD, de façon comparable à des myotubes primaires immortalisés obtenus à partir de 

biopsies musculaires (Figure 3). L’ensemble de ces données ont ensuite été confirmées au 

niveau protéique par des immunomarquages ciblant les protéines correspondantes (Figure 4), 
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démontrant ainsi que les skMt dérivés de hiPSC peuvent être utilisés pour modéliser un large 

panel de LGMD. 

Dans un second temps, nous avons évalué la pertinence de notre modèle cellulaire pour 

l’identification de processus biologiques qui sous-tendent les LGMD. Comme preuve de 

concept, nous avons étudié les caractéristiques pathologiques de la LGMD R9 en générant des 

skMC mutées pour le gène FKRP à partir de lignées hiPSC de patients (Figure 5). La 

caractérisation moléculaire de ces cellules n’a révélé aucune différence avec des cellules 

contrôles, suggérant que l’absence de FKRP n’affecte ni les stades initiaux, ni les étapes 

terminales de la différenciation (Figure 5A, 5B). D'un point de vue moléculaire, FKRP est 

impliquée dans la glycosylation de l’alpha dystroglycane (α-DG) (Brockington et al., 2001). 

Cependant, alors que la régulation de la glycosylation de l’α-DG semble être une cible 

thérapeutique pour le traitement de la LGMD R9 (Cataldi et al., 2018), d'autres études 

indiquent, d'une part, que plusieurs mutations de FKRP n'affectent pas ce mécanisme 

(Henriques et al., 2019) et, d'autre part, qu'il n'y a pas de corrélation entre la sévérité de la 

LGMD R9 et le taux de glycosylation de l’α-DG (Alhamidi et al., 2017). Dans notre étude, 

l’analyse du taux de glycosylation de l’α-DG par imagerie confocale ou par western blot 

confirme que l'absence de FKRP dans les lignées LGMD R9 n'entraîne pas une diminution 

systématique de la glycosylation de l’α-DG (Figure 5B, 5C). Seule une lignée cellulaire s'est 

avérée affectée par ce phénotype, en accord avec une étude précédente (Henriques et al., 

2019). Ainsi, ces résultats démontrent la capacité des skMt dérivés de hiPSC déficientes en 

FKRP à récapituler une caractéristique phénotypique de la LGDM R9. 

 

3. Conclusion 

 

Au cours de cette étude, nous avons démontré la fiabilité et la reproductibilité d’un 

protocole de différenciation in vitro permettant de dériver des populations pures et 

homogènes de skMb et de skMt à partir de hiPSC. Ces skMC peuvent être utilisées comme une 

ressource biologique commune pour modéliser un large panel de LGMD. En effet, nous 

montrons ici que les skMt dérivés de hiPSC sont suffisamment matures pour exprimer la 

majorité des gènes causant les LGMD ainsi que les protéines résultantes, de manière 

comparable à des myotubes immortalisés obtenus à partir de biopsies musculaires. Nous avons 

également mis en évidence la pertinence biologique de ce modèle dérivé de hiPSC par sa 

capacité à récapituler un phénotype pathologique identifié dans la LGMD R9. Globalement, 

cette étude ouvre de nouvelles perspectives sur l'utilisation de ce modèle cellulaire pour l'étude 

des mécanismes moléculaires associés aux LGMD.  

De plus, grâce aux capacités de prolifération illimitées des CSP, un tel protocole de 

différenciation représente une source potentiellement inépuisable de skMC et ouvre de 

nouvelles perspectives de recherche pour le développement de tests phénotypiques à haut 

contenu et le criblage de médicaments associés.
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PARTIE 2 : Identification de nouveaux mécanismes moléculaires associés à une 

déficience primaire des cellules musculaires en dysferline. 

 

1. Contexte 

 

En se basant sur l’utilisation de notre modèle cellulaire précédemment décrit dans l’article 

1 (Bruge et al., 2022), j’ai cherché à modéliser la LGMD R2 dans le but d’identifier de nouvelles 

voies moléculaires régulées par l’absence de dysferline. 

Ces dernières années, la plupart des études visant à élucider les mécanismes pathologiques 

qui sous-tendent les dysferlinopathies se sont principalement concentrées sur le rôle de la 

dysferline dans la réparation du sarcolemme. En effet, des défauts de PMR sont observés dans 

des fibres musculaires de souris déficientes en dysferline (Bansal et al., 2003) et des myocytes 

de patients (Philippi et al., 2012). Bien que cela semble être le principal événement contrôlant 

l'atrophie musculaire, plusieurs études démontrent néanmoins que la restauration du défaut 

de PMR (Krahn et al., 2010) n’est pas suffisante pour empêcher ou améliorer le phénotype 

dystrophique des  tissus déficients en dysferline (Lostal et al., 2012). Plus récemment, plusieurs 

études ont mis en évidence un rôle élargi de la dysferline par son implication dans la formation 

et le maintien des tubules-t (Demonbreun et al., 2014; Kerr et al., 2013; Klinge et al., 2010), le 

trafic membranaire intracellulaire (Demonbreun et al., 2011), ainsi que dans l'homéostasie 

calcique (Cea et al., 2016; Kerr et al., 2014) et le métabolisme lipidique (Srivastava et al., 2018). 

Néanmoins, à ce jour, les mécanismes moléculaires par lesquels la déficience en dysferline 

conduit à la dégénérescence musculaire sont encore inconnus. Ainsi, une compréhension plus 

approfondie du rôle de la dysferline dans le tissu musculaire semble nécessaire pour 

déterminer les fonctions cruciales de la protéine qui sont pertinentes pour l'apparition et la 

progression de la pathologie.  

Depuis la découverte des CSP, plusieurs études ont souligné l'intérêt majeur des CSE et des 

hiPSC pour des applications de modélisation pathologique (Karagiannis et al., 2019). Au sein 

d’Istem, la pertinence de ce modèle cellulaire a été démontrée par l’identification de nouveaux 

mécanismes moléculaires et phénotypes pathologiques,  menant au développement 

d’approches thérapeutiques pour plusieurs indications dont la dystrophie myotonique de type 

1 (Laustriat et al., 2015), les cardiomyopathies (Moreau et al., 2021), la neurofibromatose de 

type 1 (Allouche et al., 2015) et le syndrome de Hutchinson Gilford progeria (Egesipe et al., 

2016; Estronca et al., 2021; Harhouri et al., 2017; Lo Cicero et al., 2016; Nissan et al., 2012; Pitrez 

et al., 2020). 

 

 

 

 

 

 



  Résultats : Partie 2 

148 

 

2. Résultats 

2.1. Caractérisation des cellules musculaires squelettiques dérivées à partir de hiPSC 

déficientes en dysferline 

 

La première étape de cette étude a consisté à générer des skMC à partir de lignées de hiPSC 

de patients LGMD R2. Pour cela, deux lignées non-sens et une lignée faux-sens pour la 

dysferline ont été utilisées. Les trois lignées non affectées utilisées précédemment ont 

également été utilisées comme lignées contrôles.  

Tout d’abord, la pluripotence des six lignées de hiPSC a été confirmée par une analyse par 

cytométrie en flux montrant que plus de 80% des cellules exprimaient les marqueurs SSEA4 et 

TRA1-80 avant d’être induites en différenciation myogénique (Figure 42). L’intégrité 

génomique des lignées a également été vérifiée par un génotypage des polymorphismes 

nucléotidiques et caryotypage (données non présentées). 

 

 
Figure 42. Caractérisation de la pluripotence des lignées hiPSC contrôles et LGMD R2. 

Analyse par cytométrie en flux de l’expression des marqueurs SSEA4 et de TRA1-80 dans trois lignées hiPSC contrôles 

(WT) et trois lignées hiPSC LGMD R2 (DYSF) (PE-A+ = SSEA4; APC-A+ = TRA1-80). 

 

Les six lignées ont ensuite été différenciées en populations homogènes de skMb et de skMt 

selon le protocole précédemment décrit et résumé dans la Figure 43A. Ainsi, l’analyse par PCR 

quantitative des changements d'expression génique des cellules au fur et à mesure de leur 

différenciation révèle, d’une part, une diminution significative du marqueur de pluripotence 

OCT4 dans les skMb et skMt par rapport aux hiPSC (Figure 43B) et, d’autre part, une induction 

significative des marqueurs myogéniques MYOD (Figure 43C) et MYOG (Figure 43D) dans les 

skMb et skMt, respectivement. Par ailleurs, la caractérisation moléculaire des skMt 

pathologiques ne montre aucune différence avec les skMt contrôles en termes d'expression du 
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gène de la titine (Figure 43E). A jour 24, les skMt présentent également un bon degré de 

différenciation comme l’atteste l’organisation sarcomérique révélée par un immunomarquage 

de la titine (Figure 43F). Dans leur globalité, ces résultats démontrent ainsi que les mutations 

de la dysferline n'altère ni la différenciation des hiPSC en skMC, ni sa temporalité. Les lignées 

hiPSC déficientes en dysferline se différencient en skMC avec la même efficacité que des 

lignées non affectées. 

 
 

Figure 43. Différenciation et caractérisation des skMC dérivées de hiPSC contrôles et LGMD R2. 

(A) Représentation schématique du protocole de différenciation des skMC à partir de hiPSC. Les flèches indiquent les étapes 

importantes où des phénotypes particuliers ont été observés. Les facteurs clés appliqués sont indiqués pour chaque étape de 

la différenciation. Les niveaux d’expression des gènes et des protéines marqueurs de chaque étape sont indiqués. (B,C,D) 

Mesure de l’expression de Oct4, MyoD et MyoG par PCR quantitative aux stades hiPSC, skMb et skMt. L’expression génique 

est normalisée par rapport aux hiPSC, aux myoblastes primaires ou aux myotubes primaires. Les données sont représentées 

comme la moyenne des différenciations de skMC à partir de trois lignées contrôles (bleu) ou LGMD R2 (rose) +/- SD. 

***p≤0.005 (test de Student). (E) Mesure de l’expression de TTN par PCR quantitative aux stades hiPSC et skMt de trois lignées 

contrôles (bleu) et trois lignées LGMD R2 (rose). L’expression génique est normalisée par rapport à la moyenne des hiPSC 

contrôles. Les données sont représentées comme la moyenne de trois différenciations par condition +/- SD. *0.01<p≤0.05 ou 

***p≤0.005 (test de Student). (F) Caractérisation de l’expression de titine par immunofluorescence dans les skMt. Barre 

d’échelle = 20 µm. Abréviations: AA, ascorbic acid; C, CHIR99021; Dex, dexamethasone; E, epidermal growth factor; F, basic 

fibroblast growth factor; Fe, fetuin; H, hepatocyte growth factor; HS, horse serum; I, insulin; IG, insulin-growth factor; N, 

necrosulfonamide; O, oncostatin; P, platelet-derived growth factor; SB, SB431542; hiPSC, cellules souches humaines induites à 

la pluripotence; skMb, myoblaste; skMt, myotube MYOG, myogénine; TTN, titine. 



  Résultats : Partie 2 

150 

 

Enfin, la pertinence de notre modèle cellulaire à modéliser les LGMD R2 a été évaluée. D’une 

part, le marquage de la dysferline par immunofluorescence confirme la présence de la protéine 

dans les skMb et skMt dérivés de hiPSC non affectés et son absence, ou sa diminution, dans 

les cellules pathologiques non-sens et faux-sens respectivement (Figure 44A et 44B). De façon 

comparable aux skMC primaires, la dysferline est distribuée à la membrane plasmique des 

skMC dérivés de hiPSC contrôles alors que les mutations pathogènes entrainent soit une 

absence totale de la protéine (ko 1 et ko 2) soit son agrégation intracellulaire (mis 1) (Figure 

44C). D’autre part, un test de réparation membranaire effectué après une lésion au laser 

démontre que les skMt dérivés de hiPSC pathologiques réparent moins efficacement leur 

sarcolemme que des cellules contrôles (Figure 44D et 44E). Brièvement, la lésion de la 

membrane plasmique est réalisée à l’aide d’un microscope bi-photon en présence du FM4-64, 

un colorant lipophile et imperméable aux cellules qui devient fluorescent en se liant aux 

phospholipides chargés négativement lorsqu’il pénètre dans la cellule par la blessure. La 

quantification de la fluorescence à proximité de la lésion membranaire permet alors de suivre 

la capacité des cellules à refermer cette blessure. Ainsi, en comparant les skMt représentatifs 

d’une lignée pathologique et ceux d’une lignée non affectée, une incorporation plus 

importante de la sonde FM4-64 a été observée au sarcolemme des cellules LGMD R2 (Figure 

44D). Ces observations ont été renforcées par la quantification de la sonde FM4-64 montrant 

une augmentation de l’intensité de fluorescence dans les skMt dépourvus de dysferline par 

rapport aux skMt contrôles. Dans l’ensemble, ces résultats démontrent la capacité de notre 

modèle cellulaire dérivé de hiPSC à récapituler des caractéristiques phénotypiques identifiées 

dans les dysferlinopathies et, par conséquent, sa pertinence pour identifier de nouvelles voies 

moléculaires régulées par la dysferline. 
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Figure 44. Caractérisation phénotypique des skMC dérivées de hiPSC LGMD R2. 

(A,B) Caractérisation de l’expression de la dysferline par immunofluorescence aux stades (A) skMb et (B) skMt 

dans trois lignées contrôles (panel gauche) et trois lignées LGMD R2 (panel droit). Barre d’échelle = 20µm, (C) 

Agrandissement du marquage dysferline au stade skMt. Barre d’échelle = 10µm. (D,E) Test de réparation 

membranaire effectué sur 1 lignée contrôle et 1 lignée LGMD R2 au stade skMt. L’insertion de la sonde 

fluorescente FM4-64 au niveau de la lésion est observée pendant 60 secondes (D) puis quantifiée (E). Les données 

sont représentées comme la moyenne +/- SEM de n=20 cellules. Abréviations: DYSF, dysferline; hiPSC, cellules 

souches humaines induites à la pluripotence; skMb, myoblaste; skMt, myotube. 
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2.2. Profil transcriptomique des myotubes LGMD R2 dérivés de hiPSC  

 

Dans le but d’identifier de nouveaux mécanismes moléculaires associés à la dysferline, une 

analyse transcriptomique comparative entre les skMt dérivés de hiPSC contrôles et ceux dérivés 

de patients LGMD R2 a été réalisée grâce à la technologie de séquençage ciblé AmpliSeq.  

Tout d’abord, l’analyse en composante principale (PCA) a montré un profil transcriptomique 

distinct entre chaque condition (Figure 45A). La comparaison entre les deux catégories de skMt 

a ensuite conduit à l’identification de 52 gènes différentiellement exprimés (DEG), 13 étant 

régulés à la baisse et 39 à la hausse dans les skMt LGMD R2 (Figure 45B). Le regroupement 

hiérarchique, évaluant les similitudes et les changements dans les profils d’expression globale 

entre les différentes conditions, liste ces 52 gènes et confirme la similitude d’expression intra-

conditions, c’est-à-dire entre les trois lignées contrôles ou entre les trois lignées pathologiques 

(Figure 45C). De plus, la mesure par PCR quantitative de l’expression d’une partie de ces 52 

gènes dans les skMt a permis de confirmer les résultats du transcriptome (Figure 45D et 45E). 

Par conséquent, les fonctions collectives de l’ensemble des gènes dérégulés ont été analysées 

avec l’outil web Enrichr. L’analyse des gènes régulés à la baisse dans les skMt LGMD R2 révèle 

un enrichissement de la voie de signalisation du TGFβ et du métabolisme lipidique, d’après la 

base de données KEGG 2021 Human (Figure 45F), tandis que les gènes dérégulés à la hausse 

seraient préférentiellement impliqués dans des mécanismes d’adhésion à la MEC, selon la base 

de données GO molecular function 2021 (Figure 45G). 
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Figure 45. Analyse transcriptomique comparative des skMt contrôles et LGMD R2.   

(A) Analyse en composantes principales (PCA) des profils transcriptomiques distincts obtenus à partir de skMt 

dérivés des trois lignées contrôles et trois lignées LGMD R2. Chaque point représente un échantillon et les 

échantillons présentant des profils d’expression génique similaires sont regroupés. (B) Représentation schématique 

du nombre de gènes dérégulés dans les skMt LGMD R2 (rose) en comparaison aux skMt contrôles (bleu). (C) 

Regroupement hiérarchique des gènes dérégulés de manière significative dans les skMt LGMD R2 en comparaison 

aux skMt contrôles. (D, E) Mesure par PCR quantitative de l’expression d’une partie des gènes identifiés comme 

étant dérégulés (D) à la baisse ou (E) à la hausse au stade skMt. L’expression génique est normalisée par rapport à 

la moyenne des skMt dérivés de 3 lignées contrôles. Les données sont représentées comme la moyenne des 

différenciations de skMC à partir de trois lignées contrôles (bleu) ou trois lignées LGMD R2 (rose) +/- SD. 

*0.01<p≤0.05 ou **0.005<p ≤ 0.01 ou ***p<0.005 (test de Student). (F) Analyse d’enrichissement des gènes 

dérégulés à la baisse dans les skMt issus de trois lignées LGMD R2 (13 gènes – analyse EnrichR utilisant la base de 

données KEGG 2021 Human). (G) Analyse d’enrichissement des gènes dérégulés à la hausse dans les skMt issus de 

trois lignées LGMD R2 (39 gènes – analyse EnrichR utilisant la base de données GO molecular function 2021). 

Abréviations: DEG, gènes différentiellement exprimés. 
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2.3. Identification de Disabled-2 (dab2) comme un marqueur potentiel de la 

physiopathologie des LGMD R2 

 

La liste des 52 gènes dérégulés dans les skMt pathologiques a ensuite été comparée aux 

données recueillies par le professeur Eric Hoffman sur des biopsies musculaires de patients 

LGMD R2 (Dadgar et al., 2014). Dans son étude, les profils transcriptomiques Affymetrix de 10 

biopsies musculaires issues de patients LGMD R2 ont été comparés à ceux de 13 patients non 

affectés en utilisant les puces d’hybridation HG-U133A et HG-U133B (n° d'accès GEO = 

GSE3307) qui permettent d’évaluer l’expression de plus de 22 000 transcrits. Cette étude 

transcriptomique comparative entre nos deux études a conduit à l'identification d'un gène, 

Disabled-2 (dab2), régulé en commun à la hausse dans les biopsies musculaires de patients 

LGMD R2 et les skMt pathologiques (Figure 46A). La surexpression de dab2 dans les skMt 

dérivés de hiPSC LGMD R2, en comparaison aux lignées saines, a ensuite été confirmée par 

PCR quantitative (Figure 46B) puis validée au niveau protéique par western blot (Figure 46C) et 

immunomarquage (figure 46D). 
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Figure 46. Identification d’un gène, Disabled-2 (dab2), régulé à la hausse dans les biopsies musculaires et 

les skMt dérivés de hiPSC. 

(A) Analyse de l’expression de DAB2 (nombre de reads) dans les données collectées par Eric Hoffman sur des biopsies 

musculaires contrôle (bleu) et de patients LGMD R2 (rose). Chaque point représente un patient. Un test statistique de 

Student a été appliqué pour comparer les valeurs de DAB2 entre chaque groupe, ***p<0.005. (B) Mesure de l’expression 

de DYSF et DAB2 par PCR quantitative dans les skMt dérivés de trois lignées hiPSC contrôles (bleu) ou trois lignées LGMD 

R2 (rose). L’expression génique est normalisée par rapport à la moyenne des skMt dérivés des 3 lignées contrôles. Les 

données sont représentées comme la moyenne de trois lignées +/- SD. ***p<0.005 (test de Student). (C) Analyse par 

western blot de l’expression de la dysferline et de dab2 dans les skMt dérivés de hiPSC contrôles et LGMD R2. Gapdh est 

un contrôle de charge. (D) Caractérisation de l’expression de dab2 (rouge) par immunofluorescence au stade skMt (α-

actinine/vert) dans une lignée représentative contrôle (panel haut) et LGMD R2 (panel bas). Abréviations: DYSF, dysferline; 

DAB2, disabled-2. 
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2.4. Régulation de l’expression de dab2 in vivo 

 

Dans le but de confirmer le rôle de dab2 dans la physiopathologie des LGMD R2, nous avons 

par la suite étudié son expression dans le modèle pathologique murin Bla/J (Figure 48), 

développé par notre collaboratrice Isabelle Richard au sein de Généthon/INTEGRARE UMR951 

(Evry). Pour rappel, ces souris résultent du rétrocroisement de la souche consanguine A/J, un 

modèle naturellement déficient en dysferline, avec le fond génétique caractérisé C57BL/6. Les 

souris homozygotes Bla/J développent une MD progressive et récapitulent les principales 

caractéristiques histopathologiques de la maladie humaine (Lostal et al., 2010). Les premiers 

signes de dystrophie sont observés à l'âge de 8 semaines et se caractérisent par la présence 

de fibres centronucléées et des zones d'inflammation. Les altérations morphologiques 

s'aggravent à l'âge de 4 mois et altèrent la majorité des muscles à 8 mois. Par ordre de gravité, 

les muscles les plus touchés sont le psoas, le glutéal, le quadriceps fémoral, le tibial antérieur 

et le gastrocnémien.  

Ainsi, l'analyse de l'expression génique de dab2 dans des biopsies musculaires de souris Bla/J 

révèle une corrélation entre la progression de la pathologie et la surexpression de dab2. En 

effet, l’expression de Dab2 est augmentée dès l'âge de 3 mois dans le psoas des souris Bla/J 

(Figure 47B) qui présente déjà des caractéristiques dystrophiques, comme indiqué par la 

présence de quelques fibres centronucléées et zones d’inflammation (Figure 47A). Cette 

surexpression de dab2 est exacerbée au cours du temps avec le développement de la 

pathologie. A l'âge de 6 mois, dab2 est surexprimé dans le psoas et le glutéal des souris Bla/J 

(Figure 47D), qui présentent alors des altérations morphologiques importantes (Figure 47C).  
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Figure 47. Régulation de l’expression de dab2 in vivo. 

(A) Analyse histologique comparative par coloration au HPS (Hémalun, Phloxine, Safran) des muscles PSO et GLU 

de souris contrôle et Bla/J âgées de trois mois. Barre d’échelle = 50 µm. (B) Analyse de l’expression de DYSF et 

DAB2 par PCR quantitative dans les muscles Pso, Glu, TaR et TaL de souris contrôle (bleu, WT) ou déficiente en 

dysferline (rose, Bla/J) âgées de 3 mois. L’expression génique est normalisée par les souris contrôle. Les données 

sont représentées comme la moyenne de trois souris par condition +/- SD. *0.01<p≤0.05 ou ***p<0.005 (test de 

Student). (C) Analyse histologique comparative par coloration au HPS (Hémalun, Phloxine, Safran) des muscles 

PSO et GLU de souris contrôle et Bla/J âgées de six mois. Barre d’échelle = 50 µm. (D) Analyse de l’expression de 

DYSF et DAB2 par PCR quantitative dans les muscles Pso, Glu, TaL et Tri de souris contrôle (bleu, WT) ou déficiente 

en dysferline (rose, Bla/J) âgées de 6 mois. L’expression génique est normalisée par les souris contrôles. Les 

données sont représentées comme la moyenne de deux souris par condition. Abréviations: Pso, psoas; Glu, glutéal; 

TaR, tibial antérieur droit; TaL, tibial antérieur gauche; Tri, triceps. 
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L'expression de dab2 a également été évaluée dans le psoas de souris Bla/J pré-

symptomatiques traitées avec un système de double vecteurs AAV permettant la réexpression 

de la dysferline pleine longueur (Pryadkina et al., 2015) (Figure 48A). Au niveau histologique, 

l’effet positif de la thérapie génique est clairement observé puisque la réexpression de la 

dysferline empêche l’apparition des caractéristiques dystrophiques dans le psoas des souris 

traitées, en comparaison aux souris Bla/J contrôles (traitées au sérum physiologique) (Figure 

48B), que ce soit un mois ou cinq mois après l’injection. De plus, la réexpression de DYSF est 

associée à une diminution significative de l'expression de dab2 dans les muscles des souris 

Bla/J traitées pendant un mois (Figure 48C) ou cinq mois (Figure 48D) par thérapie génique. 

Dans l'ensemble, ces résultats révèlent donc que dab2 est inversement régulé par la teneur en 

dysferline et suggèrent un rôle potentiel de dab2 dans la physiopathologie de la LGMD R2. 
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Figure 48. L’expression de dab2 est inversement régulée à celle de la dysferline. 

(A) Représentation schématique du protocole de traitement par thérapie génique de souris Bla/J avec un double 

vecteurs AAV capable de rétablir l’expression de la dysferline. Les souris sont traitées une seule fois. La durée du 

traitement est indiquée dans les rectangles bleus ainsi que l’âge du sacrifice sous les tirets. (B) Zones 

représentatives de coupes musculaires de psoas colorées à l’HPS (Hémalun, Phloxine, Safran) provenant de souris 

Bla/J après un mois (panel haut) ou cinq mois (panel bas) de traitement avec du PBS (panel gauche) ou par thérapie 

génique (panel droite). Barre d’échelle = 50 µm. (C) Analyse de l’expression de DYSF et DAB2 par PCR quantitative 

dans le psoas de souris Bla/J âgées de 2 mois, après un mois de traitement au PBS (red) ou par thérapie génique 

(bleu). L’expression génique est normalisée par les souris traitées au PBS. Les données sont représentées comme 

la moyenne de cinq souris par condition +/- SD. *0.01<p≤0.05 ou ***p<0.005 (test de Student). (D) Analyse de 

l’expression de DYSF et DAB2 par PCR quantitative dans le psoas de souris Bla/J âgées de 6 mois, après cinq mois 

de traitement au PBS (red) ou par thérapie génique (bleu). L’expression génique est normalisée par les souris 

traitées au PBS. Les données sont représentées comme la moyenne de cinq souris par condition +/- SD. 

*0.01<p≤0.05 ou ***p<0.005 (test de Student). Abréviations: Pso, psoas; Glu, gluteal; Ta, tibilis anterior; DIA, 

diaphragm. 
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2.5. Régulation de l’expression de Dab2 dans des biopsies musculaires de patients 

LGMD R2 

 

Cette corrélation entre l’augmentation de dab2 et la progression de la pathologie a ensuite 

été renforcée par l’analyse de l’expression de dab2 dans des biopsies musculaires prélevées 

chez des patients atteints de dysferlinopathie. Grâce à notre collaboration avec le Dr Gorka 

Fernandez (APHP, Paris), 14 patients ont été sélectionnés sur la base des critères suivants : (1) 

autant d’hommes que de femmes, (2) absence de dysferline mise en évidence par 

immunohistologie ou western blot, (3) hétérogénéité clinique (LGMD R2/MM/myopathie 

atypique) et (4) hétérogénéité du degré d’atteinte au moment du prélèvement (échelle de 

Walton) (Figure 49A). De plus, les variants génétiques des patients devaient être répartis le long 

du gène de la dysferline (Figure 49B). Ainsi, l’analyse transcriptomique de dab2 confirme que 

son expression est augmentée chez la majorité des patients atteints de dysferlinopathie, en 

comparaison à des personnes non affectées (Figure 49C), et cela, sans corrélation avec le 

phénotype clinique ou le genre des patients (Figure 49D). Par ailleurs, de façon similaire aux 

résultats obtenus avec le modèle pathologique Bla/J, l’expression de dab2 est plus importante 

chez les patients présentant un stade plus avancé de la pathologie (Figure 49E). Au-delà du fait 

que dab2 pourrait être utilisé comme un marqueur de la progression de la maladie, nos 

résultats soulignent également que l'augmentation de dab2 pourrait jouer un rôle actif dans 

le développement des dysferlinopathies. Ainsi, pour aller plus loin dans la compréhension des 

mécanismes moléculaires qui pourraient être associés à la dérégulation de dab2 et, 

possiblement, à la sévérité de l’atteinte des patients, le profil transcriptomique des biopsies 

musculaires a été comparé. Les patients que l’on considérait comme peu atteints, avec une 

expression de dab2 inférieure à 750 reads, ont été comparés aux patients plus atteints, avec 

une expression de dab2 supérieure à 750 reads (Figure 49F). Cette analyse entre les deux 

catégories a conduit à l’identification de 14 gènes dérégulés à la hausse chez les patients les 

plus atteints (Figure 49G) et qui semblent être majoritairement impliqués dans le métabolisme 

lipidique.  
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Figure 49. Régulation de l’expression de dab2 dans des biopsies musculaires de patients atteints de 

dysferlinopathie. 

(A) Tableau récapitulatif des caractéristiques génétiques et cliniques des patients prélevés. (B) Représentation des mutations 

affectant les patients, selon leur position sur le gène DYSF. Les domaines spécifiques de la protéine sont représentés. Chaque 

numéro correspond à un patient et permet de se référer au tableau précédent. Chaque forme représente le phénotype clinique 

de dysferlinopathie dont est atteint le patient. Le sexe du patient est distingué par une couleur. (C) Mesure de l’expression de 

DAB2 par séquençage de l’ARNm (Quant’Seq, Illumina) dans les biopsies contrôles (bleu) ou de patients (rose). Chaque point 

représente une biopsie. (D) Visualisation de l’expression de DAB2 selon le phénotype clinique attribué au patient. (E) Visualisation 

de l’expression de DAB2 selon l’atteinte du patient (peu atteint 0 ≤Echelle de Walton≤10 très atteint). (F) Représentation 

schématique du nombre de gènes dérégulés dans les biopsies de patients considérés comme plus atteints (rose, DAB2>750 reads) 

en comparaison aux patients considérés comme moins atteints (bleu, DAB2<750 reads) après analyse transcriptomique 

(Quant’Seq, Ion Torren). (G) Liste des gènes dérégulés chez les patients considérés comme plus atteints en comparaison aux 

patients considérés comme moins atteints. Abréviations : ECM, matrice extracellulaire. 
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2.6. Dérégulation du métabolisme lipidique dans des skMC dérivés de hiPSC LGMD 

R2 en réponse à une supplémentation en lipides 

 

Partant du constat précédent, nous nous sommes demandé si l’augmentation de 

l’expression de dab2 ne pourrait pas entraîner une dérégulation de l’homéostasie lipidique 

chez les patients atteints de dysferlinopathie. En effet, plusieurs éléments vont dans ce sens. 

D’un côté, des données récentes suggèrent une contribution majeure de la dérégulation du 

métabolisme des lipides dans la phase la plus précoce des LGMD R2 (Srivastava et al., 2018). 

D'un point de vue clinique, cette modification contribue au remodelage du muscle squelettique 

(Haynes et al., 2019), comme le révèle le dépôt excessif de lipides dans les myofibres des 

patients (Diaz-Manera et al., 2018; Grounds et al., 2014). D’un autre côté, dab2 est une molécule 

adaptatrice du mécanisme d’endocytose médiée par la clathrine (CME) qui permet 

d’internaliser un sous-ensemble de récepteurs (Lampe et al., 2016). De manière intéressante, 

dab2 semble être spécifiquement impliquée dans la régulation de l'internalisation du récepteur 

aux lipoprotéines de faible densité (LDLR) et de l'absorption des LDL riches en cholestérol 

(Mettlen et al., 2010; Tao et al., 2016). L'expression accrue de dab2 pourrait donc jouer un rôle 

clé dans l'homéostasie défectueuse du cholestérol chez les patients LGMD R2, en particulier en 

augmentant l'absorption du cholestérol par le LDLR.  

Afin d’explorer la fonction de dab2 dans l'endocytose du LDLR et l'homéostasie du cholestérol 

dans les skMt dérivés de hiPSC LGMD R2, la première étape a donc consisté à vérifier que notre 

modèle cellulaire était capable de récapituler un défaut du métabolisme lipidique. Dans ce 

sens, l’utilisation d’un colorant lipidique fluorescent (LipidSpot) a montré que les skMt dérivés 

de hiPSC LGMD R2 accumulent des gouttelettes lipidiques dans leur cytoplasme, en 

comparaison aux skMt contrôles, lorsque le milieu de maturation des myotubes est 

supplémenté en acides gras (Figure 50A). Cette dérégulation lipidique a également été 

confirmée avec un microscope holotomographique qui permet de détecter, sans colorant ni 

sonde, les gouttelettes lipidiques grâce à leur indice de réfraction spécifique (Figure 50B). Par 

ailleurs, la résolution d’image de ce système a permis de valider un défaut du métabolisme 

lipidique dans les skMt LGMD R2, en l’absence de supplémentation lipidique du milieu de 

culture. 
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Figure 50. Accumulation de gouttelettes lipidiques dans les skMt dérivés de hiPSC LGMD R2. 

(A) Photos représentatives du marquage LipidSpot 488 détectant les gouttelettes lipidiques dans les skMt dérivés de hiPSC 

contrôles ou LGMD R2 non traités (panel haut) ou supplémentés pendant 24 heures avec 5µM (panel centre) ou 50µM (panel bas) 

d’acides gras. Barre d’échelle = 20µm. (B) Analyse de la dynamique des gouttelettes lipidiques par holotomographie (Smart Lipid 

Droplet Assay, NanoLive) dans des skMt non traités dérivés d’une lignée contrôle et d’une lignée LGMD R2 représentatives. Images 

représentatives d’une acquisition vidéo de 3 minutes. 
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3. Conclusion 

 

Au cours de cette étude, nous avons utilisé notre modèle cellulaire de skMt dérivés de hiPSC 

afin d’identifier de nouveaux mécanismes physiopathologiques impliqués dans les 

dysferlinopathies. Par une approche transcriptomique, une dérégulation du niveau 

d’expression de dab2 a été identifiée. Dans l’ensemble, les résultats démontrent que dab2 est 

inversement régulé par les niveaux de dysferline et que son expression est corrélée au degré 

de sévérité de la pathologie dans des souris Bla/J et des biopsies musculaires de patients. Dab2 

étant impliqué dans la régulation de l’internalisation du LDLR et de l’absorption des LDL riches 

en cholestérol, nous avons alors émis l’hypothèse que sa dérégulation pourrait être impliquée 

dans la physiopathologie de la LGMD R2, et plus particulièrement dans l’homéostasie 

défectueuse du cholestérol observée chez les patients.  

 

4. Matériel et méthode 

4.1. Etudes in vitro 

4.1.1. Lignées cellulaires et culture 

 

Les expériences ont été réalisées à partir de six lignées de hiPSC : 3 lignées provenant de 

personnes non affectées dites ‘’contrôles’’ (WT1, WT2, WT3) et 3 lignées de patients LGMD R2 

(KO1, KO2, MIS1). Les lignées hiPSC WT1 et WT2 ont été reprogrammées à partir de 

fibroblastes pulmonaires IMR-90 sains obtenus auprès de l'ATCC Cell Lines Biology Collection 

(Washington, DC, USA) et de GM1869 fournis par le Coriell Cell Repository (Camden, NJ, USA) 

[67,68]. La lignée hiPSC WT3 est une lignée cellulaire commerciale fournie par Phénocell 

(Grasse, France). Les lignées de hiPSC KO1 (JFNY1 : hétérozygote non-sens c.5713C>T, 

p.Arg1905X ; c.3517dupT, p.Ser1173PhefsX2) et KO2 (JFRBi1 : hétérozygote non-sens 

c.5946+1G>A ; c.5497G>T ; p.Glu1833X) font partie des lignées déficientes en dysferline 

déposées par la Jain Foundation auprès du WiCell Research Institute (Madison, WI, USA). La 

lignée de hiPSC MIS1 (814 : homozygote faux-sens c.4022T>C, p.L1341P) a été fournie par le 

Dr. Simone Spuler du Max Delbruck Center (Berlin, Allemagne). Toutes les lignées de hiPSC ont 

été cultivées dans des boîtes de culture recouvertes de matrigel (Corning) ou de vitronectine 

(Gibco) et maintenues dans du milieu iPS-Brew XF (Miltenyi Biotec). Le passage des cellules a 

été effectué manuellement tous les 5 à 7 jours et le milieu de culture a été changé tous les 

deux jours.  

Les niveaux de maturation des skMb et skMt ont été comparés à une lignée musculaire primaire 

contrôle (myoblastes C25CL48) établie à partir d’une biopsie musculaire humaine et fournie 

par la plateforme d'immortalisation MyoLine de l'Institut de Myologie (Paris, France), avec 

l'accord du sujet par la signature d'un formulaire de consentement éclairé et son 

anonymisation avant immortalisation, conformément au règlement européen GDPR. La lignée 

immortalisée a été cultivée dans un milieu de croissance composé de 1 volume de milieu 199 

(Invitrogen, 41150020) pour 4 volumes de milieu Dulbecco's modified Eagle's (Invitrogen, 

61965-025), complété par 20% de sérum de veau fœtal (SVF) (Sigma-Aldrich), 25 µg/ml de 

fétuine (Life Technologies, 10344026), 5 ng/ml de facteur de croissance épidermique EGF (Life 
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Technologies, PHG0311), 0,5 ng/ml de facteur de croissance basique des fibroblastes bFGF (Life 

Technologies, PHG0026), 0,2 µg/ml de dexaméthasone (Sigma, D4902) et 5 µg/ml d'insuline 

(Sigma, 91077). Les cellules ont été ensemencées sur des plaques recouvertes de gélatine à 

0,1% et maintenues dans une atmosphère humidifiée à 5% de CO2 et contrôlée à 37°C jusqu'à 

l'expérimentation. 

 

3.1.2. Cytométrie en flux 

 

Les hiPSC ont été recueillies après dissociation chimique avec de l'accutase (Invitrogen), 

centrifugées à 900 rpm pendant 5 minutes et remises en suspension dans une solution saline 

tamponnée au phosphate (PBS) froide supplémentée avec 2% de SVF. Les cellules ont été 

marquées avec des anticorps primaires conjugués à un fluorochrome pendant 30 minutes sur 

glace et à l'abri de la lumière. Les anticorps sont les suivants : TRA1-80 conjugué à l'APC 

(Covance) et SSEA4 conjugué au PE (Millipore). Les cellules ont ensuite été lavées dans du PBS 

froid avant d'être triées par un analyseur MACSquant (MiltenyiBiotec). Les données ont été 

analysées avec le logiciel FlowJo (BD Biosciences). 

 

3.1.3. Dérivation de cellules musculaires squelettiques 

 

Les différenciations de hiPSC en skMC ont été réalisées en utilisant les milieux commerciaux 

développés par Geneabiocell® selon le protocole décrit précédemment (Caron et al., 2016). En 

résumé, les hiPSC ont été dissociées avec le réactif de dissociation cellulaire StemPro Accutase 

(Gibco®), ensemencées dans des plaques recouvertes de collagène I (Biocoat, DB Biosciences) 

et maintenues pendant 10 jours dans un milieu d'induction en muscle squelettique (SKM01, 

AMSBIO). Les cellules ont ensuite été dissociées avec de la trypsine à 0,05% et ensemencées à 

nouveau sur des plaques recouvertes de collagène I pendant 7 jours dans un milieu de 

différenciation en myoblastes (SKM02, AMSBIO). Au jour 17, les skMb obtenus ont été dissociés 

et congelés. Pour la différenciation terminale, les cellules ont été décongelées dans du SKM02 

jusqu’à atteindre la confluence puis incubées dans le milieu de fusion et de maturation (SKM03, 

AMSBIO) pendant 5 à 7 jours pour obtenir des skMt. Les hiPSC, les skMb et les skMt ont été 

respectivement analysés aux jours 0, 17 et 24 de la différenciation. 

 

3.1.4. Analyse transcriptomique 

 

Des analyses transcriptomiques ont été réalisées sur des skMt dérivés de hiPSC ou sur des 

biopsies musculaires humaines grâce à la plateforme de séquençage d’Istem et au Pôle 

Scientifique de Modélisation Numérique (PSMN) de l’Ecole Normale Supérieure de Lyon. 

L’analyse d’expression différentielle des gènes entre les skMt dérivés de hiPSC a été réalisée 

avec la technologie de séquençage QuantSeq 3’mRNA sur une plateforme Ion Torrent. Cette 

méthode ne génère qu’un seul fragment par transcrit, ce qui permet d'établir un lien direct 

entre le nombre de lectures (« reads ») correspondant à un gène donné et l’expression de ce 

dernier. Les ARNm ont été isolés à l’aide du kit d’extraction RNeasy Micro (Qiagen) et la qualité 



  Résultats : Partie 2 

166 

 

des ARN a été vérifiée à l’aide d’une puce RNAnano (Agilent technologies) conformément au 

protocole du fabricant. Pour chacun des 18 échantillons, 100 ng d'ARNm ont été rétro-

transcrits (sens inverse) avec le kit QuantSeq 3' mRNA-Seq Library Prep pour Ion Torrent afin 

de générer les librairies à partir de l’extrémité 3’ polyadénylée de l’ARN. Les librairies ont été 

amplifiées par PCR et étiquetées d’un code barre (barcode). Les ADN complémentaires (ADNc) 

amplifiés ont ensuite été quantifiés à l’aide du kit ADN haute sensibilité d'Agilent et 100 pM 

de chacune des librairies ont été combinés. La PCR en émulsion et l’enrichissement ont été 

réalisés sur le système Ion OT2 en utilisant le kit Ion PI Hi-Q OT2 200 (ThermoFisher Scientific). 

Les échantillons ont été déposés sur une puce Ion PI v3 et séquencés avec le système Ion 

Proton en utilisant le kit Ion PI Hi-Q sequencing 200 (200 bp read length, Thermo Fisher). Le 

contrôle qualité de ces données de séquençage a été évalué à l'aide de l’outil FastQC (v0.11.2). 

Les lectures générées ont été rognées (trimming) à l'aide de Prinseq (v0.20.4)(--trim-right 20) 

et filtrées par le Phred score (--trim-qual 20)(Schmieder and Edwards, 2011). Les lectures ont 

été alignées avec le génome de référence EnsEMBL GRCh37.87 (gènes codant les protéines 

uniquement - 19311 gènes, 143 832 transcrits) en utilisant RNA-STAR (v2.4.1d)(Dobin et al., 

2013) et filtrées à l'aide de samtools (v0.1.19)(Li et al., 2009). Le niveau d'expression génique 

de chaque échantillon a été quantifié avec HTSeq-count (v0.8.0)(Anders et al., 2015). Le niveau 

d'expression des transcrits a été quantifié quant à eux avec Kallisto (v0.43.1)(Bray et al., 2016). 

Enfin, l'expression différentielle des gènes et des transcrits (DEG) entre les conditions a été 

calculée avec DESeq2 (v1.18.1 en utilisant R v3.4.1, Modèle GLM avec test de Wald)(Love et al., 

2014). Nous avons considéré que les gènes sont différentiellement exprimés de façon 

significative lorsque leur p-value corrigée est inférieure à 0.05 et que le |log2FoldChange| est 

supérieur à 0.04 (options : lfcThreshold=0.4, altHypothesis="greaterAbs"). 

Une analyse d’expression différentielle des gènes entre des biopsies musculaires humaines a 

également été réalisée avec la technologie de séquençage QuantSeq 3’mRNA mais sur une 

plateforme Illumina (Machine NextSeq 550). Les ARN ont été extraits des biopsies musculaires 

à l’aide du réactif TRI Reagent (Zymo research). Brièvement, les tissus musculaires congelés 

dans l’azote ont été coupés et un morceau a été lysé avec du TRI reagent dans un tube 

eppendorf contenant une bille de Tungstène. Le tissu a été homogénéisé mécaniquement par 

des cycles de 30 secondes avec le TissueLyser (Qiagen), un broyeur à billes. Le lysat obtenu a 

été complété avec du chloroforme, incubé 15 minutes à température ambiante et centrifugé 

15 minutes à 12 000g à +4°C afin de séparer l’échantillon en trois phases : une phase rouge 

contenant les protéines, une interphase avec l’ADN et la phase aqueuse incolore contenant 

l’ARN. Le surnageant (phase aqueuse) a été récupéré, incubé 10 minutes à température 

ambiante avec du propanol puis centrifugé 15 minutes à 12 000g à +4°C afin de précipiter 

l’ARN. Le culot d’ARN a été lavé avec de l’éthanol 75% avant d’être centrifugé 15 minutes à 

7 500 g à +4°C. Le surnageant a été éliminé et le culot a été séché à l’air libre pendant 15 

minutes. Enfin, le culot d’ARN a été resuspendu avec de l’eau sans RNases, dosé au Nanodrop 

et la qualité des ARN a été vérifiée à l’aide d’une puce RNAnano (Agilent technologies) 

conformément au protocole du fabricant. Ensuite, les librairies ont été générées avec le kit 

QuantSeq 3’ mRNA-Seq Library pour Illumina à partir de 100ng d’ARNm par échantillon. 
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Comme pour la technologie Ion Torrent, elles ont été amplifiées par PCR puis étiquetées d’un 

code barre. Les ADNc amplifiés ont été quantifiés à l’aide du kit ADN haute sensibilité d'Agilent 

et combinés pour le séquençage. Un total de 2nM des librairies combinées a été dénaturé et 

1,8pM a été utilisé pour générer des groupes avant le séquençage en Paired-end sur le 

séquenceur (High output 2x75bp run). Le contrôle qualité des données issues du séquençage 

a été évalué à l'aide de FastQC (v0.11.9). Les séquences polyA et les adaptateurs Illumina 

restants ont été supprimés avec cutadapt (v1.18). Les lectures générées ont été rognées à l'aide 

de Prinseq (v0.20.4)(--trim-right 20) et filtrées par le Phred score (--trim-qual 20). Les lectures 

ont été alignées avec le génome de référence EnsEMBL GRCh37.87 (gènes codant les protéines 

uniquement - 19311 gènes) en utilisant RNA-STAR (v2.7.6a) et filtrées à l'aide de samtools 

(v0.1.18). Le niveau d'expression génique de chaque échantillon a été quantifié avec HTSeq-

count (v0.12.4). Enfin, la DEG entre les conditions a été calculée avec DESeq2 (utilisant R v4.1.0). 

Nous avons considéré que les gènes sont différentiellement exprimés de façon significative 

lorsque leur p-value ajustée est inférieure à 0.05 et que le |log2FoldChange| est supérieur à 

0.04 (options : lfcThreshold=0.4, altHypothesis="greaterAbs"). 

 

3.1.5. Croisement de données transcriptomiques 

 

La liste des 52 gènes dérégulés dans les skMt pathologiques a été comparée aux données 

publiques recueillies par le professeur Eric Hoffman sur des biopsies musculaires de patients 

LGMD R2 (Dadgar et al., 2014). Les données publiques de puces GSE3307 sont issues de deux 

technologies (GPL96 pour [HG-U133A] Affymetrix Human Genome U133A Array et GPL97 pour 

[HG-U133B] Affymetrix Human Genome U133B Array). Dans ce projet, l'expression génique 

(probes set) d'échantillons musculaires sains et LGMD2B (WT : n=13, LGMD2B : n=10 pour 

chacune des technologies) a été analysée. Une analyse d'expression différentielle des 

probesets (LGMD2B vs WT) a été réalisée avec l’outil GEO2R (Lima) disponible sur la plateforme 

GEO, avec comme seuils de significativité la p-value corrigée < 0.01 et un |log2FC| >= 0.4. 513 

gènes sont différentiellement exprimés de façon significative pour GPL96 et 63 pour GPL97. 

Ces résultats ont été croisés avec notre propre liste de DEG exprimés dans les skMt dériées de 

hiPSC LGMD R2 ( p-value corrigée < 0.05 & |log2FC| >= 0.4) par Diagramme de Venn. Les 

gènes DAB2 et CFH ont été identifiés en commun et régulés de façon similaire. 

 

3.1.6. Analyse par immunofluorescence 

 

Les cellules dérivées de hiPSC ont été fixées aux jours 17 (skMb) et 24 (skMt) de la 

différenciation avec du paraformaldéhyde 4% pendant 10 minutes à température ambiante. 

Après 3 lavages PBS, les cellules ont été perméabilisées avec du Triton X-100 à 0,5% pendant 

5 minutes puis saturées avec du PBS supplémenté par 1% d’albumine de sérum bovin (BSA, 

Sigma) pendant 1 heure à température ambiante. Les cellules ont été incubées sur la nuit à 

+4°C avec les anticorps primaires suivants : titine (US biological, 1:200), dysferline (abcam, 

1:200), dab2 (abcam, 1:200), α-actinine (ThermoFisher, 1:1000). Après 3 lavages PBS, les cellules 

ont été incubées pendant 1 heure à température ambiante et dans l'obscurité avec des 
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anticorps secondaires couplés à un fluorochrome (Alexa fluor, ThermoFisher Scientific, 1:1000). 

Les noyaux ont été marqués avec du Hoechst 33342 (Invitrogen, 5µg/ml). Les acquisitions 

d’images ont été réalisées à l’aide de la plateforme d’imagerie automatisée Cell Insight CX7 

HCS (Cellomics Inc) à l’aide des objectifs 10X ou 20X. Les grossissements du marquage 

dysferline ont été acquis en utilisant l’objectif 63X et le module ‘’Stack’’ d’un microscope 

confocal (LSM-800, Zeiss). Les piles d’images capturées dans un axe Z ont ensuite été 

combinées avec le logiciel Zen Black (Zeiss) pour obtenir une image unique et résolutive. 

 

3.1.7. PCR quantitative 

 

Gene Forward Reverse 

ACOT1 ATCTGGAGTACTTTGAAGAAGCTGT CCAACTCCTGGACCTTTTACCTCA 

ADAMTS15 AACAAGCACAGGGTGGATGG TGCAGGATCGGTATTTCACCC 

CBLN2 ACCATCCAGGTCAGTTTAATGC AACACCAAGAAGCCCGAGAA 

CDH3 CAGCTACCGCATCCTGAGAG GTGGGAGGGCTTCCATTGTC 

CDH6 CCCGATTCCCCCAGAGTACAT CGTCGCTGGCTTTGATTCTG 

CELSR2 ATGTGTGTGACCTGAACCCG GGCTGGTCAATCCTGGTCTC 

CHI3L1 AAGAACAGGAACCCCAACCTG TGCTGTTTGTCTCTCCGTCC 

CNTNAP2 ACCCCAGATGGAAGCCCTTA GATCTGTGCAGTTGCGTTCG 

COL21A1 CCTGGAACACCGGGATCTAA TGCTCCTGGTTCTCCCTTGA 

COL6A3 TGCGGGAAGCAGGATAACAG CATCATCCCCAGACCTGTCG 

COL8A1 CCTGGGTCAGCAAGTACCTC TGGTATTTCTTTGCCTTTCTTGGG 

CXCR4 TGGTCTATGTTGGCGTCTGG GTCATTGGGGTAGAAGCGGT 

DAB2 GACCAGATGGATTTGTTTGGGG GAACAGGAGGTGATGCCGTT 

HTRA1 TGTCACTCACGTCCAGCAAA GACATCATTGGCGGAGACCA 

ITGA10 GGGGGAGCAGATTGGTTCAT GTTCCTTGGAGGGTCAGCAA 

ITGA11 AATAAGTGGCTGGTCGTGGG GTGACCCTTCCCAGGTTGAG 

KIAA1199 ACTCAGGGCTGTTGTTCCTG TCGGTGAACTTGGGGTAAGC 

MYOD GGGGCTAGGTTCAGCTTTCT CTACATTTGGGACCGGAGTG 

MYOG TAAGGTGTGTAAGAGGAAGTCG CCACAGACACATCTTCCACTGT 

NEURL1B GTGAGTCCGTCCAGTTGAGG GGGACTCGGATAAGACAGCG 

NPTX2 TTGGACAAGAGCAGGACACC GAGCAGTTGGCGATGTTGAC 

OCT4 CTTGCTGCAGAAGTGGGTGGAGGAA CTGCAGTGTGGGTTTCGGGCA 

OLFM2 TGGAGCAGTACAAGGCAGAC ATACCCGTAGGCACCCATCT 

PELI2 CGGATATGTTTCAGGTGGGC CTGTGTGATCTGGGCTTCGT 

TM4SF1 GCAAACGATGTGCGATGCT GGCCGAGGGAATCAAGACAT 

 

Tableau 6. Liste des amorces humaines utilisées pour la PCR quantitative. 

 

Les ARNm des hiPSC, skMb et skMt ont été isolés à l'aide du kit d'extraction RNeasy Mini 

(Qiagen) conformément aux instructions du fabricant, puis leur concentration et leur qualité 

ont été vérifiées à l'aide d’un NanoDrop. Un total de 500 ng d'ARN a ensuite été utilisé pour la 

transcription inverse en utilisant le kit SuperScript III (Invitrogen). La PCR quantitative a été 

réalisée à l'aide du système QuantStudio 12 K Flex (Applied biosystem) et du Luminaris Probe 

qPCR Master Mix (Thermo Scientific) ou du TaqMan gene expression Master Mix (Roche). La 

quantification de l'expression génétique a été basée sur la méthode du DeltaCt et normalisée 
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par rapport à l'expression du 18S (Assay HS_099999). Les séquences des amorces qui ont été 

conçues sont énumérées dans le tableau 6. Les séquences des autres gènes sont disponibles 

dans le commerce (Applied biosystem, Waltham, MA, USA) : DYSF (Hs01002513) et TTN 

(Hs00399225). 

 

3.1.8. Extraction protéique et western blot 

 

Les lysats de skMt dérivés de hiPSC ont été collectés après 24 jours de différenciation. Les 

protéines ont été extraites avec le tampon de lyse RIPA (Thermo Scientific), complété par un 

cocktail d’inhibiteurs de protéases (Roche) et de nucléases (Millipore). Après une centrifugation 

de 15 minutes à 10 000g et +4°C, la concentration en protéines du surnageant a été mesurée 

à l'aide d’un kit commercial de dosage BCA (Thermo Scientific) et évaluée à l'aide d'un lecteur 

de microplaques CLARIOstar® (BMG Labtech). Les protéines ont ensuite été séparées sur un 

gel Criterion™ XT (4–15% tris-glycine, Biorad) puis transférées sur une membrane de PVDF 

grâce au système Trans-Blot Turbo Transfert (Biorad), conformément aux instructions du 

fabricant. La membrane a été bloquée dans un tampon de blocage commercial (Odyssey, LiCor) 

pendant 1 heure à température ambiante avant d’être incubée pendant la nuit à +4°C avec les 

anticorps primaires dilués dans le tampon de blocage. Trois lavages ont été effectués pendant 

10 minutes à température ambiante avec du TBS + 0,1% de Tween20 et les membranes ont 

été incubées avec les anticorps secondaires appropriés dilués dans le tampon de blocage. 

Enfin, trois lavages avec du TBS + 0,1% de Tween20 ont été réalisés avant la révélation des 

membranes grâce au système d’imagerie fluorescente (Odyssey, LiCor). Les anticorps primaires 

utilisés sont les suivants : Mouse anti-dysferline (abcam,1 :200), Rabbit anti-dab2 (abcam, 

1:200), Mouse anti-GAPDH (ThermoFisher, 1:1000). Les anticorps secondaires utilisés sont les 

suivants : Donkey anti-mouse IRDye-680 (LiCor, 1:5000) et Donkey anti-rabbit IRDye-800 

(LiCor, 1:5000). 

 

3.1.9. Test de réparation des membranes après lésion au laser 

 

La capacité de réparation de la membrane plasmique des skMt dérivés de hiPSC a été 

évaluée par la cinétique d’absorption intracellulaire du colorant lipophile fluorescent FM4-64, 

normalement imperméable à la membrane, après blessure du sarcolemme par laser. Pour cela, 

les lésions membranaires ont été induites dans une solution de tyrode avec 2 mM de calcium 

à l’aide d’un système confocal à balayage laser multiphotonique (Olympus FV1000, 63X) et en 

présence de 2.5µM de FM4-64 (Life Technologies). Une zone circulaire a été sélectionnée le 

long du bord de la membrane des skMt et irradiée à une puissance laser de 20% pendant 5 

secondes. Des images pré- et post- lésion ont été capturées toutes les 3 secondes, pendant 57 

secondes. L'étendue des dommages membranaires a été analysée à l'aide du logiciel ImageJ, 

en mesurant l'intensité de fluorescence englobant le site des dommages. Pour éviter tout 

risque de biais, toutes les expériences ont été réalisées en aveugle. Ces expériences ont été 

réalisées par notre collaborateur, le Dr Weisleder (Ohio state university, USA). 

 



  Résultats : Partie 2 

170 

 

3.1.10. Analyse des gouttelettes lipidiques 

 

L’accumulation de gouttelettes lipidiques dans les skMt dérivés de hiPSC a été observée 

avec une sonde fluorescente, le LipidSpot (Biotum), après supplémentation ou non du milieu 

de culture en acides gras. Pour cela, les skMb ont était décongelés en SKM02 jusqu’à 

confluence puis induits en différenciation terminale en remplaçant le milieu par du SKM03. Au 

troisième jour de maturation, le milieu SKM03 a été supplémenté par une combinaison d’acides 

oléiques et linoléiques à 5µM ou 50µM final. Les cellules contrôles non traitées sont restées 

incubées dans du SKM03 classique. Les skMt ont été fixés au cinquième jour de maturation 

avec du paraformaldéhyde 4% pendant 10 minutes à température ambiante. Après 3 lavages 

PBS, les cellules ont été perméabilisées avec du Triton X-100 à 0,5% pendant 5 minutes puis 

saturées avec du PBS supplémenté par 1% de BSA (Sigma) pendant 1 heure à température 

ambiante. Les cellules ont été incubées sur la nuit à +4°C avec un anticorps primaire α-actinine 

(ThermoFisher, 1:1000). Après 3 lavages PBS, les cellules ont été incubées pendant 1 heure à 

température ambiante et dans l'obscurité avec du Hoechst 33342 (Invitrogen, 5µg/ml) et du 

LipidSpot (Biotium, 1:1000). Après les étapes de lavage, les lamelles ont été montées dans une 

solution de fluoromount (ThermoScientific). Les images ont été acquises à l'aide d'un 

microscope confocal LSM 800 (Zeiss) avec un objectif haute résolution 63X et le module stack. 

Les piles d’images capturées dans un axe Z ont ensuite été combinées avec le logiciel Zen Black 

(Zeiss) pour obtenir une image unique et résolutive. 

Les gouttelettes lipidiques ont également pu être observées dans les skMt dérivés de hiPSC 

par la technologie d’holotomographie proposée par la société NanoLive. Cette technologie 

permet de faire de l’imagerie cellulaire sur cellules vivantes, sans marquage et avec une 

résolution confocale équivalente à un objectif 63X. Pour cela, les skMb ont était décongelés en 

SKM02 jusqu’à confluence puis induits en différenciation terminale pendant 5 jours en 

remplaçant le milieu par du SKM03. Les cellules ont ensuite été imagées avec le 3D Cell Explorer 

(Nanolive) toutes les 10 secondes pendant 3 minutes dans une atmosphère contrôlée à 37°C 

et 5% de CO2. Une image représentative du film est présentée dans les résultats. Les 

gouttelettes lipidiques sont observables sans marqueur fluorescent grâce à leur signal d’indice 

de réfraction élevé et unique. 

 

4.2. Etudes in vivo 

3.2.1. Modèles animaux 

 

La souche de souris pathologique Bla/J (B6.A-Dysfprmd/GeneJ) qui contient un 

rétrotransposon ETn (5-6kb) dans l'intron 4 du gène de la dysferline, a été obtenue par notre 

collaboratrice le Dr Isabelle Richard (Généthon, France). Les souris contrôles C57BL6/J, du 

même fond génétique, proviennent des laboratoires Charles River (USA). Tous les animaux ont 

été élevés dans des conditions EOPS (exempt d'organisme pathogène spécifique) avec accès à 

volonté à la nourriture et à l’eau. Toutes les procédures sur animaux ont été réalisées par 

l’équipe du Dr Richard, soit au Généthon, soit au Centre pour l'Exploration et la Recherche 

Fonctionnelle Expérimentale (CERFE, Génopole), conformément aux directives européennes 
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pour le soin et l'utilisation humaine des animaux de laboratoire (2010/63/UE). Les protocoles 

ont été approuvés par le comité d'éthique de Généthon sous les numéros CE11-013, A-013-

CE11 et C2AE-51, ainsi que par le Ministère de l’Enseignement Supérieur, de la Recherche et 

de l’Innovation, sous le numéro APAFIS#19736. 

 

3.2.2. Etudes in vivo et administration de vecteurs 

 

Les études in vivo ont été réalisées sur des souris Bla/J mâles et les mâles contrôles C57Bl6/J 

associés. Pour les études visant à restaurer l’expression de la dysferline par thérapie génique, 

des souris BLA/J âgées de 1 mois ont été traitées, soit avec un mélange équimolaire des 

vecteurs AAV8_C5.12_HR5-hDysf et AAV8_HR3-DysfpA.SV40 dans du sérum physiologique à 

raison de 1.10e14 vg/kg (génome viral par kilogramme d’animaux), soit uniquement avec du 

sérum physiologique pour les animaux contrôles, par une injection unique au niveau de la veine 

caudale par voie intraveineuse. Les souris ont été sacrifiées 1 mois ou 5 mois après l’injection. 

 

3.2.3. Sacrifice  

 

Les souris ont été sacrifiées par élongation cervicale et les muscles d’intérêt (Tibial Antérieur 

(TA), Psoas (PSO), Glutéal (GLU), Triceps (TRI) et le Diaphragme (DIA)) ont été prélevés. Les 

muscles issus du côté gauche de la souris ont été congelés pour les analyses histologiques 

dans de l’isopentane refroidi dans de l’azote liquide après avoir été montés en transversal sur 

un bouchon de liège par de la gomme Tracaganth (Sigma) à 6%. Les muscles droits ont été 

congelés directement dans l’azote liquide dans des tubes Eppendorf de 1.5ml. Tous les 

échantillons sont conservés à -80°C.  

 

3.2.4. Caractérisation histologique des lignées murines 

 

Dans le but d’observer les caractéristiques dystrophiques des muscles déficients en 

dysferline, des analyses histologiques ont été réalisées. Des coupes transversales de 8 μm 

d’épaisseur ont été réalisées au cryostat (Leica) à partir des muscles et organes congelés en 

isopentane refroidi. Les lames sur lesquelles reposent les coupes ont été conservées à -80°C 

en attendant une coloration de type Hématoxyline-Phloxine-Safran ou un marquage 

immunohistofluorescent. Les coupes et colorations ont été réalisées par la plateforme 

d’Histologie de Généthon. 

La coloration histopathologique à l’Hématoxyline-Phloxine-Safran (HPS) permet de mettre en 

évidence les différentes structures tissulaires et cellulaires. La solution d'hématoxyline est un 

colorant basique qui contient de l’hématéine et des sels d’aluminium ou de fer. Elle colore les 

acides nucléiques en bleu (chromatine – bleu pourpre et nucléoles – violacés). La phloxine est 

un colorant acide qui colore les structures éosinophiles (cytoplasme – rose, érythrocytes – 

rouge). Le safran, quant à lui, colore les fibres conjonctives (collagène) en jaune-orangé. En ce 

qui concerne la procédure, les lames sont sorties du congélateur, séchées sous la hotte 10 

minutes puis incubées 5 minutes dans un bain d’hématoxyline de Harris (Sigma, réf. HHS32-
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1L). Les coupes sont rincées à l’eau pendant 2 minutes puis à l’alcool chlorhydrique à 0,2 % 

(v/v) pendant 10 secondes et à nouveau avec de l’eau pendant une minute. Les coupes sont 

ensuite plongées dans un bain en eau de Scott (0,5 g/L de bicarbonate de sodium et 20 g/L de 

sulfate de magnésium) pendant 1 minute avant d’être rincées à l’eau pendant 1 minute. La 

coloration continue avec un bain de phloxine à 1 % (m/v) (Sigma, réf. 1159260025) pendant 30 

secondes. Les coupes sont rincées à l’eau pendant 1 minute 30, déshydratées à l’éthanol à 70 % 

pendant une minute puis à l’éthanol absolu pendant 30 secondes. Enfin, la coloration se 

termine par un bain au safran à 1 % (v/v en éthanol absolu) pendant 3 minutes, suivi d’un 

rinçage en éthanol absolu. Les coupes sont éclaircies en bain de xylène pendant 2 minutes et 

montées avec lamelle en milieu Eukitt (Labonord, réf. 05347505). Les lames sont laissées à 

sécher au minimum 24 heures puis scannées à l’aide de l’AxioScan (Zeiss). Les lames sont 

conservées à température ambiante.  

 

3.2.5. PCR quantitative 

 

L’ARN a été extrait par la méthode du NucleoZOL. Tout d’abord, les tissus musculaires 

congelés dans l’azote ont été coupés en trois afin qu’un bout soit lysé dans du réactif 

NucleoZOL (Macherey-Nagel) et homogénéisé mécaniquement via le FastPrep-24 (MP 

Biomedicals). Le lysat obtenu a été complété avec de l’eau, incubé 10 minutes à température 

ambiante et centrifugé 15 minutes à 12 000g à température ambiante afin de précipiter les 

contaminants. Le surnageant a été récupéré, incubé 10 minutes à température ambiante avec 

de l’isopropanol et centrifugé 10 minutes à 12 000g à température ambiante afin de précipiter 

l’ARN total. Le culot d’ARN a été lavé avec de l’éthanol 75% avant d’être centrifugé 3 minutes 

à 8 000 g à température ambiante. Le surnageant a été éliminé et le culot a été séché à l’air 

libre pendant 15 minutes. Enfin, le culot d’ARN a été resuspendu avec de l’eau sans RNases 

puis dosé au Nanodrop. 

Un total de 500 ng d'ARN a ensuite été utilisé pour la transcription inverse en utilisant le kit 

SuperScript III (Invitrogen). La PCR quantitative a été réalisée à l'aide du système QuantStudio 

12 K Flex (Applied biosystem) et du Luminaris Probe qPCR Master Mix (Thermo Scientific). La 

quantification de l'expression génétique a été basée sur la méthode du DeltaCt et normalisée 

par rapport à l'expression du gène de référence murin Po. Les séquences des amorces qui ont 

été conçues sont énumérées dans le tableau 7. 

 

Gene Forward Reverse 

Po CTCCAAGCAGATGCAGCAGA ATAGCCTTGCGCATCATGGT 

DYSF GGTGTTCGAGAACCAGACCC GCTGTACTCCCAGCCTTGTT 

DAB2 GACATGTCTACACCTCCTGACCT AGGATGCCTGAGGCTTTGGTCG 

 

Tableau 7. Liste des amorces murines utilisées pour la PCR quantitative. 
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PARTIE 3 : Mise en place d’un modèle pharmacologique de la LGMD R2 afin 

d’identifier des molécules capables d’empêcher la dégradation des formes mal 

conformées mais fonctionnelles de la dysferline. 

 

Article 2 

 

Identification of Saracatinib and Bazedoxifene for the treatment of LGMD R2: An in 

vitro pharmacological approach to rescue misfolded dysferlin degradation. 

 

Celine Bruge123, Emilie Pellier123, Johana Tournois123, Jerome Polentes123, Nathalie Bourg4, Manon Benabides123, 

Noella Grossi123, Lucile Hoch123, Anne Bigot5, Isabelle Richard4 and Xavier Nissan123 

 
1 CECS, I-Stem, 91100 Corbeil-Essonnes, France 
2 INSERM U861, I-Stem, 91100 Corbeil-Essonnes, France 
3 UEVE U861, I-Stem, 91100 Corbeil-Essonnes, France 
4 INTEGRARE, Genethon, Inserm, Université Evry, Université Paris-Saclay, 91002 Evry, France 
5 Centre de Recherche en Myologie, Institut de Myologie, Inserm, Sorbonne Université, 75013 Paris, France 

 

1. Contexte 

 

Un tiers des défauts génétiques à l’origine des dysferlinopathies sont des mutations faux-

sens (Cacciottolo et al., 2011; Izumi et al., 2020; Jin et al., 2016), entraînant la production de 

protéines mal conformées et agrégées, reconnues par le contrôle qualité du réticulum 

endoplasmique, puis dégradées par la voie de dégradation des protéines associées au 

réticulum endoplasmique (ERAD) par l'intermédiaire du système ubiquitine-protéasome (Fujita 

et al., 2007). Bien qu'aucun traitement ne soit actuellement disponible pour les 

dysferlinopathies, une stratégie de choix pour corriger un maximum des traits cliniques de la 

pathologie est de restaurer l’expression de la dysferline. Dans ce sens, la recherche orientée 

vers le repliement/la maturation des protéines faux-sens ou ciblant les voies de dégradation 

des protéines avec des petites molécules, afin de relocaliser les protéines mutées à la 

membrane et restaurer leurs fonctions, ouvre une voie thérapeutique pour les 

dysferlinopathies. Des preuves à l'appui de cette stratégie de sauvetage des mutations faux-

sens ont été récemment décrites par notre groupe, au cours de deux études sur la LGMD R3 

auxquelles j’ai participé pendant ma thèse (Annexes 1 et 2). Dans la première (Hoch et al., 2019), 

notre groupe a développé un modèle pharmacologique de la LGMD R3 afin d’identifier des 

molécules capables d’empêcher la dégradation de la protéine mutante faux-sens α-

sarcoglycane (R77C). Nous avons rapporté que parmi les 2000 médicaments repositionnables 

testés, un seul, le thiostrepton, était capable de restaurer la localisation membranaire de l’α-

sarcoglycane mal conformée via une inhibition directe du protéasome. Dans la seconde étude 

(Hoch et al., 2022), la même protéine mutante α-sarcoglycane (R77C) a pu être relocalisée vers 

la membrane plasmique par l’association de deux molécules, le givinostat et le bortezomib, en 

perturbant les systèmes de dégradation du protéasome et de l’autophagie. Dans ce contexte, 

un des objectifs de ma thèse a consisté à mettre en place un modèle pharmacologique de la 
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LGMD R2 afin d’identifier des médicaments capables d’empêcher la dégradation des formes 

mal conformées mais fonctionnelles de la dysferline. 

Parmi le large panel des mutations faux-sens pathogéniques de DYSF, je me suis intéressée au 

variant L1341P (c.4022T>C) qui est l’un des plus décrit dans la littérature. Identifié il y a 15 ans 

(Wenzel et al., 2006), ce mutant entraîne l’agrégation intracellulaire de la dysferline dans les 

fibres musculaires dystrophiques de patients LGMD R2. Bien que mal conformée, une étude a 

démontré que cette forme mutante de la dysferline conservait au moins une partie de sa 

fonctionnalité, dont sa capacité de réparation membranaire, si elle était relocalisée à la 

membrane (Schoewel et al., 2012). Plus récemment, sur la base de l'hypothèse selon laquelle 

le sauvetage des formes mutantes de la dysferline pourrait constituer une option thérapeutique 

intéressante, une autre étude a évalué l’efficacité d‘une dizaine de composés à empêcher la 

dégradation de la dysferline mal conformée à l’aide d'un test de cytométrie en flux qui quantifie 

la localisation de la protéine à la membrane plasmique (Tominaga et al., 2022). Dans cette 

étude, les auteurs ont mis en évidence l'effet positif du correcteur CFTR (cystic fibrosis 

transmembrane conductance regulator) corr-2b et du chaperon chimique 4-PBA sur la 

relocalisation membranaire des mutants DYSFW992R, DYSFE1335G, DYSFL1341P, et DYSFF1867L et, plus 

particulièrement, le bénéfice fonctionnel du traitement avec le 4-PBA dans la restauration des 

capacités de réparation membranaire des myotubes exprimant la dysferline L1341P. Ainsi, en 

me référant à ces études démontrant la fonctionnalité du variant mal conformé L1341P de la 

dysferline, l’objectif de mon programme été de développer un test in vitro à haut débit 

permettant de suivre l’effet de centaines de composés sur l’expression et la localisation de la 

dysferline mutante L1341P à la membrane plasmique. 

 

2. Résultats 

2.1. Développement et optimisation d’un essai de criblage à haut contenu 

 

La première étape de cette étude consistait à développer un test in vitro à haut débit 

permettant de quantifier la localisation de la dysferline L1341P à la membrane plasmique. Pour 

cela, nous avons tiré parti du modèle cellulaire de myoblastes immortalisés DYSFL1341P qui 

récapitule l'agrégation de la dysferline dans le réticulum endoplasmique et le phénotype 

pathologique de défaut de PMR (Philippi et al., 2012). Tout d’abord, plusieurs tests 

d’immunomarquage ont été développés en plaque 384 puits à l’aide de plateformes 

automatisées pour tenter d’évaluer la localisation au sarcolemme de la dysferline mutante et 

normale. La partie extracellulaire de la dysferline étant trop petite (<20 acides aminés) pour 

être ciblée par un anticorps primaire, seuls les domaines intracellulaires de la protéine peuvent 

être marqués en conditions perméabilisées, nous empêchant alors de certifier une localisation 

membranaire de la dysferline par cette technique. Les immunomarquages ont donc été 

optimisés en utilisant des colorants fluorogènes spécifiques de la membrane plasmique 

(MemBrite, membrane cell stain, mCling, Wheat Germ Agglutinin) permettant d’envisager de 

mesurer un pourcentage de colocalisation avec la dysferline. Cependant, ces sondes n’étant 

pas résistantes aux procédures d’immunofluorescence telles que la fixation ou la 

perméabilisation, les tests se sont révélés infructueux. Finalement, l’essai a été basé sur la 
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quantification de l’expression de la dysferline mutante dans les myoblastes immortalisés 

L1341P en utilisant la plateforme d'imagerie automatisée CellInsight CX7 HCS. Le test repose 

sur (1) la détection des agrégats de dysferline par immunofluorescence et (2) la quantification 

du nombre de cellules exprimant strictement plus d’un agrégat (Figure S1A et Figure 1A et 1B).  

Dans le but de valider ce modèle pharmacologique et d’identifier un contrôle positif pour le 

criblage de molécules, la capacité d’une quinzaine de composés à augmenter l’expression du 

variant L1341P a ensuite été évaluée (Figure S1B, S1C et S1D). En se référant à des données 

précédentes démontrant que l’expression de mutants mal conformés de la dysferline pouvait 

être modulée par des inhibiteurs des voies de dégradation des protéines (Azakir et al., 

2012)(rétracté) (Fujita et al., 2007), l’efficacité d’inhibiteurs du protéasome, d’inhibiteurs de 

l’ERAD et de régulateurs de l’autophagie a été mesurée, montrant une augmentation 

significative et dose dépendante du nombre de cellules positives à la dysferline après un 

traitement avec la bafilomycine (Figure 1D). Enfin, les différentes étapes de ce test ont été 

améliorées pour aboutir à l’obtention d’un Z’ facteur (valeur statistique gageant de la fiabilité 

du test) supérieur à 0,5 permettant de passer à l’étape du criblage. 

 

2.2. Identification de candidats médicaments empêchant la dégradation la 

dysferline L1341P mal repliée  

 

Par la suite, une campagne de criblage de 2239 médicaments repositionnables, répartis dans 

deux librairies différentes, a été réalisée (Figure 2A et 2B). La Prestwick Chemical library 

regroupe une collection de 1280 petites molécules dont 95% sont approuvées pour des 

applications cliniques par la FDA ou l’EMA. Cette librairie présente l’avantage de contenir des 

molécules peu toxiques chez l’homme, recouvrant une grande diversité pharmacologique. La 

Selleckchem library est une librairie de 959 composés bioactifs dont la plupart sont des 

médicaments approuvés par la FDA. L’analyse de ce criblage nous a permis d’identifier 13 

molécules efficaces (Figure 2C et 2D). Parmi celles-ci, 9 ont montré une efficacité croissante en 

fonction de la dose testée, sans toxicité apparente aux doses efficaces (Figure 3C). 

 

2.3. Caractérisation de l’effet des candidats médicaments sur l’expression et la 

localisation de la dysferline 

 

Dans la suite de notre étude, nous avons caractérisé l’effet des 9 candidats médicaments 

sur l’expression et la localisation de la forme mutante L1341P de la dysferline. 

Dans un premier temps, nous avons évalué le niveau d’expression du gène DYSF afin de 

déterminer si l’augmentation de la dysferline était la conséquence du sauvetage de la protéine 

ou d’une activité transcriptionnelle accrue. Ainsi, l’analyse par PCR quantitative du profil 

d’expression des myoblastes L1341P traités 24 heures avec la dose maximale efficace de 

chacun des 9 composés montre une dérégulation transcriptionnelle significative du gène DYSF 

avec 5 candidats médicaments (diminution d’un facteur 2 ou augmentation d’un facteur 1.5 au 

maximum) (Figure S3). 

Dans un second temps, nous avons confirmé la pertinence des composés identifiés à relocaliser 
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la dysferline mutante L1341P en dehors du réticulum endoplasmique. En effet, les 

immunomarquages révèlent que le traitement des myoblastes DYSFL1341P avec les 9 molécules 

entraîne une augmentation de l'expression de la dysferline mutante et une absence de 

marquage dans le réticulum endoplasmique, soulignant un effet positif des molécules 

identifiées sur l’agrégation de la dysferline. 

 

2.4. Caractérisation fonctionnelle des candidats médicaments avec un test 

secondaire 

 

Enfin, la dernière partie de cette étude consistait à évaluer le potentiel thérapeutique des 9 

candidats médicaments. Pour cela, nous avons mesuré la capacité des cellules à réparer leur 

membrane plasmique après un stress en développant un test secondaire basé sur la résistance 

des myoblastes immortalisés à un choc osmotique. Ce test consiste à placer les cellules dans 

une solution hypotonique composée de 75% PBS/25% H2O puis à surveiller l’intégrité de la 

membrane plasmique en mesurant, dans le temps, le taux de mortalité des cellules grâce à un 

colorant des caspases 3/7 (apoptose).  

Dans un premier temps, nous avons validé la pertinence du test secondaire en démontrant le 

lien entre l’expression de la dysferline et son rôle protecteur de la membrane plasmique contre 

le stress mécanique induit par un choc osmotique. En effet, un choc osmotique réalisé sur des 

myoblastes contrôles entraîne 50% de mortalité en 12 heures alors que ce taux est augmenté 

à 100% lorsque ces mêmes cellules sont déplétées en dysferline à l’aide d’un siRNA (Figure S4).  

Dans un second temps, nous avons utilisé le test secondaire afin d’évaluer la fonctionnalité des 

candidats médicaments. Parmi les 9 molécules identifiées, seuls le saracatinib et le 

bazédoxifène ont montré un intérêt thérapeutique en améliorant la résistance des myoblastes 

L1341P au choc osmotique (Figure 5A et 5B). Par ailleurs, nous démontrons dans cette étude 

que l’effet du saracatinib sur le choc osmotique n’est observé que dans les myoblastes 

exprimant la dysferline L1341P alors que celui du bazédoxifène a été mesuré dans toutes les 

lignées cellulaires testées, y compris des cellules saines. Ainsi, ces données suggèrent que l'effet 

du saracatinib sur la résistance cellulaire serait lié au sauvetage de la dysferline mutante L1341P 

alors que le mécanisme d’action du bazédoxifène serait différent et non lié à la dégradation du 

mutant L1341P. 

 

3. Conclusion 

 

Au cours de cette étude, nous avons développé un test à haut débit qui peut être utilisé 

pour identifier de petites molécules capables de sauver les formes mutantes de la dysferline 

de leur rétention dans le réticulum endoplasmique et de leur dégradation précoce. Grâce à 

cette plateforme, l’effet de 2239 médicaments repositionnables a été évalué sur l’expression et 

la localisation du mutant L1341P de la dysferline, aboutissant à l’identification du saracatinib 

et du bazédoxifène comme des médicaments candidats à explorer pour le traitement des 

patients LGMD R2 porteurs de la mutation DYSFL1341P. Au-delà de ce résultat, cette étude décrit 
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également une procédure réutilisable pour évaluer l'effet de milliers de médicaments 

repositionnables sur des troubles musculaires similaires causés par des mutations faux-sens 

dégradées par l’ERAD. 
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ABSTRACT 

Limb-girdle muscular dystrophies (LGMD) are a group of rare genetic disorders characterized 

by progressive proximal muscle weakness and wasting. Among them, LGMD R2 is caused by a 

recessive loss of dysferlin function, a transmembrane protein that plays a key role in plasma 

membrane repair in skeletal muscles. Over the years, more than a thousand mutations in the 

DYSF gene have been described in patients with LGMD R2. One third of these mutations are 

missense mutations, leading to dysferlin misfolding, aggregation within the endoplasmic 

reticulum or subsequent degradation by the endoplasmic reticulum-associated protein 

degradation machinery (ERAD). We report here on the development of an in vitro high-

throughput assay using immortalized myoblasts that allows monitoring of the expression and 

reallocation of an aggregated mutant form of dysferlin (DYSFL1341P). Using this assay, we 

screened a library of 2239 clinically approved drugs and bioactive compounds, and identified 

two autophagy inducers, saracatinib and bazedoxifene, as potential drugs to repurpose for 

LGMD R2 patients carrying the DYSFL1341P mutation. Functional characterization of these drugs 

with an osmotic shock assay revealed that saracatinib and bazedoxifene had a protective effect 

on the plasma membrane. While saracatinib restores functionality in membrane resealing 

through a specific rescue of L1341P dysferlin from degradation, the effect of bazedoxifene was 

unrelated. Beyond the identification of a new therapeutic option for LGMD R2 patients, our 

results shed light on a reusable procedure to evaluate the effect of thousands of repurposable 

drugs on similar muscular disorders caused by missense mutations that are degraded by ERAD.  

 

 

mailto:xnissan@istem.fr
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INTRODUCTION 

Limb-girdle muscular dystrophies (LGMD) refer to a genetically heterogeneous group of 

autosomal inherited muscular dystrophies, characterized by progressive muscle weakness and 

wasting of the shoulder or pelvic girdles (Walton and Nattrass, 1954). Among these, 

dysferlinopathies are a subgroup caused by mutations in the dysferlin gene (DYSF) (Bashir et 

al., 1998; Liu et al., 1998) and are mainly defined by the two most frequently encountered clinical 

phenotypes (Nguyen et al., 2007): distal Miyoshi myopathy type 1 (MM) and proximal LGMD R2 

(previously named 2B). Dysferlinopathies are characterized by phenotypic heterogeneity with 

a high degree of variability in disease onset, from adolescence to early adulthood, in disease 

severity, from asymptomatic mutation to severe functional disability, and in rate of progression, 

from a slight decline in ambulatory function to the loss of ambulation 10 to 20 years after onset 

(LoMauro et al., 2021). The protein encoded by the DYSF gene, dysferlin, is a type-II 

transmembrane protein mainly expressed in the sarcolemma of striated skeletal muscles 

(Anderson et al., 1999). Dysferlin belongs to the ferlin family and contains a large intracellular 

domain composed of seven calcium-binding C2-domains, a carboxy-terminal transmembrane 

region and a very short extracellular domain. While the clinical features of dysferlinopathies are 

well described, the molecular mechanisms related to these diseases are still not fully 

characterized. Over recent years, studies on dysferlin have mostly focused on its role in 

membrane repair of injured sarcolemma in skeletal muscle fibers; a critical calcium-dependent 

machinery for maintaining muscle integrity and function (Blazek et al., 2015). Ultrastructural 

analysis of dysferlinopathy muscle fibers showed disruption of the plasma membrane and its 

replacement by layers of small vesicles (Cenacchi et al., 2005; Selcen et al., 2001). Loss of 

membrane integrity and accumulation of subsarcolemmal vesicles were also observed in 

muscle fibers from dysferlin-deficient mice (Bansal et al., 2003). Other suggested functions of 

dysferlin, that could contribute toward the pathophysiology of dysferlinopathies, include 

vesicular trafficking (Bansal et al., 2003; Lek et al., 2012), monocyte adhesion (de Morrée et al., 

2013), inflammation (Han, 2011; McNally et al., 2000) and calcium homeostasis (Cea et al., 2016; 

Kerr et al., 2014). Recent evidence indicates that dysferlin may also contribute toward the 

regulation of the T-tubule system (Demonbreun et al., 2014; Kerr et al., 2013; Klinge et al., 2010, 

2007), lipid metabolism and fat deposition (Grounds et al., 2014; Haynes et al., 2019). While several 

therapeutic strategies using gene therapy or exon skipping have been investigated (Barthélémy 

et al., 2018; Lee et al., 2018; Lostal et al., 2010; Potter et al., 2018; Pryadkina et al., 2015; Verwey et 

al., 2020), there is currently no treatment for LGMD R2. Recent studies highlight the potential 

of targeting pathological phenotypes, as revealed through the use of galectin-1 (Gal-1, a 

soluble carbohydrate-binding protein), to increase the membrane repair capacity and 

myogenic potential of dysferlin-deficient muscle cells and muscle fibers (Vallecillo-Zúniga et al., 

2020). Identification of new phenotypes is consequently the key to identifying new 

pharmacological strategies. A first step was recently reported based on the observation of signs 

of oxidative stress in skeletal muscle in patients with dysferlinopathy, leading the authors to 

evaluate the effect of 10-weeks dietary supplementation with the antioxidant agent N-

acetylcysteine in dysferlin-deficient mice (García-Campos et al., 2020). 

Analyses of large cohorts of patients have revealed that more than 1000 mutations in the DYSF 
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gene can lead to dysferlinopathies (Leiden Open Variation UMD-DYSF)(Krahn et al., 2009), 

without any apparent mutational hotspots. At least a third of these mutations are missense 

mutations (Cacciottolo et al., 2011; Jin et al., 2016; Schoewel et al., 2012, 2012), leading to the 

production of misfolded proteins, aggregation in the endoplasmic reticulum (ER) and 

subsequent degradation by the ER-associated protein degradation machinery (ERAD). 

Although no treatment is currently available for LGMD R2, research directed towards missense 

protein refolding, or targeting cellular quality control to inhibit premature degradation of 

proteins in the ER with small molecules, opens up a therapeutic avenue for LGMD R2. Evidence 

in support of this strategy to rescue missense mutations that cause LGMD has recently been 

described by our group for LGMD R3, as revealed by the positive impact of the combination 

of givinostat and bortezomib on α-sarcoglycan missense mutant protein reallocation to the 

plasma membrane (Hoch et al., 2022), by disrupting proteasomal and autophagic degradation 

systems. Among the large panel of missense DYSF mutations that cause LGMD R2, we focused 

here on exploring the DYSFL1341P mutant, in particular. This mutant was identified 15 years ago 

(Wenzel et al., 2006) and initially shown to cause patchy sarcolemmal immunostaining and 

intracellular aggregates of dysferlin in the muscle fibers of patients. In 2007 , Fujita et al. 

reported that aggregates of this dysferlin mutant on the ER membrane stimulated 

autophagosome formation via the activation of ER stress-eIF2α phosphorylation (Fujita et al., 

2007). These results subsequently led to the investigation of pharmacological compounds that 

modulate autophagy, on one hand showing that the autophagy inducer rapamycin inhibited 

the accumulation of the DYSFL1341P mutant, reducing its aggregation from 38% to 18%. On the 

other hand, the autophagy inhibitor 3-methyladenine (3-MA) was shown to increase 

accumulation from 36% to 44%. While misfolded, Simone Spuler later reported in 2012 that 

relocating this mutant form of dysferlin in the membrane with peptides could restore part of 

its functionality, including the defective membrane repair capacities of muscular cells (Schoewel 

et al., 2012). More recently, based on the hypothesis that rescuing mutant forms of dysferlin 

could be a valuable therapeutic option, another study evaluated a selection of compounds 

using a 96-well plate cell-based flow cytometry assay that quantifies dysferlin localization in 

the plasma membrane (Tominaga et al., 2022). In this study, the authors highlighted the positive 

effect of the CFTR corrector corr-2b and the chemical chaperone 4-PBA in rescuing DYSFW992R, 

DYSFE1335G, DYSFL1341P, and DYSFF1867L mutant localization in the plasma membrane and, more 

particularly, the functional benefit of 4-PBA treatment in restoring the membrane repair 

capacities of myotubes expressing the L1341P dysferlin. 

We report here on the development of a high-throughput assay to identify any drugs capable 

of reallocating the aggregated DYSFL1341P mutant form of dysferlin, by hypothesizing that this 

treatment might secondarily improve membrane repair function in patients' cells. Taking 

advantage of the DYSFL1341P immortalized myoblast cellular model, recapitulating aggregation 

of dysferlin in ER and the pathological phenotype of disrupted membrane repair (Philippi et al., 

2012), we screened a library of 2239 drug candidates comprising off-patent small molecules, 

of which 95% are approved drugs, and bioactive compounds. Following primary screening and 

secondary assays, our results describe the discovery of the positive impact of two compounds, 

saracatinib and bazedoxifene, on reallocating misfolded L1341P dysferlin outside the ER and 
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improving myotubes resistance to osmotic shock. 

 

RESULTS 

Development and optimization of the high-content screening assay. A 384-multiwell assay 

was developed on LGMD R2 immortalized myoblasts, to identify pharmacological compounds 

capable of rescuing L1341P dysferlin aggregation and reallocating the protein to the plasma 

membrane. The assay is based on the detection of dysferlin-positive cells by immunostaining 

and their quantification by high-content imaging, as described in Figure 1A. 

Immunofluorescence was performed using the desmin and dysferlin antibodies, 24 hours after 

treatment with either 0.1% DMSO as the negative control or the positive control. Images were 

acquired using the automated imaging CellInsight CX7 HCS platform and analyzed with the 

HCS Reader software. Masks of fluorescent signals were developed to delimit the nuclei 

(Hoechst), to segment the myoblasts (desmin) and to identify dysferlin aggregates (dysferlin) 

(Figures 1B and S1A). A co-localization algorithm was applied to quantify dysferlin-positive 

cells, i.e. the number of myoblasts containing more than one dysferlin aggregate in their 

cytoplasm, and a threshold on the level of dysferlin intensity was applied, such that less than 

10% of cells were dysferlin-positive after treatment with the negative control, 0.1% DMSO. The 

first step in the development of the screening procedure was to identify a positive control. To 

do so, the effect of proteasome inhibitors (Figure S1B), ERAD inhibitors (Figure S1C) and 

autophagy regulators (Figure S1D) was measured on DYSFL1341P myoblasts, showing a 

significant increase of up to 60% in the number of dysferlin-positive cells after 24 hours of 

treatment with bafilomycin and chloroquine. Dose-response experiments were performed 

using these two autophagy inhibitors, bafilomycin and chloroquine (Figures 1C and 1D), 

confirming a dose-dependent effect of these drugs on the number of L1341P dysferlin-positive 

myoblasts. The most efficient treatment was bafilomycin, inducing an increase in dysferlin-

positive cells with an EC50 of 20nM and reaching maximum efficacy without toxicity at 64nM 

(Figure 1C). Chloroquine was also a potent drug with an EC50 of 2µM, but exhibited more toxic 

side effects on DYSFL1341P myoblasts, with a decrease in viability of 20% at the maximum 

effective concentration of 20µM (Figure 1D). Quantification of dysferlin-positive cells in 

DYSFL1341P myoblasts treated with 0.1% DMSO or increasing concentrations of bafilomycin was 

used to assess the robustness of the assay through calculation of a Z’ factor. The concentrations 

of bafilomycin that were compatible with high-throughput screening were the two most 

effective doses of 64 and 160nM, leading to Z’ factors of 0.58 and 0.63, respectively (Figure 1E). 

 

Identification of drug candidates for rescuing misfolded L1341P dysferlin from 

degradation by high-throughput screening. A total of 2239 compounds were screened at 5 

μM for their capacity to rescue L1341P misfolded dysferlin from degradation in DYSFL1341P 

myoblasts. This library comprises 1280 FDA- and EMA-approved drugs from the Prestwick 

Chemical library and 959 FDA-approved drugs and bioactive compounds from the Selleckchem 

library. Quality of the screening assay was ensured by a statistically relevant difference between 

the negative 0.1% DMSO and positive 64nM bafilomycin controls (Figure 2A) that was 

measured for each of the 8 plates, giving a mean Z’ factor of 0.55 (Figure 2B). Compounds were 
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considered as potential candidates when their effect was superior to five standard deviations 

from the mean for all the tested compounds, without affecting cell viability by more than 50% 

(Figure 2C). This led to an initial list of 13 hits (Figure 2D), with the number of L1341P dysferlin-

positive myoblasts comprising between 24% and 53% for the least and most effective 

compound, respectively. Successive retest experiments were performed to validate the effect 

of these 13 candidates on the dysferlin read-out (Figure 3A). A first retest step was conducted 

in quadruplicate on DYSFL1341P myoblasts under the same screening conditions for each of the 

13 compounds, identifying PHA-665752 and SRT1720 as false positives with less than 24% of 

dysferlin-positive cells after 24 hours of treatment (Figure 3B). Moreover, detection of green-

stained myoblasts without the dysferlin primary antibody after 24h of treatment with obatoclax 

mesylate revealed fluorescence interference for this drug and thus excluded it from the list of 

primary compounds (Figure S2). Dose-response experiments were then carried out on the 

remaining 10 confirmed hits, with increasing concentrations from the nanomolar to micromolar 

range (Figure 3C). Of these, the drug quinacrine was discarded because of the absence of 

efficacy on the dysferlin-positive cell readout. The 9 remaining compounds were validated as 

hits of interest with EC50 comprised between 345nM to 3.9µM. Of these, GSK1070916, NVP-

BSK805, saracatinib and bazedoxifene induced an effect equal to or greater than 60% on 

dysferlin-positive cell numbers after 24 hours of treatment with their maximum effective dose, 

2µM or 5µM, and an associated toxicity of less than 20%. Crenolanib and SGI-1776 were the 

least effective compounds, with 24% and 30% dysferlin-positive cells, respectively, and a 

toxicity of 40% for crenolanib. 

 

Characterization of the effect of the nine validated hits on DYSFL1341P mutant expression 

and localization. To determine whether the effect of the nine validated compounds on the 

DYSFL1341P mutant protein is transcriptional or post-transcriptional in origin, the DYSF gene 

expression was evaluated on myoblasts after 24h of treatment with the maximum effective 

dose of the drugs, as determined previously by dose-response experiments (10µM: 

azithromycin; 5µM: bazedoxifene, crenolanib, GSK1070916, saracatinib; 2µM: BI2536, 

fedratinib, NVP-BSK805, SGI-1776) (Figure S3). No significant difference was observed 

following treatment with azithromycin, bazedoxifene, GSK1070916 and NVP-BSK805 in 

comparison to 0.1% DMSO. In contrast, DYSF gene expression was significantly reduced (0.5-

fold change) after treatment with BI2536 and crenolanib or increased (1.3 to 1.7-fold change) 

after treatment with fedratinib, saracatinib and SGI-1776, indicating a slight transcriptional 

deregulation in the DYSF gene after treatment. Dysferlin protein level and subcellular 

localization were then investigated by immunostaining and confocal analysis after treatment 

with the nine validated hits, at the same concentrations as those used for gene expression 

analysis (Figure 4). ER was labeled using the KDEL antibody to monitor the capacity of the drugs 

to relocate L1341P dysferlin outside this organelle. Immunostaining revealed that treatment of 

DYSFL1341P myoblasts with the nine validated drugs leads to an increase in dysferlin expression 

and an absence of staining in the endoplasmic reticulum.  
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Evaluation of the effect of the nine validated hits on impaired membrane repair. To 

explore the potential of compounds to improve the LGMD R2 pathological phenotype, we then 

measured the ability of cells to repair their plasma membrane following stress by performing 

a hypo-osmotic shock assay (Barthélémy et al., 2015; Kerr et al., 2013). First, an osmotic shock 

assay was developed by adding 75% PBS/25% H2O to healthy human myoblasts that had been 

transfected for 48 hours with a small interfering RNA specific to dysferlin, siDysferlin, or a 

negative control, siScrambled. Plasma membrane integrity was monitored by following cell 

mortality (calculated by the number of cells positive for green dye, a marker of apoptosis) over 

time compared to the number of cells positive for red dye, a nuclear marker, at the beginning 

of experiment (green/red dye ratio) (Figure S4A). Prior to the osmotic shock assay, knockdown 

expression of dysferlin was evaluated in healthy myoblasts by immunofluorescence, showing a 

reduction in the protein after 48 hours of treatment with siDysferlin compared to siScrambled 

(Figure S4B). The percentage of cell mortality in healthy myoblasts that had been pre-treated 

with siScrambled (or not) increased from 50% after 12 hours of osmotic shock to 100% after 

16 hours (Figures S4A and S4C), showing mechanical stress on cells induced by osmotic shock. 

Conversely, osmotic shock on myoblasts lacking dysferlin induced an exacerbated mortality 

that reached 50% after 6 hours and 100% after 12 hours (Figures S4A and S4C), demonstrating 

the link between dysferlin expression and its protective role in the plasma membrane against 

osmotic shock. Using this procedure, functionality of the 9 validated hits was thus evaluated in 

DYSFL1341P myoblasts pre-treated with the compounds at EC50 for 24 hours (Figure 5A). Of these 

validated hits, our results indicated that saracatinib and bazedoxifene improved the resistance 

of cells to osmotic shock, with 50% mortality in 20 hours and more than 50 hours, respectively, 

compared to 15 hours after treatment with 0.1% DMSO (Figure 5B). The effect of increasing 

concentrations of these two molecules, saracatinib and bazedoxifene, was then evaluated in 

DYSFL1341P myoblasts, demonstrating the dose-response effect of the compounds on the cells' 

resistance to osmotic shock (Figure 5C and 5C). At 2µM and 1µM, the maximum effective dose 

for saracatinib and bazedoxifene, osmotic shock induced 50% cell mortality in 37 hours and 63 

hours, respectively, compared to about ten hours with the 0.1% DMSO control. The specificity 

of the effect of saracatinib and bazedoxifene on osmotic shock resistance was then assessed 

in healthy (Figure 5E), null-dysferlin (Figure 5F) and L1341P dysferlin (Figure 5G) immortalized 

myoblasts that had been pre-treated with the maximum effective dose of the two compounds. 

At the 2µM concentration, saracatinib only improved resistance of myoblasts to osmotic shock 

in the L1341P dysferlin aggregated model, while bazedoxifene (1µM) was efficient in all three 

models, with only 30% mortality in healthy immortalized myoblasts in more than 100 hours of 

osmotic shock.  

 

DISCUSSION 

The main result of this study is the identification of the protective effect of two drugs, 

saracatinib and bazedoxifene, as potential therapeutic options for the treatment of LGMD R2 

patients carrying the DYSFL1341P mutation. In addition, this study also describes a reusable 

procedure for evaluating the effect of thousands of repurposable drugs on muscular disorders 

caused by missense mutations degraded by ERAD. 
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While our drug screening described a positive effect of 9 drugs on L1341P dysferlin 

aggregation, secondary assays highlighted the therapeutic potential of two drugs in also 

rescuing osmotic shock resistance in LGMD R2 cells. As previously described, the capacity of 

LGMD R2 cells to resist osmotic shock reflects their membrane repair properties (Barthélémy et 

al., 2015; Kerr et al., 2013). We report here that the effect of saracatinib on osmotic shock is only 

observed in cells expressing L1341P dysferlin, while that of bazedoxifene was measured in all 

the cell lines tested, including healthy cells. These results suggest that the effect of saracatinib 

on cell resistance to osmotic shock is related to the rescue of L1341P dysferlin from 

degradation, whereas the effects of bazedoxifene on this readout and L1341P degradation are 

unrelated. Bazedoxifene is a third generation selective estrogen receptor modulator (SERM) 

(De Villiers et al., 2011), developed by Pfizer. In late 2013, Pfizer received approval for 

bazedoxifene as part of the combination drug DUAVEE for the prevention (not treatment) of 

postmenopausal osteoporosis. Thereafter, a few studies highlighted the potential of this drug 

to improve cell viability. In 2019, it was reported that bazedoxifene treatment prevented 

apoptosis of satellite cells through the estrogen receptor, suggesting a pro-survival effect on 

muscular cells (Collins et al., 2019). More recently, two studies suggested bazedoxifene played 

a role as an inducer of autophagy, on one hand, through PDGF-BB regulation in vascular 

smooth muscle cells (Song et al., 2020) and, on the other hand, by inducing autophagosome 

formation and LC3B-II protein expression through Akt/mTOR signaling in macrophages 

infected with M. tuberculosis (Ouyang et al., 2020). Bazedoxifene belongs to the same class of 

drugs as tamoxifen, another SERM associated with inducing autophagy, and some recent 

evidence gathered on the effect of this drug on muscular dystrophies (Kuşçu et al., 2022) 

supports the potential benefit of the effects of bazedoxifene on LGMD R2. Tamoxifen was 

recently investigated in a phase 3 clinical trial on safety and efficacy (NCT03354039) and was 

initially reported to improve cardiac, respiratory, and skeletal muscle function in the Duchenne 

muscular dystrophy mouse model (Dorchies et al., 2013; Gayi et al., 2018). 

Saracatinib (AZD-0530) is a drug developed by AstraZeneca with an anti-invasive and anti-

tumor mechanism of action that acts as a dual kinase inhibitor, with selective actions as a Src 

inhibitor and a Bcr-Abl tyrosine-kinase inhibitor. In 2010, inhibition of Src by siRNA or inhibitors 

was shown to promote autophagy in cancer cells through Akt/mTOR signaling (Wu et al., 2010). 

More recently, saracatinib was reported to be a potent molecule for clearing aggregates of 

misfolded phosphorylated Tau protein in Alzheimer's disease (Nygaard et al., 2015; Tang et al., 

2020). Similarly, in 2020, the saracatinib-mediated blockade of Src activation was shown to 

inhibit the release of prion-like propagation of α-synuclein aggregates in Parkinson's disease 

via the activation of autophagy (Choi et al., 2020). Our data describing the positive impact of 

saracatinib on L1341P misfolded dysferlin and osmotic shock resistance are in line with this 

literature and earlier data showing the positive impact of rapamycin, a potent autophagy 

inducer, on muscle cells expressing L1341P dysferlin.  

Autophagy is an evolutionarily conserved catabolic process that participates in the degradation 

of damaged cellular organelles and misfolded protein aggregates in a cellular homeostasis 

context and in response to biological stress. Since its discovery, autophagy and its regulation 

have been shown to be involved in a wide range of pathological conditions, most notably in 
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neurodegenerative diseases such as Alzheimer’s disease, amyotrophic lateral sclerosis, 

Parkinson’s disease, and Huntington’s disease. While displaying different symptoms, several 

studies have reported 1/ common autophagy impairments and 2/ a clear relationship between 

toxic protein aggregation and the progressive lysosomal dysfunction in these diseases (Nixon 

and Yang, 2011). This degradation process has been intensively studied in neurodegenerative 

diseases and plays a key role in maintaining cellular homeostasis in skeletal muscles, both 

during rest and exercise (Jokl and Blanco, 2016; Lira et al., 2013; Masiero et al., 2009). In 

myopathies, the main downstream effect of autophagy impairment is the accumulation of 

damaged cellular proteins and organelles that activate signaling cascades leading to fiber 

atrophy and apoptosis and, in some cases, to a reduction in the mechanical force generated 

during muscle contraction and a failure of muscle regeneration. Over the years, several 

treatments stimulating autophagy (such as starvation, a low-protein diet, or pharmacologic 

inhibition of mTOR kinase) have been shown to have a positive impact in animal models of 

multiple myopathies, confirming that autophagy deficiency plays an important role in the 

pathogenesis of skeletal muscular disorders. Recently, promising results in a limited proof-of-

principle clinical trial on a low-protein diet have been reported in eight adult patients with 

collagen VI–related congenital muscular dystrophies (NCT01438788). In addition to the 

intrinsic positive effect of autophagy inducers, our data infer that saracatinib and bazedoxifene 

may have a second positive impact in patients carrying the DYSFL1341P mutation and other 

missense proteins degraded by the same pathway.  

 

Materials and Methods 

Myoblast cell lines and culture. Experiments were performed with human immortalized 

myoblasts from unaffected individuals or LGMD R2 patients. The LGMD R2 cell lines were 

established from muscle biopsies from patients bearing the relevant mutations: homozygous 

missense DYSF c.4022T>C; p.L1341P (DYSFL1341P) and heterozygous nonsense c.342-

1G>A/c.3516_3517delTT; p.Ser1173X. All cell lines were obtained from the immortalization 

platform of human cells from the Institut de Myologie (Paris, France), with agreement of the 

subjects through signature of an informed consent and anonymization before immortalization, 

according to the EU GDPR regulation. Immortalized myoblast cell lines were cultured in growth 

medium consisting of 1 volume of 199 medium (Invitrogen, 41150020) for 4 volumes of 

Dulbecco’s modified Eagle’s medium (Invitrogen, 61965-025), supplemented with 20% fetal 

bovine serum (research grade, Sigma-Aldrich), 25 µg/ml fetuin (Life Technologies, 10344026), 

5 ng/ml epidermal growth factor (Life Technologies, PHG0311), 0.5 ng/ml basic fibroblast 

growth factor (Life Technologies, PHG0026), 0.2 µg/ml dexamethasone (Sigma, D4902) and 5 

µg/ml insulin (Sigma, 91077). Cells were seeded on plates coated with 0.1% gelatin and 

maintained in a humidified atmosphere of 5% CO2 at 37°C until experimentation. 

 

Transient transfection. Healthy immortalized myoblasts were seeded on 96-well plates and 

maintained in growth medium for up to 60% confluence. Myoblasts were transfected by using 

Lipofectamine RNAiMAX (Invitrogen) according to the manufacturer’s instructions, with siRNA-

containing sequences either specific to dysferlin, 5’- TTGGATCAGCTCAGACATATT-3’ or a 
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nonspecific “scrambled” control (Invitrogen). Forty-eight hours after transfection, cells were 

subjected either to osmotic shock or fixed for dysferlin immunostaining.   

 

High-throughput screening. The high-throughput screening was conducted using a Biocell 

1800 system (Agilent). To this end, DYSFL1341P myoblasts were seeded in 38 μl of culture medium 

into black 384-well clear-bottom plates. Twenty-four hours after seeding, 2 μl of 20x 

compounds from the chemical libraries were transferred into cell assay plates in monoplicate. 

In each plate, the negative control (0.1% DMSO) and positive control (64 nM bafilomycin) were 

added in columns 1–23 and 2–24, respectively. Plates were then incubated for 24 hours and 

processed for the dysferlin quantification assay. Briefly, each of the 8 plates used in screening 

were fixed and stained with anti-dysferlin antibody. To prevent the discovery of toxic molecules, 

the number of cells was monitored in parallel by counting the Hoechst stained cells per field 

and molecule candidates presenting a mortality superior to 50% were excluded. 

 

Chemical library. Two different small molecule libraries were screened using the 384-well 

plate format, including 1280 FDA- and EMA-approved drugs from the Prestwick Chemical 

library and 959 FDA-approved drugs and bioactive compounds from the Selleckchem library. 

Both libraries were tested at 5 μM. 

 

Dysferlin quantification and viability cell-based assay. After 24 hours of drug treatment, 

myoblasts were fixed in 4% paraformaldehyde (10min, room temperature). 

Immunofluorescence was performed in a phosphate-buffered saline (PBS) solution 

supplemented with 0.1% Triton X-100 (ThermoScientific) for permeabilization (5 min, room 

temperature) and then with 1% bovine serum albumin (BSA; Sigma) for blocking (1 hour, room 

temperature). For primary hybridization, step cells were incubated (overnight, 4°C) with rabbit 

anti-dysferlin (abcam, ab124684) and goat anti-desmin (R&D, AF3844) antibodies. Cells were 

then stained (1 hour, room temperature) with fluorophore-conjugated secondary antibodies 

(Invitrogen, anti-rabbit green and anti-goat red) and nuclei were visualized with Hoechst 

staining (Invitrogen, 33342). Dysferlin expression was analyzed with a CellInsight CX7 imager 

(Cellomics Inc). The first channel was used for identification of nuclei, the second for cell 

segmentation with desmin labeling, and the third one for identification and quantification of 

dysferlin aggregates. Images were acquired with a 20x high-resolution objective and were 

analyzed using a colocalization bioapplication. Using thresholding on the dysferlin staining 

intensity level, the number of dysferlin-labeled positive cells (cell containing strictly more than 

one dysferlin aggregate) was calculated so as to be less than 10% with the negative control 

treatment. The total number of cells was determined by counting the Hoechst-stained cells per 

well, allowing quantification of cell viability by normalization to the negative control. 

 

Screening data analysis. Data analysis on the screening was performed using a customized 

Hiscreen application (Discngine) connected to Spotfire software (Tibco Software Inc.). The 

robustness of the assay was evaluated by calculating the Zʹ factor on the percentage of 

dysferlin-labeled positive cells for each plate as follows Zʹ=1−[3(SDP+SDN)/(MP− MN)]; where 
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MP and MN correspond to the means of the positive (64 nM bafilomycin ) and negative (0.1% 

DMSO) controls, respectively, and SDP and SDN correspond to their standard deviations. Raw 

data related to cell number per field were normalized to the mean for the negative controls, 

which is defined as 100%. Hit selection was performed by using the number of standard 

deviations from the mean in parallel for each readout value (Z-score) calculated per run where 

all plate data were pooled. Only hits with a Z-score run ⩾5 and that did not decrease the cell 

number by more than 50% compared to the 0.1% DMSO condition were selected for the 

subsequent validation step. Hits were then re-tested in quadruplicate using the same assay 

conditions to check that the activity of the molecule was reproducible. Finally, compounds were 

tested over a range of concentrations (10 nM - 100 µM) for parallel exploration of their efficacy 

and toxicity, and determination of their half maximal effective concentration (EC50). 

 

Quantitative PCR. Total RNAs were isolated using the RNeasy Mini extraction kit (Qiagen) 

according to the manufacturer’s protocol. A DNase I digestion was performed to avoid 

genomic DNA amplification. RNA levels and quality were checked using the NanoDrop 

technology. A total of 500 ng of RNA was used for reverse transcription using the SuperScript 

III reverse transcription kit (Invitrogen). Quantitative polymerase chain reaction (qPCR) analysis 

was performed using a QuantStudio 12 K Flex real-time PCR system (Applied Biosystems) and 

Luminaris color probe qPCR master mixes (ThermoScientific), following the manufacturers’ 

instructions. Quantification of gene expression was based on the DeltaCt method and 

normalized to 18S expression (Assay HS_099999).  

 

Immunostaining assay. Immunofluorescence was performed according to standard 

protocols. Briefly, after 24 hours of drug treatment, myoblasts were fixed in 4% 

paraformaldehyde (10min, room temperature). Permeabilization was performed in PBS 

supplemented with 0.1% Triton X-100 (5 min, room temperature) and blocking in PBS 

supplemented with 1% BSA (1 hour, room temperature). Incubation with primary antibodies 

(overnight, +4°C) diluted in blocking buffer was carried out with the following antibodies: 

rabbit anti-dysferlin 1:200 (ab124684, Abcam), goat anti-desmin 1:200 (AF3844, R&D), mouse 

anti-Kdel 1:200 (ADI-SPA-827-D/F, EnzoLife). Washing was carried out 3 times (5 min, room 

temperature) and cells were stained with fluorophore-conjugated secondary antibodies and 

Hoechst staining solution for the visualization of nuclei (1 hour, room temperature). After the 

washing steps, coverslips were mounted in fluoromount solution (ThermoScientific). Images 

were acquired using a LSM 800 confocal microscope (Zeiss) with a 63x high-resolution 

objective and were analyzed with Zen software (Zeiss).   

 

Osmotic shock injury assay. Myoblasts were seeded in 96-well plates and treated for 24 hours 

with pharmacological hits. Cells were incubated for 3 hours with a red viability probe (1/3000, 

Incucyte® Nuclight Rapid Red Dye - Sartorius) incorporated by the nuclei of living cells. Hypo-

osmotic shock solution composed of 25% PBS and 75% water was then applied to the cells in 

the presence of a green mortality probe (1/3000, Incucyte® Caspase-3/7 Green Dye - 

Sartorius). Red and green fluorescence was immediately followed every 90 or 120 minutes with 



  Résultats : Partie 3 

190 

 

an Incucyte® S3 Live-Cell Analysis system (Sartorius). Images were analyzed with Incucyte 

software, allowing measurement of the resistance of cells to osmotic shock (green to red ratio) 

in comparison to the negative control (DMSO). 

 

Quantification and statistical analysis. Data are presented as means ± SD. Student’s 

unpaired t-test was used to compare differences between two samples, and values of 

*0.01<p≤0.05, **0.005<p ≤ 0.01, ***p<0.005 were considered significant. Curve-fitting and 

determination of EC50 were performed using GraphPad Prism (v9.2.0). 
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Figure 1. Development of a high content screening assay to quantify the effect of drugs on 

DYSFL1341P mutant expression. (A) Workflow for the high-content screening of L1341P dysferlin 

expression in 384-well plates. (B) Desmin (red) and dysferlin (green) staining in DYSFL1341P immortalized 

myoblasts treated with 0.1% DMSO or 64 nM bafilomycin. Nuclei are labeled by Hoechst staining (blue). 

Scale bar = 30 µm. (C,D) Quantification of dysferlin-positive myoblasts (blue) and viability (black) 

following treatment with increasing concentrations of two autophagy inhibitors; bafilomycin (C) or 

chloroquine (D). Each point represents the mean ± SD of four replicates and viability is normalized to the 

response induced by 0.1% DMSO. (E) Determination of the Z′ factor for each concentration of bafilomycin 

that was tested. Abbreviations: CPD, tested compounds; BAF, bafilomycin; CHQ, chloroquine. 
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Figure 2. High-content screening for L1341P dysferlin expression. (A) High-throughput screening 

validation of L1341P dysferlin expression in myoblasts treated with the negative control, 0.1% DMSO 

(red), or the positive control, 64 nM bafilomycin (blue), in each of the 384-well plates used for 

screening (16 replicates/plate). (B) Determination of the Z′ factor for each of the 384-well plates used 

for screening and measurement of the mean for all plates. (C) Primary screen cell-based assay for 

L1341P dysferlin expression. Dot plot representation of the effects of the 2239 drugs on the number 

of dysferlin-positive cells (Z score >5) and cell viability (viability >50%). (D) List of the 13 compounds 

identified as primary hits during screening and the corresponding percentage of dysferlin-positive 

cells, percentage of viability and the maximum clinical research phase achieved by the compound. 

 

  



  Résultats : Partie 3 

193 

 

 

 

Figure 3. Validation of the effect of primary hits on L1341P dysferlin expression. (A) Schematic 

representation of the retest experiments to validate the effect of the 13 primary candidates that were 

identified. (B) Hit confirmation: quantification of dysferlin-positive cells (blue) and viability (black) 

following treatment in quadruplicate for 24 hours with the candidate compounds at the single 5µM 

dose used in screening. Each bar represents the mean ± SD of the four replicates. (C) Hit validation: 

quantification of dysferlin-positive cells (blue) and viability (black) following treatment for 24 hours 

with increasing concentrations of confirmed hits. Each graph is a representative experiment (n=3). 

Each point represents the mean ± SD of four replicates. Abbreviations: BAF, bafilomycin. 
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Figure 4. Evaluation of the effect of the nine validated hits on L1341P dysferlin protein 

localization. Desmin (white), KDEL (red) and dysferlin (green) staining in DYSFL1341P myoblasts treated 

with 0.1% DMSO, 64 nM bafilomycin or the nine validated hits at the dose of 5 µM. Nuclei are labeled 

by Hoechst staining (blue). Scale bar = 100 µm. 
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Figure 5. Effect of the nine validated compounds on the DYSFL1341P impaired membrane repair. 

(A) Measure of cell mortality following hypo-osmotic shock on DYSFL1341P myoblasts pre-treated for 

24 hours with the 9 validated hits at half maximal effective concentration (EC50). Each point represents 

the mean ± SD of four replicates. (B) List of the 9 validated compounds tested with their EC50 and the 

corresponding duration of osmotic shock required to reach 50% or 100% mortality. (C-D) Dose-

response experiments. Measure of time required to reach 50% mortality following hypo-osmotic 

shock on DYSFL1341P myoblasts pre-treated for 24 hours with increasing concentrations of saracatinib 

(C) or bazedoxifene (D). (E-G) Measure of cell mortality following hypo-osmotic shock on control (E), 

null-dysferlin (F) or L1341P (G) immortalized myoblasts treated for 24 hours with 0.1% DMSO (red 

curve), 2µM saracatinib (blue curve) or 1µM bazedoxifene (green curve). Each point represents the 

mean ± SD of four replicates. 
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Figure S1. Pilot screen for L1341P dysferlin assay. (A) Hoechst, desmin and dysferlin staining in 

DYSFL1341P myoblasts (top panels) and the corresponding mask images (bottom panels), allowing 

automated identification of L1341P dysferlin aggregates and quantification of dysferlin-positive cells 

(>1 aggregate). Yellow outsets represent higher magnification images. Scale bar = 30µm. (B-D) 

Quantification of dysferlin-positive myoblasts following treatment with the most effective 

concentration of proteasome inhibitors (B), ERAD inhibitors (C) or autophagy regulators (D). 

Abbreviations: BTZ, bortezomib; CFZ, carfilzomib; RTV, ritonavir; MLN9708, ixazomib; EeRI, 

eeyarestatin; BAF, bafilomycin; CHQ, choloroquine; THSP, thiostrepton; RAPA, rapamycin. 
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Figure S2. Fluorescence interferences after obatoclax mesylate treatment. Desmin and dysferlin 

staining in the presence (left panels) or in absence (right panels) of primary antibodies in DYSFL1341P 

myoblasts treated for 24 hours with 0.1% DMSO or 5 µM obatoclax mesylate. Scale bar = 25 µm. 
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Figure S3. Effect of the nine validated hits on dysferlin gene modulation. Measure of dysferlin 

gene expression by qPCR in DYSFL1341P myoblasts treated for 24 hours with 0.1% DMSO or the 9 

validated hits at their maximum effective dose (10µM: azithromycin; 5µM: bazedoxifene, crenolanib, 

GSK1070916, saracatinib; 2µM: BI2536, fedratinib, NVP-BSK805, SGI-1776). Gene expression is 

normalized to DMSO-treated cells. Data are shown as the mean of three independent experiments 

+/- SD. 0.01<p≤0.05 or **0.005<p ≤ 0.01 or ***p<0.005 (Student’s t-test).  
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Figure S4. Dysferlin-null myoblasts are more susceptible to membrane damage following 

hypo-osmotic shock. (A) Live labeling with red dye, for nuclear staining, and green dye, for 

caspase3/7 apoptosis, of healthy immortalized myoblasts subjected to hypo-osmotic shock after 48 

hours of transfection with siScrambled (left panels) or siDysferlin (right panels). Representative images 

of labeling and corresponding mask pictures on the top right of each image for automated 

quantification of cell mortality (green/red ratio) at the beginning of osmotic shock (T=0H) or when 

50% mortality is achieved with siScrambled treatment (T=12H). Scale bar = 100µm. (B) Dysferlin 

immunostaining of healthy immortalized myoblasts treated for 48 hours with siScrambled or 

siDysferlin. Scale bar = 50µm. (C) Quantification of cell mortality after induction of osmotic shock in 

control myoblasts treated for 48 hours with siScrambled (blue) or siDysferlin (red). Each point 

represents the mean ± SD of three replicates on a representative control cell line. 
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DISCUSSION GENERALE 

Au cours de ces trois années de thèse, j’ai participé au développement d’un modèle in vitro 

de skMC dérivées à partir de CSP humaines, permettant de modéliser les processus 

physiopathologiques associés aux LGMD. En particulier, ce modèle cellulaire m’a permis 

d’étudier les mécanismes moléculaires engendrés par une déficience en dysferline grâce à une 

approche transcriptomique comparative de skMt différenciés à partir de hiPSC de patients 

LGMD R2 ou sains. Cela m’a permis de mettre en évidence une dérégulation de l’expression de 

dab2 dans les cellules musculaires pathologiques et de suggérer un rôle potentiel de ce 

biomarqueur dans la physiopathologie des LGMD R2. En parallèle de ces travaux, j’ai pu mettre 

en place un modèle pharmacologique qui permet d’identifier un traitement pour les LGMD R2 

causées par la production d’une protéine mal conformée. Le développement de cette 

plateforme m’a permis d’identifier le saracatinib et le bazédoxifène, deux inducteurs 

d’autophagie, comme des candidats médicaments à explorer pour le traitement des patients 

LGMD R2 porteurs de la mutation DYSFL1341P. 

 

*** 

 

Ainsi, durant ce projet de thèse, j’ai eu l’opportunité de développer deux stratégies différentes 

dont l’objectif commun était l’identification d’un traitement pharmacologique pour les patients 

atteints de LGMD R2. D’une part, l’approche phénotypique consistait à identifier un nouveau 

phénotype pathologique, ou biomarqueur, résultant d’une déficience en dysferline, dans le but 

de développer une thérapie qui cible ce défaut. D’autre part, l’approche mécanistique consistait 

à cibler un mécanisme cellulaire indépendant de la dysferline, en particulier les voies de 

dégradation des protéines mal conformées. Dans la discussion qui va suivre, je vais donc 

aborder les avantages et inconvénients de chacune de ces deux stratégies pour l’identification 

d’un traitement pharmacologique pour les dysferlinopathies. 

 

1. La pharmacologie et la découverte de nouveaux médicaments 

1.1. Etat de la recherche pharmacologique 

Malgré l’émergence sur le marché de produits thérapeutiques biologiques innovants ces 

dernières années (protéines, anticorps, oligonucléotides, thérapie génique...), les petites 

molécules issues de la chimie fine conservent leur place de favorite dans le développement de 

médicaments. En 2021, parmi les 50 nouveaux médicaments approuvés par la FDA (pour US 

Food and Drug Adminstration) plus de la moitié (28) sont des petites molécules (Mullard, 2022), 

laissant présager encore de belles perspectives d’avenir pour la chimie thérapeutique. En effet, 

on observe depuis 2017 un accroissement du marché des petites molécules, notamment avec 

l’émergence de molécules thérapeutiques pour des maladies rares et des inhibiteurs de kinase 

dans le domaine de la cancérologie (Mullard, 2021).
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Figure 51. Le marché du médicament. 

(A) Approbations de la FDA depuis 1993 : nombre annuel de nouvelles entités moléculaires (NME) et de demandes de 

licence de produits biologiques (BLA) approuvées par le Center for Drug Evaluation and Research (CDER) de la FDA. Les 

approbations du Center for Biologics Evaluation and Research (CBER), pour des produits tels que les vaccins et les thérapies 

génétiques, ne sont pas incluses dans ce décompte des médicaments. (B) Approbations du CDER par modalité : Les petites 

molécules, y compris les peptides d'une longueur maximale de 40 acides aminés, et les oligonucléotides sont approuvés 

en tant que nouvelles entités moléculaires (NEM). Les candidats à base de protéines sont approuvés par le biais de 

demandes de licence de produits biologiques (BLA). ADC, conjugué anticorps-médicament ; mAb, anticorps monoclonal. 

Adapté de (Mullard, 2022). 

 

Néanmoins, l’industrie pharmaceutique présente encore aujourd’hui un taux d’attrition qui 

reste très élevé. Une récente estimation suggère que le développement de nouveaux candidats 

médicaments échoue aujourd’hui dans 90% des cas (Sun et al., 2022) au cours des phases I, II 

et III des essais cliniques. Si les médicaments candidats au stade préclinique sont également 

pris en compte, le taux d'échec du développement de médicaments dépasse les 90 %. L’analyse 

des données des essais cliniques réalisés de 2010 à 2017 (Dowden and Munro, 2019; Harrison, 

2016) montre par ailleurs que ces échecs sont majoritairement attribués à un manque 

d’efficacité des molécules (40-50%), en raison de modèles précliniques pas assez prédictifs et 

d’une cible thérapeutique non relevante. Le développement de modèles cellulaires alternatifs 

plus prédictifs et plus fiables apparaît donc nécessaire pour optimiser le développement de 

nouveaux traitements plus efficaces. Au même titre qu’un certain nombre d’outils cellulaire ou 

moléculaire récents (modèles de surexpression, protéine tagguée, …), les CSP représentent une 

source cellulaire intéressante pour la découverte de candidats médicaments, notamment 

lorsque les symptômes affectent des types cellulaires peu ou pas accessibles mais pour lesquels 

il existe un protocole de différenciation. C’est le cas notamment des cellules musculaires 

primaires qui sont difficiles à obtenir chez les patients atteints de LGMD qui présentent une 

atrophie et un remplacement des muscles par des tissus fibrotiques ou graisseux. 

 

1.2. Le repositionnement de candidats médicaments  

 

La recherche classique de molécules soutenue par les grands industriels n’est pas applicable 

aux maladies rares comme les dysferlinopathies. D’une part, il est difficile d’obtenir des 

financements nécessaires au développement de nouvelles molécules quand une pathologie ne 

touche que quelques milliers de personnes et, d’autre part, le temps de développement vers 

la clinique est trop long pour répondre aux besoins des patients. En effet, la découverte et le 

développement de médicaments est un processus long, coûteux et risqué qui dure en 
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moyenne 10 à 15 ans, avec un coût moyen de 1 à 2 milliards de dollars pour chaque nouveau 

médicament dont l'utilisation clinique est approuvée (Hinkson et al., 2020). 

 

 

Figure 52. Le processus de découverte et de développement des médicaments. 

Source (Sun et al., 2022) 

 

Ainsi, au cours de ma thèse j’ai utilisé une stratégie alternative, le repositionnement de 

molécules, qui consiste à tester des médicaments pour une indication thérapeutique différente 

de celle pour laquelle il a été développé initialement. Cette stratégie s’applique à des 

médicaments déjà disponibles sur le marché mais aussi à ceux en cours de développement 

dont l’innocuité a été démontrée pendant la phase I d’essais cliniques. Le repositionnement de 

médicaments présente des avantages majeurs en termes de coût et de délai puisqu’il 

permettrait de réduire à un tiers le prix de développement et de moitié le délai de mise sur le 

marché d’un traitement par rapport à sa découverte (6 ans – 300 millions dollars) (Nosengo, 

2016). En constante augmentation ces dix dernières années, le repositionnement apparait 

aujourd’hui comme une nécessité pour la recherche de traitements des maladies rares. Le 

premier médicament repositionné pour une maladie rare à avoir atteint les phases cliniques 

est l'ezogabine, un médicament efficace contre les crises d’épilepsie partielles. Des études 

utilisant des hiPSC générées à partir de patients atteints de sclérose latérale amyotrophique 

ont montré que l’ezogabine pouvait avoir un effet positif sur les motoneurones grâce à un 

mécanisme moléculaire similaire, c’est-à-dire une réduction de l’excitabilité des motoneurones 

par la modulation des canaux potassiques (Wainger et al., 2021). Le repositionnement de 

médicament est également une stratégie d’intérêt pour les maladies fréquentes. Par exemple, 

il a été montré que sur 105 traitements en cours d'essais cliniques pour le traitement de la 

maladie d’Alzheimer en 2017, 27 s’appuient sur du repositionnement (Cummings et al., 2017).  
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1.3. Les stratégies de repositionnement d’un médicament 

 

Les premières études de repositionnement de médicaments ont d’abord cherché à évaluer 

l’efficacité d’un groupe restreint et défini de molécules sélectionnées sur la base d’un 

mécanisme d’action connu. Cette approche est adaptée lorsque la voie de signalisation 

responsable du phénotype pathologique est déjà connue ou lorsque des maladies similaires 

ont déjà été modélisées et traitées avec succès in vitro à l'aide de ces médicaments. L’efficacité 

d’une telle approche a été démontrée au sein d’I-Stem avec la mise en évidence de l’effet de 

la metformine, un antidiabétique couramment utilisé par des millions de personnes, pour le 

traitement du syndrome de Hutchinson-Gilford (Egesipe et al., 2016). Ce fut également le cas 

avec la découverte du MG132 (Harhouri et al., 2017) ou du batimastat par nos collaborateurs 

(Pitrez et al., 2020). 

 

Figure 53. Les principales stratégies de repositionnement d’un médicament.  

 

A l’inverse, le criblage à haut débit (ou HTS pour high-throughput screening) ne nécessite pas 

de connaissances préalables pour amorcer la découverte de médicaments, car il permet de 

tester l’activité thérapeutique de plusieurs milliers de composés issus de chimiothèques sur le 

biomarqueur ou le phénotype pathologique. Cette méthode nécessite cependant 

l’identification d’un paramètre capable de mesurer le phénotype (communément appelé 

« readout ») et quantifiable de façon automatisée et miniaturisée. Un grand nombre de cellules 

est également nécessaire pour tester tous les composés. Dans ce contexte, les CSP, grâce à 

leurs propriétés d’auto-renouvèlement, démontrent pleinement leur potentiel puisqu’elles 

permettent de produire la biomasse suffisante pour tester plusieurs milliers de candidats 

médicaments.  

Par ailleurs, une approche hybride permet de combiner le criblage à haut débit au 

repositionnement de médicaments. A l’image du modèle pharmacologique que j’ai développé 

pour la dysferline mal conformée mutée L1341P, plusieurs études ont démontré la pertinence 

de ce type d’approche en identifiant plusieurs candidats médicaments pour des pathologies 

affectant des types cellulaires divers. Cette méthode a par exemple permis d’identifier l’effet 

potentiellement thérapeutique de l’acide rétinoïque (Lo Cicero et al., 2016) ou du thiostrepton 

(Hoch et al., 2019) pour le syndrome de Hutchinson-Gilford ou la LGMD R3, respectivement. 
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2. Approche phénotypique : sauvetage des phénotypes pathologiques liés à la 

dysferline 

 

Le processus classique de découverte de médicament dans l’industrie pharmaceutique 

consiste à identifier une cible thérapeutique, le plus souvent une protéine ou un récepteur, qui 

est impliquée dans la pathologie visée. De grandes librairies de molécules sont ensuite testées 

sur cette cible afin de déterminer des classes de composés actifs, appelés « hits ». Par ailleurs, 

afin d’accélérer le processus de découverte de ces hits, le criblage moléculaire peut être 

remplacé par des tests in silico où la cible et les molécules actives sont modélisées 

informatiquement.  

Etant donné qu’aucune cible moléculaire n’a été identifiée pour les dysferlinopathies, une des 

approches pharmacologiques que nous avons envisagées consiste à faire du repositionnement 

de médicaments sur un phénotype représentatif de la maladie, afin d’obtenir un bénéfice 

thérapeutique. C’est en effet une stratégie d’intérêt qui a déjà montré son efficacité, aussi bien 

pour les maladies fréquentes que rares, avec la découverte par exemple de l’ivacaftor pour la 

fibrose kystique (Van Goor et al., 2009) ou du risdiplam pour la SMA (Ratni et al., 2018). Dans 

le cadre des dysferlinopathies, le fait de cibler les conséquences phénotypiques de la perte 

d’expression de la dysferline a pour avantage majeur de pouvoir traiter l’ensemble des patients, 

sans distinction des mutations génétiques causales. Cependant, au travers de la littérature, 

nous nous sommes rapidement rendu compte que les phénotypes décrits comme étant 

associés aux dysferlinopathies étaient soit peu caractérisés, soit non applicables aux contraintes 

de miniaturisation et d’automatisation imposées par le criblage de composés. Partant de ce 

constat, le premier objectif de ma thèse a consisté à identifier de nouveaux mécanismes 

moléculaires associés aux LGMD R2. 

 

2.1. Développer un modèle cellulaire pertinent 

 

La première étape de l’approche phénotypique consiste à développer un modèle cellulaire 

capable de récapituler les mécanismes pathologiques de la maladie. A ce titre, les CSP nous 

sont apparues comme un outil biologique pertinent. D’une part, la facilité relative d'obtention 

des hiPSC à partir de prélèvements sanguins et les récents progrès réalisés dans le 

développement de protocoles de différenciation myogénique permettaient de générer des 

modèles d’intérêt pour l’étude des maladies musculaires (Avior et al., 2016; Merkle and Eggan, 

2013; Rüegg and Glass, 2011). D’autre part, grâce à leur propriété unique d'auto-

renouvèlement, les hiPSC représentaient une source standardisée et illimitée de cellules, 

permettant la production automatisée de grandes quantités de skMC pour le criblage de 

médicaments. Par ailleurs, le développement d’un modèle de skMC dérivées de hiPSC nous 

permettait d’innover dans les stratégies thérapeutiques associées aux dysferlinopathies, 

puisqu’aucune approche de repositionnement de médicaments à large échelle n’avait été 

rapportée pour restaurer un défaut phénotypique. Ce qui est toujours le cas aujourd’hui.  

Ainsi, la première partie de mon travail de thèse a été de mettre en place les conditions 
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expérimentales permettant la production de skMC à partir de hiPSC. Au début du projet, deux 

équipes avaient publié des protocoles de différenciation myogénique répondant à nos besoins 

d’homogénéité et de fonctionnalité nécessaires aux applications de modélisation pathologique 

et de criblage à haut débit (Caron et al., 2016; Chal et al., 2018). Un effort important et du temps 

ont donc été fournis au début de ma thèse pour comparer ces protocoles et choisir celui qui 

serait le plus adapté pour nos applications. Nous avons décidé d’utiliser le second protocole 

de différenciation puisqu’il permettait d’obtenir des populations pures et homogènes de skMC 

en qualité et en quantité suffisante pour le projet. Il présentait également l’avantage d’être 

commercialisé par la société Geneabiocell, nous assurant théoriquement un 

approvisionnement important et régulier. Ensuite, la deuxième partie de ce projet consistait à 

vérifier si notre modèle de skMC était adapté à la modélisation des LGMD. Ainsi, nous avons 

pu démontrer qu’il était suffisamment mature pour exprimer la majorité des gènes impliqués 

dans les LGMD ainsi que les protéines résultantes, de manière comparable à des myotubes 

immortalisés obtenus à partir de biopsies musculaires. De plus, nous avons mis en évidence la 

pertinence biologique de notre modèle par sa capacité à récapituler un défaut moléculaire 

identifié dans les LGMD R9 à partir de skMt dérivés de hiPSC de patients.  

Globalement, nous avons pu démontrer que les CSP constituent un modèle pertinent pour 

modéliser les LGMD. Néanmoins, comme tout modèle, il présente certaines limites. La première 

d’entre elles est le temps nécessaire à la production de ces cellules. D’une part, la culture des 

CSP est très chronophage. La multiplication du nombre de lignées et le temps pour les 

produire, les amplifier et les caractériser est nécessaire mais rend ce processus encore plus 

long. D’autre part, le protocole de différenciation musculaire nécessite un mois de culture 

supplémentaire. Néanmoins, au laboratoire nous avons réussi à contourner certains obstacles, 

en particulier en robotisant une partie de la différenciation myogénique et en réalisant des 

banques importantes de skMb. Une autre limitation des CSP est que, dans certains cas, la 

mutation que l’on cherche à modéliser impacte elle-même le processus de différenciation 

cellulaire, rendant plus complexes encore nos interprétations. C’est notamment ce que l’on 

aurait pu craindre pour la modélisation des dysferlinopathies puisque certaines études plaident 

pour un rôle de la dysferline dans le processus de différenciation musculaire (Cohen et al., 2012; 

De Luna et al., 2006). Il est également important de tenir compte de la variabilité des lignées 

de hiPSC qui résulte des fonds génétiques différents entre les patients. Pour cela, il est 

important de multiplier le nombre de lignées en culture. Par ailleurs, il est maintenant possible 

de générer des lignées qui partagent le même patrimoine génétique à l’aide de la technologie 

Crispr-Cas9. On pourrait donc envisager, pour nous prochains programmes de modélisation, 

de générer des lignées isogéniques. Enfin, bien que l’on puisse observer la présence de 

sarcomères très organisés, un enjeu majeur concernant notre modèle cellulaire est son niveau 

de maturité qui est assimilé à un modèle embryo-fœtal. L’apparition limitée de certains 

phénotypes tardifs est donc à envisager (Baxter et al., 2015; Bursac et al., 2015), en particulier 

lorsque l’on souhaite modéliser des pathologies qui apparaissent à l’âge adulte. C’est peut-

être d’ailleurs à cause de ce point que nous n’avons pas été en mesure d’observer d’alpha 

sarcoglycane dans notre modèle. Face à ce constat, nous avons essayé de mimer une 
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maturation de nos skMt en rallongeant leur temps de culture mais ce ne fut pas concluant 

puisque les tapis cellulaires se sont détachés. Dans l’objectif de garder nos cultures plus 

longtemps, l’utilisation de nouveaux hydrogels développés récemment et plus innovants 

pourrait être une alternative (Iberite et al., 2022). Nous pourrions également envisager de 

complexifier notre modèle en développant des co-cultures comprenant des skMt et des 

motoneurones dérivés de hiPSC d’un même patient. En effet, cette technique permet 

d’améliorer la maturité des myotubes, ainsi que leurs propriétés contractiles (Smith et al., 2016). 

Malgré ces alternatives, il semblerait néanmoins que les modèles conventionnels en deux 

dimensions (2D) présentent des limitations en raison du manque de complexité dans la 

structure, les interactions intercellulaires et le microenvironnement des tissus. Face à ce constat, 

nous pourrions développer des modèles cellulaires tridimensionnels (3D) tels que les 

organoïdes ou les organes sur puce (organ-on-chip), qui ont émergé au cours des dernières 

années. Le principal avantage d'un organoïde est sa sophistication structurelle qui reproduit 

plus fidèlement le développement et le microenvironnement de l’organisme humain. Par 

contre, l’hétérogénéité présente au sein d’un même lot de production (C. Liu et al., 2018) peut 

limiter son utilisation pour des études à haut débit. Enfin, la technologie d’organes sur puce 

permet l’association d’un modèle cellulaire microfluidique 2D ou 3D et de biomatériaux 

reproduisant la MEC naturellement présente au sein d’un tissu (Agrawal et al., 2017; Osaki et 

al., 2020). Ce modèle s’impose aujourd’hui dans divers domaines, en plus de la modélisation 

pathologique, tels que la validation de candidats médicaments et les tests de 

pharmacocinétique. Cependant, en termes d'hétérogénéité cellulaire, de fidélité phénotypique 

et de complexité physiologique, les organoïdes restent plus adaptés que les modèles d’organes 

sur puce. Ainsi, la convergence de ces deux approches pourrait être le prochain challenge pour 

modéliser les dysferlinopathies. 

Comme tous les modèles cellulaires, il est important de tenir compte de l’ensemble de ces 

paramètres et de les anticiper avant de lancer de tels programmes de modélisation. Aucun de 

ces critères ne doit cependant être considéré comme un élément bloquant puisque 

l’identification d’un phénotype pathologique ne nécessite pas obligatoirement l’utilisation d’un 

système complexe. Le facteur le plus important à prendre en compte est la capacité de notre 

modèle à reproduire des mécanismes moléculaires observés chez le patient. En effet, malgré 

ces points d’amélioration à prendre en compte, notre modèle cellulaire a démontré sa capacité 

à récapituler un défaut de PMR dans les skMt dérivés de hiPSC LGMD R2, validant ainsi sa 

pertinence biologique pour modéliser les dysferlinopathies. Néanmoins, il me semble 

important de noter que certains autres défauts pathologiques, identifiés dans des myoblastes 

immortalisés, non pas été reproduits tels que la dérégulation du trafic de la transferrine ou de 

l’expression des connexines. Même si la maturité de notre modèle peut encore une fois être 

remise en cause, cette différence pourrait également s’expliquer soit par l’utilisation d’outils 

non adaptés pour reproduire les phénotypes (anticorps, protocole d’endocytose), soit par le 

processus d’immortalisation des myoblastes qui peut engendrer des anomalies génétiques et 

métaboliques et donc limiter la capacité de ce modèle à reproduire fidèlement les maladies 

humaines. 
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2.2. Identifier un phénotype pathologique 

 

Une fois le modèle cellulaire d’étude identifié et caractérisé, la deuxième étape de 

l’approche phénotypique consiste à identifier un défaut moléculaire représentatif de la 

pathologie. Pour cela, une analyse transcriptomique a été réalisée sur des skMt dérivés de 

hiPSC de patients LGMD R2, en comparaison avec des contrôles sains. Cette étude nous a 

permis d’identifier des dérégulations géniques associées à différentes voies biologiques déjà 

identifiées dans les dysferlinopathies, telles que la voie du TGFβ, des acides gras ou de la MEC, 

nous confirmant ainsi la pertinence biologique de notre modèle d’étude. En effet, plusieurs 

membres de la famille du TGFβ, impliqués dans la régulation de la réparation musculaire, ont 

déjà été identifiés comme étant des cytokines pro fibrotiques et pro inflammatoires majeures 

impliquées dans la progression des MD (Burks and Cohn, 2011; Ceco and McNally, 2013). Des 

thérapies ciblant l’activité de cette voie ont par ailleurs été développées pour la DMD afin de 

réduire la fibrose musculaire (Mázala et al., 2020). D’autre part, comme expliqué dans 

l’introduction de ce manuscrit, des études récentes suggèrent une dérégulation du 

métabolisme lipidique dans les dysferlinopathies (Srivastava et al., 2018) qui entraînerait un 

remodelage du muscle squelettique (Agarwal et al., 2019; Grounds et al., 2014; Haynes et al., 

2019). Enfin, la dysferline a déjà été impliquée dans des mécanismes d’adhésion cellulaire à la 

MEC de par la formation de complexes protéiques avec des protéines de l’adhésion focale ((de 

Morrée et al., 2013) ou son interaction avec la protéine AHNAK (Huang et al., 2007). Cette 

analyse transcriptomique nous a également permis d’identifier une dérégulation de 

l’expression de dab2, inversement corrélée à celle de la dysferline. En complétant ces résultats 

par des études chez le modèle Bla/J et dans des biopsies musculaires de patients nous avons 

ensuite suggéré un rôle potentiel de dab2 dans la physiopathologie des LGMD R2. Cependant, 

un désavantage majeur à cette approche phénotypique est qu’il nous est difficile de relier dab2 

à la maladie. En général, pour répondre à cette interrogation, on peut étudier les conséquences 

physiopathologiques d’une perte et d’un gain de fonction in vitro du biomarqueur en utilisant 

des tests phénotypiques secondaires. Or, dans notre cas, on ne saura pas sur quel critère 

mesurer le bénéfice. En effet, comme évoqué précédemment, il n’existe pas de phénotype 

pathologique caractérisé dans les dysferlinopathies, excepté la PMR qui n’est cependant pas 

suffisante pour refléter un effet bénéfique sur le caractère dystrophique du muscle. Dans notre 

situation, une alternative plus longue et fastidieuse consisterait à utiliser les modèles in vivo 

pour évaluer le rôle de notre biomarqueur dans l’apparition de la maladie. 

 

2.3. Etude du mécanisme d’action 

 

Une fois le phénotype pathologique identifié et validé, l’étape finale de l’approche 

phénotypique consiste à évaluer la capacité de petites molécules à corriger ce défaut. 

L’avantage du criblage phénotypique est qu’il ouvre la possibilité d’identifier des molécules 

potentiellement thérapeutiques sans aucun a priori sur la cible pharmacologique et donc de 

valider plusieurs molécules. A l’inverse, l’inconvénient est qu’il identifie également des 

composés qui pourraient agir sur le phénotype complètement indépendamment de la 
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pathologie étudiée. C’est pour cela qu’il est nécessaire d’avoir accès à un certain nombre de 

tests secondaires pour pouvoir distinguer ces deux situations, soulignant encore une fois la 

nécessité d’identifier de nouveaux phénotypes pathologiques dans les dysferlinopathies. Un 

autre obstacle limitant des criblages phénotypiques réside dans la difficulté à identifier le 

mécanisme d’action du candidat médicament. Les cibles protéiques des molécules issues du 

criblage peuvent être nombreuses. Néanmoins, plus le test rend compte d’un phénotype 

précis, plus les molécules actives sélectionnées seront pertinentes, et plus l’analyse de leur 

mécanisme d’action sera facilitée. Par exemple, un simple test de viabilité est généralement 

insuffisant car de nombreux facteurs peuvent affecter la croissance et la mort cellulaire.  

 

3. Approche mécanistique : des premiers succès des inhibiteurs des voies de 

dégradation protéique aux molécules repositionnées pour le sauvetage de la 

dysferline 

 

Une autre stratégie pharmacologique pour les dysferlinopathies est l’approche 

mécanistique qui consiste à cibler un mécanisme de la machinerie cellulaire. De façon similaire 

à la stratégie phénotypique, cette approche a déjà démontré son intérêt dans l’identification 

de candidats médicaments pour des maladies fréquentes (Berndt et al., 2011) et plus rares avec, 

par exemple, l’identification d’inhibiteurs du processus de farnésylation pour améliorer certains 

symptômes de la progéria (Capell et al., 2008; Gordon et al., 2012; Yang et al., 2008). En ce qui 

concerne les MD, cette stratégie mécanistique est transposable pour restaurer l’expression à la 

membrane plasmique de protéines mal conformées en modulant, soit la voie de 

repliement/maturation des protéines, soit celle des voies de dégradation des protéines. Des 

preuves en faveur de cette stratégie ont notamment été décrites par notre groupe, et d’autres, 

pour la LGMD R3. Dans cette pathologie, les mutations faux-sens entraînent la production de 

protéines mal repliées, reconnues par le système de contrôle qualité du réticulum 

endoplasmique, puis dégradées par le système ubiquitine-protéasome (Bartoli et al., 2008; 

Gastaldello et al., 2008). Le groupe d’Isabelle Richard, avec qui nous collaborons, a mis en 

évidence qu’une inhibition de ce processus permettait de restaurer la présence à la membrane 

de certaines formes mutantes mal conformées de l’alpha-sarcoglycane (α-SG) (Bartoli et al., 

2008; Soheili et al., 2012). La confirmation de ce lien a ensuite été apportée par une autre 

équipe (Bianchini et al., 2014). Bien que mal conformés, ces études ont par ailleurs montré que 

certains mutants de l’α-SG conservaient leurs fonctionnalités, ouvrant ainsi la voie aux 

approches pharmacologiques ciblant les voies de contrôle qualité ou de dégradation de la 

cellule. C’est dans ce contexte que j’ai participé, dès 2017, au développement d’un modèle 

pharmacologique de la LGMD R3 visant à identifier, par criblage à haut débit, des candidats 

médicaments capables de restaurer l’expression à la membrane du mutant R77C, le plus 

fréquent de l’α-SG. Nous avons ainsi rapporté dans une première étude que, parmi 2000 

molécules repositionnables testées, seul un médicament, le thiostrepton, était capable de 

sauver la localisation membranaire de l’α-SG R77C via une inhibition du protéasome (Hoch et 

al., 2019)(annexe 1). Ensuite, dans une seconde étude à laquelle j’ai également contribué, nous 

avons pu démontrer l’impact positif de l'association du givinostat et du bortézomib sur la 
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relocalisation de ce même mutant à la membrane plasmique (Hoch et al., 2022)(annexe 2) en 

perturbant les systèmes de dégradation du protéasome et de l’autophagie, ouvrant ainsi la 

voie à de nouvelles stratégies de traitements combinés pour la LGMD R3.  

 

3.1. Intérêt et faisabilité de l’approche pour les dysferlinopathies 

 

Dans le cadre des dysferlinopathies, le fait de cibler directement la perte d’expression de la 

dysferline a pour avantage majeur de pouvoir empêcher l’apparition de tous les phénotypes 

pathologiques. Ainsi, nous nous sommes demandé si l’approche mécanistique exposée 

précédemment pouvait être applicable à cette pathologie, dont un tiers des mutations sont 

des variants faux-sens (Cacciottolo et al., 2011; Jin et al., 2016; Schoewel et al., 2012). Une série 

d’expériences in vitro a montré que les mutations L1341P, W999C et G1628R entrainaient la 

production de protéines mal conformées qui se retrouvaient agrégées et dégradées 

(Fernández-Simón et al., 2020; Matsuda et al., 2015; Wenzel et al., 2006). Ces études, 

complétées par d’autres, ont par ailleurs démontré que la dégradation de ces variants 

n’impliquait pas forcément le système ubiquitine protéasome puisque l’utilisation d’inhibiteurs 

de cette voie n’était pas suffisante pour sauver les protéines mutantes L1341P et G1628R 

(Fernández-Simón et al., 2020; Kokubu et al., 2019). De ce fait, plusieurs études ont suggéré un 

rôle de l’autophagie dans la dégradation de certaines formes mutées de dysferline, en 

particulier le mutant L1341P (Fujita et al., 2007; Kokubu et al., 2019).  

 

3.2. Développement du modèle pharmacologique 

 

Sur la base de l’analyse de ces différents articles, le second objectif de mon projet de thèse 

a consisté à développer un modèle pharmacologique de la LGMD R2 permettant d’identifier 

des molécules capables d’empêcher la dégradation des formes mal conformées de la 

dysferline. Parmi le large panel de mutations faux-sens impliquées dans cette pathologie, je 

me suis intéressée au variant L1341P qui, bien que mal conformé et agrégé dans le réticulum 

endoplasmique, conserve sa fonctionnalité s’il est relocalisé au sarcolemme (Schoewel et al., 

2012).  

Contrairement à l’approche phénotypique, la mise en place du modèle d’étude de l’approche 

mécanistique s’est faite beaucoup plus rapidement. J’ai tiré parti du modèle cellulaire de 

myoblastes immortalisés DYSFL1341P qui était déjà caractérisé. Ce modèle récapitule l’agrégation 

de la dysferline mutante dans le réticulum endoplasmique et le phénotype pathologique de 

défaut de PMR (Philippi et al., 2012). De façon plus général, la simplicité du modèle cellulaire 

est un des avantages de l’approche mécanistique. Dans mon projet, j’ai eu l’opportunité de 

travailler sur un type cellulaire relevant pour les dysferlinopathies mais un modèle de 

surexpression de la dysferline L1341P ou de dysferline tagguée, permettant d’identifier des 

molécules thérapeutiques en suivant la localisation de la protéine, aurait été suffisant. Un autre 

avantage à cette stratégie de criblage mécanistique repose sur notre readout, qui consiste à 

mesurer une augmentation de l’expression de la dysferline dans les cellules. En effet, 

intuitivement, plus le readout est proche de la biomolécule à l’origine de la maladie, plus 
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grandes sont nos chances de trouver une petite molécule spécifique. 

 

3.3. Identification de candidats médicaments 

 

Une fois notre modèle pharmacologique développé et caractérisé, une campagne de 

criblage de 2200 médicaments repositionnables nous a permis d’identifier 9 composés qui 

présentaient une efficacité dose dépendante sur l’expression de la dysferline et permettaient 

de relocaliser la protéine en dehors du réticulum endoplasmique. Cependant, de façon 

comparable à l’approche phénotypique, il nous était difficile d’évaluer l’effet thérapeutique de 

ces molécules. D’une part, notre readout ne permettait pas de certifier que la dysferline était 

relocalisée à la membrane plasmique et, d’autre part, nous n’avions pas de test secondaire à 

notre disposition. Partant de ce constat, nous avons émis l’hypothèse que si la dysferline 

mutante relocalisée était fonctionnelle alors elle serait en mesure d’assurer sa fonction dans la 

PMR après une lésion. En effet, même si un test de PMR ne nous assurait pas un effet 

thérapeutique, il nous permettait au moins de confirmer un effet fonctionnel des molécules sur 

la dysferline mutante L1341P. De ce fait, l’évaluation de la capacité des cellules à résister à un 

choc osmotique après avoir été traitées avec chacun des 9 composés nous a permis d’identifier 

le saracatinib et le bazédoxifène comme étant des candidats médicaments pour les patients 

LGMD R2 porteurs de la mutation L1341P. Pour démontrer l’effet thérapeutique de ces 2 

molécules, les modèles animaux sont indispensables. Ainsi, on pourrait envisager d’utiliser le 

modèle murin MMex 38 développé par le Dr Simone Spuler ou de générer des souris knock-in 

L1341P.  

Enfin, il convient de comprendre les mécanismes par lesquels chacun des 2 composés identifiés 

régule l’expression de la dysferline. A l’inverse de l’approche phénotypique, cette étape est 

moins complexe. En effet, quand on s’intéresse aux voies de dégradation des protéines il y a 

en réalité peu de candidats cibles. Dans notre étude, nous constatons que le mécanisme 

d’action semble différent pour chaque molécule. En effet, l’effet du saracatinib sur le choc 

osmotique est uniquement observé dans les myoblastes exprimant la dysferline L1341P alors 

que celui du bazédoxifène a été mesuré dans toutes les lignes cellulaires, peu importe la 

mutation, y compris dans des cellules saines. Ainsi, contrairement au bazédoxifène, l’effet du 

saracatinib serait lié au sauvetage de la dysferline mutante L1341P. 

De prime abord, le mécanisme d’action du saracatinib semble plus facile à élucider que celui 

du bazédoxifène. Le saracatinib est un médicament développé par AstraZeneca (AZD-0530) 

pour traiter le mélanome métastatique. C’est un inhibiteur de Src qui semble promouvoir 

l’autophagie par la voie de signalisation Akt/mTOR (Wu et al., 2010). Le saracatinib a été reporté 

comme une molécule efficace pour éliminer les agrégats de protéines Tau phosphorylées mal 

conformées dans la maladie d’Alzheimer (Nygaard et al., 2015; Tang et al., 2020). Plus 

récemment, il a également été montré que le saracatinib réduit la propagation des agrégats 

d’alpha synucléine dans la maladie de Parkinson via l’activation de l’autophagie (Choi et al., 

2020). Par conséquent, on peut supposer que l’effet bénéfique du saracatinib sur les cellules 

musculaires exprimant la dysferline mutante L1341P passerait par l’activation de la voie de 
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l’autophagie. Cette hypothèse est d’ailleurs en accord avec une précédente étude qui montre 

l’impact positif de la rapamycine, un puissant inducteur d’autophagie, sur cette même mutation 

(Fujita et al., 2007). Afin de valider si l’effet du saracatinib sur le mutant L1341P passe par la 

voie de l’autophagie, il faudrait donc envisager de mesurer l’expression de marqueurs 

spécifiques de cette voie comme LC3B et P62 et d’utiliser des inhibiteurs de ce mécanisme. 

Par ailleurs, ces données permettent également d’envisager un rôle de l’autophagie dans la 

pathogenèse des dysferlinopathies, de façon similaire aux maladies neurodégénératives. Dans 

le cas de mutations faux-sens de DYSF, des agrégats de dysferline vont se former, ce qui va 

entraîner une augmentation de l’autophagie qui, dans les premiers stades de la maladie, serait 

assez efficace pour assurer leur élimination. A un stade plus avancé de la pathologie, on peut 

par contre envisager que l’autophagie ne serait plus suffisante pour assurer la dégradation des 

protéines. De ce fait l’accumulation de protéines et d'organelles cellulaires endommagées 

activerait des cascades de signalisation conduisant à l'atrophie et à l'apoptose des fibres et, 

dans certains cas, à une réduction de la force mécanique générée lors de la contraction 

musculaire et à un échec de la régénération musculaire. Si cette hypothèse est confirmée, des 

inducteurs de l’autophagie pourraient alors être utilisés pour détoxifier les cellules musculaires 

et améliorer leur phénotype dystrophique. Plusieurs traitements stimulant l’autophagie (tels 

que la privation de nourriture, ou l’inhibition pharmacologique de la kinase mTOR) ont 

d’ailleurs eu un impact positif sur des modèles animaux de myopathies multiples, confirmant 

que la déficience en autophagie joue un rôle important dans la pathogenèse des troubles 

musculaires squelettiques. Récemment, des résultats prometteurs ont été obtenus avec le 

ptérostilbène, une molécule non toxique similaire au resvératrol, sur des souris Col6a1-/- (Metti 

et al., 2020). En réactivant l’autophagie, ce composé a permis d’améliorer les lésions 

musculaires avec une diminution de la taille anormale des fibres musculaires et une 

augmentation du nombre de fibres nouvellement formées. Par ailleurs, une étude clinique 

pilote de phase II évaluant les effets d’un régime pauvre en protéines pendant un an et menée 

chez sept adultes atteints de MDC liée au collagène VI a montré des signes de réactivation de 

l’autophagie au niveau du tissu musculaire squelettique (Castagnaro et al., 2016). Ce régime a 

non seulement permis de contrecarrer l’aggravation de la fonction motrice, mais aussi entrainé 

une amélioration de certains paramètres moteurs et respiratoires. 

Le bazédoxifène est un modulateur sélectif des récepteurs aux œstrogènes (SERM) de 

troisième génération (De Villiers et al., 2011), développé par Pfizer. De façon intéressante, deux 

études suggèrent également un rôle d’inducteur d’autophagie au bazédoxifène, d'une part, 

par la régulation du PDGF-BB dans les cellules musculaires lisses vasculaires (Song et al., 2020) 

et, d'autre part, en induisant la formation d'autophagosomes et l'expression de la protéine 

LC3B-II par la signalisation Akt/mTOR dans les macrophages infectés par M. tuberculosis 

(Ouyang et al., 2020). De plus, le bazédoxifène appartient à la même classe de médicaments 

que le tamoxifène, un autre SERM associé à l'induction de l'autophagie, et certaines preuves 

récentes recueillies sur l'effet de ce médicament sur les MD (Kuşçu et al., 2022) soutiennent le 

bénéfice potentiel du bazédoxifène sur la LGMD R2. Par ailleurs, le bazédoxifène améliore la 

résistance membranaire des cellules musculaires pour un large spectre de conditions 
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(mutations L1341P, G299R, S1173X et cellules contrôles), suggérant un mécanisme plus général 

de protection des fibres musculaires qu’avec le saracatinib. Afin de protéger ces résultats, un 

brevet concernant l’utilisation du bazédoxifène pour augmenter la survie musculaire a d’ailleurs 

été déposé (annexe 3). On peut supposer que ce mécanisme de protection des cellules 

musculaires LGMD R2 et saines est une conséquence directe de l’induction de l’autophagie. En 

effet, une autophagie active permet de renouveler rapidement la population de lysosomes 

intracellulaires (McGrath et al., 2021). Or comme nous l’avons évoqué dans l’introduction de ce 

manuscrit, les lysosomes sont essentiels au processus de PMR. Une hypothèse serait qu’une 

autophagie active, via le bazédoxifène, permettrait de compenser l’absence de dysferline pour 

le recrutement des lysosomes à la membrane lésée ou exacerberait la PMR en présence de 

dysferline. Dans ce sens, nos résultats montrent que l’effet protecteur du bazédoxifène sur le 

sarcolemme est plus important dans des myoblastes contrôles que pathologiques. 

Pour conclure, l’avantage principal de l’approche mécanistique repose sur la rapidité à 

identifier deux médicaments candidats, le saracatinib et le bazédoxifène, comme options 

thérapeutiques potentielles pour le traitement des patients LGMD R2 porteurs de la mutation 

DYSFL1341P. A l’inverse, comme nous l’avons vu avec le saracatinib, l’inconvénient principal de 

cette stratégie est son spectre thérapeutique. En effet, celui-ci est réduit à la mutation testée, 

ainsi qu’au nombre restreints de patients touchés par ce variant puisqu’aucune mutation faux-

sens de DYSF n’a été répertoriée comme étant plus fréquente qu’une autre. Bien qu’il soit 

théoriquement possible de repositionner l’effet du saracatinib à d’autres mutations faux-sens 

de la dysferline, il faudrait néanmoins que ces variants soient agrégés ou dégradés de la même 

façon que le mutant L1341P. Or, cette information n’est pas connue pour les dysferlinopathies. 

Il faudrait donc faire cette analyse pour chaque variant en clonant toutes les mutations faux-

sens afin d’identifier leur voie de dégradation, ce qui représente des années de recherche. 

 

4. Approche basée sur une cible moléculaire pour la découverte de médicaments 

 

Une stratégie alternative que l’on aurait pu envisager pour identifier un traitement 

pharmacologique aux dysferlinopathies est l’approche « target-based », qui est le chemin du 

médicament classique de l’industrie pharmaceutique. Cette stratégie consiste à modéliser, à 

l’aide de méthodes informatiques, des inhibiteurs sélectifs d’une cible moléculaire. L’étape la 

plus critique dans ce processus est le choix de la cible, car elle détermine le succès potentiel 

du programme de recherche. Plusieurs approches peuvent être utilisées. La plus courante est 

celle basée sur la littérature scientifique puisque la connaissance de l’étiopathogénie de la 

maladie est une source importante de nouvelles cibles moléculaires. Par exemple, les études 

génétiques concernant les formes familiales précoces de la maladie d’Alzheimer ont permis 

d’identifier des mutations portant sur les gènes codant pour le précurseur de la protéine β-

amyloïde et conduisant à la formation de plaques séniles (Hardy and Selkoe, 2002; Morrissette 

et al., 2009). Ces données ont permis de développer des stratégies thérapeutiques visant à 

réduire la formation de la protéine β-amyloïde (Pangalos et al., 2007). Une autre approche est 

basée sur une recherche prospective utilisant la génomique, la transcriptomique ou la 

protéomique différentielle. Dans certains cas, des gènes peuvent être sélectionnés comme 
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cible de façon pragmatique, en fonction de leur expression différentielle dans un tissu d’intérêt. 

Mais le plus souvent la validation de la cible biologique est réalisée par génomique 

fonctionnelle à l’aide de souris transgéniques dont le gène d’intérêt est invalidé ou surexprimé 

et par l’analyse du phénotype correspondant. 

Dans le cadre des dysferlinopathies l’unique cible moléculaire identifiée est la dysferline. On 

pourrait donc envisager d’utiliser les techniques informatiques de type prédiction in silico pour 

concevoir des chaperons pharmacologiques permettant de restaurer la structure de la 

dysferline lorsqu’elle est se retrouve mal conformée et dégradée à cause de mutations faux-

sens. Dans ce sens, une étude très récente montre que le 4-PBA, un chaperon chimique, permet 

à la dysferline mutante de retrouver in vitro une localisation membranaire partielle pour 25 des 

64 mutations faux-sens qui avaient une forte probabilité de provoquer des défauts de 

repliement de la dysferline et de mener à sa dégradation (Tominaga et al., 2022). De plus, les 

tests in vivo sur le modèle MMex38 montrent que l’administration orale du 4-PBA pendant 

deux jours permet de restaurer complètement la fonction de PMR des cellules musculaires, 

démontrant un potentiel thérapeutique important des chaperons pharmacologiques et 

ouvrant la voie à leur identification pour traiter certaines mutations faux-sens des 

dysferlinopathies.  

Les chaperons pharmacologiques ont l’avantage d’être plus spécifiques que des modulateurs 

du protéasome ou de l’autophagie. En effet, ils se lient spécifiquement aux protéines mutantes 

repliées (ou partiellement repliées) instables. Par contre, l’utilisation de cette stratégie implique 

de connaitre les mutations faux-sens de la dysferline qui entrainent des défauts de repliement 

et une agrégation de la protéine dans le réticulum endoplasmique. En effet, dans l’étude 

précédente, seulement 64 mutations faux-sens sur 113 analysées étaient susceptibles 

d’engendrer un mauvais repliement de la dysferline mutante. De façon similaire à l’approche 

mécanistique, l’analyse de tous les variants faux-sens pathogènes de DYSF nécessiterait de 

cloner chaque mutation et engendrerait des années de recherche. 

 

5. Vers une stratégie « à la carte » 

 

Ces trois années de thèse m’ont permis d’évaluer la pertinence de différentes approches 

pharmacologiques pour l’identification de candidats médicaments. Pour résumer, une des 

promesses de l’approche phénotypique est son spectre thérapeutique. En plus de pouvoir 

théoriquement traiter tous les patients atteints d’une même maladie, sans distinction du variant 

génétique, la molécule thérapeutique identifié peut potentiellement être repositionnée pour 

d’autres pathologies, à partir du moment où celles-ci partagent le même mécanisme 

pathologique. Cependant, connaître l’identité d’une partie d’un défaut peut ne pas être 

suffisant pour traiter la maladie. A l’inverse, le spectre thérapeutique de l’approche 

mécanistique est généralement limité puisqu’il est réduit aux patients atteints de la mutation 

testée. Le modèle d’étude est également un point de divergence. Alors que l’accès à un type 

cellulaire relevant n’est pas nécessaire à l’approche mécanistique, ce point est déterminant 

pour la stratégie phénotypique qui nécessite d’utiliser un modèle capable de récapituler une 

maladie. De ce fait, le modèle mécanistique a été plus rapidement mis en place. Mais, à 
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contrario, la plateforme de skMC dérivés de hiPSC, associée à la technologie CRISPR, constitue 

un modèle cellulaire unique pour modéliser l’ensemble des LGMD et permet d’envisager 

l’identification de mécanismes pathologiques partagés par ces pathologies. Elle permet 

également de suivre les conséquences d’une invalidation/surexpression d’un gène au cours de 

la différenciation musculaire. Malgré ces différences entre les approches, une problématique 

commune a néanmoins été identifiée. Que ce soit pour valider l’effet pathologique d’un 

biomarqueur ou thérapeutique d’un candidat médicament, nos programmes ont été ralentis 

par le manque de tests secondaires disponibles, soulignant la nécessité d’identifier de 

nouveaux mécanismes pathologiques associés aux dysferlinopathies ou de mieux caractériser 

ceux déjà connus. L’accès à un modèle animal pertinent pour valider les résultats obtenus in 

vitro est également un point important dont il faut tenir compte à la fois pour les programmes 

de modélisation et de pharmacologie puisqu’il peut nécessiter de développer des 

collaborations. 

De ces expériences que j’ai pu acquérir en développant ces deux approches pharmacologiques, 

je me questionne donc sur le choix de la stratégie que j’utiliserai pour optimiser le 

développement d’un nouveau programme de recherche. Il me semble tout d’abord important 

de tenir compte de nos connaissances sur les mécanismes physiopathologiques. La stratégie 

doit par exemple être adaptée au spectre mutationnel du gène et à son impact clinique, aux 

modifications structurelles de la protéine, aux mécanismes pathologiques identifiés et aux 

stratégies thérapeutiques déjà développées. Il me semble également important de tenir 

compte du contexte socio-économique. En effet, la grande majorité des maladies génétiques 

sur lesquelles nous travaillons sont des maladies rares voir ultra rares. Il apparait donc 

nécessaire de privilégier des stratégies de repositionnement de médicaments déjà existants 

pour éviter le processus long et très couteux de développement de nouvelles entités 

chimiques. Le choix entre ces approches dépend également des ressources dont on dispose. 

Une approche phénotypique est par exemple chronophage si nous n’avons pas accès au 

matériel robotique permettant de faire du high-content ou du high-throughput screening. 

Ainsi, il me semble que le choix de la stratégie doit se faire « à la carte ». 

Par ailleurs, il me semble pertinent de ne pas considérer les approches phénotypiques et 

mécanistiques comme des alternatives opposées dans la découverte de nouveaux 

médicaments, mais plutôt comme des méthodes complémentaires qui peuvent augmenter les 

chances d’identifier et de développer des médicaments efficaces.  

 

6. Comment améliorer notre compréhension des dysferlinopathies ? 

 

L’identification d’un point bloquant à nos deux approches, qui est le manque de 

compréhension sur les mécanismes impliqués dans les dysferlinopathies, m’a amenée à me 

poser une autre question qui est la suivante: quelles autres stratégies auraient pu être 

développées pour identifier des défauts pathologiques pertinents pour cette maladie ? 
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6.1. Etude de la sensibilité différentielle des muscles squelettiques dans les 

dysferlinopathies 

A ce jour, les skMC représentent le seul type cellulaire identifié comme étant impacté dans les 

dysferlinopathies. Toutefois, comme nous l’avons vu dans la partie introductive du manuscrit, 

les skMC présentent une vulnérabilité différentielle dans cette pathologie. En effet, les 

dysferlinopathies se caractérisent, chez le patient, par une atteinte spécifique de certains 

groupes musculaires consécutivement à une déficience en dysferline. Ainsi, mieux comprendre 

les mécanismes régissant cette vulnérabilité sélective des skMC, dépendante de la dysferline 

ou non, offrirait le potentiel de révéler de nouvelles cibles thérapeutiques, avec une pertinence 

potentielle pour les autres LGMD ou MD. Une hypothèse serait qu’un sous-ensemble de skMC 

possèderaient des caractéristiques intrinsèques uniques qui les protègent, par des mécanismes 

de compensation ou par leur composition (fibres lentes vs rapides) par exemple, ou au 

contraire les fragilisent. Dans le but d’identifier ces voies moléculaires pouvant expliquer la 

dégénérescence sélective de certains groupes musculaires dans les dysferlinopathies, nous 

pourrions envisager de modéliser différents types de cellules musculaires dérivées de hiPSC. 

Cependant, notre faible connaissance des programmes géniques activés lors du 

développement de ces sous-types de progéniteurs myogéniques limite leur transposition en 

protocole de différenciation in vitro à partir de CSP.  

 

6.2. Etude des mécanismes de compensation 

 

Les dysferlinopathies sont des maladies génétiques qui se déclarent tardivement et 

progressent lentement, laissant penser que certains mécanismes moléculaires pourraient être 

exprimés au début de la pathologie afin de compenser l’absence de dysferline. Un des enjeux 

pour le traitement des dysferlinopathies serait donc d’identifier ces mécanismes 

compensatoires. Dans ce but, l’objectif d’une étudiante en thèse dans l’équipe est d’établir les 

signatures génétiques de sous-ensembles de skMC dérivées de hiPSC grâce à la technique du 

single cell RNASeq. Plusieurs approches sont possibles dans cette analyse telles que : (i) 

identifier les gènes dérégulés entre des cellules LGMD R2 et des cellules saines ou (ii) identifier 

les gènes différentiellement exprimés entre des sous-ensembles de skMC LGMD R2 qui sont 

composés de cellules que l’on considère comme atteintes ou non atteintes. Ces populations 

pourraient par exemple se distinguer par leur niveau d’expression pour certains biomarqueurs 

de la pathologie comme dab2 ou la connexine 43. 

Par ailleurs, une étude récente montre que les patients qui déclenchent tardivement la maladie 

sont moins gravement atteints et présentent des changements dystrophiques plus légers dans 

leur biopsie musculaire. Ainsi, une alternative à la stratégie précédente pour étudier les 

mécanismes compensatoires mis en place dans les dysferlinopathies serait d’étudier les profils 

d'expression génique de biopsies musculaires de patients qui déclarent tardivement la maladie 

(Late Onset) afin de les comparer avec des patients atteints précocement (Early Onset).  
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*** 

 

Le développement d’un modèle in vitro de skMC dérivées à partir de CSP humaines nous a 

permis d’identifier une dérégulation de l’expression de dab2 dans les cellules musculaires 

pathologiques. Cette dérégulation a ensuite été confirmée in vivo en analysant son 

augmentation dans les muscles les plus atteints de souris Bla/J et son sauvetage lorsque la 

dysferline pleine longueur a été restaurée dans ce modèle à l’aide d’AAV. Dans l’ensemble, nos 

résultats révèlent que dab2 est inversement régulé par la teneur en dysferline et suggèrent son 

implication dans la physiopathologie de la LGMD R2. Par ailleurs, cette corrélation entre 

l'augmentation de dab2 et la déficience en dysferline a été renforcée par l'analyse de 

l'expression de dab2 dans des biopsies musculaires prélevées chez des patients LGMD R2 à 

différents stades de la maladie (classés selon l'échelle de Walton). Comme dans le modèle 

murin, nos résultats ont démontré que dab2 était surexprimé dans les muscles des patients 

présentant les stades les plus avancés de la pathologie.  

Au-delà du fait que dab2 pourrait être utilisé comme un marqueur de la progression des 

dysferlinopathies, l'ensemble de nos résultats souligne que l'augmentation de dab2 pourrait 

jouer un rôle actif dans le développement de la maladie. Il convient donc d’essayer de 

déchiffrer les mécanismes par lesquels dab2 pourrait être impliqué dans la pathogenèse des 

dysferlinopathies. 

 

1. Rôle de dab2 dans l’endocytose du récepteur au LDL 

 

Dab2 a principalement été décrit comme une molécule adaptatrice de la clathrine qui 

permet l'internalisation de récepteurs cellulaires par le mécanisme d’endocytose médiée par la 

clathrine (CME) (Lampe et al., 2016). La CME est un processus cellulaire complexe qui génère 

de petites vésicules membranaires (60-120 nm) et permet de transporter diverses molécules 

cargo de la membrane plasmique aux endosomes. En particulier, dab2 a été impliquée dans la 

régulation de l'internalisation du récepteur aux lipoprotéines de basse densité (LDLR) et de 

l'absorption des LDL riches en cholestérol (Mettlen et al., 2010; Tao et al., 2016). 

Dans les années 1950 et 1960, les physiologistes ont défini les deux principales lipoprotéines 

sanguines transportant du cholestérol : les lipoprotéines de basse densité (LDL) et les 

lipoprotéines de haute densité (HDL). Les épidémiologistes ont observé que des concentrations 

élevées de LDL prédisposent aux crises cardiaques, alors que des quantités élevées de HDL 

sont protectrices ; l'excès de cholestérol circulant chez les patients atteints 

d'hypercholestérolémie familiale est contenu dans les LDL, et non dans les HDL. Quelques 

années plus tard, Goldstein et Brown ont découvert que le LDLR, un récepteur de surface 

cellulaire pour les LDL, transporte les particules de LDL dans les cellules par le biais de fosses 

et de vésicules recouvertes de clathrine (Brown and Goldstein, 1979) et que des mutations du 

LDLR entraînant une endocytose défectueuse étaient responsables de l'hypercholestérolémie 

familiale (Anderson et al., 1977). Après la liaison du LDL à son récepteur, le complexe est 

internalisé par la CME et pénètre dans les endosomes précoces. Alors que le LDLR est recyclé 
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vers la surface cellulaire, le LDL est hydrolysé dans les lysosomes. L'absorption des LDL est très 

sensible aux changements, même minimes, des concentrations de cholestérol et la privation 

de cholestérol induit l'activation des facteurs de transcription SREBP, qui à leur tour régulent 

la transcription du LDLR (Yokoyama et al., 1993). 

Bien que plusieurs protéines adaptatrices ont été décrites pour recruter la clathrine à la 

membrane plasmique, il a été démontré que dab2 agit comme adaptateur de la clathrine pour 

l'internalisation d'un sous-ensemble spécifique de récepteurs (Anderson et al., 1977). En effet, 

dab2 semble être spécifiquement impliqué dans l'internalisation du LDLR pour l'absorption des 

LDL, alors qu'il n'est pas nécessaire pour l'absorption du récepteur de la transferrine 

(TfnR)(Mettlen et al., 2010; Tao et al., 2016; Yokoyama et al., 1993). Les récepteurs de la Tfn et 

du LDL sont concentrés dans des puits recouverts de clathrine (CCP pour clathrin coated pits) 

et sont constitutivement endocytés (Brodsky, 1988). Le regroupement de ces cargos dépend 

des signaux de tri trouvés dans leur queue cytoplasmique (Trowbridge et al., 1993). Alors que 

le signal de tri YXXΦ du TfnR est reconnu par la protéine adaptatrice tétramérique AP2, le 

recrutement du LDLR repose sur un motif FXNPXY (Davis et al., 1986) reconnu par les 

adaptateurs dab2 et son partenaire ARH (pour autosomal recessive hypercholesterolemia) 

(Garcia et al., 2001). Il a été démontré que la combinaison des fonctions de dab2 et d'ARH 

contrôle l'homéostasie circulatoire du cholestérol et le knock-out des gènes ARH et dab2 chez 

la souris a entraîné une hypercholestérolémie similaire à celle résultant de la délétion 

homozygote du LDLR (Tao et al., 2016). Ainsi, les adaptateurs dab2 et ARH se lient tous les 

deux aux mêmes molécules cargo, sont recrutés dans les mêmes structures de clathrine, et la 

taille des CCP peut être contrôlée par le ratio dab2/ARH. Par exemple, la surexpression de dab2 

conduit à la formation de plaques géantes de clathrine (Mettlen et al., 2010). 

Sur la base de nos résultats montrant une surexpression de dab2 dans les myotubes LGMD R2, 

combinée à la littérature révélant un rôle de dab2 dans l’endocytose du LDLR, on peut donc 

supposer que l'expression accrue de dab2 pourrait augmenter ou altérer l’endocytose du LDL 

et engendrer des conséquences sur l’homéostasie du cholestérol chez les patients LGMD R2. 

 

2. Rôle du métabolisme lipidique dans les dysferlinopathies 

 

Cette hypothèse est soutenue par des études récentes soulignant un rôle majeur de la 

dérégulation du métabolisme des lipides dans la phase la plus précoce de la LGMD R2 

(Srivastava et al., 2018). D’un point de vue clinique, cette modification contribue au remodelage 

du muscle squelettique (Haynes et al., 2019) comme le révèle le dépôt anormalement élevé de 

lipides dans les myofibres de patients (Diaz-Manera et al., 2018) ou de souris modèles (Agarwal 

et al., 2019; Grounds et al., 2014; Haynes et al., 2019) et l’infiltration d’adipocytes entre les fibres 

à un stade plus tardif (Agarwal et al., 2019; Grounds et al., 2014; Haynes et al., 2019). Par ailleurs, 

des études lipidomiques des muscles déficients en dysferline révèlent des augmentations 

significatives d’un large éventail de lipides – incluant les sphingolipides, phospholipides, 

lysophospholipides, le cholestérol et les esters de cholestérol – avant l’apparition de 

complications histologiques perceptibles (Haynes et al., 2019). En accord avec ces observations, 
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notre hypothèse a également été soutenue par la découverte que les skMt LGMD R2 

accumulaient des gouttelettes lipidiques in vitro. Bien que la cause de ces dérégulations soit 

encore inconnue, une composition lipidique altérée des myofibres pourrait contribuer à un 

déclin progressif de la fonction musculaire dans le LGMD R2. Dans ce sens, une récente étude 

démontre l'effet délétère du cholestérol dans les muscles déficients en dysferline (Sellers et al., 

2018). 

Ainsi, l’ensemble de ces données questionnent sur le rôle de la CME dans les mécanismes 

pathologiques associés à la dysferline ainsi que son lien avec l’homéostasie lipidique des fibres 

musculaires. Est-ce que l’expression accrue de dab2 pourrait jouer un rôle clé dans l’homéostasie 

défectueuse du cholestérol chez les patients LGMD R2 en augmentant l’absorption du cholestérol 

par le LDLR ? Au contraire, est ce que l’augmentation de dab2 pourrait être un mécanisme 

compensatoire visant à réguler ce défaut d’homéostasie ? Est-ce que dab2 pourrait aggraver la 

maladie en dérégulant l’endocytose du LDL ? Ces résultats questionnent également sur 

l’existence et le rôle d’une balance entre un mécanisme d’exocytose (dysferline) et 

d’endocytose (dab2) dans les dysferlinopathies. Est-ce que l’absence de la dysferline est 

compensée par une augmentation de dab2 ? Ou au contraire, est-ce un déséquilibre de cette 

balance exocytose/endocytose, et du trafic vésiculaire associé, qui est impliqué dans la 

pathologie ? 

 

3. Caractériser le rôle de dab2 dans la physiopathologie de la LGMD R2 

 

Dans ce contexte il semblerait intéressant d’aller étudier les conséquences des mutations 

de la dysferline sur la CME et, plus particulièrement, le rôle de dab2 dans la régulation de 

l'endocytose du LDLR et de l'homéostasie du cholestérol. Le but serait d’identifier les 

mécanismes physiopathologiques responsables de la dérégulation de l’homéostasie du 

cholestérol dans la LGMD R2 afin d’apporter de nouvelles opportunités thérapeutiques pour le 

traitement de cette maladie. Néanmoins la dissection des mécanismes par lesquels dab2 régule 

l’endocytose et l’absorption des lipides par les cellules musculaires, ainsi que l’étude des 

conséquences physiopathologiques de l'accumulation des lipides dans le LGMD R2 nécessitent 

une approche multidisciplinaire.  

Pour répondre à ces questions, nous pourrions envisager d’analyser le rôle de dab2 in vitro par 

des expérimentations de gain et de perte de fonction qui permettrons de relier cette protéine 

à la CME ou à tout autres phénotypes et mécanismes impliqués dans la LGMD R2. Pour cela, 

nous pourrions utiliser notre modèle de skMt dérivés de hiPSC LGMD R2 et contrôles afin de 

mesurer les conséquences d’une modulation de l’expression de dab2 sur (i) les phénotypes 

pathologiques déjà identifiés comme la PMR, l’organisation des tubules-t, les connexines, 

l’accumulation de gouttelettes lipidiques ; (ii) l’organisation des clathrines et la localisation du 

LDLR ; (iii) l’endocytose du LDL. 

En parallèle, la transduction in vivo de muscles de souris Bla/J et saines à l’aide d’AAV exprimant 

un shRNA ou la séquence codante de dab2 permettrait d’établir le rôle fonctionnel de dab2 

dans la physiopathologie de la LGMD R2. Les conséquences de la surexpression de dab2 dans 
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des souris contrôles pourraient être suivies par le nombre de fibres centronucléées, la 

quantification de la fibrose, de l'inflammation et de l'accumulation de lipides. Les 

expérimentations miroirs nous permettraient, quant à elles, d’évaluer si une diminution de 

dab2 chez des souris Bla/J pré- et post- symptomatiques peut corriger les caractéristiques 

pathologiques de la LGMD R2. Par ailleurs, la surexpression de dab2 dans des souris Bla/J 

démontreraient la capacité de dab2 à exacerber la progression de la maladie. Les 

expérimentations in vivo permettraient également d’explorer les mécanismes moléculaires par 

lesquels l’absence de dysferline peut mener à une augmentation de dab2. En effet, nos résultats 

préliminaires ont montré que dab2 est surexprimé au niveau transcriptionnel dans les skMt, les 

souris et les patients déficients en dysferline, ce qui suggère que la déficience en dysferline 

déclenche directement ou indirectement une cascade de régulation conduisant à la 

modulation de l'expression du gène. Nous pourrions donc envisager d’investiguer les facteurs 

susceptibles de jouer un rôle dans le contrôle transcriptionnel de dab2. Des études ont par 

exemple montré que, dans des contextes de cancer, la régulation transcriptionnelle de dab2 

est déterminée par la méthylation de son promoteur, l'acétylation des histones et par l'activité 

du facteur de transcription GATA6 (Zhou et al., 2005). De plus, des microARN spécifiques sont 

connus pour réguler l'expression de dab2, dont certains sont exprimés dans le muscle 

squelettique (Du et al., 2014; Lu et al., 2018; Mayorga and Penn, 2012). 
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CONCLUSION  

Pour conclure, ces trois dernières années m’ont offert l’opportunité d’explorer le potentiel 

des CSP, notamment en appréhendant les aspects technologiques liés à leur production, en 

mettant en place des protocoles de différenciation et en évaluant la pertinence de ce modèle 

pour l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques. En parallèle, à travers le 

développement d’un modèle pharmacologique, j’ai pu apercevoir le potentiel du 

repositionnement de médicaments pour les maladies rares avec l’identification du saracatinib 

et du bazédoxifène comme candidats médicament pour la LGMD R2. Plus généralement, grâce 

à l’ensemble de ces travaux, j’ai pu suivre un projet de recherche dans son ensemble : du 

développement d’un modèle d’étude et sa caractérisation, à l’identification d’une cible 

thérapeutique, jusqu’à la mise en place d’un test pharmacologique et l’identification de 

composés ayant un potentiel thérapeutique.
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Identification of thiostrepton as a pharmacological approach to rescue misfolded 

alpha-sarcoglycan mutant proteins from degradation. 
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Dual blockade of misfolded alpha-sarcoglycan degradation by bortezomib and 

givinostat combination. 
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ANNEXE 3  

Brevet d’invention 

N/REF. A293-B-63377 FR 

Dépôt 15 mars 2022 

 

Utilisation du bazedoxifene pour augmenter la survie musculaire. 

 



  Annexe 3 

272 

 

 

  



  Annexe 3 

273 

 

 

  



  Annexe 3 

274 

 

 

 

  



  Annexe 3 

275 

 

  



  Annexe 3 

276 

 

 

  



  Annexe 3 

277 

 

 

  



 

 

 

  



 

 

 

 

 

 

 

REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES 

 

 

  



 

 

 

 

 

  



 

281 

 

Références bibliographiques 

Aartsma-Rus, A., Janson, A.A.M., Kaman, W.E., Bremmer-Bout, M., van Ommen, G.-J.B., den Dunnen, 
J.T., van Deutekom, J.C.T., 2004. Antisense-induced multiexon skipping for Duchenne muscular 
dystrophy makes more sense. The American Journal of Human Genetics 74, 83–92. 
https://doi.org/10.1086/381039 

Aartsma-Rus, A., Singh, K.H.K., Fokkema, I.F.A.C., Ginjaar, I.B., van Ommen, G.-J., Dunnen, J.T. den, 
van der Maarel, S.M., 2010. Therapeutic exon skipping for dysferlinopathies? Eur J Hum Genet 18, 
889–894. https://doi.org/10.1038/ejhg.2010.4 

Aas, V., Bakke, S.S., Feng, Y.Z., Kase, E.T., Jensen, J., Bajpeyi, S., Thoresen, G.H., Rustan, A.C., 2013. 
Are cultured human myotubes far from home? Cell Tissue Res 354, 671–682. 
https://doi.org/10.1007/s00441-013-1655-1 

Abdullah, N., Padmanarayana, M., Marty, N.J., Johnson, C.P., 2014. Quantitation of the Calcium and 
Membrane Binding Properties of the C2 Domains of Dysferlin. Biophysical Journal 106, 382–389. 
https://doi.org/10.1016/j.bpj.2013.11.4492 

Abmayr, S.M., Pavlath, G.K., 2012. Myoblast fusion: lessons from flies and mice. Development 139, 
641–656. https://doi.org/10.1242/dev.068353 

Abreu-Blanco, M.T., Verboon, J.M., Parkhurst, S.M., 2014. Coordination of Rho family GTPase 
activities to orchestrate cytoskeleton responses during cell wound repair. Curr Biol 24, 144–155. 
https://doi.org/10.1016/j.cub.2013.11.048 

Abreu-Blanco, M.T., Watts, J.J., Verboon, J.M., Parkhurst, S.M., 2012. Cytoskeleton responses in 
wound repair. Cell Mol Life Sci 69, 2469–2483. https://doi.org/10.1007/s00018-012-0928-2 

Ackroyd, M.R., Skordis, L., Kaluarachchi, M., Godwin, J., Prior, S., Fidanboylu, M., Piercy, R.J., 
Muntoni, F., Brown, S.C., 2008. Reduced expression of fukutin related protein in mice results in a 
model for fukutin related protein associated muscular dystrophies. Brain 132, 439–451. 
https://doi.org/10.1093/brain/awn335 

Agarwal, A.K., Tunison, K., Mitsche, M.A., McDonald, J.G., Garg, A., 2019. Insights into lipid 
accumulation in skeletal muscle in dysferlin-deficient mice. J Lipid Res 60, 2057–2073. 
https://doi.org/10.1194/jlr.RA119000399 

Agrawal, G., Aung, A., Varghese, S., 2017. Skeletal muscle-on-a-chip: an in vitro model to evaluate 
tissue formation and injury. Lab Chip 17, 3447–3461. https://doi.org/10.1039/c7lc00512a 

Ahn, M.K., Lee, K.J., Cai, C., Huang, M., Cho, C.-H., Ma, J., Lee, E.H., 2016. Mitsugumin 53 regulates 
extracellular Ca2+ entry and intracellular Ca2+ release via Orai1 and RyR1 in skeletal muscle. Sci Rep 
6, 36909. https://doi.org/10.1038/srep36909 

Aiuti, A., Roncarolo, M.G., Naldini, L., 2017. Gene therapy for ADA‐SCID, the first marketing approval 
of an ex vivo gene therapy in Europe: paving the road for the next generation of advanced therapy 
medicinal products. EMBO Mol Med 9, 737–740. https://doi.org/10.15252/emmm.201707573 

Alarcin, E., Bal-Öztürk, A., Avci, H., Ghorbanpoor, H., Dogan Guzel, F., Akpek, A., Yesiltas, G., Canak-
Ipek, T., Avci-Adali, M., 2021. Current Strategies for the Regeneration of Skeletal Muscle Tissue. Int J 
Mol Sci 22, 5929. https://doi.org/10.3390/ijms22115929 



 

282 

 

Albini, S., Coutinho, P., Malecova, B., Giordani, L., Savchenko, A., Forcales, S.V., Puri, P.L., 2013. 
Epigenetic reprogramming of human embryonic stem cells into skeletal muscle cells and generation 
of contractile myospheres. Cell Reports 3, 661–670. https://doi.org/10.1016/j.celrep.2013.02.012 

Alhamidi, M., Brox, V., Stensland, E., Liset, M., Lindal, S., Nilssen, Ø., 2017. Limb girdle muscular 
dystrophy type 2I: No correlation between clinical severity, histopathology and glycosylated α-
dystroglycan levels in patients homozygous for common FKRP mutation. Neuromuscular Disorders 
27, 619–626. https://doi.org/10.1016/j.nmd.2017.02.015 

Allamand, V., 2000. Animal models for muscular dystrophy: valuable tools for the development of 
therapies. Human Molecular Genetics 9, 2459–2467. https://doi.org/10.1093/hmg/9.16.2459 

Allouche, J., Bellon, N., Saidani, M., Stanchina-Chatrousse, L., Masson, Y., Patwardhan, A., Gilles-
Marsens, F., Delevoye, C., Domingues, S., Nissan, X., Martinat, C., Lemaitre, G., Peschanski, M., 
Baldeschi, C., 2015. In vitro modeling of hyperpigmentation associated to neurofibromatosis type 1 
using melanocytes derived from human embryonic stem cells. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 112, 9034–
9039. https://doi.org/10.1073/pnas.1501032112 

Al-Qusairi, L., Laporte, J., 2011. T-tubule biogenesis and triad formation in skeletal muscle and 
implication in human diseases. Skeletal Muscle 1, 26. https://doi.org/10.1186/2044-5040-1-26 

Amato, A.A., Brown, R.H., 2011. Dysferlinopathies. Handb Clin Neurol 101, 111–118. 
https://doi.org/10.1016/B978-0-08-045031-5.00007-4 

Ampong, B.N., Imamura, M., Matsumiya, T., Yoshida, M., Takeda, S., 2005. Intracellular localization of 
dysferlin and its association with the dihydropyridine receptor. Acta Myol 24, 134–144. 

Anders, S., Pyl, P.T., Huber, W., 2015. HTSeq--a Python framework to work with high-throughput 
sequencing data. Bioinformatics 31, 166–169. https://doi.org/10.1093/bioinformatics/btu638 

Anderson, L.V., Davison, K., Moss, J.A., Young, C., Cullen, M.J., Walsh, J., Johnson, M.A., Bashir, R., 
Britton, S., Keers, S., Argov, Z., Mahjneh, I., Fougerousse, F., Beckmann, J.S., Bushby, K.M., 1999. 
Dysferlin is a plasma membrane protein and is expressed early in human development. Hum Mol 
Genet 8, 855–861. https://doi.org/10.1093/hmg/8.5.855 

Anderson, R.G., Brown, M.S., Goldstein, J.L., 1977. Role of the coated endocytic vesicle in the uptake 
of receptor-bound low density lipoprotein in human fibroblasts. Cell 10, 351–364. 
https://doi.org/10.1016/0092-8674(77)90022-8 

Andrews, N.W., Corrotte, M., 2018. Plasma membrane repair. Current Biology 28, R392–R397. 
https://doi.org/10.1016/j.cub.2017.12.034 

Antonio, J., Gonyea, W.J., 1993. Skeletal muscle fiber hyperplasia. Med Sci Sports Exerc 25, 1333–
1345. 

Aoki, M., Liu, J., Richard, I., Bashir, R., Britton, S., Keers, S.M., Oeltjen, J., V. Brown, H.E., Marchand, 
S., Bourg, N., Beley, C., McKenna-Yasek, D., Arahata, K., Bohlega, S., Cupler, E., Illa, I., Majneh, I., 
Barohn, R.J., Urtizberea, J.A., Fardeau, M., Amato, A., Angelini, C., Bushby, K., Beckmann, J.S., Brown, 
R.H., 2001. Genomic organization of the dysferlin gene and novel mutations in Miyoshi myopathy. 
Neurology 57, 271–278. https://doi.org/10.1212/WNL.57.2.271 

Argov, Z., Sadeh, M., Mazor, K., Soffer, D., Kahana, E., Eisenberg, I., Mitrani-Rosenbaum, S., Richard, 
I., Beckmann, J., Keers, S., Bashir, R., Bushby, K., Rosenmann, H., 2000. Muscular dystrophy due to 
dysferlin deficiency in Libyan Jews. Brain 123, 1229–1237. https://doi.org/10.1093/brain/123.6.1229 



 

283 

 

Armstrong, L., Hughes, O., Yung, S., Hyslop, L., Stewart, R., Wappler, I., Peters, H., Walter, T., 
Stojkovic, P., Evans, J., Stojkovic, M., Lako, M., 2006. The role of PI3K/AKT, MAPK/ERK and NFκβ 
signalling in the maintenance of human embryonic stem cell pluripotency and viability highlighted by 
transcriptional profiling and functional analysis. Human Molecular Genetics 15, 1894–1913. 
https://doi.org/10.1093/hmg/ddl112 

Auton, A., Brooks, L.D., Durbin, R.M., Garrison, E.P., Kang, H.M., Korbel, J.O., Marchini, J.L., McCarthy, 
S., McVean, G.A., Abecasis, G.R., 2015. A global reference for human genetic variation; 1000 
Genomes Project Consortium. Nature 526, 68–74. https://doi.org/10.1038/nature15393 

Avilion, A.A., Nicolis, S.K., Pevny, L.H., Perez, L., Vivian, N., Lovell-Badge, R., 2003. Multipotent cell 
lineages in early mouse development depend on SOX2 function. Genes Dev. 17, 126–140. 
https://doi.org/10.1101/gad.224503 

Avior, Y., Sagi, I., Benvenisty, N., 2016. Pluripotent stem cells in disease modelling and drug discovery. 
Nat Rev Mol Cell Biol 17, 170–182. https://doi.org/10.1038/nrm.2015.27 

Awaya, T., Kato, T., Mizuno, Y., Chang, H., Niwa, A., Umeda, K., Nakahata, T., Heike, T., 2012. 
Selective development of myogenic mesenchymal cells from human embryonic and induced 
pluripotent stem cells. PLoS ONE 7, e51638. https://doi.org/10.1371/journal.pone.0051638 

Azakir, B.A., Di Fulvio, S., Kinter, J., Sinnreich, M., 2012. Proteasomal inhibition restores biological 
function of mis-sense mutated dysferlin in patient-derived muscle cells. J Biol Chem 287, 10344–
10354. https://doi.org/10.1074/jbc.M111.329078 

Azakir, B.A., Di Fulvio, S., Therrien, C., Sinnreich, M., 2010. Dysferlin interacts with tubulin and 
microtubules in mouse skeletal muscle. PLoS One 5, e10122. 
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0010122 

Azzag, K., Ortiz-Cordero, C., Oliveira, N.A.J., Magli, A., Selvaraj, S., Tungtur, S., Upchurch, W., Iaizzo, 
P.A., Lu, Q.L., Perlingeiro, R.C.R., 2020. Efficient engraftment of pluripotent stem cell-derived 
myogenic progenitors in a novel immunodeficient mouse model of limb girdle muscular dystrophy 2I. 
Skeletal Muscle 10, 10. https://doi.org/10.1186/s13395-020-00228-3 

Baek, J.-H., Many, G.M., Evesson, F.J., Kelley, V.R., 2017. Dysferlinopathy Promotes an Intramuscle 
Expansion of Macrophages with a Cyto-Destructive Phenotype. Am J Pathol 187, 1245–1257. 
https://doi.org/10.1016/j.ajpath.2017.02.011 

Baharvand, H., Hashemi, S.M., Shahsavani, M., 2008. Differentiation of human embryonic stem cells 
into functional hepatocyte-like cells in a serum-free adherent culture condition. Differentiation 76, 
465–477. https://doi.org/10.1111/j.1432-0436.2007.00252.x 

Balasubramanian, A., Kawahara, G., Gupta, V.A., Rozkalne, A., Beauvais, A., Kunkel, L.M., Gussoni, E., 
2014. Fam65b is important for formation of the HDAC6‐dysferlin protein complex during myogenic 
cell differentiation. FASEB j. 28, 2955–2969. https://doi.org/10.1096/fj.13-246470 

Ballouhey, O., Bartoli, M., Levy, N., 2020. CRISP(R)ation musculaire. Med Sci (Paris) 36, 358–366. 
https://doi.org/10.1051/medsci/2020081 

Ballouhey, O., Courrier, S., Kergourlay, V., Gorokhova, S., Cerino, M., Krahn, M., Lévy, N., Bartoli, M., 
2021. The Dysferlin Transcript Containing the Alternative Exon 40a is Essential for Myocyte 
Functions. Front. Cell Dev. Biol. 9, 754555. https://doi.org/10.3389/fcell.2021.754555 



 

284 

 

Bansal, D., Campbell, K.P., 2004. Dysferlin and the plasma membrane repair in muscular dystrophy. 
Trends in Cell Biology 14, 206–213. https://doi.org/10.1016/j.tcb.2004.03.001 

Bansal, D., Miyake, K., Vogel, S.S., Groh, S., Chen, C.-C., Williamson, R., McNeil, P.L., Campbell, K.P., 
2003. Defective membrane repair in dysferlin-deficient muscular dystrophy. Nature 423, 168–172. 
https://doi.org/10.1038/nature01573 

Bar-Nur, O., Gerli, M.F.M., Di Stefano, B., Almada, A.E., Galvin, A., Coffey, A., Huebner, A.J., Feige, P., 
Verheul, C., Cheung, P., Payzin-Dogru, D., Paisant, S., Anselmo, A., Sadreyev, R.I., Ott, H.C., Tajbakhsh, 
S., Rudnicki, M.A., Wagers, A.J., Hochedlinger, K., 2018. Direct Reprogramming of Mouse Fibroblasts 
into Functional Skeletal Muscle Progenitors. Stem Cell Reports 10, 1505–1521. 
https://doi.org/10.1016/j.stemcr.2018.04.009 

Barthélémy, F., Blouin, C., Wein, N., Mouly, V., Courrier, S., Dionnet, E., Kergourlay, V., Mathieu, Y., 
Garcia, L., Butler-Browne, G., Lamaze, C., Lévy, N., Krahn, M., Bartoli, M., 2015. Exon 32 Skipping of 
Dysferlin Rescues Membrane Repair in Patients’ Cells. JND 2, 281–290. https://doi.org/10.3233/JND-
150109 

Barthélémy, F., Courrier, S., Lévy, N., Krahn, M., Bartoli, M., 2018. Dysferlin Exon 32 Skipping in 
Patient Cells. Methods Mol Biol 1828, 489–496. https://doi.org/10.1007/978-1-4939-8651-4_31 

Bartoli, M., Gicquel, E., Barrault, L., Soheili, T., Malissen, M., Malissen, B., Vincent-Lacaze, N., Perez, 
N., Udd, B., Danos, O., Richard, I., 2008. Mannosidase I inhibition rescues the human α-sarcoglycan 
R77C recurrent mutation. Human Molecular Genetics 17, 1214–1221. 
https://doi.org/10.1093/hmg/ddn029 

Barton-Davis, E.R., Cordier, L., Shoturma, D.I., Leland, S.E., Sweeney, H.L., 1999. Aminoglycoside 
antibiotics restore dystrophin function to skeletal muscles of mdx mice. J. Clin. Invest. 104, 375–381. 
https://doi.org/10.1172/JCI7866 

Barzilai-Tutsch, H., Dewulf, M., Lamaze, C., Butler Browne, G., Pines, M., Halevy, O., 2018. A 
promotive effect for halofuginone on membrane repair and synaptotagmin-7 levels in muscle cells of 
dysferlin-null mice. Human Molecular Genetics 27, 2817–2829. https://doi.org/10.1093/hmg/ddy185 

Barzilai-Tutsch, H., Genin, O., Pines, M., Halevy, O., 2020. Early pathological signs in young dysf mice 
are improved by halofuginone. Neuromuscular Disorders 30, 472–482. 
https://doi.org/10.1016/j.nmd.2020.04.001 

Bashir, R., Britton, S., Strachan, T., Keers, S., Vafiadaki, E., Lako, M., Richard, I., Marchand, S., Bourg, 
N., Argov, Z., Sadeh, M., Mahjneh, I., Marconi, G., Passos-Bueno, M.R., Moreira, E. de S., Zatz, M., 
Beckmann, J.S., Bushby, K., 1998. A gene related to Caenorhabditis elegans spermatogenesis factor 
fer-1 is mutated in limb-girdle muscular dystrophy type 2B. Nat Genet 20, 37–42. 
https://doi.org/10.1038/1689 

Bashir, R., Strachan, T., Keers, S., Stephenson, A., Mahjneh, I., Marconi, G., Nashef, L., Bushby, K.M., 
1994. A gene for autosomal recessive limb-girdle muscular dystrophy maps to chromosome 2p. Hum 
Mol Genet 3, 455–457. https://doi.org/10.1093/hmg/3.3.455 

Baum, C., 2007. Insertional mutagenesis in gene therapy and stem cell biology: Current Opinion in 
Hematology 14, 337–342. https://doi.org/10.1097/MOH.0b013e3281900f01 

Baxter, M., Withey, S., Harrison, S., Segeritz, C.-P., Zhang, F., Atkinson-Dell, R., Rowe, C., Gerrard, 
D.T., Sison-Young, R., Jenkins, R., Henry, J., Berry, A.A., Mohamet, L., Best, M., Fenwick, S.W., Malik, 
H., Kitteringham, N.R., Goldring, C.E., Piper Hanley, K., Vallier, L., Hanley, N.A., 2015. Phenotypic and 



 

285 

 

functional analyses show stem cell-derived hepatocyte-like cells better mimic fetal rather than adult 
hepatocytes. J Hepatol 62, 581–589. https://doi.org/10.1016/j.jhep.2014.10.016 

Beattie, G.M., Lopez, A.D., Bucay, N., Hinton, A., Firpo, M.T., King, C.C., Hayek, A., 2005. Activin A 
maintains pluripotency of human embryonic stem cells in the absence of feeder layers. STEM CELLS 
23, 489–495. https://doi.org/10.1634/stemcells.2004-0279 

Bejaoui, K., Hirabayashi, K., Hentati, F., Haines, J.L., Ben Hamida, C., Belal, S., Miller, R.G., McKenna-
Yasek, D., Weissenbach, J., Rowland, L.P., 1995. Linkage of Miyoshi myopathy (distal autosomal 
recessive muscular dystrophy) locus to chromosome 2p12-14. Neurology 45, 768–772. 
https://doi.org/10.1212/wnl.45.4.768 

Ben M’Barek, K., Habeler, W., Plancheron, A., Jarraya, M., Regent, F., Terray, A., Yang, Y., Chatrousse, 
L., Domingues, S., Masson, Y., Sahel, J.-A., Peschanski, M., Goureau, O., Monville, C., 2017. Human 
ESC-derived retinal epithelial cell sheets potentiate rescue of photoreceptor cell loss in rats with 
retinal degeneration. Sci Transl Med 9, eaai7471. https://doi.org/10.1126/scitranslmed.aai7471 

Berger, A., Maire, S., Gaillard, M.-C., Sahel, J.-A., Hantraye, P., Bemelmans, A.-P., 2016. mRNA trans-
splicing in gene therapy for genetic diseases. Wiley Interdiscip Rev RNA 7, 487–498. 
https://doi.org/10.1002/wrna.1347 

Berndt, N., Hamilton, A.D., Sebti, S.M., 2011. Targeting protein prenylation for cancer therapy. Nat 
Rev Cancer 11, 775–791. https://doi.org/10.1038/nrc3151 

Bertero, A., Madrigal, P., Galli, A., Hubner, N.C., Moreno, I., Burks, D., Brown, S., Pedersen, R.A., 
Gaffney, D., Mendjan, S., Pauklin, S., Vallier, L., 2015. Activin/Nodal signaling and NANOG orchestrate 
human embryonic stem cell fate decisions by controlling the H3K4me3 chromatin mark. Genes Dev. 
29, 702–717. https://doi.org/10.1101/gad.255984.114 

Bianchini, E., Testoni, S., Gentile, A., Calì, T., Ottolini, D., Villa, A., Brini, M., Betto, R., Mascarello, F., 
Nissen, P., Sandonà, D., Sacchetto, R., 2014. Inhibition of Ubiquitin Proteasome System Rescues the 
Defective Sarco(endo)plasmic Reticulum Ca2+-ATPase (SERCA1) Protein Causing Chianina Cattle 
Pseudomyotonia. Journal of Biological Chemistry 289, 33073–33082. 
https://doi.org/10.1074/jbc.M114.576157 

Bittel, D.C., Chandra, G., Tirunagri, L.M.S., Deora, A.B., Medikayala, S., Scheffer, L., Defour, A., Jaiswal, 
J.K., 2020. Annexin A2 Mediates Dysferlin Accumulation and Muscle Cell Membrane Repair. Cells 9, 
E1919. https://doi.org/10.3390/cells9091919 

Bittel, D.C., Sreetama, S.C., Chandra, G., Ziegler, R., Nagaraju, K., Van der Meulen, J.H., Jaiswal, J.K., 
2022. Secreted acid sphingomyelinase as a potential gene therapy for limb girdle muscular dystrophy 
2B. Journal of Clinical Investigation 132, e141295. https://doi.org/10.1172/JCI141295 

Bittner, R.E., Anderson, L.V., Burkhardt, E., Bashir, R., Vafiadaki, E., Ivanova, S., Raffelsberger, T., 
Maerk, I., Höger, H., Jung, M., Karbasiyan, M., Storch, M., Lassmann, H., Moss, J.A., Davison, K., 
Harrison, R., Bushby, K.M., Reis, A., 1999a. Dysferlin deletion in SJL mice (SJL-Dysf) defines a natural 
model for limb girdle muscular dystrophy 2B. Nat Genet 23, 141–142. https://doi.org/10.1038/13770 

Bittner, R.E., Schöfer, C., Weipoltshammer, K., Ivanova, S., Streubel, B., Hauser, E., Freilinger, M., 
Höger, H., Elbe-Bürger, A., Wachtler, F., 1999b. Recruitment of bone-marrow-derived cells by skeletal 
and cardiac muscle in adult dystrophic mdx mice. Anatomy and Embryology 199, 391–396. 
https://doi.org/10.1007/s004290050237 



 

286 

 

Blazek, A.D., Paleo, B.J., Weisleder, N., 2015. Plasma Membrane Repair: A Central Process for 
Maintaining Cellular Homeostasis. Physiology (Bethesda) 30, 438–448. 
https://doi.org/10.1152/physiol.00019.2015 

Bodine, S.C., Baehr, L.M., 2014. Skeletal muscle atrophy and the E3 ubiquitin ligases MuRF1 and 
MAFbx/atrogin-1. Am J Physiol Endocrinol Metab 307, E469-484. 
https://doi.org/10.1152/ajpendo.00204.2014 

Bonaldo, P., Sandri, M., 2013. Cellular and molecular mechanisms of muscle atrophy. Dis Model 
Mech 6, 25–39. https://doi.org/10.1242/dmm.010389 

Bonuccelli, G., Sotgia, F., Schubert, W., Park, D.S., Frank, P.G., Woodman, S.E., Insabato, L., Cammer, 
M., Minetti, C., Lisanti, M.P., 2003. Proteasome Inhibitor (MG-132) Treatment of mdx Mice Rescues 
the Expression and Membrane Localization of Dystrophin and Dystrophin-Associated Proteins. The 
American Journal of Pathology 163, 1663–1675. https://doi.org/10.1016/S0002-9440(10)63523-7 

Boonyarom, O., Inui, K., 2006. Atrophy and hypertrophy of skeletal muscles: structural and functional 
aspects. Acta Physiol (Oxf) 188, 77–89. https://doi.org/10.1111/j.1748-1716.2006.01613.x 

Borchin, B., Chen, J., Barberi, T., 2013. Derivation and FACS-Mediated Purification of PAX3+/PAX7+ 
Skeletal Muscle Precursors from Human Pluripotent Stem Cells. Stem Cell Reports 1, 620–631. 
https://doi.org/10.1016/j.stemcr.2013.10.007 

Botquin, V., Hess, H., Fuhrmann, G., Anastassiadis, C., Gross, M.K., Vriend, G., Schöler, H.R., 1998. 
New POU dimer configuration mediates antagonistic control of an osteopontin preimplantation 
enhancer by Oct-4 and Sox-2. Genes Dev. 12, 2073–2090. https://doi.org/10.1101/gad.12.13.2073 

Boyer, L.A., Lee, T.I., Cole, M.F., Johnstone, S.E., Levine, S.S., Zucker, J.P., Guenther, M.G., Kumar, 
R.M., Murray, H.L., Jenner, R.G., Gifford, D.K., Melton, D.A., Jaenisch, R., Young, R.A., 2005. Core 
Transcriptional Regulatory Circuitry in Human Embryonic Stem Cells. Cell 122, 947–956. 
https://doi.org/10.1016/j.cell.2005.08.020 

Bray, N.L., Pimentel, H., Melsted, P., Pachter, L., 2016. Near-optimal probabilistic RNA-seq 
quantification. Nat Biotechnol 34, 525–527. https://doi.org/10.1038/nbt.3519 

Brennand, K.J., Simone, A., Jou, J., Gelboin-Burkhart, C., Tran, N., Sangar, S., Li, Y., Mu, Y., Chen, G., 
Yu, D., McCarthy, S., Sebat, J., Gage, F.H., 2011. Modelling schizophrenia using human induced 
pluripotent stem cells. Nature 473, 221–225. https://doi.org/10.1038/nature09915 

Briggs, R., King, T.J., 1952. Transplantation of Living Nuclei From Blastula Cells into Enucleated Frogs’ 
Eggs. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 38, 455–463. https://doi.org/10.1073/pnas.38.5.455 

Brockington, M., Blake, D.J., Prandini, P., Brown, S.C., Torelli, S., Benson, M.A., Ponting, C.P., 
Estournet, B., Romero, N.B., Mercuri, E., Voit, T., Sewry, C.A., Guicheney, P., Muntoni, F., 2001. 
Mutations in the Fukutin-Related Protein Gene (FKRP) Cause a Form of Congenital Muscular 
Dystrophy with Secondary Laminin a2 Deficiency and Abnormal Glycosylation of a-Dystroglycan. Am. 
J. Hum. Genet. 12. 

Brodsky, F.M., 1988. Living with clathrin: its role in intracellular membrane traffic. Science 242, 1396–
1402. https://doi.org/10.1126/science.2904698 

Brooke, M.H., Fenichel, G.M., Griggs, R.C., Mendell, J.R., Iii, R.T.M., Miller, J.P., Kaiser, K.K., Florence, 
J.M., Pandya, S., Signore, L., King, W., Robison, J., Head, R.A., Seyfried, W., 1987. Clinical Investigation 
of Duchenne Muscular Dystrophy. Archives of neurology 44, 812–817. 



 

287 

 

Brown, M.S., Goldstein, J.L., 1979. Receptor-mediated endocytosis: insights from the lipoprotein 
receptor system. Proc Natl Acad Sci U S A 76, 3330–3337. https://doi.org/10.1073/pnas.76.7.3330 

Bruge, C., Geoffroy, M., Benabides, M., Pellier, E., Gicquel, E., Dhiab, J., Hoch, L., Richard, I., Nissan, 
X., 2022. Skeletal Muscle Cells Derived from Induced Pluripotent Stem Cells: A Platform for Limb 
Girdle Muscular Dystrophies. Biomedicines 10, 1428. https://doi.org/10.3390/biomedicines10061428 

Brussee, V., Tardif, F., Roy, B., Goulet, M., Sebille, A., Tremblay, J.P., 1999. Successful myoblast 
transplantation in fibrotic muscles: no increased impairment by the connective tissue. 
Transplantation 67, 1618–1622. https://doi.org/10.1097/00007890-199906270-00018 

Bryson-Richardson, R.J., Currie, P.D., 2008. The genetics of vertebrate myogenesis. Nat Rev Genet 9, 
632–646. https://doi.org/10.1038/nrg2369 

Buckingham, M., Relaix, F., 2015. PAX3 and PAX7 as upstream regulators of myogenesis. Semin Cell 
Dev Biol 44, 115–125. https://doi.org/10.1016/j.semcdb.2015.09.017 

Burke, J.F., Mogg, A.E., 1985. Suppression of a nonsense mutation in mammalian cells in vivo by the 
aminoglycoside antibiotics G-418 and paromomycin. Nucleic Acids Res 13, 6265–6272. 
https://doi.org/10.1093/nar/13.17.6265 

Burks, T.N., Cohn, R.D., 2011. Role of TGF-β signaling in inherited and acquired myopathies. Skelet 
Muscle 1, 19. https://doi.org/10.1186/2044-5040-1-19 

Bursac, N., Juhas, M., Rando, T.A., 2015. Synergizing Engineering and Biology to Treat and Model 
Skeletal Muscle Injury and Disease. Annu Rev Biomed Eng 17, 217–242. 
https://doi.org/10.1146/annurev-bioeng-071114-040640 

Bushby, K.M.D., 1999. Making sense of the limb-girdle muscular dystrophies. Brain 122, 1403–1420. 
https://doi.org/10.1093/brain/122.8.1403 

Byers, B., Cord, B., Nguyen, H.N., Schüle, B., Fenno, L., Lee, P.C., Deisseroth, K., Langston, J.W., Pera, 
R.R., Palmer, T.D., 2011. SNCA Triplication Parkinson’s Patient’s iPSC-derived DA Neurons Accumulate 
α-Synuclein and Are Susceptible to Oxidative Stress. PLoS ONE 6, e26159. 
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0026159 

Cacciottolo, M., Numitone, G., Aurino, S., Caserta, I.R., Fanin, M., Politano, L., Minetti, C., Ricci, E., 
Piluso, G., Angelini, C., Nigro, V., 2011. Muscular dystrophy with marked Dysferlin deficiency is 
consistently caused by primary dysferlin gene mutations. Eur J Hum Genet 19, 974–980. 
https://doi.org/10.1038/ejhg.2011.70 

Cai, C., Masumiya, H., Weisleder, N., Matsuda, N., Nishi, M., Hwang, M., Ko, J.-K., Lin, P., Thornton, 
A., Zhao, X., Pan, Z., Komazaki, S., Brotto, M., Takeshima, H., Ma, J., 2009. MG53 nucleates assembly 
of cell membrane repair machinery. Nat Cell Biol 11, 56–64. https://doi.org/10.1038/ncb1812 

Capell, B.C., Olive, M., Erdos, M.R., Cao, K., Faddah, D.A., Tavarez, U.L., Conneely, K.N., Qu, X., San, 
H., Ganesh, S.K., Chen, X., Avallone, H., Kolodgie, F.D., Virmani, R., Nabel, E.G., Collins, F.S., 2008. A 
farnesyltransferase inhibitor prevents both the onset and late progression of cardiovascular disease 
in a progeria mouse model. Proc Natl Acad Sci U S A 105, 15902–15907. 
https://doi.org/10.1073/pnas.0807840105 

Cardamone, M., Darras, B., Ryan, M., 2008. Inherited Myopathies and Muscular Dystrophies. Semin 
Neurol 28, 250–259. https://doi.org/10.1055/s-2008-1062269 



 

288 

 

Carey, B.W., Markoulaki, S., Hanna, J., Saha, K., Gao, Q., Mitalipova, M., Jaenisch, R., 2009. 
Reprogramming of murine and human somatic cells using a single polycistronic vector. Proc. Natl. 
Acad. Sci. U.S.A. 106, 157–162. https://doi.org/10.1073/pnas.0811426106 

Carmeille, R., Bouvet, F., Tan, S., Croissant, C., Gounou, C., Mamchaoui, K., Mouly, V., Brisson, A.R., 
Bouter, A., 2016. Membrane repair of human skeletal muscle cells requires Annexin-A5. Biochimica 
et Biophysica Acta (BBA) - Molecular Cell Research 1863, 2267–2279. 
https://doi.org/10.1016/j.bbamcr.2016.06.003 

Caron, L., Kher, D., Lee, K.L., McKernan, R., Dumevska, B., Hidalgo, A., Li, J., Yang, H., Main, H., Ferri, 
G., Petek, L.M., Poellinger, L., Miller, D.G., Gabellini, D., Schmidt, U., 2016. A Human Pluripotent Stem 
Cell Model of Facioscapulohumeral Muscular Dystrophy-Affected Skeletal Muscles. Stem Cells 
Translational Medicine 5, 1145–1161. https://doi.org/10.5966/sctm.2015-0224 

Carotti, M., Marsolier, J., Soardi, M., Bianchini, E., Gomiero, C., Fecchio, C., Henriques, S.F., Betto, R., 
Sacchetto, R., Richard, I., Sandonà, D., 2018. Repairing folding-defective α-sarcoglycan mutants by 
CFTR correctors, a potential therapy for limb-girdle muscular dystrophy 2D. Human Molecular 
Genetics 27, 969–984. https://doi.org/10.1093/hmg/ddy013 

Castagnaro, S., Pellegrini, C., Pellegrini, M., Chrisam, M., Sabatelli, P., Toni, S., Grumati, P., Ripamonti, 
C., Pratelli, L., Maraldi, N.M., Cocchi, D., Righi, V., Faldini, C., Sandri, M., Bonaldo, P., Merlini, L., 2016. 
Autophagy activation in COL6 myopathic patients by a low-protein-diet pilot trial. Autophagy 12, 
2484–2495. https://doi.org/10.1080/15548627.2016.1231279 

Cataldi, M.P., Lu, P., Blaeser, A., Lu, Q.L., 2018. Ribitol restores functionally glycosylated α-
dystroglycan and improves muscle function in dystrophic FKRP-mutant mice. Nat Commun 9, 3448. 
https://doi.org/10.1038/s41467-018-05990-z 

Cea, L.A., Bevilacqua, J.A., Arriagada, C., Cárdenas, A.M., Bigot, A., Mouly, V., Sáez, J.C., Caviedes, P., 
2016. The absence of dysferlin induces the expression of functional connexin-based hemichannels in 
human myotubes. BMC Cell Biol 17 Suppl 1, 15. https://doi.org/10.1186/s12860-016-0096-6 

Cea, L.A., Fernández, G., Arias-Bravo, G., Castillo-Ruiz, M., Escamilla, R., Brañes, M.C., Sáez, J.C., 2020. 
Blockade of Hemichannels Normalizes the Differentiation Fate of Myoblasts and Features of Skeletal 
Muscles from Dysferlin-Deficient Mice. IJMS 21, 6025. https://doi.org/10.3390/ijms21176025 

Ceco, E., McNally, E.M., 2013. Modifying muscular dystrophy through transforming growth factor-β. 
FEBS J 280, 4198–4209. https://doi.org/10.1111/febs.12266 

Cenacchi, G., Fanin, M., De Giorgi, L.B., Angelini, C., 2005. Ultrastructural changes in dysferlinopathy 
support defective membrane repair mechanism. J Clin Pathol 58, 190–195. 
https://doi.org/10.1136/jcp.2004.018978 

Ceyhan-Birsoy, O., Talim, B., Swanson, L.C., Karakaya, M., Graff, M.A., Beggs, A.H., Topaloglu, H., 
2015. Whole Exome Sequencing Reveals DYSF, FKTN, and ISPD Mutations in Congenital Muscular 
Dystrophy Without Brain or Eye Involvement. Journal of Neuromuscular Diseases 2, 87–92. 
https://doi.org/10.3233/JND-140038 

Chadwick, K., Wang, L., Li, L., Menendez, P., Murdoch, B., Rouleau, A., Bhatia, M., 2003. Cytokines 
and BMP-4 promote hematopoietic differentiation of human embryonic stem cells. Blood 102, 906–
915. https://doi.org/10.1182/blood-2003-03-0832 



 

289 

 

Chal, J., Al Tanoury, Z., Hestin, M., Gobert, B., Aivio, S., Hick, A., Cherrier, T., Nesmith, A.P., Parker, 
K.K., Pourquié, O., 2016. Generation of human muscle fibers and satellite-like cells from human 
pluripotent stem cells in vitro. Nat Protoc 11, 1833–1850. https://doi.org/10.1038/nprot.2016.110 

Chal, J., Al Tanoury, Z., Oginuma, M., Moncuquet, P., Gobert, B., Miyanari, A., Tassy, O., Guevara, G., 
Hubaud, A., Bera, A., Sumara, O., Garnier, J.-M., Kennedy, L., Knockaert, M., Gayraud-Morel, B., 
Tajbakhsh, S., Pourquié, O., 2018. Recapitulating early development of mouse musculoskeletal 
precursors of the paraxial mesoderm in vitro. Development 145, dev157339. 
https://doi.org/10.1242/dev.157339 

Chal, J., Oginuma, M., Al Tanoury, Z., Gobert, B., Sumara, O., Hick, A., Bousson, F., Zidouni, Y., 
Mursch, C., Moncuquet, P., Tassy, O., Vincent, S., Miyanari, A., Bera, A., Garnier, J.-M., Guevara, G., 
Hestin, M., Kennedy, L., Hayashi, S., Drayton, B., Cherrier, T., Gayraud-Morel, B., Gussoni, E., Relaix, 
F., Tajbakhsh, S., Pourquié, O., 2015. Differentiation of pluripotent stem cells to muscle fiber to 
model Duchenne muscular dystrophy. Nat Biotechnol 33, 962–969. https://doi.org/10.1038/nbt.3297 

Chal, J., Pourquié, O., 2017. Making muscle: skeletal myogenesis in vivo and in vitro. Development 
144, 2104–2122. https://doi.org/10.1242/dev.151035 

Chambers, I., Colby, D., Robertson, M., Nichols, J., Lee, S., Tweedie, S., Smith, A., 2003. Functional 
Expression Cloning of Nanog, a Pluripotency Sustaining Factor in Embryonic Stem Cells. Cell 113, 643–
655. https://doi.org/10.1016/S0092-8674(03)00392-1 

Chambers, I., Silva, J., Colby, D., Nichols, J., Nijmeijer, B., Robertson, M., Vrana, J., Jones, K., 
Grotewold, L., Smith, A., 2007. Nanog safeguards pluripotency and mediates germline development. 
Nature 450, 1230–1234. https://doi.org/10.1038/nature06403 

Chan, J., Waddington, S.N., O’Donoghue, K., Kurata, H., Guillot, P.V., Gotherstrom, C., Themis, M., 
Morgan, J.E., Fisk, N.M., 2007. Widespread Distribution and Muscle Differentiation of Human Fetal 
Mesenchymal Stem Cells After Intrauterine Transplantation in Dystrophic mdx Mouse. Stem Cells 25, 
875–884. https://doi.org/10.1634/stemcells.2006-0694 

Chanda, S., Ang, C.E., Davila, J., Pak, C., Mall, M., Lee, Q.Y., Ahlenius, H., Jung, S.W., Südhof, T.C., 
Wernig, M., 2014. Generation of Induced Neuronal Cells by the Single Reprogramming Factor ASCL1. 
Stem Cell Reports 3, 282–296. https://doi.org/10.1016/j.stemcr.2014.05.020 

Chandra, G., Defour, A., Mamchoui, K., Pandey, K., Mishra, S., Mouly, V., Sreetama, S., Mahad 
Ahmad, M., Mahjneh, I., Morizono, H., Pattabiraman, N., Menon, A.K., Jaiswal, J.K., 2019. 
Dysregulated calcium homeostasis prevents plasma membrane repair in Anoctamin 5/TMEM16E-
deficient patient muscle cells. Cell Death Discov 5, 118. https://doi.org/10.1038/s41420-019-0197-z 

Chang, H., Yoshimoto, M., Umeda, K., Iwasa, T., Mizuno, Y., Fukada, S., Yamamoto, H., Motohashi, N., 
Miyagoe-Suzuki, Y., Takeda, S., Heike, T., Nakahata, T., 2009. Generation of transplantable, functional 
satellite‐like cells from mouse embryonic stem cells. FASEB j. 23, 1907–1919. 
https://doi.org/10.1096/fj.08-123661 

Charnay, T., Blanck, V., Cerino, M., Bartoli, M., Riccardi, F., Bonello-Palot, N., Pécheux, C., Nguyen, K., 
Lévy, N., Gorokhova, S., Krahn, M., 2021. Retrospective analysis and reclassification of DYSF variants 
in a large French series of dysferlinopathy patients. Genet Med 23, 1574–1577. 
https://doi.org/10.1038/s41436-021-01164-3 

Chen, B., You, W., Shan, T., 2019. Myomaker, and Myomixer-Myomerger-Minion modulate the 
efficiency of skeletal muscle development with melatonin supplementation through Wnt/β-catenin 
pathway. Exp Cell Res 385, 111705. https://doi.org/10.1016/j.yexcr.2019.111705 



 

290 

 

Chiodo, A., 2013. Acquired myopathy/dystrophies. PM&R 5, S74–S80. 
https://doi.org/10.1016/j.pmrj.2013.04.004 

Chiu, Y.-H., Hornsey, M.A., Klinge, L., Jørgensen, L.H., Laval, S.H., Charlton, R., Barresi, R., Straub, V., 
Lochmüller, H., Bushby, K., 2009. Attenuated muscle regeneration is a key factor in dysferlin-deficient 
muscular dystrophy. Human Molecular Genetics 18, 1976–1989. 
https://doi.org/10.1093/hmg/ddp121 

Choi, Y.R., Kim, J.-B., Kang, S.-J., Noh, H.R., Jou, I., Joe, E.-H., Park, S.M., 2020. The dual role of c-src in 
cell-to-cell transmission of α-synuclein. EMBO Rep 21, e48950. 
https://doi.org/10.15252/embr.201948950 

Chrobáková, T., Hermanová, M., Kroupová, I., Vondráček, P., Mařıḱová, T., Mazanec, R., Zámečnıḱ, J., 
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Titre : Utilisation des cellules souches pluripotentes humaines pour modéliser les mécanismes 

physiopathologiques associés aux dystrophies musculaires des ceintures de type R2. 

Mots clés : Dystrophies musculaires des ceintures, Cellules souches pluripotentes humaines induites, Muscle 

squelettique, Modélisation pathologique, Criblage à haut débit. 

Résumé : Les dystrophies musculaires des ceintures (ou LGMD pour Limb Girdle Muscular Dystrophies) 

désignent un ensemble de maladies génétiques rares caractérisées par une atrophie et une faiblesse 

spécifique des muscles squelettiques du bassin (ceinture pelvienne) et des épaules (ceinture scapulaire). 

Parmi la trentaine de formes de LGMD identifiées, la LGMD R2 (ou anciennement LGMD 2B) est causée par 

une déficience en dysferline, due à des mutations du gène DYSF, qui est une protéine essentielle à la 

physiologie des muscles squelettiques. Depuis l’identification de la cause génétique sous-jacente à la 

LGMD R2 en 1998, des avancées majeures en termes de diagnostic, de compréhension physiopathologique 

et de développement de stratégies thérapeutiques ont été réalisées. Néanmoins, il n’existe à ce jour aucun 

traitement thérapeutique disponible sur le marché pour les patients, soulignant la nécessité d’avoir une 

meilleure compréhension des mécanismes moléculaires impliqués dans la LGMD R2.  

Dans ce contexte, le premier objectif de ma thèse consistait à mettre en place les conditions expérimentales 

permettant la production de cellules musculaires squelettiques à partir de cellules souches humaines 

induites à la pluripotence (hiPSC) et à évaluer le potentiel de ce modèle cellulaire pour modéliser les LGMD. 

Grâce à un protocole robuste de différenciation myogénique, j’ai ainsi pu générer des populations 

homogènes et fonctionnelles de myoblastes et de myotubes exprimant la majorité des gènes et des 

protéines impliqués dans les LGMD et démontrer la fiabilité de ce modèle cellulaire à récapituler les 

phénotypes spécifiques à une LGMD, la LGMD R9. 

Une fois ce nouveau modèle cellulaire caractérisé, le second objectif de ma thèse était d’identifier de 

nouvelles voies moléculaires régulées par la dysferline. Par une approche transcriptomique, j’ai ainsi 

identifié dans les myotubes dérivés de hiPSC de patients LGMD R2 une dérégulation du niveau d’expression 

de Disabled-2 (Dab2), un adaptateur de l’endocytose médiée par les clathrines. Dans l’ensemble, les 

résultats démontrent que Dab2 est inversement régulé par les niveaux de dysferline. Dab2 étant impliqué 

dans la régulation de l’internalisation du récepteur aux lipoprotéines de faible densité (LDLr) et de 

l’absorption des LDL riches en cholestérol, nous avons alors émis l’hypothèse que sa dérégulation pourrait 

être impliquée dans la physiopathologie de la LGMD R2, et plus particulièrement dans l’homéostasie 

défectueuse du cholestérol chez les patients. Au-delà de l’étude de ce processus moléculaire fondamental 

d’endocytose du cholestérol, ce projet pourrait ouvrir une nouvelle voie thérapeutique pour le traitement 

de la LGMD R2 en modulant l’homéostasie du cholestérol à l’aide de nouveaux outils génétiques ou d’une 

pharmacologie facilement accessible. 

En parallèle, au cours de ma thèse, j’ai développé un autre projet visant à empêcher pharmacologiquement 

la dégradation des formes mal conformées mais fonctionnelles de la dysferline. C’est notamment le cas de 

la mutation faux-sens L1341P de la dysferline qui conduit à un mauvais repliement de la protéine, son 

agrégation dans le réticulum endoplasmique et sa dégradation ultérieure par l’ERAD (endoplasmic 

reticulum-associated protein degradation machinery). Dans ce programme de recherche translationnel, 

l’effet de 2239 médicaments repositionnables a été évalué sur l’expression et la localisation de ce variant 

de la dysferline, aboutissant à l’identification de deux inducteurs d’autophagie, le saracatinib et le 

bazédoxifène comme médicaments candidats. Au-delà de l'identification d'une nouvelle option 

thérapeutique pour les patients atteints de LGMD R2, nos résultats mettent en lumière une procédure 

réutilisable pour évaluer l'effet de milliers de médicaments repositionnables sur des troubles musculaires 

similaires causés par des mutations faux-sens dégradées par l’ERAD. 
  

 


