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Titre : Étude de la fonction des protéines MBNL au cours du développement à l’aide de cellules 
souches humaines induites à la pluripotence 

Mots clés : Cellules souches pluripotentes humaines, CRISPR/Cas9, Dystrophie myotonique de 
type 1 

Résumé : L'épissage alternatif est apparu comme un mécanisme fondamental non seulement 
pour la diversification des isoformes des protéines mais aussi pour la régulation spatio-
temporelle du développement. Par conséquent, une meilleure compréhension de la manière 
dont ce mécanisme est régulé permettrait non seulement d'élucider les principes biologiques 
fondamentaux, mais aussi de déchiffrer les mécanismes pathologiques impliqués dans les 
maladies dans lesquelles ces processus moléculaires sont dérégulés. Dans le cadre de cette 
thèse, nous avons utilisé des cellules souches pluripotentes humaines pour déchiffrer, au cours 
de la myogenèse humaine, le rôle des protéines MBNL, une famille de régulateurs d'épissage 
spécifiques aux tissus dont la perte de fonction est associée à la dystrophie myotonique de type 
1 (DM1), une maladie neuromusculaire héréditaire. Grâce à la technologie CRISPR/Cas9, nous 
avons généré des cellules souches pluripotentes d'origine humaine (hiPSC) déplétées en 
protéines MBNL et évalué les conséquences moléculaires et fonctionnelles de cette perte sur la 
génération de cellules musculaires squelettiques. Nos résultats ont indiqué que les protéines 
MBNL sont spécifiquement requises pour la maturation myogénique tardive mais pas pour 
l'engagement myogénique précoce. Par une analyse transcriptomique, nous avons pu mettre en 
évidence les voies moléculaires régulées par ces protéines durant la myogenèse, ainsi que les 
phénomènes de compensation entre les paralogues MBNL. Cette étude nous a également 
permis d’identifier un nouveau défaut d’épissage alternatif dans la DM1, régulé par les protéines 
MBNL, et qui aboutit à des anomalies structurelles du compartiment post-synaptique 
musculaire. Ensemble, nos résultats révèlent à la fois la temporalité de l’action des protéines 
MBNL dans la myogenèse humaine et permettent également d’identifier de nouvelles voies 
moléculaires régulées par ces protéines et pouvant être impliquées dans le développement de 
la DM1. A plus long terme, les outils développés dans cette étude devraient également faciliter 
l'identification de nouvelles stratégies thérapeutiques capables de faire face à la perte de 
fonction de ces protéines. 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

Title : Study of the function of MBNL proteins during development using human induced 
pluripotent stem cells 

Keywords : Human pluripotent stem cells, CRISPR/Cas9, Myotonic dystrophy type 1 

Abstract : Alternative splicing has emerged as a fundamental mechanism not only for the 
diversification of protein isoforms but also for the spatiotemporal control of development. 
Therefore, a better understanding of how this mechanism is regulated has the potential not only 
to elucidate fundamental biological principles, but also to decipher pathological mechanisms 
involved in diseases where normal splicing networks are mis-regulated. As part of this thesis, 
we took advantage of human pluripotent stem cells to decipher during human myogenesis the 
role of MBNL proteins, a family of tissue-specific splicing regulators whose loss of function is 
associated with Myotonic Dystrophy type 1 (DM1), an inherited neuromuscular disease. Thanks 
to the CRISPR/Cas9 technology, we generated human-induced pluripotent stem cells (hiPSCs) 
depleted in MBNL proteins and evaluated the molecular and functional consequences of this 
loss on the generation of skeletal muscle cells. Our results indicated that MBNL proteins are 
specifically required for the late myogenic maturation but not for early myogenic commitment. 
By a transcriptomic analysis, we were able to highlight the molecular pathways regulated by 
these proteins during myogenesis, as well as the compensatory effects between MBNL paralogs. 
This study also allowed us to identify a new alternative splicing defect in DM1, regulated by 
MBNL proteins, which leads to structural abnormalities of the muscular post-synaptic 
compartment. Together, our results reveal the temporal requirement of MBNL proteins in 
human myogenesis and allow the identification of new molecular pathways regulated by these 
proteins that could be involved in the development of DM1. In the longer term, the tools 
developed in this study should also facilitate the identification of new therapeutic strategies 
capable to cope with the loss of function of these proteins. 
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Avant-propos 
 

Les cellules souches pluripotentes humaines, d’origine embryonnaire (hESC) ou induites 

à la pluripotence (hiPSC), ont ouvert de nouvelles perspectives thérapeutiques majeures, tant 

par leur propriété d’auto-renouvellement qui leur confère le statut de source de matériel 

biologique illimitée, que par leur capacité à se différencier dans tous les types cellulaires de 

l’organisme. Elles ont ainsi révolutionné le monde scientifique, principalement au niveau de 

la recherche sur la thérapie cellulaire ainsi qu’au niveau de la modélisation pathologique. De 

plus, la technologie des hiPSC a rendu ces applications beaucoup plus accessibles. En effet, 

ces cellules obtenues à partir de cellules somatiques adultes et présentant les mêmes 

propriétés que les hESC, ont pariculièrement permis de s’affranchir de la difficulté 

d’obtention des hESC ainsi que des questions éthiques qu’elles soulèvent. Elles ont 

notamment fait l’objet du prix Nobel de médecine en 2012.  

 

La modélisation pathologique repose sur l’utilisation de cellules souches pluripotentes 

porteuses de la mutation causale d’une maladie génétique ayant pour but de reproduire, 

dans un modèle cellulaire humain et non transformé, les défauts moléculaires 

caractéristiques de la pathologie donnée. Les conséquences d’une telle mutation peuvent 

alors être étudiées au cours des processus de différenciation des cellules souches 

pluripotentes vers le ou les type(s) cellulaire(s) spécifiquement atteint(s) dans la pathologie. 

Plus récemment, une nouvelle technologie, également récompensée par un prix Nobel en 

2020, s’est peu à peu imposée dans tous les laboratoires de recherche, avec un intérêt 

particulier concernant les maladies génétiques : les systèmes CRISPR/Cas9. Ce nouvel outil 

d’édition génomique apporte une fois de plus de nouvelles prespectives thérapeutiques 

autant du point de vue des thérapies géniques et cellulaires qu’au niveau de la modélisation 

pathologique, facilitant par exemple la génération de nouvelles lignées cellulaires pour 

l’étude de maladies rares monogéniques. Ensemble, tous ces modèles cellulaires 

représentent une opportunité inestimable pour l’amélioration de la compréhension des 

mécanismes moléculaires et cellulaires impliqués dans le développement de maladies 

monogéniques ainsi que pour la recherche de nouvelles pistes thérapeutiques, en utilisant 

par exemple ces derniers comme de réels outils pour des criblages de molécules 

potentiellement thérapeutiques.  

 

C’est dans ce contexte que j’ai effectué ma thèse au sein de l’institut I-STEM (Institut des 

cellules Souches pour le Traitement et l’Etude des maladies Monogéniques), laboratoire 

dédié au développement de nouvelles stratégies thérapeutiques pour les maladies rares 

d’origine génétique en utilisant les cellules souches pluripotentes humaines. Ce centre de 

recherche est situé sur le campus du Génopole d’Evry et a été fondé en 2005 par le Dr. Marc 

Peschanski. C’est lors de mon stage de Master 2 en 2017 que j’ai rejoins I-STEM au sein de 
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l’équipe "Maladies du motoneurone" dirigée par le Dr. Cécile Martinat et qui s’intéresse 

particulièrement à l’Amyotrophie spinale infantile (SMA) et à la Dystrophie Myotonique de 

type 1 (DM1). Dans le but d’étudier les mécanismes pathologiques associés à la DM1, j’ai pu 

évaluer au cours de ce stage la faisabilité de développer un nouveau modèle cellulaire 

humain de perte de fonction de la protéine MBNL1, impliquée dans la physiopathologie de 

la DM1, à l’aide des hiPSC et de la technologie CRISPR/Cas9. Cette preuve de concept m’a 

donné par la suite l’opportunité de poursuive ces recherches en tant qu’étudiant en thèse 

au sein de l’équipe.  

 

L’objectif général de ma thèse a été d’étudier la fonction des protéines MBNL au cours 

du développement, en particulier dans la spécification myogénique, et ce dans le but de 

mieux comprendre leur implication dans la physiopathologie humaine de la DM1. La 

première étape fut de générer plusieurs lignées hiPSC différentiellement déplétées en 

proteines MBNL, en s’appuyant sur les systèmes d’édition génomique CRISPR/Cas9 pour 

cibler les différents paralogues MBNL afin d’obtenir une lignée MBNL1 KO, une lignée 

MBNL2 KO, ainsi que les lignées MBNL1,2 DKO et TKO pour s’affranchir des phénomènes de 

compensation entre ces derniers. Dans un deuxième temps, nous nous sommes intéressés 

aux conséquences moléculaires et cellulaires de la perte de fonction de ces protéines sur la 

génération de cellules musculaires squelettiques à l’aide d’un protocole de différenciation 

myogénique dépourvu de transgène, permettant également d’étudier les étapes 

développementales qui pourraient être primordiales dans la mise en place des mécanismes 

physiopathologiques de maladies génétiques neuromusculaires telles que la DM1. Enfin, 

nous avons pu réaliser des analyses transcriptomiques sur ces cellules musculaires 

squelettiques obtenues à partir des hiPSC DM1 ainsi que des hiPSC MBNL KO générées, dans 

le but d’identifier de nouveaux mécanismes moléculaires. Cette étude nous a ainsi permis 

d’identifier un nouveau défaut d’épissage alternatif, régulé par les protéines MBNL1 et 

MBNL2, et qui semble affecter le compartiment post-synaptique. 

 

Cette thèse m’a offert l’opportunité de pouvoir appréhender ces deux technologies de 

rupture que sont les hiPSC et CRISPR/Cas9 et d’évaluer la pertinence ainsi que les limitations 

de leur utlisation pour des applications de modélisation pathologique.  
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1. La Dystrophie Myotonique de type 1 
 

Les maladies liées aux répétitions de triplets (aussi appelées maladies à triplets) sont des 

maladies génétiques rares causées par des expansions anormales et instables de répétitions 

de trinucléotides dans l’ADN. Ces formes particulières de mutation génétiques ont été mises 

en évidence au début des années 1990 et sont à l’origine de plus d’une quarantaine de 

maladies génétiques comme la maladie de Huntington, la sclérose latérale amyotrophique, 

le syndrome tremblement /ataxie associé à l’X fragile (FXTAS) ou encore la dystrophie 

myotonique (Paulson 2018). Chez un individu sain, ces répétitions de séquences, également 

appelées régions microsatellites, sont des séquences nucléotidiques polymorphes réparties 

tout au long du génome humain. Les expansions anormales proviennent toutes à la base de 

ces répétitions polymorphiques qui préexistent de manière normale chez les individus. Cela 

signifie que des mutations de novo peuvent apparaître dans des familles jusqu’alors non 

touchées par la maladie. Ces cas dits sporadiques restent toutefois très rares (Paulson 2018). 

La Dystrophie Myotonique de type 1 (DM1) appartient à cette famille de maladies et est 

associée à une répétition anormale de triplet CTG dans la région 3’ non codante du gène 

codant la DMPK (Brook et al. 1992). Dans le cadre de la DM1, il a été reporté l’existence de 

« pré-mutations » portées par des individus asymptomatiques ou très peu affectés et qui 

favoriseraient l’apparition de la maladie au cours des générations (Kumar et al. 2014). En 

effet, ces expansions anormales de répétitions sont caractérisées par une grande instabilité 

qui va la plupart du temps conduire à l’augmentation de leur taille avec les générations 

suivantes. C’est ce qu’on appelle le phénomène d’anticipation. De manière générale, plus la 

longueur des répétitions sera importante, plus l’âge d’apparition des symptômes sera 

précoce et plus ces symptômes seront sévères. Enfin, la dernière caractéristique commune 

des maladies à triplet consiste en une grande variabilité des phénotypes, y compris au sein 

d’une même famille, reflétant principalement les différences de taille des répétitions 

(Paulson 2018). Les patients DM1 présentent ainsi un nombre de répétitions allant de 50 à 

plus de 2000, comparé à moins de 37 répétitions chez les patients sains. En raison du 

phénomène d’anticipation, les symptômes de la maladie vont alors s’aggraver de génération 

en génération et apparaître de plus en plus tôt. Plusieurs formes de la maladie ont ainsi été 

décrites allant de formes très sévères et précoces, les formes congénitales, à des formes 

tardives et plus légères qui se manifestent après l’âge adulte (Turner and Hilton-Jones 2010).  

 

Alors que dans la grande majorité des maladies monogéniques, la mutation causale de 

la pathologie engendre une perte de fonction partielle ou totale de la protéine encodée par 

le gène muté, les mécanismes physiopathologiques associés à ces maladies à triplet 

ssemblent beaucoup plus complexes. A titre d’exemple, la DM1 apparaît comme une 

maladie atypique. En effet, la DM1 n’est pas une maladie à perte de fonction mais une 

maladie à gain de fonction toxique, c’est-à-dire que la mutation va engendrer l’acquisition 
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de produits toxiques pour la cellule. De plus, dans la DM1, ces produits toxiques ont la 

particularité de ne pas être établis au niveau protéique mais au niveau de l’ARN messager 

(ARNm) du gène muté, ce qui renforce d’autant plus ce caractère atypique (Gatchel and 

Zoghbi 2005).  

 

La DM1 a été décrite pour la première fois en 1909 par le docteur Hans Gustav Wilhelm 

Steinert en Allemagne suite à l’observation de patients atteints d’une myotonie (retard de la 

décontraction musculaire après stimulation nerveuse) associée à une faiblesse ou atrophie 

musculaire. La même année, les docteurs Batten et Gibb décrivent des cas similaires en 

Angleterre. Dans ses travaux s’intitulant “About the clinical and anatomical appearance of 

muscular atrophy in patients with myotonia”, Hans Steinert fut le premier à décrire ce 

désordre complexe auquel il donna le nom de “Dystrophien Myotoniker“, soit dystrophie 

myotonique (DM) mais également appelée « maladie de Steinert » (Mishra et al. 2018). 

Quelques années plus tard, une fréquence élevée de cataractes a été observée chez les 

patients atteints de DM, suggérant que la DM ne serait pas une maladie purement 

musculaire. En effet, d’autres études ont révélé par la suite un tableau clinique beaucoup 

plus complexe de la DM avec des symptômes gastro-intestinaux, des altérations du système 

nerveux central et des déficiences cognitives, des perturbations du rythme cardiaque ou 

encore des troubles endocriniens (Bird 2020; Schoser and Timchenko 2010; Harper 2001). Ce 

n’est qu’en 1992, grâce aux avancées dans le domaine de la génétique et du séquençage, 

que la mutation causale de la DM a été identifiée. Il s’agit d’une expansion anormale de 

répétitions du triplet de nucléotides CTG dans la partie non traduite 3’UTR du gène codant 

pour la Dystrophy Myotonica Protein Kinase (DMPK), situé sur le chromosome 19 (locus 

19q13.3) (Brook et al. 1992; Buxton et al. 1992; Fu et al. 1992; Mahadevan et al. 1992). 

Cependant, plusieurs patients présentant des symptômes s’appariant à la DM ne portaient 

pas cette mutation. Ceci a permis la description d’une seconde forme de la maladie, 

caractérisée également par des expansions anormales mais cette fois-ci de répétitions CCTG, 

dans l’intron 1 du gène ZNF9, au niveau du chromosome 3 (locus 3q21) (Liquori et al. 2001; 

Ranum et al. 1998; Thornton et al. 1994). Cette nouvelle forme de la maladie présente des 

symptômes très similaires à ceux de la DM tels que la myotonie associée à une atrophie 

musculaire, la cataracte, des atteintes cardiaques et cognitives, ou encore une insulino-

résistance (Schoser and Timchenko 2010; Ricker et al. 1994). En revanche, il existe à l’inverse 

des différences importantes entre les deux formes de la pathologie, avec notamment des 

atteintes moins sévères et l’absence de formes congénitales pour la forme mutée sur le gène 

ZNF9, ou encore au niveau de la nature des muscles atteints. En effet, alors que la première 

forme de la maladie touche essentiellement les muscles distaux, la deuxième forme de la 

maladie affecte à l’inverse les muscles proximaux, raison pour laquelle elle a été nommée 

"Proximal Myotonic Myopathy" (PROMM) (Schoser and Timchenko 2010). De plus, 

contrairement à la première forme, cette PROMM ne semble pas présenter de phénomène 
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d’anticipation et aucune corrélation entre le nombre de répétitions CCTG et la gravité des 

symptômes n’a été observée (Wenninger et al. 2018). Par la suite, le Consortium International 

de la Dystrophie Myotonique (IDMC) a instauré, lors de l’édition 2000, une nouvelle 

nomenclature pour distinguer ces deux formes. Désormais, la forme classique de la maladie, 

la maladie de Steinert portant la mutation sur le gène DMPK porte le nom de dystrophie 

myotonique de type 1 (DM1), et la seconde forme de la maladie celui de dystrophie 

myotonique de type 2 (DM2) (Meola and Cardani 2015). Dans le cadre de cette thèse, nous 

nous intéresserons uniquement à la DM1.  

 
 

1.1. Épidémiologie et génétique 
 

Selon le Ministère des Solidarités et de la Santé*, il existe à ce jour plus de 7 000 maladies 

rares identifiées dans le monde. Une maladie est considérée comme rare si sa prévalence est 

égale ou inférieure à 0,05%, c’est-à-dire si elle touche 1 personne ou moins sur 2 000. Cela 

représente plus de 3 millions de personnes en France, ce qui constitue un véritable enjeu de 

santé publique. La grande majorité (80%) de ces maladies rares sont d’origine génétique et 

la dystrophie myotonique de type 1 en fait partie. Bien que considérée comme maladie 

génétique rare, la DM1 correspond toutefois à l’une des formes de dystrophie musculaire la 

plus fréquente chez l’adulte avec une prévalence estimée à 10 personnes sur 100 000 avec 

un mode de transmission autosomique dominant touchant autant les filles que les garçons 

(Wood et al. 2018; Wenninger et al. 2018; Theadom et al. 2014). Il s’agit d’une prévalence 

moyenne car celle-ci peut varier selon les régions ou pays. En effet, elle est très faible en 

Afrique, avec moins d’une personne sur 100 000, mais est à l’inverse plus importante en 

Croatie par exemple avec 18 personnes atteintes en moyenne sur 100 000. De même, cette 

prévalence peut varier dans certaines régions très précises comme c’est le cas avec certaines 

régions du Québec (la région de Charlevoix et le Saguenay-Lac-Saint-Jean) où il est estimé 

que 150 personnes sont atteintes sur 100 000. Ce chiffre très élevé peut s’expliquer entre 

autres par un phénomène de dérive génétique appelé effet fondateur qui se produit 

lorsqu’un nombre restreint d’individus colonise un nouveau territoire, diminuant ainsi la 

variabilité génétique. Ainsi, la combinaison d’une forte natalité, d’un flux migratoire limité et 

du caractère autosomique dominant de la DM1 a contribué à l’augmentation dramatique du 

nombre de personnes atteintes par cette pathologie dans ces régions (Pratte et al. 2015; 

Yotova et al. 2005).  

 

Comme mentionné plus haut, les personnes non affectées par cette maladie présentent 

entre 5 et 37 répétitions CTG dans la région 3’UTR du gène DMPK alors que les patients 

atteints de la DM1 possèdent un nombre de répétitions compris entre 50 jusqu’à plus de     

2 000 pour les cas les plus sévères. Différentes études ont montré une certaine corrélation 

* https://solidarites-sante.gouv.fr/soins-et-maladies/prises-en-charge-specialisees/maladies-rares/article/les-maladies-rares 
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entre le nombre de répétitions CTG et l’âge d’apparition des symptômes ainsi que de leur 

sévérité ce qui a amené à une classification des formes cliniques de la DM1 selon ces 

différents critères. On distinguera ainsi la forme tardive, la forme adulte, les formes juvéniles 

et infantiles ainsi que la forme congénitale (Figure 1-A) (Gourdon and Meola 2017; Turner 

and Hilton-Jones 2014). Il existe également une autre catégorie de patients 

asymptomatiques qui possèdent entre 38 et 49 répétitions CTG, portant ce qu’on appelle la 

pré-mutation. La probabilité que ces derniers développent certains symptômes de la DM1 

au cours de leur vie est très faible. En revanche, ils présentent un risque certain d’avoir par 

la suite des enfants possédant un plus grand nombre de répétitions CTG en raison du 

phénomène d’anticipation dû à l’instabilité de celles-ci (Figure 1-B et C).  

 
 

 
 

Figure 1 : Différentes formes de la DM1 en fonction du nombre de répétitions CTG et 
de l’âge d’apparition de la maladie et représentation du phénomène d’anticipation 
(A) ARN messager de DMPK et relation entre la taille des répétitions CTG et les différentes formes 
de la DM1 en fonction de l’âge d’apparition de la maladie. La distribution de la taille des répétitions 
CTG entre les différentes formes cliniques (à droite) a été effectuée à partir d’une étude sur 2167 
patients DM1, via le registre du DM-Scope. (B) Généalogie représentative d’une famille DM1. Les 
hommes et les femmes sont représentés par des carrés et des cercles respectivement. Le nombre de 
répétitions CTG est indiqué chez les individus atteints. (C) Exemple d’une mère atteinte d’une forme 
adulte de la DM1 (environ 530 répétitions CTG) et de son fils atteint d’une forme congénitale (environ 
1300 répétitions CTG) illustrant l’augmentation du nombre de répétitions CTG au cours des 
générations. Adapté de (Thomas et al. 2018; De Antonio et al. 2016; Turner and Hilton-Jones 2010, 
2014).  
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Ce phénomène d’anticipation peut varier selon deux facteurs principaux : le sexe du 

parent porteur de la mutation et la taille des répétitions CTG portées par celui-ci. Il a d’abord 

été observé que les formes les plus sévères de la maladie provenaient dans la très grande 

majorité des cas de mères atteintes. Une étude publiée en 2016 sur plus de 1400 patients 

DM1 a montré que seulement 9% des cas d’apparition de formes congénitales de la DM1 

étaient associées à l’héritage paternel. À l’inverse, un nombre important de pères 

asymptomatiques ou très légèrement atteints (possédant moins d’une centaine de 

répétitions CTG) transmettent la maladie sous une forme clinique reconnaissable (Dogan et 

al. 2016; Savić Pavićević et al. 2013). L’une de ces études a révélé une autre implication du 

sexe qui n’avait jamais été reconnue auparavant et qui concerne le profil clinique et la gravité 

de la DM1, avec notamment une morbidité et une mortalité plus élevées chez les hommes 

(Dogan et al. 2016). 

 

 

1.2. Symptômes et formes associées 
 

C’est donc sur la base de l’âge d’apparition de la maladie, des symptômes cliniques et de 

leur degré de sévérité que les quatre grandes formes cliniques de la DM1 ont été définies 

(Figure 2).  
 

 

 
 

Figure 2 : Symptômes cliniques associés à la DM1 
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(A) Vue d’ensemble des symptômes associés à la DM1. (B) Fréquences des principaux symptômes 
en fonction des différentes formes de la maladie (à partir de l’étude sur les 2167 patients DM1 de De 
Antonio et al., 2016). (C) Exemple de trois symptômes fréquents chez les patients DM1 : dystrophie 
des muscles distaux (à gauche), myotonie (au centre) et dysmorphie faciale (à droite). Adapté de 
(Tomé and Gourdon 2020; Thomas et al. 2018; Wenninger et al. 2018; Schoser and Timchenko 2010) 
et du site http://myotonicdystrophy.com.  
 
 

1.2.1. Forme tardive 
 

Il s’agit de la forme la moins sévère de la maladie. Les patients atteints par cette forme 

peuvent développer des symptômes « légers » apparaissant au-delà de 40 ans et qui 

incluent une cataracte ou encore une calvitie frontale précoce. Ils présentent peu d’atteintes 

musculaires (parfois une myotonie légère) et possèdent entre 50 et 150 répétitions CTG. La 

forme tardive de la DM1 est souvent compliquée à diagnostiquer car les signes cliniques, 

s’ils sont présents, peuvent passer inapperçus. Le diagnostic de la cataracte s’avère souvent 

très utile pour identifier ces patients pouvant transmettre la maladie sous des formes plus 

sévères en raison de l’instabilité de ces répétitions (le plus souvent via une transmission 

paternelle) (Meola and Cardani 2015). Enfin, diagnostiquer les patients présentant une forme 

tardive permet aussi d’identifier d’autres membres de la familles porteurs de la mutation et 

ainsi leur prise en charge avant l’apparition des symptômes (Turner and Hilton-Jones 2010).  

 

 

1.2.2. Forme adulte 
 

C’est la forme la plus classique et la plus répandue de la DM1. Celle-ci se déclare entre 20 

et 40 ans, la plupart du temps après 30 ans. Les atteintes sont multi-systémiques car elles 

concernent aussi bien les muscles que les fonctions cognitives, les systèmes cardio-

vasculaire, respiratoire, visuel endocrinien, ou encore l’appareil reproducteur et le tractus 

gastro-intestinal (Figure 2-A). Les patients atteints d’une forme adulte présentent une 

grande variabilité du nombre de répétitions, allant le plus fréquemment de 100 jusqu’à 1000 

répétitions. Parmi tous les différents symptômes pouvant se manifester chez ces patients, 

les principaux sont avant tout musculaires avec par exemple une dystrophie progressive des 

muscles distaux accompagnée d’une myotonie touchant aussi bien les muscles striés 

squelettiques que les muscles lisses (Figure 2-C). Ils présentent également une faiblesse 

musculaire au niveau des muscles de la face, du diaphragme, des muscles intercostaux ou 

encore des muscles oculaires externes. Toutes ces atteintes engendrent alors des difficultés 

pour parler, se nourrir et respirer. Les troubles cardiaques, avec notamment des anomalies 

de conduction et des arythmies, contribuent de manière importante à la mortalité de ces 

patients (Wenninger et al. 2018; Meola and Cardani 2015).  
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1.2.3. Forme juvénile/infantile 
 

La forme juvénile et la forme infantile sont souvent associées car elles présentent 

globalement le même tableau clinique. Les symptômes peuvent apparaître entre 1 et 10 ans 

pour les formes infantiles et entre 10 et 20 ans pour les formes juvéniles. Ces formes sont 

généralement observées chez les individus portant plus de 800 répétitions CTG. Les premiers 

symptômes à se développer sont plutôt d’ordre cognitif avec des difficultés d’apprentissage, 

d’élocution et des déficiences intellectuelles. Les atteintes musculaires apparaissent 

majoritairement à l’adolescence avec une faiblesse des muscles de la face et des muscles 

distaux, une myotonie et même dans certains cas des symptômes cardiovasculaires pouvant 

entraîner des complications importantes (Wenninger et al. 2018). Ces symptômes 

musculaires apparaissant plus tardivement, le diagnostic des formes infantiles est plus 

compliqué que celui des formes juvéniles et sera plutôt établi à la suite de la déclaration de 

la maladie chez l’un des parents (Meola and Cardani 2015).  

 

 

1.2.4. Forme congénitale 
 

Les formes congénitales de la DM1 (CDM) sont les formes les plus sévères de la 

pathologie et sont associées aux plus longues tailles de répétitions CTG (plus de 1000). 

Cependant, la CDM présente un tableau clinique légèrement distinct de celui des autres 

formes de la maladie et ne doit pas être considérée comme une simple forme adulte de la 

DM1 en plus précoce et plus sévère. Les formes congénitales sont majoritairement héritées 

de la mère et se manifestent dès la période intra-utérine avec un excès de liquide amniotique 

et une réduction des mouvements fœtaux. Après l’accouchement, les principaux symptômes 

sont une grande faiblesse musculaire généralisée (hypotonie), une dysmorphie faciale et une 

importante détresse respiratoire (Meola and Cardani 2015). L’insuffisance respiratoire est à 

l’origine d’une importante mortalité (environ 30 à 40%). La majorité des enfants atteints de 

CDM sont capables de marcher de manière autonome. La myotonie n’est pas présente dans 

les premières années mais d’autres symptômes d’ordre cognitifs et psychologiques vont se 

manifester, souvent de manière plus sévère que pour les formes infantiles, avec un important 

retard mental et dans certains cas l’apparition de troubles autistiques (Wenninger et al. 

2018). Les patients CDM ont également une espérance de vie réduite, qui est d’environ 45 

ans en excluant les morts néonatales (Bird 2020).  
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1.3. Mécanismes moléculaires des défauts associés à la DM1 
 

La base génétique de la DM1 a été révélée en 1992 avec l’identification de la mutation : 

une expansion anormale et instable des répétitions des triplets nucléotidiques CTG dans la 

région non codante 3’UTR du gène DMPK, localisée sur le chromosome 19 au niveau du 

locus 19q13.3 (Harper 2001; Brook et al. 1992). Il a par la suite fallu comprendre comment 

cette mutation pouvait être responsable de défauts aussi nombreux et complexes, 

impliquant autant de systèmes différents. L’hypothèse d’un seul et unique mécanisme 

pathologique fut donc rapidement exclue, d’autant plus que le rôle de la protéine DMPK 

n’est toujours pas encore bien établi. De nombreuses études ont ainsi pu mettre en évidence 

des hypothèses mécanistiques autres que la seule haplo-insuffisance de la protéine DMPK, 

comme par exemple l’implication des gènes adjacents au gène DMPK ou encore la 

dérégulation de protéines de liaison à l’ARN impliquées dans l’épissage alternatif ou la 

stabilité des ARNm (Sicot et al. 2011).  

 

D’autre part, la grande instabilité des répétitions CTG évoquée précédemment constitue 

en elle-même un mécanisme jouant un rôle important dans la physiopathologie de la DM1, 

notamment au niveau de la grande variabilité observée entre les patients DM1 (Tomé and 

Gourdon 2020).  

 
 

1.3.1. Instabilité somatique de la mutation 
 

L’expansion anormale et dynamique des répétitions CTG est la base moléculaire du 

phénomène d’anticipation observé au sein des familles DM1. Quelques études se sont 

intéressées à la distribution des tailles des répétitions CTG dans les cellules germinales ou 

encore dans des embryons et ont montré que cette instabilité intergénérationnelle 

intervenait au cours des premières étapes de la gamétogénèse et des premiers stades post-

zygotiques (Tomé and Gourdon 2020; Dean et al. 2006; De Temmerman et al. 2004). Par 

ailleurs, des études ont également révélé la présence de variations importantes au niveau de 

la taille de ces répétitions dans les cellules somatiques de patients DM1. Ce phénomène, 

appelé mosaïcisme, met ainsi en évidence l’instabilité somatique des répétitions CTG au sein 

d’un même patient atteint de la DM1. Le degré d’instabilité somatique va varier en fonction 

de trois critères différents : le tissu cellulaire concerné, la taille initiale des répétitions CTG et 

l’âge du patient. Cette instabilité se met en place dans les tissus entre la 13ème et la 16ème 

semaine de gestation. De manière générale, les plus grandes répétitions présentent 

l’hétérogénéité somatique la plus élevée et continuent à s’agrandir avec le temps (Tomé and 

Gourdon 2020; Martorell et al. 1997). Il existe peu d’études ayant analysé les différences de 

tailles des répétitions CTG en fonction des tissus, particulièrement en raison des difficultés 

d’accès aux tissus humains. Cependant, il a été montré que les plus grandes expansions de 
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répétitions de CTG étaient retrouvées au niveau de tissu musculaire, notamment le cœur et 

le diaphragme, de la peau et des testicules, comparés à d’autre tissus comme le cervelet, la 

rate ou encore le thymus (Tomé and Gourdon 2020; Kinoshita et al. 1996; Wohrle et al. 1995).  

 

Différents mécanismes influençant la dynamique de l’instabilité des répétitions CTG ont 

été mis en évidence comme par exemple la réparation de l’ADN ou encore certaines 

modifications épigénétiques. En effet, des études ont montré dans des modèles murins de 

la pathologie, l’implication de la voie de réparation des mésappariements (MMR) avec en 

particulier l’implication des protéines MSH (MutS homologs), principaux acteurs de ce 

système de réparation de l’ADN. En croisant un modèle murin de la DM1 portant plus de 

300 répétitions CTG avec des souris dans lesquelles le gène Msh2 a été inactivé, il a été 

observé que l’absence de Msh2 avait un effet sur l’instabilité somatique et 

intergénérationnelle des répétitions, non pas en induisant des expansions mais au contraire 

des contractions (Savouret et al. 2003). De plus, une récente étude a révélé que l’inactivation 

du gène MSH2 dans des cellules souches pluripotentes humaines DM1 avait pour effet de 

stabiliser les répétitions CTG au cours des passages (Franck et al. 2020). D’autres études ont 

également montré que Msh2 devait s’associer avec un partenaire, Msh3 ou Msh6, afin de 

former un complexe fonctionnel. Les protéines Msh3 et Msh6 ont un rôle important en 

raison de leurs fonctions antagonistes par rapport à la modulation de la taille des répétitions 

CTG, soit en les allongeant dans le cas d’un complexe Msh2-Msh3, soit en les réduisant si 

Msh2 interagit au contraire avec Msh6. Ainsi, l’inactivation du gène Msh6 dans un modèle 

murin de la DM1 entraîne une augmentation significative de la fréquence des expansions 

des répétitions CTG alors que l’inactivation du gène Msh3 est suffisante pour diminuer ces 

expansions (Foiry et al. 2006; van den Broek et al. 2002). Plus récemment, des analyses 

effectuées sur plus de 400 patients DM1 ont montré que des polymorphismes au sein du 

gène MSH3, ayant un effet sur l’expression et/ou l’activité protéique de MSH3, étaient 

associés au degré d’instabilité somatique des répétitions (Flower et al. 2019).  

  

Enfin, l’effet de modifications épigénétiques sur l’instabilité des répétitions CTG ainsi que 

sur la variabilité des symptômes chez les patients DM1 a également été étudié. Il a été 

observé que les niveaux de méthylation de l’ADN en amont des expansions de répétitions 

CTG du gène DMPK étaient corrélés avec la longueur celles-ci. De plus, des analyses par 

régression linéaire multiple ont montré que les niveaux de méthylation de l’ADN au sein du 

gène DMPK pourraient également contribuer à la variabilité phénotypique des patients, en 

particulier au niveau musculaire et respiratoire, indépendamment de la longueur des 

répétitions CTG (Tomé and Gourdon 2020; Légaré et al. 2019).  
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1.3.2. Le gène DMPK et son environnement 
 

Les premières études mécanistiques se sont concentrées sur les effets de la mutation sur 

le gène DMPK lui-même avec l’hypothèse que la présence de ces répétitions résulte en 

l’haplo-insuffisance de DMPK. En effet, la transcription du gène DMPK muté engendre la 

production d’un ARNm présentant une structure en épingle à cheveux au niveau de la région 

3’UTR causée par les répétitions CUG. Cette structure va être capable d’interagir avec des 

protéines de liaison à l’ARN formant ainsi des complexes ribonucléoprotéiques qui vont 

s’agréger sous la forme de foci se retrouvant séquestrés à l’intérieur du noyau de la cellule. 

Il a ainsi été montré que ces foci résultaient en une diminution de la quantité des protéines 

DMPK de moitié dans les cellules musculaires dérivées de patients DM1 (Furling et al. 2001), 

dans la mesure où, seul l’ARNm provenant de l’allèle sain du gène DMPK est exporté vers le 

cytoplasme de la cellule pour être traduit en protéine.  

 

Le gène DMPK code une sérine/thréonine kinase présentant une forte homologie de 

séquences avec les myotonic dystrophy kinase-related Cdc42-binding kinases (MRCK), les 

Rho-associated kinases (ROCK) ainsi qu’avec la citron kinase (CRIK). La protéine DMPK est 

exprimée de manière ubiquitaire, majoritairement dans les muscles squelettiques, le cœur, 

les muscles lisses et le cerveau (Mulders et al. 2011; Kaliman and Llagostera 2008). D’un point 

de vue structurel, la protéine DMPK est constituée d’un domaine à activité kinase dans sa 

partie N-terminale et d’un domaine hélice alpha formant des motifs en super-hélice (coiled-

coil) dans sa partie C-terminale. Elle possède également un domaine d’adressage 

membranaire et des sites d’autophosphorylation (Elkins et al. 2009). Il existe six isoformes 

majeures de la protéine DMPK qui résultent de l’épissage alternatif. Celles-ci diffèrent 

principalement au niveau de la partie C-terminale, affectant leur localisation intracellulaire : 

les quatre isoformes contenant une longue queue C-terminale vont être préférentiellement 

localisées au niveau des membranes du réticulum endoplasmique ou des mitochondries 

alors que les deux autres formes n’ayant pas de queue C-terminale seront localisées dans le 

cytoplasme sous forme soluble. L’autre particularité entre les différentes isoformes est la 

présence ou non d’un motif VSGGG unique qui a été décrit pour moduler l’activité 

d’autophosphorylation de la DMPK. L’autophosphorylation de la DMPK va induire un 

changement conformationnel de la protéine stabilisant son domaine kinase dans une 

conformation ouverte favorisant ainsi la fixation de substrats (Wansink et al. 2003).  

 

Différentes protéines impliquées dans des mécanismes cellulaires pouvant être corrélés à 

certains symptômes de la DM1 ont été identifiées comme cible de l’activité kinase de 

protéine DMPK (Figure 3). Parmi celles-ci, la protéine Phospholemman (PLM), qui peut 

induire des courants chlorure (Cl-) via l’activation d’un canal chlore, voit sa fonction modulée 

par sa phosphorylation par la DMPK (Mounsey et al. 2000). Dans le cadre d’une haplo-

insuffisance en protéines DMPK, la dérégulation du PLM pourrait être corrélée avec le 
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dysfonctionnement des canaux chlorure responsables de la myotonie chez les patients DM1 

(Kaliman and Llagostera 2008). D’autres exemples avec la phosphorylation inhibitrice de la 

Myosin phosphatase 1 (MYPT1) augmentant la sensibilisation au calcium des muscles lisses, 

ou encore avec la phosphorylation du Phospholamban (PLN) impliqué dans la régulation du 

calcium intracellulaire, semblent indiquer un rôle de la protéine DMPK dans l’homéostasie 

calcique (Kaliman and Llagostera 2008). Cependant la contribution de ces différentes 

protéines n’a jamais été validée d’un point de vue physiopathologique. De par ses fonctions 

de régulateur de l’épissage alternatif et de la stabilité de certains ARNm, la protéine CUG-

BP est considérée comme l’un des acteurs majeurs de la DM1. La surexpression d’une forme 

hyperphosphorylée de CUG-BP a été observée dans un modèle de souris dans lequel le gène 

Dmpk a été inactivé ainsi que chez des patients DM1. Cependant, sa potentielle 

phosphorylation par la protéine DMPK n’a jamais été démontrée (Kaliman and Llagostera 

2008). Il a également été suggéré que la protéine DMPK jouerait un rôle dans l’adressage 

membranaire du récepteur à l’insuline (IR) et du récepteur à l’IGF1 (Insulin Growth Factor 1) 

(Kaliman and Llagostera 2008; Llagostera et al. 2007).  

 

 

 
 
 

Figure 3 : Hypothèses du rôle physiopathologique de DMPK dans la DM1 
Plusieurs cibles phosphorylées par la DMPK sont impliquées dans des fonctions cellulaires corrélées 
à différentes altérations observées dans la DM1 : Phospholemman (PLM), Phospholamban (PLN), 
CUG-binding protein (CUG-BP), et Myosin phosphatase 1 (MYPT1). GPCR: Récepteur couplé aux 
protéines-G ; SR: Réticulum sarcoplasmique ; IR: Récepteur à l’insuline ; IGF-1R: Récepteur de l’IGF1 
(Kaliman and Llagostera 2008). 

 
 

En parallèle, des études ont montré que la protéine DMPK jouait également un rôle au 

niveau de la différenciation musculaire. En effet, la déplétion de la protéine Dmpk dans des 

cellules musculaires murines entraîne une diminution de l’expression de plusieurs marqueurs 

de la différenciation musculaire comme la myogénine (MyoG) et MyoD, accompagnée d’un 
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défaut de fusion des cellules musculaires et donc d’une formation diminuée de myotubes 

(Harmon et al. 2008). Afin d’avancer dans la compréhension de la fonction de la protéine 

Dmpk, un modèle de souris a été généré dans lequel le gène Dmpk a été inactivé (souris 

Dmpk-/-). Ces souris développent une myopathie légère et progressive qui pourrait être 

apparentée à une forme tardive de la DM1. Ils ont notamment pu observer chez les souris 

plus âgées une variation de la taille des fibres musculaires avec une dégénérescence accrue, 

ainsi qu’une fibrose. Cependant, ce modèle murin ne présente pas les symptômes les plus 

fréquents de la maladie comme l’atrophie musculaire des muscles distaux, la myotonie ou 

encore une cataracte (Jansen et al. 1996; Reddy et al. 1996). 

 

Ainsi, il semble que l’haplo-insuffisance de la protéine DMPK puisse être impliquée dans 

la mise en place de certaines atteintes pathologiques de la DM1. En revanche, la grande 

majorité de ces études n’ayant pas été plus détaillées par la suite, il en ressort que 

l’hypothèse de l’haplo-insuffisance de DMPK ne permet pas d’expliquer à elle seule toute 

l’étendue des atteintes de la maladie ni leur degré de sévérité. Cela suggère donc qu’il existe 

d’autres mécanismes responsables de la pathogenèse de la DM1 (Figure 4). En raison de sa 

nature instable et de sa taille pouvant être importante, la mutation au sein du gène DMPK 

altère la structure de la chromatine au niveau du locus. Il a alors été envisagé que l’expansion 

des répétitions CTG pourrait également impacter l’expression des gènes voisins DMWD et 

SIX5 (Llamusí and Artero 2008).  
 

 

 
 

Figure 4 : Hypothèses mécanistiques pour la pathogénèse moléculaire de la DM1 
L’expansion des répétitions CTG entraîne un gain de fonction toxique au niveau de l’ARNm DMPK 
qui va déréguler la fonction de protéines de liaison à l’ARN induisant des défauts d’épissage 
alternatifs (à gauche). La mutation entraîne une haplo-insuffisance responsable de la réduction de la 
synthèse de la protéine DMPK (au centre) ainsi qu’une dérégulation de l’expression des gènes 
adjacents (à droite). Adapté de (Chuah et al. 2019).  

 



 

 16 

Cette hypothèse a été principalement renforcée par des études observant une diminution 

du niveau d’expression de DMWD dans des fibroblastes issus de biopsies de patients DM1 

(Alwazzan et al. 1999; Gennarelli et al. 1999). Le gène DMWD (dystrophia myotonica-

containing WD repeats) se situe juste en amont du gène DMPK et code une protéine 

possédant quatre motifs WD. D’autres protéines contenant ces motifs WD ont été décrites 

comme jouant un rôle dans la transduction du signal ou dans des fonctions de régulation 

cellulaire (Johnson and Jarjour 2006). Ce gène pourrait être impliqué dans certains aspects 

cliniques de la DM1 car il est préférentiellement exprimé dans des tissus comme le cerveau 

et les testicules. Ainsi, la diminution de l’expression de DMWD pourrait être impliquée dans 

la mise en place des atteintes cognitives et de l’appareil reproducteur masculin. Un rôle 

potentiel de DMWD a même été proposé au niveau de la régulation transcriptionnelle de la 

croissance et de la maturation du système nerveux (Westerlaken et al. 2003). Néanmoins, 

aucune étude n’a permis à ce jour de démontrer les véritables fonctions de DMWD ainsi que 

son implication dans la DM1.  

 

Comme pour le gène DMWD, une diminution de l’expression du gène SIX5 (sine oculis 

homeobox homolog 5) a également été révélée dans différents tissus, particulièrement dans 

des biopsies cérébrales post-mortem, dans des fibroblastes ainsi que dans des cellules 

musculaires issues de patients DM1 (Frisch et al. 2001; Alwazzan et al. 1999; Thornton et al. 

1997). Cette diminution semblerait associée à l’inhibition de la transcription de l’allèle muté 

(Alwazzan et al. 1999). Préalablement connu sous le nom de DMAHP pour dystrophia 

myotonica adjacent homeobox protein, le gène SIX5 est situé directement en aval du gène 

DMPK, partageant ainsi des séquences régulatrices au niveau de son promoteur avec ce 

dernier. Ainsi, plus la taille de l’expansion des répétitions CTG sera importante, plus ces 

éléments régulateurs seront éloignés de la partie codante du gène SIX5 (Johnson and Jarjour 

2006). Ce gène code un facteur de transcription à homéodomaine exprimé principalement 

dans le muscle squelettique, le cœur, le cerveau, les lymphocytes. De par son rôle de facteur 

de transcription, plusieurs cibles de SIX5 ont été identifiées, chacune pouvant 

potentiellement contribuer à différentes atteintes de la DM1. Par exemple, l’IGF1 et l’IGF2 

sont deux cibles de SIX5 dont la dérégulation pourrait être à l’origine de la résistance à 

l’insuline observée chez les patients DM1. L’expression de la myogénine est également une 

cible du facteur de transcription SIX5, ce qui pourrait expliquer certaines atteintes 

musculaires (Johnson and Jarjour 2006; Fougerousse et al. 2002). Un modèle de drosophile 

dans lequel le gène homologue à SIX5 (D-Six4) a été inactivé révèle que celui-ci semble 

nécessaire pour le développement du muscle et des gonades, suggérant ainsi une 

implication pour SIX5 au niveau des atrophies musculaires et testiculaires dans la DM1. Un 

modèle de souris Six5 (-/-) a d’ailleurs pu mettre en évidence cette atrophie testiculaire 

accompagnée de défauts de maturation de la spermatogénèse. La présence de cataractes a 

également été observée dans ce modèle mais celles-ci ne présentent pas les opacités 



 

 17 

iridescentes caractéristiques des cataractes des patients DM1. De plus, ce modèle murin n’a 

montré aucune atteinte des muscles squelettiques (Llamusí and Artero 2008; Sarkar et al. 

2004; Wakimoto et al. 2002).  

 

Bien que la majorité des études présentées ici soient de simples corrélations entre les 

atteintes observées dans la DM1 et les cibles des trois protéines DMPK, DMWD et SIX5, il 

semble toutefois que ces trois protéines pourraient être impliquées dans la mise en place de 

certains phénotypes caractéristiques de la DM1, d’autant plus chez les patients atteints de 

formes congénitales ou infantiles, dont la taille des répétitions CTG est très importante. Il est 

indéniable en revanche que ces hypothèses mécanistiques n’expliquent pas à elles seules 

l’ensemble du tableau clinique des patients DM1. Une autre hypothèse mécanistique, sur 

laquelle nous allons nous attarder à présent, est basée sur le gain de fonction toxique de 

l’ARNm mutant, causé par l’expansion anormale des répétitions CTG et la formation de foci 

intranucléaires au niveau des transcrits DMPK (Figure 4). 

 
 

1.3.3. Gain de fonction toxique de l’ARN messager DMPK 
 

1.3.3.1. Foci intranucléaires 
 

L’une des caractéristiques fondamentales de la physiopathologie de la DM1 est 

l’accumulation des ARNm DMPK mutés contenant les expansions de répétitions CUG, sous 

la forme d’agrégats nucléaires distincts également appelés foci intranucléaires (Pettersson 

et al. 2015). La preuve de la formation de ces foci a été démontrée la première fois en 1995 

dans des fibroblastes et des biopsies musculaires de patients DM1 à l’aide de la technique 

d’hybridation in situ (RNA-FISH) combinée à une sonde fluorescente de 10 répétitions CAG 

complémentaires aux répétitions CUG (Figure 5-A) (Taneja et al. 1995). Par la suite, de 

nombreuses études ont également détecté la présence nucléaire de ces foci dans différents 

tissus de patients DM1 tels que les muscles squelettiques ainsi que dans des neurones issus 

de biopsies de cerveau post-mortem (Jiang et al. 2004; Mankodi et al. 2003; Davis et al. 

1997). Une autre étude a révélé que les foci se mettaient en place très tôt au cours du 

développement en les détectant à la fois dans des tissus fœtaux de patients DM1 ainsi que 

dans des tissus embryonnaires et néonataux dans un modèle de souris DM1 (Michel et al. 

2015).  

 

Concernant la structure de ces foci intranucléaires, les répétitions CUG forment une 

structure secondaire en forme d’épingle à cheveux (aussi appelée tige-boucle) qui peut être 

plus ou moins longue en fonction du nombre de répétitions CUG. Il a été montré que onze 

triplets CUG étaient suffisants pour former une telle structure (Napierała and Krzyzosiak 

1997). Ces structures en épingle à cheveux sont stabilisées par l’appariement des bases 
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nucléotidiques C et G. Cependant, ces liaisons C-G et G-C sont séparées par des 

mésappariements U-U qui contribuent à un équilibre entre stabilisation et déstabilisation, 

raison pour laquelle ces structures sont souvent appelées épingles à cheveux "glissantes" 

(Figure 5-B). Ces mésappariements U-U forment ainsi des renflements au sein de la structure 

en épingle à cheveux lui donnant cet aspect si particulier. Ce sont donc en réalité des 

structures dynamiques au sein desquelles les triplets CUG se déplacent et se réalignent 

continuellement (Hale et al. 2019). Une étude a également observé des changements 

dynamiques au cours du cycle cellulaire dans des cellules neuronales dérivées de cellules 

souches pluripotentes de patients DM1, avec des cycles de dissociation / reformation des 

foci intranucléaires (Xia and Ashizawa 2015).  

 

 

 
 

Figure 5 : Formation et dynamique des foci intranucléaires 
(A) Première observation de foci intranucléaires par RNA-FISH dans les noyaux de fibroblastes issus 
de patients DM1. (B) La structure secondaire des répétitions CUG en épingle à cheveux est une 
structure dynamique. Cette dynamique est représentée ici en suivant un seul triplet CUG (en rouge). 
(C) Modèle proposant différentes structures secondaires des répétions CUG (en rouge) en fonction 
de leur taille. Ces structures deviennent pathogènes à partir de 69 répétitions CUG et peuvent 
adopter différentes conformations : simples, multiples ou ramifiées. L’expansion des répétitions 
n’entraîne cependant pas de modification au niveau des séquences ARN adjacentes (en bleu). Adapté 
de (Hale et al. 2019; van Cruchten et al. 2019; Taneja et al. 1995).  
 
 

Récemment, un modèle a été proposé concernant la formation de ces structures en 

épingle à cheveux (van Cruchten et al. 2019). En comparant différentes tailles de répétitions 

CUG (5, 21, 38, 69, 147 et 197 répétitions), cette étude démontre que la taille des répétitions 

module la structure de l’épingle à cheveux, lui conférant ainsi une plasticité 

conformationnelle (Figure 5-C). Les ARNm composés de seulement 5 répétitions ne forment 

pas de structure en épingle à cheveux. Ces structures sont observées avec 21 ou 38 



 

 19 

répétitions CUG (correspondant à des patients sains ou asymptomatiques) mais sont très 

courtes et uniquement sous la forme d’une simple tige. Au-delà de 69 répétitions, les 

structures deviennent pathogènes et adoptent différentes conformations longues et 

glissantes, sous la forme soit d’une longue tige simple, d’épingles à cheveux multiples ou 

encore de tiges ramifiées entre elles. Cette étude a également révélé que l’expansion 

anormale des répétitions n’entraînait pas de changement de structure dans les séquences 

ARN adjacentes. En effet, les épingles à cheveux sont isolées structurellement du reste de 

l’ARNm DMPK par deux hélices stables riches en GC et par une "pince" formée par six 

appariements G-C consécutifs (G6-clamp) (van Cruchten et al. 2019). Les structures plus 

complexes observées dans le cadre d’expansions importantes des répétitions CUG sont 

encore plus propices à la séquestration de protéines de liaison à l’ARN et pourraient ainsi 

expliquer le degré de sévérité entre les différentes formes de la DM1.  

 
 

1.3.3.2. Altération des protéines de liaison à l’ARN 
 

De par leur structure spécifique, les ARNm mutants induisent un gain de fonction toxique 

dans la cellule en modulant l’expression ou la disponibilité de différents acteurs moléculaires. 

Plusieurs protéines de liaison à l’ARN ont ainsi été décrites pour interagir avec les répétitions 

CUG (Figure 6). Par exemple, des facteurs de transcription tels que SP1 (Specificity factor 1), 

STAT1, STAT3 et RARγ (Récepteur gamma à l’Acide Rétinoïque) ont été retrouvés co-localisés 

avec les répétitions CUG par immunofluorescence dans des cellules musculaires de patients. 

Leur séquestration pourrait ainsi réduire leur disponibilité au niveau de la chromatine active 

entraînant une perturbation des profils d’expression de leurs gènes cibles (Magana and 

Cisneros 2012). L’expression d’un autre facteur de transcription, NKX2-5, a été retrouvée au 

contraire augmentée dans des cellules musculaires squelettiques et cardiaques de patients 

DM1, induisant des défauts d’expression de gènes. Cependant sa potentielle interaction avec 

les répétitions CUG n’a jamais été démontrée (Yadava et al. 2008). En effet, plusieurs facteurs 

n’étant pas directement séquestrés par les foci peuvent tout de même être dérégulés dans 

la DM1. C’est par exemple le cas du facteur de transcription SPEN/SHARP dont la fonction 

est altérée dans la DM1 en raison d’un défaut de localisation de la protéine. Une étude a 

révélé une corrélation entre l’expression des répétitions CTG et la mauvaise localisation 

cytoplasmique de ce facteur de transcription (Dansithong et al. 2011). La dérégulation de 

ces facteurs de transcription pourrait ainsi être à l’origine de nombreux défauts d’expression 

génique chez les patients DM1, et ces derniers ne sont pas les seuls facteurs dérégulés. 

Cependant cette hypothèse n’a jamais été validée de façon formelle dans le cadre de la DM1. 
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Figure 6 : Altération des protéines de liaison à l’ARN par les transcrits DMPK mutants 
En s’accumulant dans le noyau de la cellule sous la forme de foci, les ARNm DMPK mutants vont 
affecter l’expression, la distribution ou encore la localisation de multiples protéines de liaison à l’ARN, 
perturbant ainsi leur fonction (Sicot and Gomes-Pereira 2013).  
 

 
En effet, des facteurs de l’épissage alternatif comme Staufen1 sont aussi retrouvés co-

localisés avec les foci (Ravel-Chapuis et al. 2012). Plusieurs ribonucléoprotéines hnRNP, 

notamment l’hétérodimère hnRNP-H/hnRNP-F ainsi que hnRNP-A1, ont également été 

retrouvées co-localisées au niveau des foci. De plus, ces facteurs d’épissage sont retrouvés 

surexprimés dans les cellules de patients DM1, ce qui pourrait ainsi contribuer à des défauts 

d’épissage d’ARNm cibles. Cependant les mécanismes par lesquels leur séquestration par 

les foci aboutirait à leur surexpression n’ont jamais été démontrés (Jiang et al. 2004; Sicot 

and Gomes-Pereira 2013; Talukdar et al. 2011). 

  

Parmi toutes les protéines de liaison à l’ARN dérégulées dans la DM1, deux familles de 

protéines ont fait plus particulièrement l’objet de nombreuses études : la famille des 

protéines CELF et la famille des protéines MBNL.  

 

 
1.3.3.2.1. Les protéines CELF 

 
Dans le but de mieux comprendre les mécanismes moléculaires associés à la DM1, des 

expériences ont été réalisées visant à identifier les protéines capables de se lier 

spécifiquement aux motifs CUG in vitro. Ces expériences de précipitation (pull-down) 

utilisaient une séquence de 8 répétitions CUG dans des cellules HeLa. C’est ainsi qu’a été 

initialement découverte la protéine CUG-BP1 (pour CUG-binding protein 1) (Timchenko et 

al. 1996). CUGBP1 appartient à la famille des protéines CELF (CUG-BP- and ETR-3-like factors) 

qui est constituée de six gènes paralogues codant les protéines CUG-BP1 (ou CELF1), ETR-3 

(ELAV-type RNA binding protein 3) également appelée CUG-BP2 ou CELF2, ainsi que les 
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protéines CELF3 à CELF6. Cette famille de protéines très conservées au cours de l’évolution 

est impliquée dans différents processus de la biologie des ARN comme par exemple 

l’épissage alternatif de certains pré-ARNm ainsi que la traduction ou encore la dégradation 

des ARNm (mRNA decay) (Dasgupta and Ladd 2012). Chacune des protéines CELF contient 

trois domaines RRM (RNA recognition motif) de liaison à l’ARN, deux se situant à l’extrémité 

N-terminale et un autre à l’extrémité C-terminale. Ce dernier, le domaine RRM3, est 

également nécessaire à la fonction d’épissage des protéines CELF (Singh et al. 2004). La 

région qui sépare le 2ème domaine RRM du 3ème est appelée "domaine divergent" car les 

similitudes de séquences au niveau de cette région divisent les protéines CELF en deux sous-

groupes distincts : CUB-BP1 et ETR-3 d’un côté et les CELF3 à 6 de l’autre (Ladd et al. 2001).  

L’expression des protéines CELF est ubiquitaire mais varie tout de même en fonction des 

différents paralogues. En effet, de manière générale, la première sous-famille (CELF1-2) est 

plus largement exprimée que la sous-famille CELF3-6. CUG-BP1 et ETR-3 sont 

majoritairement exprimés dans les muscles squelettiques, le cœur et le système nerveux 

central (Dasgupta and Ladd 2012). Il a été montré que leur profil d’expression variait 

également au cours du développement humain, plus particulièrement lors de la transition 

du stade fœtal au stade adulte. En effet, l’expression de CUG-BP1 diminue significativement 

au cours du développement des muscles squelettiques pour atteindre un faible niveau 

d’expression dans le muscle adulte. Au niveau du système nerveux central, en particulier 

cérébral, son expression reste constante lors des premiers stades développementaux mais 

chute drastiquement jusqu’à être à peine détectable dans le cerveau adulte (Ladd et al. 

2001). Concernant ETR-3, son niveau d’expression augmente dans le muscle et le cerveau 

mais une transition a été observée avec un changement d’isoforme de la protéine entre les 

stades embryonnaires et adultes (Ladd et al. 2001). Cette étude a également révélé que cette 

diminution de l’expression de CUG-BP1 et ce changement d’isoforme d’ETR-3 étaient 

corrélés avec des modifications développementales au niveau de l’épissage alternatif de 

certains ANRm, permettant de passer de l’expression d’isoformes fœtales à celles d’adulte. 

C’est notamment le cas de la Troponine T cardiaque (cTNT) par exemple, qui subit un 

changement au cours du développement en passant d’une forme fœtale contenant l’exon 5 

dans le muscle embryonnaire à une forme sans l’exon 5 dans le muscle adulte. Ainsi, de par 

leur rôle de facteur d’épissage et en raison des changements de leur expression au cours du 

développement, CUG-BP1 et ETR-3 seraient fortement impliqués dans ce processus 

d’épissage alternatif pour la transition fœtale-adulte de nombreux ARNm (Chau and Kalsotra 

2015; Ladd et al. 2001).  

 

La protéine CUG-BP1 existe sous une forme nucléaire ainsi que sous une forme 

cytoplasmique, lui permettant d’intervenir dans différents processus de la biogénèse des 

ARNm. La forme cytoplasmique est impliquée au niveau de l’initiation de la traduction des 

ARNm, de leur stabilité ainsi que dans le processus de dégradation des ARNm, alors que la 
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forme nucléaire joue le rôle de facteur d’épissage. Afin d’effectuer cette fonction de facteur 

d’épissage, ces protéines interagissent avec des régions introniques riches en nucléotides U 

et G, et adjacentes aux exons sujets à l’épissage alternatif. CUG-BP1 interagit 

préférentiellement avec des motifs UGU alors que ETR-3 a une plus grande affinité pour les 

motifs UGUU (Teplova et al. 2010). Bien que décrite comme se liant aux motifs CUG 

(Timchenko et al. 1996), il a été découvert que la protéine CUG-BP1 préférait se lier à la base 

de la structure en épingle à cheveux et que sa fixation n’était pas proportionnelle à la taille 

des répétitions CUG. En effet, les protéine CELF ne se lient pas à ces structures d’épingle à 

cheveux sous forme double brin, mais uniquement aux répétitions sous forme simple brin. 

Ainsi, dans un contexte DM1, les protéines CUG-BP1 ne sont pas séquestrées par les foci 

intranucléaires (Chau and Kalsotra 2015; Michalowski et al. 1999). En revanche, plusieurs 

études ont démontré que le niveau d’expression de la protéine CUG-BP1 était anormalement 

élevé, jusqu’à deux à quatre fois plus dans des tissus de patients DM1 par rapport à des 

tissus sains. Ces études ont montré que cette surexpression serait la conséquence de 

l’activation anormale de la protéine kinase C (PKC) qui va alors agir de manière post-

traductionnelle et hyper-phosphoryler la protéine CUG-BP1, entraînant ainsi une 

augmentation de sa stabilité dans la DM1 (Kuyumcu-Martinez et al. 2007; Savkur et al. 2001). 

Cependant la relation entre l’expansion des répétitions CUG et la voie de signalisation à 

l’origine de l’hyper-phosphorylation de CUG-BP1 par la PKC reste encore méconnue. Des 

études ont toutefois observé cette surexpression de la forme phosphorylée de CUG-BP1 

dans différents modèles murins d’étude de la DM1 tels que des souris dans lesquelles le 

gène DMPK a été inactivé (Dmpk-/-) ou encore dans des muscles de souris exprimant 960 

répétitions CTG de manière tissu-spécifique (EpA960). Ces résultats suggèrent que la PKC 

pourrait être une cible indirecte de la protéine DMPK et que l’haplo-insuffisance de celle-ci 

dans la DM1 entraînerait une hyper-activation de la PKC, aboutissant à une hyper-

phosphorylation de CUG-BP1 (Orengo et al. 2008; Wang et al. 2007; Roberts et al. 1997). Par 

ailleurs, il a aussi été montré dans le tissu cardiaque de patients DM1 que des micro-ARN 

(miR-23a/b), régulant normalement dans un contexte non-pathologique la traduction de 

CUG-BP1, étaient sous-exprimés, ce qui pourrait aussi contribuer à sa surexpression (Kalsotra 

et al. 2014).  

 

Enfin, d’autres souris transgéniques ont été générées afin de confirmer l’implication 

de CUG-BP1 dans la pathogenèse de la DM1, en récapitulant le gain de fonction de la 

protéine pour tenter de modéliser la maladie. Ainsi, la surexpression de CUG-BP1 dans les 

muscles squelettiques et dans le cœur de souris reproduit de nombreux phénotypes associés 

à la DM1 comme par exemple des défauts de conduction cardiaque ou encore une atrophie 

des fibres musculaires corrélée à une faiblesse musculaire. Une forte mortalité post-natale a 

également été observée chez ces modèles murins de surexpression de CUG-BP1, 

majoritairement liée à des faiblesses respiratoires. D’autre part, ces modèles ont également 
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permis l’observation de nombreux défauts d’ordre moléculaire comme des défauts 

d’épissage alternatif ou des défauts au niveau de la stabilité d’ARNm. En revanche, aucun 

signe de myotonie n’a été observé dans ces différents modèles (Chau and Kalsotra 2015; 

Koshelev et al. 2010; Ward et al. 2010; Ho et al. 2005). Récemment, une étude a montré que 

la surexpression de la forme nucléaire seule de CUG-BP1 suffisait pour induire une atrophie 

musculaire chez les souris (Cox et al. 2020).  

 

 
1.3.3.2.2. Les protéines MBNL 

 
L’autre famille de protéines majoritairement impliquée dans la physiopathologie de la 

DM1 est la famille des protéines Muscleblind, ou MBNL, qui est composée de trois 

paralogues : MBNL1, MBNL2 et MBNL3. Contrairement aux protéines CELF, les protéines 

MBNL ont été retrouvées directement séquestrées par les foci intranucléaires dans des tissus 

de patients DM1 (Miller et al. 2000). Ces protéines ont été identifiées pour leur capacité à se 

lier spécifiquement aux structures en épingle à cheveux sous forme double brin de l’ARN 

mutant DMPK, et ce proportionnellement à la taille des répétitions CUG (Miller et al. 2000). 

D’un point de vue fonctionnel, les protéines MBNL interviennent dans différents processus 

de la biogénèse des ARNm tels que leur transport et leur localisation ou encore leur 

traduction. Cependant, leur fonction principale reste la régulation de l’épissage alternatif de 

certains ARN pré-messagers. De façon similaire aux protéines CELF, les protéines MBNL sont 

également essentielles à la transition fœtale-adulte du profil d’épissage des ARNm au cours 

du développement. Mais contrairement aux protéines CELF, les niveaux d’expression des 

protéines MBNL vont augmenter au cours du développement, permettant ainsi la transition 

des épissages d’un grand nombre d’ARNm du stade fœtal vers l’acquisition du stade adulte. 

On parle alors de fonctions d’épissage antagonistes entre les protéines MBNL et les 

protéines CELF (Ho et al. 2004). Ainsi, dans un contexte non pathologique, les protéines 

MBNL semblent faiblement exprimées pendant les stades embryonnaires contrairement aux 

protéines CELF, régulant l’épissage alternatif de nombreux ARNm cibles en faveur de profils 

d’épissage fœtaux. Au cours du développement, il y a donc une transition entre l’expression 

des protéines CELF qui diminue au cours du développement et celle des protéines MBNL qui 

à l’inverse augmente, permettant alors l’acquisition de profils d’épissage adultes. Dans le 

cadre de la DM1, la balance entre l’expression des protéines MBNL et des protéines CELF est 

totalement déséquilibrée, induisant de nombreux défauts d’épissage entrainant le maintien 

de l’expression d’isoformes fœtales de protéines dans des tissus adultes. C’est notamment 

le cas de la protéine CLCN1, le canal chlore musculaire (Figure 7). Au stade adulte, le profil 

d’épissage de l’ARNm codant le CLCN1 est dépourvu de l’exon 7a et conduit à la production 

d’une protéine fonctionnelle. Chez les patients DM1, on observe un défaut d’exclusion de 

l’exon 7a au niveau de l’ARNm de CLCN1, maintenant ainsi l’expression de l’isoforme fœtale. 

En effet, l’inclusion de l’exon 7a entraîne l’apparition d’un codon STOP prématuré 
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aboutissant à la production d’une protéine tronquée non fonctionnelle. Ce défaut d’épissage 

de CLCN1 conduisant à la perte de fonction de la protéine serait tout au moins en partie, 

responsable de la myotonie observée chez les patients DM1 (Thomas et al. 2018; Mankodi 

et al. 2002).  

 
 

 
 

Figure 7 : Antagonisme entre les protéines MBNL et les protéines CELF et conséquences 
pour l’épissage du canal chlore musculaire CLCN1 dans la DM1 
(A) L’expansion anormale des répétitions CUG (orange) forment des foci intranucléaires qui vont 
séquestrer les protéines MBNL (rouge) et induire l’hyper-activation de CELF1. Ces deux altérations 
vont être responsables de nombreux défauts d’épissage, entraînant l’émergence d’isoformes fœtales 
dans les tissus adultes. (B) Cette cascade conduit notamment à l’inclusion du l’exon 7a dans l’ARNm 
de CLCN1, à l’origine de la myotonie observée chez les patients DM1. Adapté de (Thomas et al. 2018; 
Lee and Cooper 2009).  
 

 

En raison de l’importance de la contribution des protéines MBNL dans la mise en place 

des défauts moléculaires et cellulaires de la DM1, cette famille de protéines fera l’objet d’un 

chapitre entier dans la deuxième partie de cette introduction.  

De nombreuses études ont effectivement révélé que la fonction d’épissage liée aux 

protéines MBNL était pour grande partie responsable des défauts d’épissage 

caractéristiques de la DM1, qui lui vaut ainsi le nom de splicéopathie.  

 

 
1.3.3.3. DM1 : une splicéopathie 

 
En raison de la fonction altérée de plusieurs familles de facteurs d’épissage, la DM1 est 

caractérisée par de nombreux défauts d’épissage. Plus d’une centaine ont été répertoriés 

dans différents tissus et cellules issus de patients DM1, majoritairement au niveau de tissus 

musculaires et du système nerveux central (López-Martínez et al. 2020).  
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Dans le cadre de ce manuscrit, et pour cibler plus spécifiquement les résultats qui y sont 

présentés, nous nous intéresserons principalement aux défauts d’épissage touchant le 

muscle squelettique. Dans le but d’expliquer certains phénotypes musculaires de la DM1, de 

nombreuses études se sont intéressées à la caractérisation des défauts d’épissage alternatif 

présents dans les muscles squelettiques et cardiaques de patients atteints de la DM1 

(Tableau 1). En 2013, Masayuki Nakamori et ses collègues ont ainsi analysé les ARNm 

transcrits à partir de biopsies réalisées dans le muscle tibial antérieur d’une cohorte de 50 

patients DM1. Cette étude a révélé en particulier 42 épissages alternatifs altérés 

spécifiquement chez ces patients DM1, et dont certains avaient déjà été décrits dans des 

études précédentes. En mesurant la force de flexion dorsale de la cheville chez ces patients, 

ils ont pu associer une vingtaine de ces défauts d’épissage à la sévérité de la faiblesse 

musculaire (Nakamori et al. 2013). Cependant, dans cette étude, il n’était question que d’une 

simple corrélation. Peu des anomalies d’épissage alternatif identifiées à ce jour dans la DM1 

ont pu être associées à des phénotypes cellulaires en particulier. Parmi ceux-ci, l’inclusion 

anormale de l’exon 7a de CLCN1 décrite ci-dessus fut le premier défaut d’épissage dont 

l’effet au niveau fonctionnel a été démontré et directement associé à une atteinte 

caractéristique de la DM1 : la myotonie (Mankodi et al. 2002).  

 

Par la suite, quelques défauts d’épissage ont été étudiés de manière plus approfondie. 

C’est notamment le cas du gène DMD, le plus grand gène humain codant la dystrophine. 

Cette protéine est un composant majeur du complexe dystophine-glycoprotéines dont le 

rôle est de relier les protéines du cytosquelette à la membrane sarcomérique. C’est un 

facteur clé de la maintenance de la structure des fibres musculaires (Figure 8-A). Plusieurs 

études ont observé un défaut d’inclusion des exons 71 et 78 de DMD dans des biopsies 

musculaires de patients DM1 mais les effets fonctionnels de la perte de ces exons n’avaient 

pas été décrits (Nakamori et al. 2013; Yamashita et al. 2012). En 2015, l‘équipe de Denis 

Furling a décrit le rôle de l’exon 78 de DMD ainsi que les conséquences de son défaut 

d’épissage. Son équipe a ainsi montré que l’exclusion de l’exon 78 modifiait le cadre de 

lecture du dernier exon (exon 79) de DMD, induisant un codon STOP plus tardif. Cette 

modification engendre au niveau protéique une queue C-terminale de 31 acides aminés au 

lieu de 13 lorsque l’exon 78 est présent. Ceci entraîne un changement conformationnel au 

niveau de l’extrémité C-terminale de la dystrophine, passant d’une conformation en feuillet 

β à une structure en hélice α. Ce changement de conformation de la dystrophine a pour 

conséquences un remodelage des fibres musculaires associées à des anomalies structurales 

caractéristiques des muscles squelettiques de patients DM1, ce qui aboutit, tout au moins 

en partie, à une certaine faiblesse musculaire (Rau et al. 2015).  
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Tableau 1 : Exemples de défauts d’épissage observés dans les muscles DM1 
 

Gène Exon/intron 
Altération dans la 

DM1 

Système 

biologique 
Implications dans la DM1 Référence(s) 

ALPK3 Exon 2 Inclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

Non décrites (n.d.) Nakamori (2017-2013) 

ATP2A1 

(SERCA1) 
Exon 22 Exclusion 

Biopsie et myotubes 

dérivés de patient 

DM1/CDM 

Altération de l’homéostasie 

calcique intracellulaire 

Nakamori (2017-2013) 

et Kimura (2005) 

BIN1 Exon 11 Exclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

Faiblesse musculaire due à 

l’altération des tubules T 

Nakamori (2017-

2013), Fugier (2011) 

CACNA1S Exon 29 Exclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

Faiblesse musculaire due à 

l’altération du couplage 

excitation/contraction 

Nakamori (2017-2013) 

et Tang (2012) 

CAPN3 Exon 16 Exclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1 

n.d. 

Nakamori (2013), 

Yamashita (2012) et 

Lin (2006) 

CLCN1 

Intron 2 Inclusion Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

Myotonie 

Nakamori (2017-

2013), Lueck (2007), 

Charlet (2002) et 

Mankodi (2002) 
Exon 7a Inclusion 

DMD 
Exon 71 Exclusion Biopsie et myotubes 

dérivés de patient 

DM1/CDM 

Faiblesse musculaire due à 

l’altération de l’intégrité 

membranaire 

Nakamori (2017-

2013), Yamashita 

(2012) et Rau (2015) Exon 78 Exclusion 

DTNA 
Exon 11a Exclusion Biopsie et myotubes 

dérivés de patient 

DM1/CDM 

Altération du signal de 

transduction du complexe 

dystrophine-glycoprotéines 

Nakamori (2017-2013-

2008) et Yamashita 

(2012) Exon 12 Exclusion 

INSR Exon 11 Exclusion 

Biopsie et myotubes 

dérivés de patient 

DM1/CDM 

Insulino-résistance ? 

(diminution de la réponse 

métabolique à l’insuline) 

Nakamori (2017-2013) 

et Savkur (2001) 

LDB3 (ZASP) Exon 11 Inclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

n.d. 
Nakamori (2017-2013) 

et Lin (2006) 

MBNL1 

Exon 5 Inclusion Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

Défauts d’épissage 
Nakamori (2017-2013) 

et Yamashita (2012) 
Exon 7 Inclusion 

Exon 10 Inclusion 

MBNL2 Exon 7 Inclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

Défauts d’épissage 
Nakamori (2017-2013) 

et Lin (2006) 

MYOM1 Exon 17a Inclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

Instabilité de la bande M 

sarcomérique 

Nakamori (2017) et 

Koebis (2011) 

NCOR2 Exon 10 Inclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

n.d. 
Nakamori (2017) et 

Yamashita (2012) 

NFIX Exon 7 Inclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

n.d. 
Nakamori (2017-2013) 

et Yamashita (2012) 

NRAP Exon 12 Exclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

n.d. 

Nakamori (2017-

2013), Yamashita 

(2012) et Lin (2006) 

PDLIM3 Exon 5 Exclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

n.d. 

Nakamori (2017-

2013), Yamashita 

(2012) et Lin (2006) 

PKM Exon 10 Inclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1 

Altération de l’homéostasie 

du glucose et atrophie des 

fibres musculaires de type 1 

Gao & Cooper (2013) 

RyR1 Exon 70 Exclusion 

Biopsie et myotubes 

dérivés de patient 

DM1 

Faiblesse musculaire liée à 

une diminution des 

contractions 

Nakamori (2013) 

Kimura (2005) 

SCN5A Exon 6a/6b Inclusion/exclusion 

Biopsie muscle 

cardiaque patient 

DM1 

Arythmie et défaut de 

conduction cardiaque 
Freyermuth (2016) 

TNNT2 

(cTNT) 
Exon 5 Inclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1 

Défauts cardiaques ? 

Bosè (2019),  

Ho (2004), 

Philips (1998) 

TTN Exon M5 Inclusion 

Biopsie muscle 

squelettique patient 

DM1/CDM 

n.d. 
Nakamori (2017-2013) 

et Lin (2006) 
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Le défaut d’épissage du gène BIN1 (ou Amphiphysine 2) a également été associé à la 

faiblesse musculaire observée chez les patients DM1. Ce gène code une protéine ayant un 

rôle majeur dans la biogenèse des tubules transverses (tubules T) qui sont des invaginations 

de la membrane des cellules musculaires. Ces structures sont essentielles pour le couplage 

excitation-contraction (Figure 8-B). L’exon 11 est très important pour l’activité de la protéine 

car il code un domaine de liaison à des phospholipides membranaires (les 

phosphoinositides) permettant la formation de ces invaginations (Lee et al. 2002). Dans le 

cadre de la DM1, un défaut d’inclusion de l’exon 11 de BIN1 a été observé chez les patients 

et provoque ainsi la désorganisation de ces structures, participant ainsi à la faiblesse 

musculaire caractéristique de la DM1 (Fugier et al. 2011). 

 
 

 
 

Figure 8 : Importance de DMD et BIN1 dans la structure et l’homéostasie du muscle 
(A) La dystrophine, encodée par le gène DMD permet le maintien structurel des fibres musculaires 
en reliant les protéines du cytosquelette à la membrane sarcoplasmique via le complexe dystrophine-
glycoprotéines (les glycoprotéines sont encadrées en haut à gauche). Dans le cadre de la DM1, 
l’exclusion de l’exon 78 va entraîner la modification conformationnelle de la queue C-terminale, 
déstabilisant ainsi la structure des fibres musculaires avec notamment la désorganisation de la bande 
Z (encadrée en bas à droite). (B) BIN1 permet la formation des tubules T au niveau de la membrane 
des cellules musculaires, structures essentielles pour le couplage excitation-contraction. L’exclusion 
de l’exon 11 chez les patients DM1 va induire une isoforme inactive de BIN1 aboutissant à l’altération 
des tubules T et par conséquent à une faiblesse musculaire. D’autres protéines présentant également 
un défaut d’épissage dans les muscles de patients DM1 sont indiquées. Adapté de (Thomas et al. 
2018; Jungbluth et al. 2018). 
 
 

D’autres protéines du cytosquelette ou encore des canaux ioniques membranaires faisant 

partie de ces structures, sont affectées également par des défauts d’épissage alternatif au 

niveau de biopsies musculaires de patients DM1. A titre d’exemple, une sous-unité du 

récepteur à la dihydropyridine DHPR (CACNA1S), du récepteur à la ryanodine (RyR1) ou 
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encore de la pompe Ca2+-ATPase SERCA1 ont été identifiés comme présentant un défaut 

d’inclusion de l’exon 29, 70 et 11 respectivement. CACNA1S est situé sur la membrane des 

cellules musculaires au niveau des tubules T tandis que les deux autres sont situés sur la 

membrane du réticulum sarcoplasmique. Ces trois canaux calciques jouent un rôle essentiel 

dans le couplage excitation-contraction et dans l’homéostasie calcique du muscle (Figure 

8-B et Tableau 1). Une étude a montré que l’exclusion de l’exon 29 de CACNA1S entraînait 

une augmentation du flux calcique transitoire à l’origine de défauts de contraction et d’une 

faiblesse musculaire (Tang et al. 2012). En revanche, concernant RyR1, seule une légère 

diminution de l’activité du canal a pu être observée. De la même manière, aucune étude n’a 

pu démontrer à ce jour la corrélation entre le défaut d’épissage de l’exon 11 de SERCA1 et 

les atteintes musculaires des patients DM1 (Kimura et al. 2005).  

 

Par ailleurs, le défaut d’épissage de l’exon 11 du récepteur à l’insuline (INSR) observé chez 

les patients DM1 est souvent associé avec l’insulino-résistance caractéristique de la maladie. 

L’exclusion de l’exon 11 du INSR conduit à l’expression de l’isoforme fœtale du récepteur, 

INSR-A (contrairement à l’isoforme adulte INSR-B). Cette isoforme fœtale possède une 

affinité et une réponse à l’insuline plus faibles que l’isoforme adulte. Il a en effet été montré 

que cette isoforme était majoritaire dans les cellules musculaires dérivées de patients DM1 

et que ces cellules DM1 présentaient une réponse métabolique à l’insuline plus faible que 

des cellules musculaires saines (Savkur et al. 2001). Néanmoins, aucune expérience induisant 

l’exclusion spécifique de l’exon 11 du INSR dans des cellules saines n’a été effectuée afin de 

démontrer l’effet fonctionnel de ce défaut d’épissage. Pourtant, celui-ci est encore considéré 

aujourd’hui comme le défaut d’épissage responsable de l’insulino-résistance des patients 

DM1, et compte parmi les défauts d’épissage majeurs de la pathologie. 

 

 De manière générale, la splicéopathie causée par l’altération de nombreuses protéines 

de liaison à l’ARN joue un rôle majeur dans la physiopathologie de la DM1. Cependant, ces 

dernières années, d’autres mécanismes moléculaires ont été décrits comme pouvant 

également contribuer à la mise en place de la pathologie.  

 
 

1.3.3.4. Autres mécanismes pathologiques  
 

Des études ont révélé l’existence d’une transcription bidirectionnelle du gène DMPK en 

observant la présence de transcrits DMPK anti-sens constitués de longues répétitions CAG. 

De plus, un mécanisme moléculaire appelé "RAN-Translation" (Repeat-Associated Non-ATG 

Translation) a été décrit comme étant capable d’initier la traduction des répétitions 

trinucléotidiques dans tous les cadres de lecture possibles et indépendamment de la 

présence d’un codon START (ATG). Ainsi, les répétitions CUG présentes sur les transcrits 

DMPK sens vont pouvoir être traduites en longues chaînes polypeptidiques de différentes 
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natures : polyleucine (polyL), polycystéines (polyC) et polyalanines (polyA) (Pearson 2011). 

De la même façon, les répétitions CAG des transcrits DMPK anti-sens pourraient également 

être traduites, produisant alors des chaines polyglutamine (polyQ), polysérine (polyS) et 

polyA (Figure 9). Ces chaînes polypeptidiques vont s’accumuler entre elles et former des 

agrégats nucléaires et cytoplasmiques dont certains ont pu être observés dans quelques 

biopsies musculaires de patients DM1 ainsi que dans des leucocytes circulants issus de 

patients. Ces observations ont pu être confirmées dans des myoblastes dérivés de patients 

ainsi que dans des modèles murins de la maladie. Dès lors, l’hypothèse mécanistique serait 

que ces agrégats protéiques soient à l’origine d’une protéotoxicité chez les patients DM1, 

hypothèse renforcée par la co-localisation de ces polypeptides issus de la RAN-translation 

avec des marqueurs apoptotiques (Sicot et al. 2011; Zu et al. 2011).  

 

 

 
 

Figure 9 : Récapitulatif des mécanismes pathologiques impliqués dans la DM1 
L’expansion des répétitions CTG va être à l’origine de l’haplo-insuffisance de la protéine DMPK ainsi 
que nombreux défauts d’expression géniques et d’épissage alternatif via l’altération de protéines de 
liaison à l’ARN. À ces mécanismes s’ajoutent la RAN-translation et l’ARN interférence. Adapté de 
(Sicot et al. 2011).  
 
 

Parallèlement, une étude a montré que les structures d’épingles à cheveux formées par 

les répétitions CUG (et CAG dans le cas des transcrits anti-sens) pouvaient être clivées par la 

ribonucléase Dicer, impliquée dans le processus d’ARN interférence (iRNA pathway), pour 
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ainsi générer de petits ARN interférents (siRNA) (Krol et al. 2007). Ces siRNA sont capables 

de se lier à des ARNm cibles contenant des motifs de séquences complémentaires et 

pourraient alors interférer avec leur expression et contribuer à la physiopathologie de la 

DM1 (Figure 9). Cependant, les cibles potentiellement pathologiques de ces siRNA n’ont 

pas encore été identifiées (Sicot et al. 2011).  

 

 

1.4. Modèles d’étude de la DM1 
 

L’ensemble des hypothèses mécanistiques présentées ci-dessus découlent de l’utilisation 

de différents modèles animaux et cellulaires, qui comme nous le verrons plus tard sont 

également déterminants pour l’identification de nouvelles pistes thérapeutiques. Les 

modèles cellulaires sont importants pour décrypter les différents mécanismes de la 

physiopathologie humaine de la DM1 ainsi que pour tester diverses approches 

thérapeutiques avant de les valider dans des modèles animaux in vivo. Dans le cadre de 

l’étude de la DM1, l’expression exogène de différentes tailles de répétitions CTG de façon 

stable ou transitoire dans des lignées cellulaires humaines, telles que des cellules HeLa ou 

HEK, mais également des cellules murines, a été grandement utilisée comme modèle de la 

pathologie. Cependant, ces modèles de surexpression présentent l’inconvénient de niveaux 

d’expression des répétitions CTG très variables, n’étant pas sous le contrôle du promoteur 

DMPK endogène (Matloka et al. 2018).  

 

Pour pallier ces limitations, des cellules primaires isolées directement à partir de tissues 

de patients sont également beaucoup utilisées. Ce sont la plupart du temps des fibroblastes 

issus du derme ou des myoblastes issus de tissus musculaires. Les fibroblastes ont l’avantage 

d’être plus accessibles et sont plus simples à manipuler en culture cellulaire. Néanmoins, 

l’utilisation des myoblastes est aussi d’un grand intérêt car ils permettent de reproduire 

différentes atteintes musculaires caractéristiques des patients DM1 telles que des défauts de 

différenciation myogénique ou d’épissage alternatif (Nakamori et al. 2007; Furling et al. 

2001). Cependant, travailler avec des cellules primaires comporte également certaines 

contraintes non négligeables. En particulier, elles ont une capacité proliférative limitée car 

elles vont entrer en sénescence réplicative après un certain nombre défini de divisions 

cellulaires, phénomène connu aussi sous le nom d’horloge mitotique (Renault et al. 2000). 

Récemment, une étude a montré qu’il était possible de contourner cette limitation en 

générant des lignées immortalisées à partir de fibroblastes et de myoblastes primaires issus 

de patients DM1. La génération de ces lignées immortalisées est possible grâce à la 

surexpression de façon stable la télomérase humaine (hTERT) associée à une surexpression 

de CDK4 pour à la fois empêcher le raccourcissement des télomères responsable de la 

sénescence réplicative et pour inhiber la voie p16 afin d’augmenter leur capacité proliférative 
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(Arandel et al. 2017). Ces nouveaux modèles cellulaires représentent désormais une 

ressource illimitée tout en conservant la plupart des caractéristiques spécifiques des tissus 

DM1. Il n’a en revanche pas encore été déterminé si ce processus d’immortalisation 

entraînait des conséquences au niveau du comportement de ces cellules (Matloka et al. 

2018). Enfin, les cellules souches pluripotentes humaines sont également une alternative très 

intéressante pour la modélisation de la DM1 car, en plus de représenter une ressource 

illimitée de matériel, elles ont la possibilité de se différencier dans tous les types cellulaires 

via leur capacité de pluripotence. Ceci représente un avantage considérable, notamment 

pour étudier des tissus très peu accessibles tels que le système nerveux central, et l’intérêt 

pour la DM1 est d’autant plus important en raison du caractère multi-systémique de la 

maladie. Les cellules souches pluripotentes humaines feront d’ailleurs l’objet de la troisième 

partie de l’introduction de cette thèse.  

 

En parallèle de ces modèles cellulaires, plusieurs modèles animaux ont été développés au 

cours des 25 dernières années. Des organismes simples comme la drosophile (Drosophila 

melanogaster), le ver (Caenorhabditis elegans) ou encore le poisson-zèbre (Danio rerio) 

présentent les avantages d’être faciles à manipuler en laboratoire et permettent la 

génération rapide de nombreuses progénitures. Plusieurs modèles de drosophiles DM1 ont 

été générés en exprimant différentes tailles de répétitions CTG (de 11 jusqu’à 480 CTG) dans 

la région 3’UTR d’un gène rapporteur comme la GFP ou la DsRed. Ces études ont montré 

notamment que la sévérité des phénotypes observés dans ces modèles de drosophile DM1 

était corrélée avec la longueur des répétitions CTG, de la même manière que chez les 

patients DM1. Les drosophiles dans lesquelles 480 répétitions ont été exprimées ont 

développé plusieurs phénotypes au niveau des muscles, des yeux et du système nerveux 

central (SNC) ainsi que des défauts d’épissage, concomittant avec l’observation de foci 

intranucléaires en association avec la séquestration des protéines muscleblind (Souidi et al. 

2018). L’utilisation des drosophiles a également permis de mettre en évidence le mécanisme 

de toxicité des répétitions par ARN interférence (Yu et al. 2011). L’importance de ce 

mécanisme dans la pathologie a plus récemment été appuyée par une étude utilisant le ver 

C. elegans comme modèle de la DM1. En effet, la surexpression de 123 répétitions CTG 

couplées à la GFP chez C. elegans entraîne des défauts de motilité (Qawasmi et al. 2019). 

Une étude a observé des défauts au cours des étapes précoces du développement, au niveau 

des muscles et du SNC, en injectant directement 91 répétitions CUG dans les embryons de 

poissons-zèbres (Todd et al. 2014). Les résultats de ces différentes études suggèrent ainsi 

une importante conservation entre les espèces des mécanismes pathologiques liés à la 

toxicité des répétitions CTG. Ces modèles ont également permis d’identifier des composés 

potentiellement thérapeutiques capables par exemple de corriger certains défauts 

d’épissage (García-Alcover et al. 2014). Bien que l’utilité de ces modèles de la DM1 ne soit 
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plus à démontrer, ces petits organismes restent très différents des humains d’un point de 

vue physiologique, et les corrélations doivent être prudemment établies.  

 

Parmi les modèles animaux développés pour l’étude de la DM1, les modèles murins ont 

largement contribué à l’état actuel des connaissances sur cette pathologie. En effet, 

différents modèles de souris ont été générés, soit via l’expression des répétitions CTG, soit 

en ciblant plus particulièrement des acteurs impliqués dans la physiopathologie de la DM1 

tels que les gènes du locus Dmpk ou encore des gènes codant des protéines de liaison à 

l’ARN (Tableau 2). L’un des premiers modèles murins de la DM1 fut généré au début des 

années 2000 via l’expression du gène humain de l’Actine musculaire dans lequel 250 

répétitions CTG ont été introduites dans la partie 3’UTR. Ces souris appelées HSALR (Human 

Skeletal Actin Long Repeat) développent ainsi essentiellement des atteintes musculaires 

telles que la myotonie ou une légère myopathie. Cependant, aucune atrophie ni faiblesse 

musculaire n’ont été décrites bien que des foci intranucléaires et des défauts d’épissage 

furent observés dans les cellules musculaires de ces souris (Figure 10-A) (Lin et al. 2006; 

Mankodi et al. 2000).  

 

Une deuxième approche a reposé sur l’expression cette fois-ci systémique du locus 

humain de DMPK contenant différentes tailles de répétitions CTG (de 20 à plus de 1000 

répétitions) aboutissant notamment à la génération des souris DM300 et DMSXL. 

L’expression des transcrits sous le contrôle du locus DMPK humain constitue le réel avantage 

de cette approche. Les souris DM300 présentent différentes atteintes au niveau des muscles 

et du cerveau. Ce modèle a surtout permis l’étude de l’instabilité des répétitions CTG, 

notamment en donnant naissance aux souris DMSXL contenant plus de 1000 répétitions 

(Gomes-Pereira et al. 2007). Malgré une importante mortalité néonatale, les souris DMSXL 

représentent un des meilleurs modèles pour la forme congénitale de la DM1 car elles 

développent des phénotypes plus sévères, en particulier au niveau du système nerveux 

central avec notament des troubles comportementaux, des défauts de plasticité synaptique 

ainsi que de nombreux défauts d’épissage (Hernández-Hernández et al. 2013). D’autres 

atteintes ont également été observées au niveau de la morphologie des jonctions 

neuromusculaires (JNM) par exemple (Figure 10-B) (Panaite et al. 2013). De manière 

intéressante ces souris sont plus petites que la normale et ce dès la naissance mais aucune 

explication à cette observation n’a jusqu’à aujourd’hui été décrite (Braz et al. 2018; Gomes-

Pereira et al. 2007). Un troisième modèle consiste en l’expression de 960 répétitions CTG de 

façon inductible et conditionnelle, permettant une étude plus ciblée au sein de tissus 

spécifiques, principalement les muscles squelettiques et le cœur. Les souris EpA960 ont ainsi 

reproduit plusieurs atteintes musculaires et cardiaques caractéristiques de la DM1 (Figure 

10-C) (Orengo et al. 2008). 
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Tableau 2 : Vue d’ensemble des différents modèles murins pour l’étude de la DM1 
 

Modèle 

murin 
Description 

Caractéristiques associées  

à la DM1 
Limitations Références 

Modèles d’expression de l’ARNm toxique (répétitions CUG) 

Tg26 

26 copies du transgène 

DMPK humain avec 11 

répétitions CTG. 

Myotonie, myopathie (muscles sq., 

lisses et cardiaque), défaut 

d’expression de Clcn1. 

Absence de foci 

intranucléaires. 

O’Cochlain (2004) 

et Jansen (1996) 

HSALR 

250 CTG via le promoteur 

du gène de l’actine sq. 

humaine. 

Myotonie, myopathie, foci 

intranucléaires, défauts d’épissage. 

Pas de faiblesse ni 

d’atrophie 

musculaires, pas de 

surexpression de   

CUG-BP1. 

Mankodi (2000) et  

Lin (2006) 

DM300 
Locus du gène DMPK 

humain avec 300 CTG. 

Myotonie, faiblesse musculaire, 

histologie musculaire DM1, foci 

intranucléaires, défauts d’épissage, 

instabilité somatique et 

intergénérationnelle des répétitions, 

anomalies du cerveau. 

Nécessité de générer 

des souris 

homozygotes. 

Vignaud (2010) et 

Seznec (2000-

2001) 

DMSXL 

Lignée transgénique 

dérivée du modèle DM300 

avec plus de 1000 CTG. 

Idem que le modèle DM300 avec 

une altération des jonctions 

neuromusculaires, des atteintes du 

système nerveux central (SNC), de 

nombreux défauts d’épissage dans le 

muscle sq. et le SNC, et 

surexpression de CUG-BP1 et ETR-3 

dans le cortex frontal. 

Forte mortalité néo-

natale et diminution 

importante de la taille 

des souris. 

Hernandez-

Hernandez (2013), 

Panaite (2013), 

Huguet (2012) et 

Gomes-Pereira 

(2007) 

EpA960 

Surexpression inductible 

tissu-spécifique 

(promoteur CMV) de 960 

CTG dans l’exon 15 du 

gène DMPK humain. 

Myotonie, myopathie (muscles sq. et 

cardiaque), faiblesse et atrophie 

musculaires, histologie musculaire 

DM1, arythmie, défaut de 

conduction cardiaque, foci 

intranucléaires, défauts d’épissage, 

surexpression de CUG-BP1 et ETR-3. 

Fuite d’expression du 

transgène, forte 

mortalité due à des 

complications 

cardiaques. 

Orengo (2008) et 

Wang (2007) 

TRE-EGFP-

CTG5 / CTG200 

Surexpression inductible 

tissu-spécifique 

(Tétracycline) de la région 

3’UTR du gène DMPK 

humain avec 5 ou  

200 CTG. 

Myotonie, myopathie, histologie 

musculaire DM1, défaut de 

conduction cardiaque, foci 

intranucléaires (200 CTG), défauts 

d’épissage, surexpression de Nkx2-5 

(cœur) et CUG-BP1 (muscle sq.). 

La surexpression de 5 

répétitions CTG non 

pathologiques 

entraîne des défauts 

associés à la DM1. 

Kim (2013) et 

Mahadevan (2006) 

Modèles concernant les gènes du locus Dmpk 

Dmpk(-/-) Perte de fonction Dmpk. 

Myopathie légère, dégénérescence 

musculaire et fibrose chez les souris 

les plus âgées. Surexpression de 

CUB-BP1. 

Pas d’atrophie 

musculaire, de 

myotonie, ni de 

cataracte. 

Jansen (1996) et  

Reddy (1996) 

Six5(-/-) Perte de fonction Six5. 

Atrophie testiculaire, défaut de 

maturation de la spermatogenèse et 

défaut de conduction cardiaque. 

Aucune atteinte des 

muscles sq. et 

cataracte différente de 

celle associée à la 

DM1. 

Sarkar (2004) et 

Wakimoto (2002) 

Modèles concernant les protéines de liaison à l’ARN 

TgCelf 

Surexpression de Celf1 

dans le muscle sq. ou le 

cœur. 

Atrophie et faiblesse musculaires, 

défaut de conduction cardiaque, 

faiblesses respiratoires, défauts 

d’épissage. 

Pas de myotonie, forte 

mortalité. 

Koshelev (2010),  

Ward (2010) et 

Timchenko (2004) 

Mbnl1(-/-) 

Perte de fonction des 

protéines Mbnl. 

Myotonie, histologie musculaire 

DM1, cataracte sous capsulaire, 

défauts d’épissage. 

Ne récapitulent que 

les défauts associés 

aux protéines Mbnl. La 

double déplétion de 

Mbnl1 et Mbnl2 induit 

une très forte 

mortalité 

embryonnaire. 

Kanadia (2003) et 

Lee (2013) 

Mbnl2(-/-) 
Défauts cognitifs d’apprentissage et 

troubles du sommeil. 
Charizanis (2012) 

Mbnl3(-/-) 
L’absence de l’isoforme nucléaire 

altèrerait la régénération musculaire. 
Poulos (2013) 
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Figure 10 : Exemples d’atteintes observées dans les modèles murins de la DM1 
(A) Le modèle murin HSALR a permis de reproduire certaines atteintes caractéristiques de la DM1 
comme la séquestration des protéines MBNL par les foci dans les noyaux des cellules musculaires, 
contribuant à plusieurs défauts d’épissage. (B) Le modèle multi-systémique DMSXL présente des 
phénotypes plus sévères tels que des modifications morphologiques des JNM ainsi que des atteintes 
du SNC avec la présence de foci intranucléaires dans des cellules neuronales et des défauts 
d’épissage dans le cortex frontal par exemple. (C) Après induction au tamoxifène (+tam) dans le 
muscle squelettique, les souris EpA960 développent une atrophie musculaire sévère, notamment au 
niveau des membres postérieurs. Adapté de (Hernández-Hernández et al. 2013; Panaite et al. 2013; 
Orengo et al. 2008; Gomes-Pereira et al. 2007; Lin et al. 2006). 
 
 

Enfin, d’autres modèles murins Dmpk(-/-) et Six5(-/-) ont été générés en inactivant le gène 

Dmpk ou le gène Six5 respectivement. Comme discuté précédemment, ces souris ne 

développent que des phénotypes légers et ne reproduisent pas la grande majorité des 

atteintes caractéristiques de la DM1. Par la suite, des souris récapitulant la surexpression de 

Cug-bp1 ou encore la perte de fonction des protéines Mbnl ont vu le jour dans le but 

d’étudier plus précisément la contribution de ces protéines de liaison à l’ARN dans la 

physiopathologie de la DM1. Ces modèles ont également beaucoup été utilisés pour 

l’investigation des défauts d’épissage spécifiques de la DM1. Les modèles murins de perte 

de fonction des protéines Mbnl seront plus amplement décrits dans la deuxième partie de 

cette introduction.  

 

 

1.5. Stratégies thérapeutiques 
 

À l’heure actuelle, il n’existe aucun traitement curatif pour la DM1. Les seuls traitements 

dont les malades peuvent actuellement bénéficier sont essentiellement symptomatiques. De 

manière générale, les symptômes les plus fréquemment pris en charge sont les atteintes 
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musculaires. Par exemple, la Mexiletine et la Lamotrigine sont prescrits aux patients DM1 

comme agents anti-myotoniques. Ce sont deux inhibiteurs des canaux sodiques qui sont 

déjà utilisés en cardiologie (Hoffman and Kaminski 2012; Andersen et al. 2017). Plusieurs 

recherches ont tenté de mettre au point un traitement contre la faiblesse et l’atrophie 

musculaire. Malheureusement, ni la DHEA (Déhydroandrosténéidione) ni l’utilisation du 

rhIGF (recombinant human Insulin Growth Factor 1) n’ont abouti à des résultats concluants 

après voir atteint la phase II des études cliniques (Heatwole et al. 2011; Pénisson-Besnier et 

al. 2008). Les patients sont également pris en charge pour leurs atteintes cognitives, en 

particulier concernant les troubles du sommeil et les troubles de l’humeur, principalement 

avec la prescription de méthylphénydrate et d’antidépresseurs.  

 

C’est grâce aux différentes études, menées au cours des deux dernières décennies et 

ayant permis d’identifier et de mieux comprendre les mécanismes pathologiques impliqués 

dans la DM1, que de nouvelles stratégies thérapeutiques ont pu émerger, permettant le 

développement clinique de candidats-médicaments.  Ces nouvelles approches consistent à 

cibler différents acteurs impliqués dans la pathologie. Ainsi, plusieurs possibilités sont 

envisageables comme par exemple cibler la mutation elle-même au niveau de l’ADN ou au 

niveau des ARNm DMPK toxiques, ou encore cibler les mécanismes dérégulés par la toxicité 

des transcrits CUG (Figure 11). De telles approches thérapeutiques ont pu être mises en 

place également grâce aux grandes avancées en matière de composés thérapeutiques, 

notamment avec le développement de petites molécules pharmacologiques ou encore avec 

l’utilisation d’oligonucléotides anti-sens (ASO). 

 

 
Figure 11 : Stratégies thérapeutiques pour la DM1 

Adapté de (Thomas et al. 2018; Klein et al. 2015; Chau and Kalsotra 2015). 
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1.5.1. Cibler l’ADN DMPK 

 
Une première approche consiste à agir au niveau de l’ADN muté, afin d’inhiber la 

transcription des répétitions CTG. Le blocage de la transcription a l’avantage de prévenir la 

production des ARNm toxiques ainsi que tous les effets qui en découlent, y compris certains 

mécanismes qui n’auraient peut-être pas encore été identifiés. De plus, la DM1 étant une 

maladie autosomale dominante, la mutation n’est donc présente que sur un seul des deux 

allèles, ce qui laisse supposer que de potentiels composés thérapeutiques puissent être 

administrés à des doses plus faibles (Reddy et al. 2019). Plusieurs petites molécules ont été 

identifiées pour inhiber la transcription de DMPK, telles que l’Actinomycine D (ActD) ainsi 

que la pentamidine et ses analogues (López-Morató et al. 2018). L’ActD est un antibiotique 

polypeptidique déjà utilisé comme médicament anticancéreux pour son activité anti-

transcriptionnelle globale, sous le nom de Cosmegen. L’ActD s’intercale dans l’ADN au 

niveau des séquences riches en GC et bloque alors la progression de l’ARN polymérase II. 

L’hypothèse a ainsi été émise quant au potentiel thérapeutique de l’ActD dans la DM1 pour 

agir au niveau des expansions de répétitions CTG. Il a été montré dans le modèle murin 

HSALR traité avec l’ActD que les niveaux d’expression des transcrits CUG toxiques était 

significativement diminués et que certains défauts d’épissage étaient corrigés (Siboni et al. 

2015). La pendamidine est elle-aussi approuvée par la FDA (agence américaine des produits 

alimentaires et médicamenteux) et est actuellement utilisée pour plusieurs types 

d’infections. Les souris HSALR ont également été traitées avec la pentamidine ou certains 

dérivés comme l’heptamidine. Globalement ces traitements ont entrainé une diminution des 

transcrits et des foci intranucléaires avec ici aussi la correction de certains défauts d’épissage. 

En revanche, en raison d’une toxicité non négligeable, aucun essai clinique n’est 

actuellement en cours. De plus, le mécanisme d’action de la pentamidine est encore inconnu. 

En effet, bien que de nombreux travaux suggèrent qu’elle agisse au niveau de l’ADN en 

inhibant ou en réduisant la stabilité de la transcription, d’autres études émettent l’hypothèse 

d’une potentielle action supplémentaire au niveau traductionnel (López-Morató et al. 2018). 

Plus récemment, avec les importants développements des systèmes d’édition génomique 

CRISPR/Cas9, de nouvelles stratégies thérapeutiques peuvent être envisagées. Concernant 

la DM1, l’excision des répétitions CTG du locus DMPK a récemment fait l’objet d’une preuve 

de concept in vivo, chez les souris DMSXL, en injectant des vecteurs AAV exprimant le 

système CRISPR/Cas9 au niveau du muscle tibial antérieur. Cette récente étude a notamment 

permis d’observer une diminution des foci dans les muscles ayant été injectés (Scrudato et 

al. 2019). 
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1.5.2. Cibler l’ARNm DMPK 
 

La grande majorité des approches thérapeutiques développées récemment se sont 

focalisées sur les ARNm DMPK toxiques au travers de deux stratégies principales : soit la 

dégradation des répétitions CUG, soit le blocage stérique au niveau des structures en épingle 

à cheveux pour inhiber la liaison délétère des protéines séquestrées par ces répétitions. 

Différents outils ont été générés pour dégrader les répétitions CUG tels que les stratégies 

anti-sens, l’induction du mécanisme d’ARN interférence ou encore l’utilisation des 

ribozymes. Les premières expériences ont utilisé des shRNA (short hairpin RNA) et des siRNA 

de séquences complémentaires à celles des transcrits DMPK pour induire le mécanisme 

d’ARN interférence. Ces approches permettent d’empêcher la formation des foci et de 

restaurer certains défauts d’épissage (Sobczak et al. 2013; Langlois et al. 2005). Cependant 

elles nécessitent d’importants développements pour pouvoir être utilisées pour la thérapie 

humaine. L’utilisation de ribozymes, ARN pouvant agir en tant qu’enzymes, a également été 

envisagée, avec par exemple le ribozyme en tête de marteau capable de cliver l’ARNm DMPK, 

n’aboutissant malheureusement à aucun essai clinique (Langlois et al. 2003). D’autres 

alternatives ont par la suite été étudiées, notamment avec les hU7-snRNA (human U7 small 

nuclear RNA) contenant une séquence poly-CAG et permettant d’augmenter la destruction 

spécifique des transcrits DMPK mutants, sans affecter les produits de l’allèle DMPK non-

muté (François et al. 2011).  

 

Plus récemment, les oligonucléotides anti-sens (ASO) ont fait l’objet de nombreuses 

études et représentent l’un des potentiels thérapeutiques les plus prometteurs. Ces derniers 

sont de courtes séquences d’ADN simple brin ayant une longueur allant de 18 à 30 

nucléotides et capables de se lier spécifiquement à un ARNm cible, via la complémentarité 

des séquences. Ils vont ainsi former des complexes hybrides ADN/ARN qui seront reconnus 

par la RNase H qui va alors les dégrader. Il existe différents types d’ASO selon leur chimie 

(modification ou ajout de groupements chimiques) tels que les gapmers, les morpholinos, 

les PMO (phosphorodiamidate morpholino) ou encore les MOE (2’O-methoxyethyl). Ces 

différentes modifications permettent d’augmenter la spécificité de l’ASO, sa stabilité ou 

encore sa pénétration dans les cellules et permettent aussi d’activer plus ou moins la 

dégradation via la RNase H. Par exemple, la présence de gapmers augmente l’activité RNase 

H et les MOE favorisent la stabilité de l’ASO (Scoles et al. 2019). Ainsi, l’administration 

systémique dans les souris HSALR d’un MOE-gapmer-ASO ciblant l’ARNm DMPK a entrainé 

une dégradation efficace des transcrits CUG avec une correction pratiquement complète des 

défauts moléculaires et fonctionnels de ces souris (Wheeler et al. 2012). La société Ionis 

Pharmaceuticals a par la suite développé un ASO, IONIS-DMPKRX, capable d’induire le clivage 

des répétitions CUG (Jauvin et al. 2017; Pandey et al. 2015). Malheureusement, l’essai clinique 

a dû être arrêté à la suite de la phase I-IIa en raison d’une concentration trop faible de l’ASO 

au niveau des muscles. Cette société est actuellement en train de développer une nouvelle 
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technologie, LICA (Ligand Conjugated Antisens) permettant d’améliorer la délivrance dans 

des tissus spécifiques comme le muscle squelettique. Par ailleurs, une étude récente a 

démontré que le couplage d’un ASO ciblant les répétitions CUG avec un petit peptide riche 

en arginine (Pip6a) améliorait considérablement la délivrance de l’ASO dans les muscles 

squelettiques des souris HSALR après administration systémique (Klein et al. 2019).  

 

Parmi les différents ASO, certains ont été utilisés non pas pour induire la dégradation des 

ARNm mais pour bloquer de façon stérique les répétitions CUG. Une étude a révélé qu’un 

morpholino composé de 25 répétitions CAG était capable de se lier aux répétitions CUG et 

de déstabiliser les structures en épingle à cheveux. Cet encombrement stérique empêche 

alors les interactions avec les protéines MBNL1 et permet alors de corriger certains défauts 

d’épissage (Wheeler et al. 2009). Il existe également d’autres composés capables de bloquer 

les interactions entre les protéines de liaison à l’ARN et les triplets CUG. En effet, plusieurs 

petites molécules, tels que des inhibiteurs de CDK12, ont été identifiées par des criblages à 

haut-débit, notamment sur leur capacité à perturber la formation des foci (Ketley et al. 2020). 

Elles représentent également des candidats thérapeutiques prometteurs et ont l’avantage 

de pouvoir être administrées par voie orale en étant efficacement libérées dans les tissus. 

De plus, elles possèdent des coûts de fabrication généralement plus faibles (Reddy et al. 

2019). Par exemple, il a été montré que l’érythromycine avait une grande affinité pour les 

répétitions CUG, induisant ainsi la libération des protéines MBNL et la correction de certains 

défauts d’épissage in vitro. Son administration par voie orale chez les souris HSALR a permis 

de confirmer ces résultats et une amélioration de la myotonie a également été observée 

(Nakamori et al. 2016). Le repositionnement de cet antibiotique sous le nom de MYD-0124 

fait actuellement l’objet d’un essai clinique de phase II (jRCT2051190069) au Japon sur 30 

patients DM1. Les chercheurs ont également montré qu’une autre molécule, la furamidine, 

était capable de corriger plusieurs défauts d’épissage dans des cellules musculaires issues 

de patients ainsi que dans le modèles murin HSALR (Jenquin et al. 2018). Ils ont pu démontrer 

par la suite que la combinaison de ces deux molécules provoquait ainsi un effet synergique 

(Jenquin et al. 2019).  

 

Par ailleurs, un essai clinique de phase I a très récemment été conduit sur 12 patients DM1 

aux États-Unis par la société Expansion Therapeutics pour tester l’effet d’une autre petite 

molécule, l’ERX-963, capable également de se lier aux répétitions CUG de l’ARNm DMPK. La 

société cherche à évaluer le potentiel effet de ce candidat-médicament sur l’hypersomnie et 

la somnolence diurne observées chez les patients. Les données sont pour le moment en 

cours d’analyse. L’ERX-963 et l’érythromycine font ainsi partie des 4 candidats-médicaments 

actuellement en cours d’évaluation thérapeutique pour la DM1 (Figure 12).  



 

 39 

 
Figure 12 : Essais cliniques en cours de développement pour la DM1 

Le Tideglusib inactive la protéine GSK3-β, permettant ainsi de normaliser l’expression et l’activité de 
CUG-BP1. La metformine permet de corriger plusieurs défauts d’épissage caractéristiques de la 
maladie mais son mécanisme d’action reste encore méconnu. L’érythromycine et l’ERX-963 sont 
capables de se lier aux répétitions CUG de l’ARNm DMPK entrainant la libération des protéines MBNL.  
 
 

1.5.3. Cibler les protéines de liaison à l’ARN 

 
Une autre approche thérapeutique consiste à cibler les protéines de liaison à l’ARN afin 

de restaurer leur niveau d’expression fonctionnel. Un essai clinique de phase II-III mis en 

place par la société AMO-Pharma est actuellement en cours dans plusieurs pays (Canada, 

États-Unis et Royaume-Uni) avec 56 patients atteints de la forme congénitale de la DM1 

(Figure 12). Cet essai clinique porte sur le tideglusib (ou AMO-02), composé inhibant la voie 

GSK3-β et capable de réguler l’expression du CUG-BP1. Bien qu’on ne connaisse pas le 

mécanisme exact par lequel la voie GSK3-β agit sur l’expression de CUG-BP1, il a été 

démontré que le tideglusib augmentait significativement la survie des souris DMSXL et 

améliorait leur croissance et leur activité neuromotrice (Wang et al. 2019b). Les résultats de 

la phase II sont très encourageants avec une amélioration au niveau du SNC et des 

symptômes neuromusculaires des patients (Horrigan et al. 2020). Par ailleurs, une étude a 

révélé que la surexpression de la protéine MBNL1 chez les souris HSALR conduisait à la 

correction de défauts d’épissage et améliorait les atteintes musculaires de ces souris 

(Kanadia et al. 2006). Ainsi, plusieurs petites molécules ont été identifiées dans le but 

d’induire la surexpression des protéines MBNL1 comme par exemple le phénylbutazone 

(PBZ). Les souris HSALR traitées avec le PBZ ont montré des niveaux élevés de l’expression de 

Mbnl1 avec une correction partielle des défauts d’épissage (Chen et al. 2016). Plus 

récemment, un criblage par cytométrie en flux a permis d’identifier deux petites molécules 

inhibitrices des histones désacétylases (HDACi), l’ISOX et le Vorinostat, capables également 

d’entrainer la surexpression de MBNL1 avec la correction de certains défauts d’épissage dans 
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des fibroblastes dérivés de patients DM1 (Zhang et al. 2017a). Toutefois, ces résultats n’ayant 

pas été confirmés à ce jour, ils n’ont pas abouti au développement d’un essai clinique.  

 
 

1.5.4. Cibler les défauts d’épissage 
 

Une dernière stratégie thérapeutique consiste à agir plus en aval, au niveau des épissages 

dérégulés. Les ASO ont montré une utilité prometteuse avec les approches de saut d’exon. 

En se fixant et en masquant les séquences régulatrices de l’épissage (par exemple les sites 

accepteurs et les sites donneurs) les ASO vont ainsi perturber la machinerie de l’épissage 

alternatif et forcer artificiellement l’exclusion d’un exon spécifique. Cette stratégie de saut 

d’exon a été réalisée chez la souris HSALR pour forcer l’exclusion de l’exon 7a du Clcn1, 

rétablissant ainsi l’isoforme adulte du canal chlore et corrigeant la myotonie chez ces souris 

(Wheeler et al. 2007b). Cependant, la grande difficulté de cette approche réside dans le 

nombre important de défauts d’épissage présents chez les patients DM1. Ainsi, cibler tous 

ces défauts d’épissage semble compliqué à mettre en place. Par une approche basée sur le 

repositionnement de molécules thérapeutiques, l’équipe dans laquelle j’ai effectué cette 

thèse a montré que la metformine, un antidiabétique communément prescrit et bien toléré, 

présentait la capacité de pouvoir normaliser un certain nombre de défauts d’épissage 

associés à la DM1. Les mécanismes par lesquels la metformine régule ces épissages 

alternatifs semblent impliquer le facteur d’épissage RBM3 dont l’expression serait modulée 

via l’activation de la voie AMPK (Laustriat et al. 2015). Sur la base de ces résultats, un essai 

clinique de phase II a été conduit en collaboration avec l’hôpital Henri Mondor. Cet essai, 

nommé MYOMET, a été mené sur 40 patients adultes DM1 (20 placébos et 20 traités avec 

des doses croissantes de metformine) (Figure 12). L’efficacité du traitement a été évaluée 

notamment sur le test des ‘6 minutes de marche’. Cette étude a montré que les patients 

ayant reçu le traitement ont gagné une distance moyenne de marche de plus de 30 mètres 

(contre 3 mètres en moyenne pour les patients ayant reçu le placébo). Ce gain au niveau de 

la motricité est corrélé avec l’observation faite de l’effet de la metformine sur la posture 

globale des patients (Bassez et al. 2018). Un essai de phase III en Italie serait actuellement 

en préparation (données communiquées au cours du dernier congrès de l’IDMC 

[International Myotonic Dystrophy Consortium]). 

 

L’ensemble de ces études illustre la difficulté de développer des pistes thérapeutiques 

prometteuses pour la DM1, en particulier en raison de la grande complexité des mécanismes 

physiopathologiques de la maladie. Il apparait aussi, parmi les différentes cibles 

thérapeutiques, que la famille des protéines MBNL contribue de manière particulièrement 

importante aux atteintes des patients DM1. Cette famille de protéines a en effet fait l’objet 

de nombreuses études auxquelles nous allons nous intéresser dans la partie suivante. 
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2. La famille des protéines MBNL 
 

Comme nous l’avons évoqué précédemment, cette famille de protéines a été identifiée 

pour être impliquée dans la DM1 au début des années 2000, en particulier pour sa capacité 

à se lier spécifiquement aux répétitions CUG sous leur forme double brin (Miller et al. 2000).  

 

 

2.1. Les gènes MBNL 
 

Le gène muscleblind fut initialement découvert quelques années auparavant chez la 

drosophile D. melanogaster où il a été montré qu’il jouait un rôle essentiel pour le 

développement des photorécepteurs et des muscles (Artero et al. 1998; Begemann et al. 

1997). En effet, les gène MBNL sont très conservés au cours de l’évolution. D’autre gènes 

orthologues ont été identifiés dans différents organismes comme C. elegans par exemple, 

chez lesquels on retrouve le gène unique muscleblind. En revanche, chez les mammifères, 

on dénombre trois gènes différents codant pour les protéines MBNL : les gènes MBNL1, 

MBNL2 et MBNL3 (Pascual et al. 2006). Dans la suite de ce chapitre, nous nous intéresserons 

tout particulièrement à ces trois formes présentes chez les mammifères. 

 

 

2.1.1. Organisation génomique 
 

Les trois gènes paralogues humains MBNL codent pour des protéines de liaison à l’ARN 

et plus particulièrement pour des protéines à doigts de zinc de type CCCH. Bien que chacun 

de ces gènes soit situé sur un chromosome différent (chromosome 3, 13 et X pour MBNL1, 

2 et 3 respectivement), les trois membres de cette famille partagent plusieurs similarités au 

niveau de leur organisation structurelle (Figure 13). En effet, ils sont constitués de 4 

domaines en doigt de zinc (ZnF) qui fonctionnent en tandem. On retrouve ainsi les deux 

paires ZnF1/2 et ZnF3/4 séparées par une séquence de liaison également appelée "linker". 

Chaque domaine ZnF est constitué de motifs particuliers incluant trois cystéines (C) suivies 

d’une histidine (H), c’est la raison pour laquelle on parle de doigts de zinc de type CCCH 

(Konieczny et al. 2014). Il a été montré que les domaines ZnF1 et ZnF3 étaient très similaires, 

avec le même nombre d’acides aminés entre les cystéines et l’histidine : CX7CX6CX3H, où X 

représente n’importe quel acide aminé. De la même manière les deux domaines ZnF2 et 

ZnF4 possèdent eux des motifs CX7CX4CX3H (Fardaei et al. 2002). Ces domaines sont très 

importants car ce sont eux qui permettent la liaison des protéines MBNL à l’ARN en 

reconnaissant un motif consensus 5’- YGCY -3’ (Y étant une pyrimidine C ou T). La séquence 

"linker" codée par l’exon 3 qui relie ces deux paires de domaines ZnF est également très 

importante pour l’interaction protéine/ARN. Il a en effet été montré que sa délétion réduisait 
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fortement l’affinité de liaison de MBNL1 pour ses cibles ARNm (Tran et al. 2011). Les trois 

paralogues possèdent également un domaine dans la partie C-terminale leur permettant 

d’interagir entre eux. Cette séquence de liaison homotypique est codée par l’exon 7 et 

permet ainsi l’homodimérisation des protéines MBNL.  Enfin, l’exon 5 et une partie de l’exon 

6, composé d’une séquence très conservée des 5 acides aminés KRAEK, codent un signal de 

localisation nucléaire bipartite permettant la translocation des protéines MBNL au niveau du 

noyau de la cellule. Toutefois, la protéine MBNL3 ne possède pas ce signal (Konieczny et al. 

2014; Tran et al. 2011). Ces différentes régions sont donc très importantes pour la fonction 

des protéines MBNL, autant au niveau de la localisation de la protéine, de la liaison avec 

l’ARN ainsi qu’au niveau de la régulation de l’épissage alternatif.  

 

 

 
 

Figure 13 : Organisation des exons codants des gènes MBNL 
Les exons alternatifs ou modifiés par la présence d’un codon START alternatif ou d’un décalage du 
cadre de lecture sont représentés en bleu. La taille (nombre de nucléotides) de chaque exon est 
indiquée. Les différents codons START et STOP sont également indiqués par des flèches. ZnF: 
domaines en doigt de zinc, Linker: séquence de liaison, NLS: séquence de localisation nucléaire, HIS: 
séquence d’interaction homotypique. Adapté de (Mérien et al., in submission). 
 

 
Bien qu’ayant un rôle principal de facteur d’épissage, les ARNm MBNL sont eux aussi 

soumis au phénomène de l’épissage alternatif. Par exemple, le gène MBNL1 humain est 

composés de 10 exons codants dont 6 sont sujets à l’épissage alternatif (7 si on compte 

l’exon 10 et ses deux tailles possibles en fonction du cadre de lecture modifié par l’exclusion 

de l’exon 6 ou de l’exon 8) (Fardaei et al. 2002) (Figure 13). L’épissage des ARNm MBNL va 

ainsi donner lieu à différentes isoformes allant d’environ 300 à 390 acides aminés pour 

MBNL1. De manière générale, les isoformes majeures de MBNL1 et MBNL2 ont été décrites 

en fonction de la présence ou non des exons 5, 7 et 8. Ainsi, au cours du développement, 

différentes isoformes des protéines MBNL seront exprimées, modulant alors leur localisation 
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et leurs fonctions (Tran et al. 2011; Pascual et al. 2006). Il a par exemple été montré que les 

isoformes de MBNL1 de 42 et 43 kDa contenant l’exon 5 étaient majoritairement nucléaires 

et qu’elles étaient préférentiellement exprimées dans les étapes précoces du développement 

(Botta et al. 2013; Tran et al. 2011).  

 

Malgré les ressemblances au niveau de l’organisation structurale entre les trois gènes 

MBNL, ces derniers arborent en revanche des profils d’expression très différents.  

 

 

2.1.2. Profils d’expression 
 

De manière générale, très peu d’études se sont intéressées aux profils d’expression des 

protéines MBNL chez l’Homme. Quelques-unes ont toutefois montré que les protéines 

MBNL1 et MBNL2 étaient exprimées de façon ubiquitaire, contrairement à la protéine 

MBNL3 dont l’expression est beaucoup plus restreinte et très peu détectée dans les tissus 

adultes (Sznajder and Swanson 2019; Holt et al. 2009) (Figure 14). La protéine MBNL1 est le 

paralogue le plus exprimé des trois dans la majorité des tissus avec une prédominance 

encore plus importante au niveau des muscles squelettiques par exemple. Le cerveau 

représente cependant l’exception qui confirme la règle, avec une expression prédominante 

de MBNL2 (Konieczny et al. 2014).   

 
 
 

 
 

Figure 14 : Profils d’expression des gènes MBNL dans différents tissus humains 
(A) Expression des trois paralogues dans 53 tissus adultes sains issus de plus de 700 individus. TPM: 
transcrits par million. (B) L’expression des gènes MBNL diffère également selon le stade 
développemental. (F): fœtal, (A): adulte, AU: unités arbitraires.  
Adapté de (Sznajder and Swanson 2019; Konieczny et al. 2014).  

 
 

Le profil d’expression des protéines MBNL varie également au cours du développement, 

en particulier pour MBNL1 et MBNL2 dont l’expression augmente pendant la différenciation 

des tissus (Figure 14-B). Cela est d’autant plus flagrant dans certains tissus comme les 

muscles squelettiques, le cœur ou encore le cerveau où les niveaux d’expression des ARNm 
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MBNL1 et MBNL2 sont nettement supérieurs dans les tissus adultes par rapport aux tissus 

fœtaux (Konieczny et al. 2014). 

 

En plus de l’augmentation de l’expression des protéines MBNL1 et MBNL2, ce sont 

également différentes isoformes qui vont être exprimées au cours du développement. En 

effet, il a tout d’abord été montré que l’épissage de l’exon 7 de Mbnl1 était modulé lors du 

développement post-natal du muscle squelettique chez la souris, jusqu’à être très peu inclus 

chez les souris adultes (Lin et al. 2006) (Figure 15-A). De la même manière, il a ensuite été 

observé au niveau du muscle cardiaque des souris que les isoformes ne contenant pas l’exon 

5 étaient de plus en plus exprimées au cours du développement embryonnaire (Terenzi and 

Ladd 2010). Une étude plus récente s’est intéressée à ces différents profils d’épissage au 

cours du développement humain en comparant les pourcentages d’inclusion des exons 5, 7 

et 8 des trois paralogues dans différents tissus fœtaux et adultes à partir de 5 patients DM1 

et 7 patients sains (Sznajder et al. 2016) (Figure 15-B). 

 
 
 

 
 

Figure 15 : Profils d’épissage des paralogues MBNL au cours du développement 
(A) Épissage des exons 7 et 5 des transcrits Mbnl1 chez la souris au cours du développement post-
natal des muscles squelettiques et du développement embryonnaire du cœur respectivement. (B) 
Pourcentage d’inclusion des exons 5 (54nt), 7(36nt) et 8 (95nt) des trois paralogues MBNL dans 
différents tissus humains aux stades fœtal (entre 20 et 36 semaines) et adulte.  
Adapté de (Sznajder et al. 2016; Terenzi and Ladd 2010; Lin et al. 2006).  
 
 

Cette étude a permis de confirmer certains résultats observés chez la souris comme par 

exemple l’importante diminution de l’inclusion de l’exon 5 de MBNL1 au cours du 
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développement dans le cœur, avec environ 20% d’inclusion au stade adulte. Ils ont 

également observé un shift encore plus important de l’inclusion de cet exon pour MBNL2 

au niveau du cerveau. Concernant l’exon 7, la diminution de son inclusion n’a pas été 

observée dans le muscle squelettique bien que la majorité des transcrits MBNL1 (60%) ne le 

contiennent pas. Celui-ci n’est d’ailleurs quasiment jamais inclus au sein des transcrits 

MBNL2 dans les différents tissus, à l’exception du cerveau et du pancréas (Sznajder et al. 

2016). Il est possible que certaines transitions au niveau des inclusions de ces exons n’aient 

pas été observées car celles-ci pourraient avoir eu lieu dans des stades encore plus précoces, 

au cours du développement embryonnaire par exemple.  

 

De manière générale, ces différentes études ont ainsi pu mettre en évidence la transition 

fœtale/adulte des profils d’épissage des transcrits MBNL au cours du développement. Il est 

intéressant de faire le parallèle entre cette régulation développementale de l’expression des 

protéines MBNL et leur rôle important dans la transition développementale de l’épissage 

alternatif.  

 
 

2.2. Le rôle des protéines MBNL dans le développement 
 

Un nombre croissant d’études sont apparues ces dernières années visant à étudier la 

contribution des protéines MBNL au niveau développemental. Chez la drosophile, il a été 

montré dès la fin des années 1990 que l’expression du gène mbl était requise pour la mise 

en place du système nerveux périphérique au cours du développement embryonnaire (Kania 

et al. 1995) et était également essentielle pour la différenciation terminale des bandes Z 

sarcomériques ainsi que pour la différenciation des cellules photoréceptrices (Artero et al. 

1998; Begemann et al. 1997).  Il semble ainsi que la protéine muscleblind joue un rôle 

important pour le développement embryonnaire de plusieurs tissus cellulaires distincts 

(Nikonova et al. 2019).  

 

 

2.2.1. L’épissage alternatif 
 

Ces protéines jouent des rôles importants au niveau de la régulation des ARN. En effet, 

elles sont impliquées dans différents processus comme la stabilité et la localisation des 

ARNm, la polyadénylation ou encore la biogénèse des miRNA. Les protéines MBNL ont été 

cependant principalement décrites dans la littérature pour leur rôle de régulateurs de 

l’épissage alternatif des ARN pré-messagers (Sznajder and Swanson 2019). L’élimination des 

introns des ARN pré-messagers est une étape d’épissage nécessaire pour l’expression de la 

grande majorité des gènes. En plus de ce processus d’épissage "classique", l’épissage 

alternatif des ARNm représente un mécanisme important pour la régulation de l’expression 
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d’isoformes protéiques à un instant t du développement. L’épissage alternatif apparait être 

un mécanisme essentiel pour la diversité et la complexité des protéines codées par le 

génome humain. En effet, seulement 10% du génome humain est constitué d’exons codants, 

le reste étant majoritairement des introns et des régions UTR non codantes. En revanche, 

environ 95% des gènes multi-exoniques humains sont sujets à l’épissage alternatif, 

permettant ainsi la production de différentes isoformes de protéines, modifiants leurs 

fonctions ou encore leur localisation. Une mauvaise régulation de ce processus est associée 

à un large spectre de maladies chez l’Homme, en altérant ou en supprimant d’importantes 

fonctions physiologiques des protéines. Il est estimé qu’environ un tiers des mutations à 

l’origine de maladies génétiques impliquent des modifications de l’épissage alternatif 

(Montes et al. 2019). Ainsi, un équilibre précis de l’épissage alternatif est primordial (Kim et 

al. 2018).  

 

Dans cette partie, nous n’aborderons que les grandes généralités de ce processus 

extrêmement complexe. 

 
 

2.2.1.1. Mécanisme général de l’épissage alternatif 
 

L’épissage est orchestré par un complexe macromoléculaire connu sous le nom de 

splicéosome. Il est composé de cinq petites ribonucléoprotéines (snRNP) (U1, U2, U4/U6 et 

U5) associées à plus de 150 autres protéines (Ule and Blencowe 2019). Ce complexe va se 

former via la reconnaissance de plusieurs séquences consensus situées au niveau des 

extrémités des exons et des introns (Figure 16-A). Parmi les différents composants du 

splicéosome, la snRNP U1 reconnaît une séquence au niveau de l’extrémité 5’ de l’intron, à 

la jonction avec l’exon précédent, représentant la séquence d’épissage 5’ (5’SS) aussi appelée 

site donneur. À l’inverse, le complexe U2AF reconnaît un site poly-pyrimidine intronique 

juxtaposé à la séquence d’épissage de l’extrémité 3’ de l’intron (3’SS), également appelée 

site accepteur. Un autre site, appelé site de branchement, est quant à lui reconnu par la 

snRNP U2. La reconnaissance de ces séquences permet ainsi à la machinerie d’épissage de 

définir les exons et les introns (Figure 16-B). L’assemblage de ce complexe peut cependant 

être ciblé par différents facteurs régulateurs de l’épissage. On distingue de manière générale 

les facteurs d’épissage activateurs et répresseurs. Par exemple, la famille des protéines SR et 

d’autres protéines comme RBM5 ont majoritairement un rôle d’activateur de l’épissage 

contrairement à la famille des hnRNP qui sont le plus souvent des répresseurs de l’épissage 

(Ule and Blencowe 2019; Daguenet et al. 2015; Poulos et al. 2011).  

 

Concernant la régulation de l’épissage alternatif, différents facteurs d’épissage peuvent 

interagir avec le splicéosome à travers différentes séquences aussi bien exoniques 

qu’introniques (Figure 16-C). Ceci va alors induire l’inclusion ou l’exclusion des exons 
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alternatifs et peut également donner lieu à des phénomènes de rétention d’intron. Ces 

séquences régulatrices sont multiples, certaines favorisant l’épissage (ESE et ISE) et d’autres 

au contraire l’inhibent (ESS et ISS). Ainsi, en fonction de l’emplacement des sites de liaisons 

des facteurs d’épissage vis à vis de ces séquences, ces derniers vont favoriser soit l’inclusion 

soit l’exclusion de l’exon en question. Il existe également d’autres types d’épissage alternatif 

plus complexes, comme par exemple le cas des exons mutuellement exclusifs ou encore la 

présence de sites donneurs ou accepteurs alternatifs (Ule and Blencowe 2019; Daguenet et 

al. 2015).  

 
 

 
 

Figure 16 : Mécanisme général de l’épissage alternatif et assemblage du splicéosome 
(A) L’initiation de la formation du splicéosome est régulée par des séquences consensuels situées 
aux extrémités des exons et des introns. 5’SS: site donneur, Poly-Y tract (site poly-pyrimidine) et 3’SS: 
site accepteur, branch site: site de branchement. (B) La reconnaissance des sites donneurs et 
accepteurs par les snRNP U1 et U2 respectivement permettent le recrutement des trois autres snRNP 
aboutissant à l’épissage des introns. Ce processus peut être régulé par d’autres facteurs d’épissage. 
(C) L’inclusion ou l’exclusion de l’exon est régulée par des séquences exoniques ou introniques 
pouvant favoriser (ESE et ISE) ou masquer (ESS et ISS) la reconnaissance des sites d’épissage. Ainsi, 
en fonction de leurs emplacements, les facteurs d’épissage vont favoriser ou inhiber l’épissage de 
l’exon. (D) Représentation schématique de l’assemblage du splicéosome. ESE: Exon splice enhancer, 
ISE: intron splice enhancer, ESS: Exon splice silencer, ISS: intron splice silencer. Adapaté de (Daguenet 
et al. 2015).  
 
 

Afin de procéder à l’épissage, plusieurs interactions vont s’établir au niveau des différents 

sites décrits ci-dessus. Dans un premier temps, la snRNPU1 va reconnaître le site donneur 

5’SS alors que le site de branchement est reconnu par la protéine SF1 et le site donneur 3’SS 

par le complexe U2AF (Figure 16-D). Ces interactions vont permettre le recrutement de la 
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snRNP U2, prenant alors la place de la protéine SF1. Trois autres snRNP vont à leur tour être 

recrutées (U4/U6 et U5) ainsi qu’une multitude d’autres protéines, formant ainsi le 

splicéosome (complexe B) (Figure 16-D). Après plusieurs remodelages, ce complexe 

deviendra catalytiquement actif conduisant à la première étape de la réaction d’épissage 

formant un lasso intermédiaire (complexe C) (Figure 16-D). La deuxième étape consiste à 

l’excision de la région concernée qui sera alors dégradée. Parallèlement, les snRNP seront 

recyclés pour un autre cycle d’assemblage du splicéosome (Ule and Blencowe 2019; 

Daguenet et al. 2015).  

 

 
2.2.1.2. L’épissage alternatif au cours du développement 

 
L’épissage alternatif est ainsi très finement régulé en fonction des tissus et du stade 

développemental. De nombreuses transitions d’isoformes résultant de l’épissage alternatif 

ont été observées au cours de la différenciation cellulaire et de la maturation des différents 

tissus (Baralle and Giudice 2017). Une étude princeps publiée en 2011 a même montré le 

rôle de l’épissage alternatif dans le maintien de la pluripotence des cellules souches 

embryonnaires. Cette étude a révélé qu’une isoforme spécifique aux cellules souches 

embryonnaires du facteur de transcription FOXP1 jouait un rôle majeur en stimulant 

l’expression de gènes nécessaires au maintien de la pluripotence tels que OCT4 et NANOG. 

Ils ont observé que cette isoforme contenant l’exon 18b n’était plus exprimée dans les 

cellules différenciées. En effet, FOXP1 subit une transition développementale au niveau de 

l’épissage alternatif de l’exon 18/18b au cours des processus de différenciation, aboutissant 

à une isoforme contenant l’exon 18 et non plus l’exon 18b, et modifiant les préférences de 

liaison à l’ADN du facteur de transcription (Gabut et al. 2011). Depuis, d’autres études ont 

confirmé le rôle important de l’épissage alternatif dans la régulation de la pluripotence avec 

par exemple les isoformes d’OCT4 ou encore MDB2 (methyl-CpG binding domain protein 2) 

spécifiques de l’état de pluripotence (Kanitz et al. 2019; Liu et al. 2018).  

 

Des analyses transcriptomiques ont permis de montrer que le cerveau et le muscle 

squelettique étaient parmi les tissus humains qui présentent le plus grand nombre d’exons 

alternatifs exprimés de manière différentielle (Pistoni et al. 2010; Wang et al. 2008). Une 

récente étude a d’ailleurs pu mettre en évidence une régulation temporelle précise de 

l’épissage alternatif au cours du développement neural chez la souris, en révélant deux 

transitions majeures, la première à la fin du développement fœtal, au moment de la 

naissance et la seconde au cours des deux premières semaines post-natales. Les isoformes 

adultes générées par ces évènements d’épissage alternatif sont spécifiques du cerveau 

adulte et essentiels pour l’établissement et le maintien de l’homéostasie des neurones 

matures (Weyn-Vanhentenryck et al. 2018). Cette étude a aussi montré l’importance de 

certains facteurs d’épissage spécifiques dans ces transitions développementales d’épissages 
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alternatifs. Plus précisément, les facteurs d’épissage tels que NOVA, RBFOX, PTBP ou encore 

les CELF semblent impliqués majoritairement lors des transitions précoces alors que les 

protéines MBNL ont plutôt été identifiées comme régulateurs des transitions d’épissages 

alternatifs plus tardifs, au cours du développement post-natal (Weyn-Vanhentenryck et al. 

2018).  

 

Ce même phénomène de transition a été observé dans les muscles squelettiques où 

l’expression de différentes isoformes de protéines varie également selon les muscles ou 

encore de manière plus précise, en fonction du type de fibres musculaires (Baralle and 

Giudice 2017). Plusieurs études ont ainsi observé ces transitions de l’épissage alternatif au 

cours du développement post-natal des muscles squelettiques et du cœur chez la souris, 

avec ici aussi une prédominance de ces évènements dans les deux premières semaines après 

la naissance (Baralle and Giudice 2017; Brinegar et al. 2017; Kalsotra et al. 2008). Parmi les 

événements d’épissage ayant lieu au cours du développement des muscles squelettiques, 

plusieurs sont impliqués dans l’homéostasie calcique tels que l’exon 22 de SERCA1 et l’exon 

29 de CACNA1S et une étude a montré que la grande majorité de ces derniers était régulée 

par la transition de l’activité des protéines antagonistes CELF et MBNL qui se produit pendant 

le développement post-natal (Brinegar et al. 2017; Lin et al. 2006).  

 
 

2.2.2. Les protéines MBNL comme facteurs d’épissage 
 

2.2.2.1. Mécanisme d’action des protéines MBNL dans l’épissage 
 

Les protéines Mbnl se lient à leurs cibles via leurs domaines ZnF organisés en tandem et 

reconnaissant les motifs ARN 5’-YGCY-3’ (Teplova and Patel 2008). De nombreuses études 

structurales se sont intéressées aux interactions entre ces facteurs d’épissage et leurs cibles, 

suggérant ainsi plusieurs modèles prédictifs (Figure 17-A). En effet, les protéines MBNL vont 

être capables de se lier à différentes conformations de l’ARN simple et double-brin selon 

plusieurs paramètres comme le nombre de motifs YGCY ou encore le nombre de nucléotides 

séparant ces motifs. Ces études ont notamment montré que la séquence "linker" reliant les 

domaines ZnF2 et 3 permettait une très grande flexibilité des deux paires de domaines ZnF, 

capables de lier deux motifs YGCY uniquement séparés par un seul nucléotide. Celle-ci 

permet ainsi aux protéines MBNL d’adopter de multiples conformations pour reconnaître 

une grande variété de cibles ARN (Konieczny et al. 2014; Cass et al. 2011). D’autres études 

ont également proposé des modèles dans lesquels les protéines MBNL s’intercaleraient au 

niveau des structures ARN sous une conformation de boucle et même d’épingle à cheveux, 

avec ses domaines ZnF se fixant entre les séquences complémentaires (Konieczny et al. 2014; 

Teplova and Patel 2008) (Figure 17-A). C’est notamment le cas de figure de l’ARN pré-

messager de la Troponine T cardiaque (cTNT) pour lequel il a été montré que la liaison de 
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MBNL1 modifiait la conformation de sa structure tige-boucle (Park et al. 2017; Fu et al. 2012). 

Une étude récente a démontré que la structure des ARN cibles ainsi que le nombre et la 

disposition des motifs YGCY pouvaient moduler l’affinité de liaison des protéines MBNL ainsi 

que leur activité d’épissage. L’augmentation du nombre de motifs YGCY dans un contexte 

structural similaire corrélerait ainsi avec une plus forte affinité et une activité d’épissage plus 

importante (Taylor et al. 2018).  

 

 

 
 

Figure 17 : Liaison des protéines MBNL à l’ARN et épissage alternatif 
(A) Modèle structural des domaines ZnF de MBNL1 (en bleu) complexés avec le motif ARN YGCY (en 
rouge) et différents modes de liaisons proposés entre les tandems ZnF et différentes conformations 
d’ARN cibles simple- ou double-brin. (B) De manière générale, la liaison des protéines MBNL en 
amont (rouge) ou en aval (vert) de l’exon alternatif va entraîner préférentiellement l’exclusion ou 
l’inclusion de cet exon respectivement. Adapté de (Sznajder and Swanson 2019; Konieczny et al. 
2014).  
 
 

Les protéines MBNL peuvent réguler l’épissage des exons alternatifs de manière positive 

ou négative. La régulation positive, ou activation de l’épissage, entraîne l’inclusion de l’exon 

régulé alors que l’inhibition de l’épissage engendre à l’inverse l’exclusion de l’exon. Le 

positionnement des sites de liaison des protéines MBNL est également un facteur 

déterminant vis à vis de l’activité d’épissage de ces protéines favorisant alors l’inclusion ou 

l’exclusion de l’exon cible (Konieczny et al. 2014; Wang et al. 2012). En effet, il a été montré 

que la fixation des protéines MBNL1 et MBNL2 au niveau de l’exon alternatif ou au niveau 

des régions introniques en amont de celui-ci facilite généralement l’exclusion de l’exon, 

tandis que la fixation dans les régions introniques en aval favorise davantage l’inclusion 

(Konieczny et al. 2014) (Figure 17-B). Ce modèle de régulation suggère que les protéines 

MBNL induiraient l’inclusion des exons soit i) en entrant en compétition avec des inhibiteurs 

au niveau de sites introniques de répression de l’épissage (ISS), ou ii) via l’activation des 

séquences introniques activatrices (ISE), ou encore iii) en stimulant la reconnaissance du site 

donneur (5’SS) en aval de l’exon par le splicéosome. Cela indique ainsi à l’inverse que 
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l’inhibition de l’épissage résulte du blocage par les protéines MBNL des séquences 

activatrices (ESE et ISE), du site accepteur (3’SS) ou encore du site poly-pyrimidine et du site 

de branchement (cf. Figure 16) (Konieczny et al. 2014). En effet, il a par exemple été démontré 

dans le cadre de l’épissage alternatif de cTNT que MBNL1 interagissait avec une structure 

tige-boucle dans l’intron en amont de l’exon 5 et empêcherait le facteur U2AF65 de 

reconnaître le site poly-pyrimidine, inhibant ainsi le recrutement de la snRNP U2 et favorisant 

l’exclusion de l’exon 5 (Warf et al. 2009).  

 
 

2.2.2.2. Rôle développemental des protéines MBNL 
 

 Comme nous l’avons vu précédemment, les protéines MBNL présentent des profils 

d’expression spécifiques que ce soit au cours du développement et en fonction des tissus 

suggèrant leur rôle dans des processus de spécification tissulaire et développementale. 

Concordant avec le fait que l’expression de ces protéines augmente au cours du 

développement, une étude publiée en 2013 a montré l’importance des protéines MBNL1 et 

MBNL2 dans la régulation négative de la pluripotence. Il a tout d’abord été constaté de 

manière intéressante que parmi plus de 200 facteurs d’épissage analysés, MBNL1 et MBNL2 

présentaient les niveaux d’expression les plus faibles dans les cellules humaines 

pluripotentes indifférenciées par rapport aux autres cellules et tissus différenciés (Figure 18-

A) (Han et al. 2013). 

 

Par des expériences de perte de fonction à l’aide de siRNA ciblant MBNL1 et MBNL2 dans 

différents types de cellules différenciées, les auteurs ont pu mettre en évidence de nombreux 

défauts d’épissage, dont plus d’une cinquantaine correspondent à des profils d’épissage 

spécifiques des cellules pluripotentes (Figure 18-B). Ils ont également démontré que le 

knock-down de MBNL1 et MBNL2 améliorait significativement l’efficacité de 

reprogrammation des cellules différenciées en cellules souches humaines induites à la 

pluripotence. À l’inverse, la surexpression de MBNL1 et MBNL2 dans des cellules 

indifférenciées entraîne la transition de nombreux profils d’épissage vers des profils 

d’épissage propres aux cellules différenciées. Enfin, cette étude a montré que l’épissage 

alternatif des exons 18/18b de FOXP1 faisait partie des évènements régulés par les protéines 

MBNL. Ainsi, l’expression des protéines MBNL augmentant au cours de la différenciation 

cellulaire, celles-ci vont alors jouer un rôle majeur dans ces processus de différenciation, en 

donnant naissance à des profils d’épissage propres aux différents tissus et en réprimant les 

profils d’épissage caractéristiques des cellules indifférenciées, notamment en induisant la 

transition de l’épissage alternatif de FOXP1 (Figure 18-C). Les protéines MBNL sont ainsi 

considérées comme des régulateurs négatifs de la pluripotence (Han et al. 2013). 
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Figure 18 : MBNL1 et MBNL2 inhibent le maintien de la pluripotence 
(A) Expression relative des ARNm des facteurs d’épissage dans des cellules souches indifférenciées 
par rapport à leur expression dans des cellules non pluripotentes et dans des tissus différenciés. (B) 
Diagramme de Venn montrant la proportion des exons alternatifs différentiellement épissés dans les 
cellules souches embryonnaires (vert) et retrouvés affectés par le knock-down de MBNL1 et MBNL2 
par siRNA dans des cellules HeLa (orange). (C) Modèle proposé pour le rôle des protéines MBNL 
dans la régulation des évènements d’épissage alternatif contrôlant le maintien de la pluripotence. 
Adapté de (Han et al. 2013).  

 
 

Plusieurs études ont également démontré le rôle important des protéines MBNL dans la 

transition de profils d’épissages fœtaux à des profils d’épissage adultes au cours du 

développement post-natal des tissus. A titre d’exemple, il a notamment été montré dans un 

modèle de souris, dans lequel le gène Mbnl1 a été inactivé (Mbnl1-/-), qu’en l’absence 

d’expression de Mbnl1 plusieurs transitions d’épissage alternatif post-natales et essentielles 

pour le développement des muscles squelettiques n’avaient pas lieu (Lin et al. 2006) (Figure 

19). On observe chez les souris saines une transition des profils d’épissage au cours des deux 

premières semaines après la naissance (entre P2 et P20) avec une importante augmentation 

de l’isoforme de Serca1 contenant l’exon 22 et à l’inverse une augmentation des isoformes 

de Ldb3 (Zasp) et de la m-Titine dépourvues de l’exon 11 et de l’exon 5 respectivement. Ces 

transitions vont permettre à chacune de ces protéines d’acquérir une isoforme adulte, jouant 

des rôles essentiels dans l’homéostasie calcique (Serca1) ou encore dans l’architecture et le 

maintien des fibres musculaires avec les bandes Z (Ldb3) et M (m-Titine) par exemple. 

L’absence de la protéine Mbnl1 aboutit ainsi à la perturbation de ces profils d’épissage, 

démontrant l’importance de ce facteur d’épissage pour le bon développement des muscles 

squelettiques (Lin et al. 2006).  
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Figure 19 : Mbnl1 est responsable de plusieurs transitions d’épissage post-natales 
musculaires  
Exemple des défauts d’épissage de l’exon 22 de SERCA1, l’exon 11 de LDB3 (ZASP) et l’exon 5 de la 
Titine dans les muscles squelettiques de souris knock-out pour le gène Mbnl1 (Lin et al. 2006).  
 

 
2.2.2.3. Différentes activités d’épissage selon les isoformes MBNL 

 
L’activité d’épissage des protéines MBNL va aussi varier en fonction des tissus. Ainsi, 

MBNL1 régule l’épissage de nombreuses cibles au niveau des muscles squelettiques et du 

cœur alors que MBNL2 joue un rôle plus important dans l’épissage alternatif au niveau du 

système nerveux central. Concernant MBNL3, ce dernier a été très peu décrit dans la 

littérature, principalement en raison de ses faibles niveaux d’expression. Une étude publiée 

en 2016 a montré que, malgré le fait que les trois paralogues étaient capables de reconnaître 

les mêmes motifs ARN YGCY, leur affinité de liaison avec ces motifs et leur activité d’épissage 

étaient cependant différents. En effet, MBNL1 est globalement considéré comme le 

paralogue ayant l’activité d’épissage la plus élevée, suivi de près par MBNL2. Une 

interchangeabilité fonctionnelle entre ces deux paralogues a d’ailleurs été décrite dans 

plusieurs études (Sznajder et al. 2016; Wang et al. 2012) En revanche, MBNL3 possède une 

activité d’épissage beaucoup moins élevée. Nous avons vu précédemment que les ARNm 

MBNL, eux-aussi, étaient sujets à l’épissage alternatif, donnant ainsi naissance à plusieurs 

isoformes ce qui va influer sur l’activité d’épissage. Il a tout d’abord été montré que les 

isoformes de MBNL1 dépourvues de l’exon 3, codant la séquence "linker" reliant les 

domaines ZnF, avaient une activité d’épissage réduite associée à une plus faible affinité pour 

les ARNm cibles (Tran et al. 2011). La présence de l’exon 5 dans MBNL1 et de MBNL2 semble 

jouer un rôle important.  Dans la mesure où celui-ci code une séquence NLS, les isoformes 

MBNL1 et MBNL2 contenant l’exon 5 ont une localisation majoritairement nucléaire 

augmentant ainsi leur concentration dans le noyau des cellules et favorisant ainsi la 

régulation des épissages alternatifs (Sznajder et al. 2016; Tran et al. 2011). De manière 

intéressante il a été montré que les facteurs régulant l’épissage alternatif de l’exon 5 de 

MBNL1 et MBNL2 étaient les protéines MBNL1 et 2 elles-mêmes. Ces observations ont 

abouti à la proposition d’un modèle de boucle de rétrocontrôle dans lequel (Figure 20) ; 

lorsque le niveau d’expression des protéines MBNL est faible, celles-ci ne pourraient pas 
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inhiber l’inclusion de leur propre exon 5 induisant alors la production d’isoformes possédant 

un signal NLS complet. La présence de ce signal va ainsi permettre aux protéines MBNL1 et 

2 d’être majoritairement localisées au niveau du noyau où elles vont pouvoir remplir leur 

fonction de régulateurs de l’épissage. A l’inverse, lorsque la concentration nucléaire des 

protéines MBNL est suffisante, celles-ci vont alors entraîner l’exclusion de leur exon 5 grâce 

à la présence de plusieurs motifs YGCY au niveau de l’extrémité 3’ de l’intron en amont 

(Konieczny et al. 2018; Gates et al. 2011).  

 
 
 

 
 

Figure 20 : Boucle de rétrocontrôle de l’épissage de l’exon 5 de MBNL1 et MBNL2 
Les exons constitutifs sont représentés en bleu et l’exon 5 alternatif en jaune. Adapté de (Konieczny 
et al. 2018).  

 
 

Ce modèle de rétrocontrôle est cohérent avec l’augmentation de l’expression des 

protéines MBNL au cours du développement et qui s’accompagne de la diminution des 

isoformes contenant l’exon 5 (Sznajder et al. 2016; Terenzi and Ladd 2010). Parmi les 

isoformes générées ne possédant alors qu’une séquence NLS partielle, seule une partie serait 

transportée vers le noyau permettant ainsi de maintenir une activité basale d’épissage, 

notamment pour garantir la génération de profils d’épissage "adultes" des ARNm cibles. 

L’ensemble de ces données indique également qu’une partie non-négligeable des protéines 

MBNL est localisée dans le cytoplasme où elles vont avoir des fonctions différentes toutes 

orientées autour de la biogénèse des ARN.  
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2.2.3. Autres fonctions des protéines MBNL 
 

Des fonctions autres que celles visant la régulation de l’épissage alternatif ont été 

identifiées pour les protéines MBNL (Figure 21). Dans le noyau, elles vont également être 

impliquées dans le processus de la polyadénylation alternative (PAA). De manière générale, 

la partie 3’ du dernier exon codant des ARN pré-messagers comporte des sites de 

polyadénylation qui vont être les cibles potentielles d’un clivage suivi de la synthèse d’une 

queue poly-A. Ce processus est essentiel pour le transport nucléo-cytoplasmique ainsi que 

pour la traduction des ARNm. Ainsi, plus il y aura de sites de PAA et plus il y aura de 

configurations de polyadénylation différentes. Ce mécanisme permet ainsi de générer des 

régions 3’UTR non traduites alternatives à la fin des ARNm cibles. Ces régions présentent 

des sites d’interaction avec différents facteurs, en particulier les protéines de liaison à l’ARN 

et les microARN, qui vont pouvoir moduler la localisation, la traduction et le turnover des 

ARN (Tian and Manley 2013). À l’aide de fibroblastes issus de souris dans lesquelles les gènes 

Mbnl ont été inactivés, une étude a révélé que l’absence des protéines Mbnl induisait une 

dérégulation massive des évènements de PAA. Ils ont pu démontrer que les protéines Mbnl 

étaient capables d’interagir directement au niveau des sites de polyadénylation et qu’elles 

contribuaient ainsi à la transition de nombreux profils de PAA au cours du développement 

post-natal (Batra et al. 2014).  

 
 

 

Figure 21 : Autres fonctions exercées par les protéines MBNL 
Adapté de (Sznajder and Swanson 2019). 

 
 

Les protéines MBNL pourraient également intervenir dans la biogénèse des micro-ARN. 

Il a ainsi été montré que MBNL1 interagissait au niveau du pré-micro-ARN miR-1 et favorisait 

ainsi sa biogenèse en miR-1 mature via le clivage par l’endonucléase Dicer (Rau et al. 2011). 

Toujours concernant les ARN non codants, il a été également montré chez la drosophile que 

la protéine Muscleblind était un facteur impliqué dans la synthèse des ARN circulaires et 

qu’elle permettait notamment de circulariser son propre ARN pré-messager au niveau de 

l’exon 2 (Ashwal-Fluss et al. 2014).  
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Parallèlement, plusieurs études se sont également intéressées aux fonctions 

cytoplasmiques des protéines MBNL en révélant un rôle important de celles-ci dans la 

régulation de la stabilité et de la localisation des ARNm (Wang et al. 2015; Masuda et al. 

2012; Wang et al. 2012) (Figure 22). Eric Wang et ses collègues ont publié en 2012 une étude 

transcriptomique sur différents tissus murins, en particulier les muscles striés et le cerveau, 

dans laquelle ils ont montré que les protéines Mbnl se liaient aux régions 3’UTR de nombreux 

ARNm cibles codant principalement des protéines sécrétées et des protéines constituant des 

membranes, de la matrice extracellulaire ou encore des protéines synaptiques telles que 

l’Intégrine β1 ou la protéine SNAP25. Ils ont observé que les protéines Mbnl participaient à 

leur localisation au niveau des membranes pour favoriser leur traduction (Figure 22-A). En 

effet, la déplétion des protéines Mbnl1 et Mbnl2 dans les cellules musculaires de souris 

entraîne la relocalisation de plusieurs ARNm comme la Fibronectine 1 (Fn1), loin des 

compartiments membranaires (Wang et al. 2012). Il avait aussi été démontré que Mbnl2 

interagissait avec la partie 3’UTR de l’ARNm codant l’Intégrine α3 pour la transporter jusqu’à 

la membrane plasmique, lieu de sa traduction (Adereth et al. 2005).  

 
 

 

 
Figure 22 : Fonctions cytoplasmiques des protéines MBNL et antagonisme avec les 
protéines CELF 
(A) Les protéines MBNL régulent le transport et la localisation d’ARNm cibles et favorisent ainsi leur 
traduction. RER: Réticulum Endoplasmique Rugueux. (B) Modèle de l’antagonisme fonctionnel entre 
les protéines MBNL et CELF au niveau du devenir des ARNm. Adapté de (Wang et al. 2015, 2012).  

 

 

Contrairement aux protéines MBNL, l’implication des protéines CELF au niveau de la 

régulation de la stabilité des ARNm a été largement documentée. En effet, ces dernières 

jouent des rôles importants dans les processus de déadénylation et de dégradation des 

ARNm (Barreau et al. 2006). D’après les fonctions antagonistes entre les protéines MBNL et 

CELF observées dans la régulation de l’épissage alternatif au cours du développement, un 

modèle similaire a été proposé suggérant que les protéines MBNL réguleraient également 
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la stabilité des ARNm de façon compétitive avec les protéines CELF. Selon ce modèle, la 

proximité entre les sites de liaisons des protéines MBNL et CELF dans la région 3’UTR des 

ARNm cibles déterminerait le devenir de ces ARNm qui seraint majoritairement dégradés 

dans le cas où les sites de liaisons sont proches les uns des autres (Wang et al. 2015) (Figure 

22-B). 

 
 

2.3. Implication des protéines MBNL dans la DM1 
 

Compte tenu des différents rôles des protéines MBNL, leur dérégulation chez les patients 

atteints de la DM1 va être à l’origine de multiples défauts d’ordre moléculaire contribuant à 

la mise en place de la pathologie.  

 

2.3.1. Séquestration et rôle dans la dynamique de formation des foci 
 

Comme nous l’avons vu dans le chapitre précédent, l’implication des protéines MBNL 

dans la DM1 a tout d’abord été mise en évidence par leur capacité à se lier spécifiquement 

aux transcrits DMPK mutants, de façon proportionnelle à la longueur des répétitions CUG 

sous forme double-brin caractéristiques de la pathologie ((Miller et al. 2000). Les protéines 

MBNL reconnaissant les motifs YGCY, les répétitions CUG constituent alors une multitude de 

sites de liaison pour les paralogues MBNL (Figure 23-B), ce qui a pour conséquence leur 

séquestration dans les foci intranucléaires formés par les expansions de répétitions CUG sous 

forme d’épingle à cheveux (Fardaei et al. 2002, 2001) (Figure 23-A). De manière intéressante, 

plusieurs études ont révélé que les interactions entre les protéines MBNL et les répétitions 

CUG étaient dynamiques avec notamment une agrégation stochastique des protéines MBNL 

au sein des foci. À l’aide de techniques d’imagerie sur cellules vivantes, il a été observé que 

les interactions directes des protéines MBNL avec les répétitions suivent une succession de 

phénomènes d’agrégations/fragmentations de manière totalement aléatoire (Sznajder et al. 

2016; Querido et al. 2011). À l’inverse, les foci peuvent aussi rester stables pendant plusieurs 

heures, en particulier dans le cas de figure où ils seraient saturés en protéines MBNL. En 

effet, il a été démontré qu’un faible niveau d’expression des ARN mutants ou des répétitions 

CUG de petites tailles étaient facilement saturés pas les protéines MBNL, n’empêchant 

cependant pas une autre dynamique via un échange continu avec des protéines MBNL non 

liées au niveau du nucléoplasme (Figure 23-C). L’analyse in silico de la dynamique des 

interactions entre les protéines MBNL et les foci a révélé que les paralogues ne possédaient 

pas la même mobilité vis à vis des foci, MBNL1 étant de manière générale le paralogue le 

plus mobile et MBNL3 à l’inverse le moins mobile. Concernant MBNL2, il a été observé que 

l’inclusion de l’exon 8 diminuait significativement sa mobilité vis à vis des foci. Cependant 

aucune différence n’a été observée entre les isoformes de MBNL1 contenant ou non l’exon 

8 (Sznajder et al. 2016).  



 

 58 

 
 

 
 

Figure 23 : Interactions entre les protéines MBNL et les répétitions CUG toxiques 
(A) Co-localisation des trois paralogues MBNL (vert) avec les répétitions CUG (rouge) dans des 
fibroblastes DM1. (B) Les protéines MBNL reconnaissent une multitude de motifs YGCY définis par 
les répétitions CUG. (C) La dynamique des foci est définie selon deux modèles différant par le nombre 
de sites de liaison des protéines MBNL avec les répétitions CUG. Dans le modèle saturé (gauche) les 
protéines MBNL interagissent en compétition avec les répétitions CUG, créant une dynamique entre 
foci et nucléoplasme. A l’inverse, le modèle insaturé (droite) permet une séquestration plus efficace 
des protéines MBNL dont la dynamique s’effectue désormais au sein même des foci et contribuerait 
ainsi à leur instabilité. (D) Modèle structural dans lequel une protéine MBNL relierait deux épingles 
à cheveux suggérant un rôle des protéines MBNL dans la formation des foci. Adapté de (Sznajder et 
al. 2016; deLorimier et al. 2014; Konieczny et al. 2014; Fardaei et al. 2002, 2001). 
 
 

Un autre modèle opposé a été décrit dans lequel une plus forte expression des transcrits 

toxiques ou une expansion plus importante du nombre de répétitions CUG n’entraîneraient 

pas une saturation des foci mais un épuisement drastique des paralogues MBNL, avec cette 

fois-ci des interaction dynamiques au sein même des foci (Figure 23-C) (Sznajder et al. 

2016). Ainsi, l’assemblage des foci est probablement modulé non seulement par la longueur 

des répétitions mais aussi par le profil d’expression spatio-temporel de DMPK (Sznajder and 

Swanson 2019). Il a ainsi été observé que la taille des foci augmentait avec des 

concentrations plus élevées de protéines MBNL1 et qu’à l’inverse, la down-expression par 

shRNA des protéines MBNL entraînait une diminution de leur taille et de leur nombre, 
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suggérant ainsi un rôle dans l’assemblage ou la stabilisation des foci (Querido et al. 2011; 

Dansithong et al. 2005). 

 

Par ailleurs, les protéines MBNL1 n’interagissent pas exactement de la même manière en 

fonction des différentes isoformes de la protéine. En effet, bien que toutes les isoformes de 

MBNL1 soient séquestrées par les foci, il est intéressant de noter que celles contenant l’exon 

3 (séquence "linker") se lient aux répétitions CUG avec une plus grande affinité (Tran et al. 

2011). L’exon 7 de MBNL1 pourrait lui-aussi jouer un rôle important dans la formation des 

foci puisque des dimérisations entre les isoformes contenant l’exon 7 ont été observées et 

favoriseraient la stabilisation des foci (Tran et al. 2011; Yuan et al. 2007). Enfin, un des 

modèles propose une liaison des protéines MBNL également à l’extérieur des structures en 

épingle à cheveux permettant ainsi aux paralogues MBNL de relier plusieurs épingles à 

cheveux entre elles, ce qui conduirait à un déploiement local des foci intranucléaires (Figure 

23-D) (Sznajder and Swanson 2019; Konieczny et al. 2014). D’autres facteurs pourraient 

également jouer un rôle au niveau de la formation des foci. Par exemple, deux membres de 

la famille des DEAD-box, DDX5 et DDX6, ont été identifiés pour soit exacerber soit diminuer 

la toxicité sous-jacente des complexes foci-MBNL respectivement. En effet, DDX5 favoriserait 

le recrutement des protéines MBNL au niveau des foci alors que DDX6 entrerait en 

compétition avec les protéines MBNL pour se lier aux répétitions CUG et permettrait de 

déstabiliser les foci (Pettersson et al. 2015; Laurent et al. 2012).  

 
 

2.3.2. Les modèles d’études des protéines MBNL 
 

De part la séquestration des protéines MBNL et leur potentiel rôle dans la formation des 

foci, la majorité des études visant à mieux comprendre la contribution des proteines MBNL 

dans le processus pathologique s’est intéressée aux conséquences moléculaires et 

fonctionnelles de la perte de fonction de cette famille de protéines aboutissant à la 

génération de modèles murins knock-out soit par la délétion des gènes Mbnl seuls, soit par 

l’inactivation combinée de plusieurs d’entre eux voire même des trois gènes (Tableau 3). Les 

équipes du Pr. Swanson et du Dr. Thornton ont très largement contribué à la génération de 

ces modèles murins.  

 

 

 

 

 

 

 



 

 60 

Tableau 3 : Les modèles murins pour l’étude de la contribution des protéines MBNL 
dans la DM1 

 

Modèle 

murin 

Mutation / 

construction 
Description Limitations Référence(s) 

Mbnl1 KO 
Délétion de l’exon 

3 

Myotonie, cataracte, centralisation de noyaux des 

fibres musculaires, baisse de motivation et apathie. 

Nombreux défauts d’épissage dans les muscles et le 

cerveau. 

Surexpression de Mbnl2 dans le noyau des cellules. 

Pas d’atrophie 

musculaire. 

Kanadia (2003), 

Matynia (2010) 

et Suenaga 

(2012) 

Mbnl2 KO 

Insertion d’une 

mutation (gene 

trap) dans l’intron 

2 

Myotonie discrète et défauts histologiques 

musculaires (noyaux centraux, tailles des fibres 

hétérogènes) au bout de 6 mois.  

Pas de défaut 

d’épissage 

musculaire. 

Pas d’étude des 

atteintes neuronales. 

Hao (2008) 

Délétion de l’exon 

2 

Reproduction de nombreux défauts neuronaux 

(troubles du sommeil, somnolence diurne, défauts 

d’apprentissage et de mémorisation). 

Plusieurs défauts d’épissage, principalement dans le 

cerveau. 

Pas d’atteintes 

musculaires. 

Charizanis 

(2012) 

Mbnl3 KO 
Délétion de l’exon 

2 

Phénotypes liés à l’âge, atteinte légère et tardive des 

muscles squelettiques, défauts de régénération 

musculaire, intolérance au glucose, troubles 

cardiaques et cataracte. 

Expression d’une 

isoforme courte de 

la protéine Mbnl3.  

Peu de défauts 

moléculaires décrits. 

Poulos (2013) et 

Choi (2016) 

Mbnl1, 

Mbnl2 

DKO 

Délétion de l’exon 

3 de Mbnl1 et 

délétion 

constitutive ou 

conditionnelle 

(Myo-Cre ou 

Nestin-Cre) de 

l’exon 2 de Mbnl2 

Souris Mbnl1-/- ; Mbnl2+/- : durée de vie réduite (23 

semaines maximum) et poids plus faible. Myotonie 

sévère, nombreux noyaux centraux, fibres 

musculaires fractionnées et hétérogènes, faiblesse et 

atrophie musculaires progressives, défauts de 

conduction cardiaque, défauts dans les jonctions 

neuromusculaires. 

Nombreux défauts d’épissage exacerbés dans les 

muscles striés et le cerveau. 

S’apparente à un phénotype congénital de la DM1.  

La double délétion 

constitutive entraîne 

une létalité 

néonatale 

importante.  

Lee (2013), et 

Goodwin (2015) 

Mbnl1, 

Mbnl3 

DKO 

Délétion de l’exon 

3 de Mbnl1 et de 

l’exon 2 de Mbnl3 

Myotonie accrue, noyaux centraux et fibres 

musculaires atrophiées. 

Peu de différences 

significatives avec 

les souris Mbnl1 KO. 

Choi (2015) 

Mbnl1, 

Mbnl2, 

Mbnl3 

TKO 

Délétion de l’exon 

3 de Mbnl1 et 

délétions 

conditionnelles 

(Myo-Cre) de 

Mbnl2 et Mbnl3 

Très semblable aux souris Mbnl1,2 DKO.  

Détresse respiratoire, cyanose, faiblesse musculaire, 

cyphose, désorganisation des clusters de récepteurs 

à l’acétylcholine dans le diaphragme. Nombreux 

défauts d’épissage et d’expression génique. 

Importante mortalité 

néonatale. 
Thomas (2017) 

 
 
 

2.3.2.1. Génération des lignées simple KO et spécialisation fonctionnelle 
 

La première démonstration de l’implication des protéines MBNL dans la physiopathologie 

de la DM1 fut apportée par la génération des souris Mbnl1 KO chez lesquelles plusieurs 

atteintes principalement musculaires ont été observées (Kanadia et al. 2003). Ces souris 

présentent une myotonie expliquée en partie par un défaut d’épissage de l’exon 7 du CLCN1 

conduisant une importante perte d’expression de la protéine. Au niveau histologique, 

certaines fibres musculaires de ces souris sont fractionnées et possèdent des noyaux 

centralisés, un stigmate histologique fréquemment observé dans des biopsies de patients 

DM1 (André et al. 2018). D’autre part, ces souris développent également une cataracte sous-

capsulaire typique de la pathologie (Figure 24-A). En revanche, ces souris ne présentent 
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aucune atrophie ni faiblesse musculaire et quasiment aucun défaut de conduction cardiaque 

bien que plusieurs défauts d’épissage aient été observés dans les muscles squelettiques et 

le cœur (Kanadia et al. 2003). Concernant le système nerveux central, ces souris ont montré 

des effets très modérés au niveau de la régulation de l’épissage alternatif (Suenaga et al. 

2012) et ne présentent que très peu de déficits cognitifs. Seules une certaine apathie et une 

baisse de motivation ont été observées (Matynia et al. 2010). Afin de confirmer le rôle de 

Mbnl1 dans les principales atteintes musculaires décrites, plusieurs expériences de 

surexpression ont été réalisées dans différents modèles murins de la DM1 et ont montré que 

la surexpression de Mbnl1 était suffisante pour corriger la myotonie, la myopathie et 

plusieurs défauts d’épissage associés à l’expression des répétitions CUG (Chamberlain and 

Ranum 2012; Kanadia et al. 2006). Cependant, l’absence de nombreuses caractéristiques 

cliniques de la DM1 chez les souris Mbnl1 KO indique que la perte de fonction de Mbnl1 ne 

peut pas être responsable à elle-seule de l’étendue des atteintes multi-systémiques de la 

maladie. Les souris Mbnl1 KO ne présentant pas de foci intranucléaires, les autres membres 

de la famille des protéines MBNL ne sont alors pas séquestrés et pourraient être d’autres 

intermédiaires clés de la DM1 (Braz et al. 2018). 

 

L’inactivation du gène Mbnl2 entraîne, contrairement à celle de Mbnl1, une pathologie 

musculaire très légère mais des atteintes cognitives beaucoup plus marquées. Un premier 

modèle de souris Mbnl2 KO, développé en 2008 par insertion d’une mutation dans l’intron 

2 a été le seul à montrer un défaut d’expression du CLCN1 associé à une myotonie légère 

au bout de 6 mois (Hao et al. 2008). Cependant le modèle murin Mbnl2 KO le plus étudié 

encore aujourd’hui est celui généré par l’équipe du Pr. Swanson et qui repose sur une 

délétion de l’exon 2. Curieusement et sans explication véritable, il a tout d’abord été observé 

que les souris Mbnl2 KO étaient plus petites pendant les 3 semaines qui suivent leur 

naissance mais qu’elles rattrapaient leur retard de croissance au bout d’un mois (Charizanis 

et al. 2012) (Figure 24-B). Bien que les souris DMSXL soient également plus petites que des 

souris saines, aucune étude n’a démontré la cause de ce phénotype commun aux deux 

modèles murins. Ce modèle de souris Mbnl2 KO ne présente quasiment pas de symptômes 

musculaires en dehors de quelques défauts histologiques des muscles squelettiques au bout 

de 4 mois environ. En revanche, les souris Mbnl2 KO développent plusieurs déficits cognitifs 

caractéristiques de la DM1 tels que des troubles du sommeil avec une augmentation des 

épisodes de sommeil paradoxal caractérisés par des mouvements oculaires rapides (MOR 

ou REM en anglais). Ces souris présentent également des déficits d’apprentissage et de 

mémoire spatiale causés notamment par une diminution de la transmission synaptique 

médiée par les récepteurs glutamatergiques NMDA au niveau de l’hippocampe (Figure 24-

B). Concernant les défauts d’épissage, les auteurs n’en ont décrit aucun au niveau musculaire 

contrairement aux souris Mbnl1 KO mais ont observé une importante splicéopathie au 

niveau cérébrale (Figure 24-C). 
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Figure 24 : Contribution tissu-spécifique des protéines Mbnl1 et Mbnl2 
(A) Parmi les phénotypes DM1 observés dans les souris Mbnl1 KO on retrouve le défaut d’expression 
du CLCN1 (vert) associé à la myotonie, une myopathie et une cataracte.  
(B) Les souris Mbnl2 KO sont plus petites à la naissance et leur cerveau présente une surexpression 
des protéines Mbnl1. Elles développent des déficits cognitifs comme de trouble du sommeil et des 
défauts d’apprentissage et de mémorisation. (C) Les défauts d’épissage musculaires sont liés à la 
perte d’expression de Mbnl1 alors que les défauts d’épissage neuronaux sont liés à celle de Mbnl2. 
(D) Modèle proposé pour la spécialisation tissulaire de Mbnl1 et Mbnl2. Adapté de (Charizanis et al. 
2012; Kanadia et al. 2003). 
 
 

Ensemble, ces résultats montrent une contribution tissu-spécifique des deux paralogues 

Mbnl1 et Mbnl2 suivant un modèle selon lequel la perte de fonction de Mbnl1 est à l’origine 

des atteintes musculaires alors que celle de Mbnl2 engendre les atteintes neuronales 

caractéristiques de la DM1 (Charizanis et al. 2012; Kanadia et al. 2003) (Figure 24-D).  

 

Concernant le troisième paralogue, les souris Mbnl3 KO ont montré des résultats 

intrigants car malgré la faible expression de celui-ci dans les tissus musculaires adultes, ces 

souris développent quelques atteintes légères liées à l’âge. En effet, un déclin de la 

régénération des muscles a par exemple été observé chez des souris âgées de plus de 32 

semaines (Poulos et al. 2013). D’autres phénotypes liés à l’âge ont ensuite été décrits tels 

qu’une intolérance au glucose ou encore certains troubles cardiaques (Choi et al. 2016). Ainsi 

la perte d’expression de Mbnl3 pourrait contribuer à l’apparition de phénotypes liés à un 

potentiel vieillissement accéléré chez les patients DM1 (Mateos-Aierdi et al. 2015). 
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Cependant la contribution de MBNL3 dans la physiopathologie humaine de la DM1 reste 

plus incertaine car contrairement aux cellules murines, l’expression de la protéine MBNL3 

n’est pas détectée dans les myoblastes humains (Holt et al. 2009). Par ailleurs, une étude a 

généré des souris Mbnl1,3 double KO (DKO) en réalisant une perte de fonction combinée 

de Mbnl1 et Mbnl3. Malgré de faibles différences significatives, les auteurs ont tout de même 

observé une myotonie et une myopathie légèrement plus accrues chez ces souris par rapport 

aux souris Mbnl1 KO (Choi et al. 2015). 

 
 

2.3.2.2. Déplétions combinées des protéines MBNL et compensation 

 
De façon intéresseante, l’étude de ces modèles de perte de fonction des protéines Mbnl 

a permis de mettre en avant l’existence d’un phénomène « compensatoire » entre les 

différents paralogues de cette famille.  En effet, une surexpression de Mbnl1 est détectée 

dans le cerveau des souris Mbnl2 KO et une surexpression encore plus importante de Mbnl2 

a été décrite dans les muscles squelettiques des souris Mbnl1 KO (Lee et al. 2013; Charizanis 

et al. 2012) (Figure 24-B et Figure 25-A). Ces phénomènes de compensation entre Mbnl1 

et Mbnl2 pourraient expliquer pourquoi certains phénotypes musculaires DM1 comme 

l’atrophie des muscles squelettiques ne sont pas observés chez les souris Mbnl1 KO (Lee et 

al. 2013). Contrairement aux souris Mbnl1,3 DKO, les souris Mbnl1,2 DKO ont développé des 

atteintes beaucoup plus sévères. En effet, la double perte de fonction de Mbnl1 et Mbnl2 

entraîne une létalité néonatale très importante, accompagnée d’une réduction du poids 

corporel des souris à la naissance. Les souris Mbnl1,2 DKO naissent cyanosées et souffrent 

de détresse respiratoire. Cette létalité néonatale a conduit à s’intéresser plutôt aux souris 

Mbnl1 KO et Mbnl2 hétérozygote (+/-) qui étaient viables mais dont la survie était tout de 

même significativement diminuée, avec une espérance de vie d’environ 3 semaines (Thomas 

et al. 2017; Lee et al. 2013) (Figure 25-B). Afin de pouvoir étudier l’effet de la double délétion 

au niveau musculaire ou neuronal, des pertes de fonction conditionnelles et tissu-spécifiques 

de Mbnl2 sur un fond génétique Mbnl1 KO ont été conduites à l’aide du système de la Cre-

recombinase (Goodwin et al. 2015; Lee et al. 2013). Ainsi, il a été montré dans un contexte 

Mbnl1 KO que plus le niveau d’expression de Mbnl2 était faible et plus la sévérité de la 

myopathie des souris était importante. De même, l’inactivation d’une seule copie de Mbnl2 

(souris Mbnl1-/- ; Mbnl2+/-) est suffisante pour exacerber la myotonie (Figure 25-C). Ces 

souris ont même développé plusieurs phénotypes musculaires qui étaient absents de chez 

les souris Mbnl1 KO comme une atrophie et une faiblesse musculaire, des défauts de 

conduction cardiaque ou encore une maturation défectueuse des jonctions 

neuromusculaires (JNM), notamment très impactée au niveau du diaphragme (Figure 25-

D).  
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Figure 25 : Compensation fonctionnelle entre Mbnl1 et Mbnl2 et modélisation des 
formes sévères de la DM1 
(A) La perte de fonction de Mbnl1 entraîne la surexpression de Mbnl2 dans les muscles squelettiques 
et plus légèrement dans le cœur. (B) La double déplétion entraîne une importante létalité néonatale 
avec des souris cyanosées et en détresse respiratoire. Les souris Mbnl1(-/-) ; Mbnl2(+/-) sont viables 
mais leur survie est significativement diminuée. (C) La double déplétion exacerbe la myopathie et la 
myotonie des souris de manière importante et engendre de nombreux défauts concernant la 
morphologie des jonctions neuromusculaires, en particulier au niveau du diaphragme (D). Adapté 
de (Thomas et al. 2017; Lee et al. 2013).  

 
 

Les défauts au niveau des JNM ont également été observés dans le modèle de triple 

déplétion des protéines Mbnl (TKO) où il a été décrit une perturbation de l’organisation et 

de la morphologie des récepteurs à l’acétylcholine situés dans le compartiment post-

synaptique, au niveau des cellules musculaires. De manière intéressante, une étude avait déjà 

suggéré par le passé des défauts au niveau des JNM avec la présence de foci dans ces 

structures (Wheeler et al. 2007a). Ensemble, ces observations au niveau du muscle 

responsable de la respiration pourraient ainsi expliquer les détresses respiratoires à l’origine 

de la forte mortalité néonatale des souris DKO et TKO (Thomas et al. 2017). De plus, 

l’insuffisance respiratoire représente une manifestation clinique majeure des formes 

congénitales de la DM1, suggérant ainsi l’utilité des souris Mbnl1,2 DKO et TKO pour 

modéliser les formes sévères de la pathologie (Thomas et al. 2017). Par ailleurs, une autre 

étude focalisée sur les défauts touchant le système nerveux central a montré que 

l’inactivation conditionnelle de Mbnl2 au niveau des tissus neuronaux dans un contexte 

Mbnl1 KO réduisait également la survie des souris, de façon comparable aux souris     

Mbnl1(-/-) ; Mbnl2(+/-). Ces souris présentent des déficits moteurs importants et une 



 

 65 

splicéopathie neuronale exacerbée comparativement aux souris Mbnl2 KO (Goodwin et al. 

2015). Plus récemment, des défauts dans la morphologie des épines dendritiques ainsi que 

dans la distribution des neurones corticaux ont également été rapportés chez les souris DKO 

(Lee et al. 2019). 

 

L’ensemble de ces modèles murins a révélé une certaine spécialisation fonctionnelle entre 

les trois paralogues, en particulier pour MBNL1 et MBNL2, en mettant également en 

évidence des phénomènes de compensation fonctionnelle. Dans l’ensemble, ces études ont 

démontré que la perte de fonction des protéines MBNL était essentielle pour la mise en 

place de nombreuses atteintes cliniques observées chez les patients DM1.  

 

 

2.3.3. Les défauts d’épissage associés aux protéines MBNL 
 

Parmi les nombreux défauts phénotypiques et moléculaires reproduits dans les modèles 

murins de perte de fonction des protéines MBNL, les défauts d’épissage ont fait l’objet de 

nombreuses études. Celles-ci ont ainsi permis de mettre en évidence les défauts d’épissages 

de la pathologie directement causés par la séquestration des protéines MBNL dans les foci 

intranucléaires (Tableau 4). En analysant les défauts d’épissage observés dans un modèle 

murin musculaire de la DM1 (souris HSALR), il a été montré que plus de 80% de ceux-ci 

étaient retrouvés dérégulés dans les muscles des souris Mbnl1 KO (Du et al. 2010). De plus, 

une étude a retrouvé, chez ces mêmes souris Mbnl1 KO, une trentaine de défauts d’épissage 

observés chez les patients DM1 (Nakamori et al. 2013). En effet, Mbnl1 régule de nombreux 

épissages alternatifs impliqués dans différentes atteintes musculaires caractéristiques de la 

DM1 comme par exemple l’exon 7a du Clcn1 ou encore l’exon 29 de Cacna1s et l’exon 11 

de Bin1 associés respectivement à la myotonie ou à la myopathie générale des patients DM1. 

Ces défauts d’épissage observés dans les modèles murins DM1 et dans les souris Mbnl1 KO 

sont directement liés au rôle de MBNL1 dans le contrôle des transitions d’épissage fœtal-

adulte au cours du développement (López-Martínez et al. 2020). L’identification de ces 

événements d’épissage alternatif régulés par les protéines MBNL nous aide non seulement 

à mieux comprendre l’implication de ces protéines dans la physiopathologie de la DM1 mais 

également à prédire le degré de sévérité de la maladie. En effet, il a été démontré que la 

sévérité de plusieurs défauts d’épissage dépendait directement de la concentration des 

protéines MBNL1, indiquant alors une régulation dose-dépendante (Wagner et al. 2016). 

Ainsi, utiliser le degré de sévérité d’une combinaison de défauts d’épissage comme 

biomarqueurs de la DM1 permettrait d’estimer la concentration des protéines MBNL1 

fonctionnelles dans les muscles des patients, directement corrélée à la sévérité de leurs 

atteintes musculaires (Wang et al. 2019a; Wagner et al. 2016). Bien que Mbnl1 soit le 

paralogue le plus impliqué dans la splicéopathie musculaire de la DM1, les différents 

modèles murins de perte de fonction de ces protéines Mbnl ont permis de démontrer que 
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la perte d’expression de Mbnl2 était en revanche responsable en grande partie de la 

splicéopathie neuronale observée dans la DM1, avec une très faible contribution de Mbnl1 

(Charizanis et al. 2012; Suenaga et al. 2012). Parmi les défauts d’épissage décrits dans les 

souris Mbnl2 KO, le défaut d’exclusion de l’exon 5 de Grin1 (ou NmdaR1) également retrouvé 

chez des patients DM1 pourrait notamment expliquer les diminutions de transmissions 

synaptiques observées au niveau de l’hippocampe de ces souris (Charizanis et al. 2012). 

 
 

Tableau 4 : Principaux épissages alternatifs dérégulés dans les modèles murins 
knockout Mbnl 

 
Gène Exon/intron Tissu Référence(s) 

Abi2 Exon 7 Muscle sq. Lee (2013) 

Add1 Exon 15 Cerveau, hippocampe Charizanis (2012) et Goodwin (2015) 

Atp2a1 (Serca1) Exon 22 Muscle sq. Lin (2006), Charizanis (2012) et Lee (2013) 

Bin1 
Exon 7 Muscle sq. Thomas (2017) 

Exon 11 Muscle sq. Lee (2013) 

Cacna1d Exon 12a Cerveau, hippocampe Charizanis (2012) et Goodwin (2015) 

Cacna1s Exon 29 Muscle sq., cœur Lee (2013) 

Cacna2d1 Exon 19 Muscle sq. Thomas (2017) 

Camk2d Exons 14-16 Cerveau, hippocampe Charizanis (2012), Suenaga (2012) et Goodwin (2015) 

Capn3 Exon 16 Muscle sq. Lin (2006) 

Clasp2 Exon 16a/b Cerveau Goodwin (2015) 

Clcn1 Exon 7a Muscle sq. Kanadia (2003), Charizanis (2012) et Lee (2013) 

Csda Exon 6 Muscle sq. Lee (2013) 

Csnk1d Exon 9 Hippocampe Charizanis (2012) 

Dgl2 Exon 17b Hippocampe Charizanis (2012) 

Grin1 (NmdaR1) Exon 5 Cerveau, hippocampe Charizanis (2012) et Goodwin (2015) 

Kcnma1 Exon 25a Cerveau, hippocampe Charizanis (2012) et Goodwin (2015) 

Ldb3 (Zasp) Exon 11 Muscle sq. Lin (2006) 

Lnp Exon 13 Muscle sq.  Lee (2013) 

Mapt Exon 2,3 et 10 Cerveau Goodwin (2015) 

Mbnl1 
Exon 5 Muscle sq., cœur Kalsotra (2008) et Du (2010) 

Exon 7 Muscle sq., cœur Lin (2006) et Lee (2013) 

Mbnl2 Exon 7 Muscle sq. Lin (2006) 

Ndrg4 Exon 14 Hippocampe Charizanis (2012) 

Nfix Exon 9 Muscle sq. Lee (2013) 

Nrap Exon 12 Muscle sq. Lin (2006) 

Ryr1 Exon 70 et 83 Muscle sq. Lee (2013) 

Ryr2 Exon 4 et 5 Cœur  Lee (2013) 

Sorbs1 Exon 25 Muscle sq., cœur  Du (2010), Charizanis (2012) et Lee (2013) 

Spag9 Exon 31 Cœur  Lee (2013) 

Spna2 Exon 23 Hippocampe Charizanis (2012) 

Tanc2 Exon 23a Hippocampe Charizanis (2012) 

m-Titin Exon 5 Muscle sq. Lin (2006) 

Tmem63b Exon 5 Cœur  Lee (2013) 

Tnnt2 (cTnt) Exon 5 Cœur  Kanadia (2003), Charizanis (2012) et Lee (2013) 

Tnnt3 Exon F Muscle sq. Kanadia (2003), Lin (2006) et Lee (2013) 

 
 

Comme nous l’avons vu précedemment, il existe une compensation d’expression entre 

les deux paralogues Mbnl1 et Mbnl2 qui se reflète au niveau fonctionnel. Il a notamment été 

montré que la perte d’expression de Mbnl1 entraînait non seulement la surexpression de 

Mbnl2 mais surtout une augmentation des interactions de celui-ci avec les ARNm cibles de 

Mbnl1, permettant ainsi d’atténuer partiellement la sévérité des défauts d’épissage dans les 

muscles des souris Mbnl1 KO (Lee et al. 2013). Par ailleurs, nous avons vu précédemment 

que les protéines MBNL régulaient également leurs propres profils d’épissage et 
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particulièrement l’exon 5 qui joue un rôle important dans la localisation de celles-ci 

(Konieczny et al. 2018). Il a alors été proposé que la perte d’expression de MBNL1 dans les 

cellules musculaires (respectivement MBNL2 dans les cellules neuronales) favorisant 

l’inclusion de l’exon 5 de MBNL2 (respectivement MBNL1) entraînerait alors une proportion 

plus importante des isoformes nucléaires de ce paralogue, permettant ainsi la restauration 

partielle de certains défauts d’épissage (Lee et al. 2013; Charizanis et al. 2012). Les souris 

DKO ont par la suite pu démontrer cette compensation fonctionnelle au niveau de l’épissage 

alternatif en observant une exacerbation des défauts d’épissage au niveau des muscles 

squelettiques et du cœur (Figure 26-A et B). Il a d’ailleurs été montré que la simple 

inactivation d’un allèle de Mbnl2 était suffisante pour aggraver certains défauts d’épissage, 

en accord avec les expériences de régulation dose-dépendante mentionnées plus haut 

(Wagner et al. 2016; Lee et al. 2013).  

 
 

 
 

Figure 26 : Exacerbation des défauts d’épissage chez les souris Mbnl1,2 DKO 
De manière générale, la perte de fonction de Mbnl1 associée à la déplétion totale ou partielle de 
Mbnl2 engendre une aggravation des défauts d’épissage caractéristiques de la DM1 et observés 
dans les muscles squelettiques (A) et cardiaque (B) des souris Mbnl1 KO ou encore dans le cerveau 
(cortex frontal et hippocampe) (C) des souris Mbnl2 KO. (D) Modèle proposé pour l’exacerbation 
des défauts d’épissage dans un contexte DM1. Adapté de (Thomas et al. 2017; Goodwin et al. 2015; 
Lee et al. 2013).  
 
 

Ces phénomènes de compensation indiquent ainsi un modèle selon lequel les protéines 

MBNL2 prendraient le relais au niveau de la régulation des épissages alternatifs musculaires 

lorsque les protéines MBNL1 sont séquestrées par les foci intranucléaires. Cependant dans 

le cas d’expansions importantes de répétitions CUG chez les patients atteints de formes 

sévères de la maladie, les protéines MBNL2 finiraient elles-aussi par être séquestrées et ne 

pourraient alors plus atténuer les défauts d’épissages. Ce modèle est également applicable 
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aux tissus neuronaux en permutant les deux paralogues puisque la splicéopathie décrite 

dans le cerveau des souris Mbnl2 KO est elle aussi aggravée dans le cas de la double 

déplétion de Mbnl1 et Mbnl2 (Goodwin et al. 2015; Lee et al. 2013) (Figure 26-C et D). En 

plus de l’exacerbation générale des défauts d’épissage, les souris DKO ont reproduit 

l’importante dérégulation de l’épissage des isoformes de la protéine Mapt/Tau observée 

dans la DM1. Cette tauopathie pourrait contribuer à l’altération de la plasticité synaptique 

chez les patients DM1 (Braz et al. 2018; Goodwin et al. 2015). Ainsi, plusieurs études 

suggèrent que les souris DKO présentent une splicéopathie comparable à celle des formes 

congénitales de la DM1. Dans ce contexte, la proportion anormalement élevée d’isoformes 

nucléaires des protéines MBNL ne vont pas pouvoir atténuer les défauts d’épissage comme 

dans les modèles simples KO mais vont au contraire être séquestrées à leur tour par les 

répétitions CUG dans le noyau des cellules, formant ainsi un véritable cercle vicieux 

(Konieczny et al. 2018; Thomas et al. 2017; Lee et al. 2013). 

 

Concernant le troisième paralogue, les phénotypes décrits chez les souris Mbnl3 KO 

n’étaient pas accompagnés de défauts d’épissage (Choi et al. 2016; Poulos et al. 2013). 

Contrairement au souris Mbnl1,2 DKO, aucune compensation fonctionnelle n’a été observée 

concernant les défauts d’épissage puisque les souris Mbnl1,3 DKO ne présentaient pas plus 

de dérégulation que les souris Mbnl1 KO (Choi et al. 2015). De plus, bien que les souris TKO 

montrent une splicéopathie musculaire de type congénitale, celle-ci n’est que très 

légèrement augmentée par rapport aux souris Mbnl1,2 DKO, ce qui démontre que cette 

splicéopathie est principalement causée par la perte de fonction de Mbnl1 et Mbnl2. En effet, 

les protéines Mbnl3 ont été principalement observées dans le cytoplasme, indiquant des 

fonctions autres que la régulation de l’épissage (Thomas et al. 2017).  

 
 

2.3.4. Autres défauts attribués à la séquestration des protéines MBNL 
 

Nous avons vu précédemment que les protéines MBNL jouaient également d’autres rôles 

que celui de facteurs d’épissage. D’importantes dérégulations au niveau de la 

polyadénylation ont par exemple été observées au niveau du cortex frontal et de 

l’hippocampe des souris Mbnl1,2 DKO, dont plus de 500 évènements dérégulés 

communément entre les souris DKO et des biopsies post-mortem de patients DM1 

(Goodwin et al. 2015). Plusieurs de ces défauts de PAA sont impliqués dans des voies 

associées aux fonctions neuronales mais aussi de manière intéressante dans la voie mTOR 

et dans la protéolyse médiée par l’ubiquitine, toutes les deux également identifiées via 

l’analyse des défauts de PAA dans les muscles squelettiques des patients (Goodwin et al. 

2015; Batra et al. 2014).  
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Bien que Mbnl1 ne soit pas le paralogue majeur au niveau de la régulation de l’épissage 

dans le système nerveux central, plusieurs études ont montré que celui-ci était néanmoins 

impliqué dans d’autres rôles importants tels que la stabilité de plusieurs ARNm codant des 

protéines synaptiques ou encore la régulation de la longueur des dendrites et des axones 

neuronaux (Braz et al. 2018; Wang et al. 2017). Par exemple, la perte d’expression de Mbnl1 

chez les souris reproduit la surexpression de la protéine RAB3A observée chez les patients 

DM1, indépendamment des défauts d’épissage. Cette surexpression perturberait la 

dynamique et la libération finement régulée des vésicules synaptiques contribuant à 

l’altération de la neurotransmission dans la DM1 (Hernández-Hernández et al. 2013).   

 

Ces dernières années, plusieurs micro-ARN ont été décrits comme dérégulés dans 

différents tissus de patients DM1 comme les muscles squelettiques, le cœur ou encore dans 

le sang (Koehorst et al. 2020). La perte de fonction de MBNL1 entraîne des dérégulations 

dans la biogenèse des micro-ARN, en particulier celle du micro-ARN miR-1 associée aux 

défauts cardiaques des patients DM1. Il a été démontré que lorsque les protéines MBNL1 

étaient séquestrées, LIN28 pouvait alors se lier au précurseur miR-1 et bloquer ainsi sa 

maturation. miR-1 ne pouvant plus réguler ses cibles, certaines sont surexprimées telles que 

le canal calcique spécifique du cœur CACNA1C. Il est très probable que la dérégulation de 

ce dernier soit impliquée dans les défauts cardiaques de la DM1 puisque des mutations gain-

de-fonction du gène CACNA1C engendrent des arythmies et des morts soudaines (Rau et 

al. 2011).   

 

De manière plus générale, plusieurs études ont révélé d’importantes modifications 

concernant l’expression génique associées à la perte de fonction des protéines MBNL, avec 

par exemple, près de 70% des défauts d’expression génique observés dans les muscles 

squelettiques des souris HSALR retrouvés dérégulés chez les souris Mbnl1 KO (Du et al. 2010). 

De la même manière que pour les défauts d’épissage, les défauts d’expression génique 

pourraient également servir de biomarqueurs de la maladie. En effet, plusieurs de ces défauts 

ont été corrélés avec le degré de sévérité de certains symptômes comme la faiblesse 

musculaire, suggérant une signature moléculaire pour les changements d’expression 

génique dans la DM1 (Wang et al. 2019a). Enfin, contrairement à la faible augmentation de 

la splicéopathie, plus que 400 gènes ont été retrouvés différentiellement exprimés chez les 

souris TKO comparé à des souris saines, pour seulement 70 chez les souris Mbnl1,2 DKO. De 

manière intéressante, ces défauts d’expression génique sont impliqués dans une 

cinquantaine de voies biologiques également dérégulées dans les muscles de patients 

atteints de la forme congénitale de la DM1, et dont plusieurs sont liées au stress comme 

l’hypoxie (Thomas et al. 2017).  
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Ensemble, tous ces résultats indiquent une contribution majeure des protéines MBNL 

dans la physiopathologie de la DM1 en raison d’importantes dérégulations de leurs ARN 

cibles et permettent d’établir de véritables signatures moléculaires de la maladie, autant au 

niveau des défauts d’épissage alternatifs qu’au niveau des défauts d’expression génique. 

Cependant, la majorité des études ayant été conduites par l’intermédiaire de modèles 

murins, on connaît finalement peu de choses sur ces protéines dans un contexte humain, ce 

qui est essentiellement lié à la difficulté d’avoir accès à des échantillons issus de patients. 

Une des solutions permettant de contouner cette limitation réside dans les cellules souches 

pluripotentes humaines. Isolées pour la première fois il y a plus de 20 ans, ces cellules sont 

devenues une opportunité unique pour à la fois mieux comprendre les étapes précoces du 

développement mais également les mécanismes impliqués dans le développement de 

maladies monogéniques. 

 
  



 

 71 

3. Les cellules souches pluripotentes humaines 
 

Les cellules souches pluripotentes (CSP) humaines offrent la possibilité d’étudier les 

processus physiopathologiques tout au long du développement et d’en décortiquer les 

mécanismes cellulaires et moléculaires sous-jacents. En effet, elles représentent tout d’abord 

une source inépuisable de matériel puisque leur amplification est en théorie illimitée. Il s’agit 

de leur capacité d’auto-renouvellement, leur permettant de se diviser à l’identique quasi-

indéfiniment. D’autre part, elles sont également capables de se différencier et ainsi donner 

naissance à tous les types cellulaires qui formeront un organisme (endoderme, ectoderme 

et mésoderme). Cette dernière propriété est appelée pluripotence. Les CSP se distinguent 

d’une part des cellules souches totipotentes (œuf fécondé ou cellules issues de celui-ci 

jusqu’au 4ème jour après fécondation) capables de donner naissance à un organisme complet 

ainsi qu’aux annexes embryonnaires ; et d’autres part des cellules souches uni ou 

multipotentes (déjà orientées vers un type cellulaire donné) qui peuvent être d’origine 

fœtale ou adulte.  

 

A ce jour, les CSP humaines peuvent être obtenues à partir de deux origines distinctes : 

les cellules souches embryonnaires (hESC) et les cellules souches reprogrammées à partir de 

cellules somatiques et dites induites à la pluripotence. La première source n’existe que de 

manière transitoire au cours du développement ; entre le 5ème et le 7ème jour après 

fécondation. Les hESC sont obtenues à partir d’embryons humains surnuméraires issus d’une 

fécondation in vitro (FIV) dans le contexte de programmes de procréation médicalement 

assistée (PMA) ou encore de diagnostics préimplantatoires (DPI). La deuxième source repose 

quant à elle sur les travaux de l’équipe du Pr. Shinya Yamanaka qui ont permis la conversion 

de cellules somatiques en cellules pluripotentes en surexprimant uniquement quatre gènes ; 

raison pour laquelle on nomme ces dernières « cellules souches induites à la pluripotence » 

(iPSC).  

 

 

3.1. Obtention des cellules souches pluripotentes humaines 

 

3.1.1. Les cellules souches embryonnaires humaines 
 

Les hESC sont obtenues à partir d’une structure embryonnaire correspondant au stade de 

développement appelé « blastocyste » et compris entre le 5ème et le 7ème jour après 

fécondation in vitro. Au début de l’embryogénèse humaine, l’œuf fécondé ou zygote va 

effectuer des divisions successives pour atteindre dans un premier temps le stade morula à 

partir du 3ème jour ; stade constitué de 16 à 64 cellules totipotentes. Lors de la division 

suivante, ces cellules donnent alors naissance à une nouvelle structure embryonnaire 
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appelée blastocyste. Le blastocyste est composé de trois sous-structures. Il est constitué 

d’une part par le trophoblaste formé par les cellules les plus externe du blastocyste. Ces 

cellules forment une membrane étanche et donneront naissance aux futurs tissus extra 

embryonnaires comme le placenta ou le cordon ombilical. Les cellules les plus internes du 

blastocyste forment quant à elles une structure compacte appelée masse cellulaire interne 

(MCI). Enfin le blastocyste est composé d’une troisième partie appelée blastocœle qui est 

une cavité centrale remplie de liquide. La MCI est elle-même composée de deux structures : 

l’hypoblaste et l’épiblaste. La première donnera naissance au sac vitellin ou à l’endoderme 

pariétal. L’épiblaste, plus en profondeur, est constitué de cellules pluripotentes qui 

donneront naissance à l’ensemble des cellules qui forment l’organisme mais ne peuvent pas, 

à elles seules, être à l’origine d’un embryon. C’est donc de la MCI que sont issues les hESC, 

et plus particulièrement des cellules pluripotentes épiblastiques (Shamblott et al. 1998; 

Thomson et al. 1998).  

 

 
 

Figure 27 :  L’embryogénèse, l’origine des cellules hES 
(A) Cinétique de différenciation d’un embryon humain in vitro. A partir de l’œuf fécondé (zygote), 
les cellules vont suivre des divisions successives jusqu'à atteindre le stade blastocyste en passant par 
le stade morula. Survient alors la rupture de la zone pellucide permettant l’éclosion de l’embryon. 
(B) Représentation schématique de la structure d’un blastocyste. (Adapté du site internet 
http://www.embryology.ch/francais/evorimplantation/furchung01.html) 

 
 

Les lignées d’hESC peuvent être dérivées à partir d’embryons humains surnuméraires 

obtenus lors de diagnostics préimplantatoires (DPI). En effet, des stratégies de DPI ont été 

mises en place afin d’identifier des embryons porteurs de mutations causales de maladies 

monogéniques, souvent rares et incurables. Les embryons ‘positifs’ pour une telle maladie 

sont exclus du programme de PMA et peuvent alors être utilisés à des fins de recherche 

scientifique avec le consentement éclairé des parents, pour dériver des hESC porteuses elles-
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aussi de la mutation causale de la maladie (Mateizel et al. 2006). Ainsi, environ 190 lignées 

d’hESC porteuses de mutations ont pu être générées à ce jour, permettant de modéliser plus 

de 50 maladies génétiques humaines (Ilic and Ogilvie 2017) (Tableau 5).  

 

 
Tableau 5 : Les lignées hESC porteuses de mutations génétiques dans le monde 

Adapté de (Ilic and Ogilvie 2017). 
 
 

Les premières lignées de cellules ES ont été dérivées à partir d’embryons de souris en 

1981 (Evans and Kaufman 1981) permettant de maîtriser ces cellules ES murines en culture 

in vitro. Ces premières études ont permis de démontrer le caractère « immortel » de ces 

cellules sur un grand nombre de passages tout en conservant leur propriété de pluripotence 

ainsi qu’en évitant l’apparition d’anomalies caryotypiques (Evans and Kaufman 1981; Martin 

1981). Pour ce faire, les ESC sont isolées par des techniques de microdissection des 

blastocystes, et sont ensuite ensemencées en co-culture sur des cellules nourricières (le plus 

souvent des fibroblastes embryonnaires murins) ayant pour but de sécréter des facteurs de 

maintien de la pluripotence. Au contact de ces cellules nourricières, les ESC forment des 

colonies qui sont par la suite amplifiées en les dissociant en petits fragments via des 

méthodes enzymatiques ou mécaniques, afin de générer à leur tour d’autres colonies.  
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C’est 17 ans plus tard que la première lignée d’hESC fut dérivée par une équipe américaine 

(Thomson et al. 1998) en utilisant les mêmes méthodes utilisées précédemment chez la 

souris. Alors que l’obtention d’hESC nécessitait la destruction des embryons ex utero, de 

nouvelles études ont permis par la suite de générer des lignées d’hESC à partir d’un unique 

blastomère sans interférer avec le bon développement de l’embryon (Klimanskaya et al. 

2006; Geens et al. 2009). De plus, les méthodes de dérivation ont évolué, notamment avec 

l’utilisation de molécules synthétiques et de cytokines permettant une meilleure maîtrise des 

cultures cellulaires (Chen et al. 2014). D’autres stratégies ont également été mises en place 

dans le but de générer des lignées d’hESC de grade clinique en étant dérivées dans des 

conditions GMP (Good Manufacturing Practice) et dont les conditions de culture ne 

comportent aucun facteur xénogène (Tannenbaum et al. 2012; Ilic and Ogilvie 2017). 

 

Cependant, l’utilisation des cellules souches embryonnaires humaines soulève un grand 

nombre de questions éthiques. La question la plus délicate est de savoir à partir de quel 

moment on considère l’embryon comme un être humain, soit le moment du début de la vie. 

En France, la question du statut juridique de l’embryon s’est posée dès 1975 avec la loi 

relative à l’interruption volontaire de grossesse. Il faut cependant attendre 1994 pour qu’une 

première loi de bioéthique soit instaurée, loi qui interdisait toute recherche sur l’embryon. 

Avec la dérivation des premières lignées de hESC et les premières démonstrations quant à 

l’intérêt de ces cellules pour des applications biomédicales, les législateurs ont été amenés 

à modifier la loi de bioéthique en 2004. Cette deuxième version de la loi de Bioéthique (Loi 

n°2004-800 du 6 août 2004 relative à la bioéthique) maintenait le régime d’interdiction de 

toute recherche sur l’embryon mais permettait dans le cadre de dérogations demandées à 

l’Agence de la Biomédecine, de développer des programmes de recherche sur les hESC. 

Cependant, cette loi était assortie d’un moratoire de 5 ans. La loi de Bioéthique Française a 

donc été révisée en 2011 puis en 2013 pour aboutir à une levée du système d’interdiction 

avec dérogation, désormais remplacé par un système d’autorisation encadré par l’Agence 

de la Biomédecine. Cette nouvelle législation, même si plus souple, nécessite que les 

programmes de recherche respectent quatre conditions bien spécifiques : la pertinence du 

projet scientifique, la finalité médicale de la recherche, l’absence de techniques alternatives 

et le respect des principes éthiques. En 2019 se sont tenus les Etats Généraux de Bioéthique 

qui visaient à reviser le texte de la loi pour intégrer en particulier les récents développements 

obtenus dans ce domaine. Ces états généraux ont abouti à une proposition de loi qui est 

actuellement en deuxième lecture au Sénat et qui devrait permettre de passer d’un système 

d’autorisation encadrée à un simple système déclaratif. 

 

Afin de s’affranchir des questions éthiques soulevées par l’utilisation des hESC, plusieurs 

équipes dans le monde se sont intéressées à comprendre les mécanismes impliqués dans le 
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maintien de la pluripotence et ces travaux ont permis par la suite d’identifier des procédés 

permettant de générer des cellules ayant les mêmes caractéristiques que les cellules ES. C’est 

ainsi qu’à démarrer l’émergence des cellules souches induites à la pluripotence.  

 
 

3.1.2. Les cellules souches induites à la pluripotence 
 

En étudiant les mécanismes de la pluripotence, l’équipe japonaise du Pr. Yamanaka a 

identifié en 2006 la possibilité de convertir des cellules somatiques adultes de souris en 

cellules présentant les deux propriétés cardinales des cellules pluripotentes, l’auto-

renouvellement et la capacité de différenciation vers les trois feuillets embryonnaires. Ces 

cellules, appelées cellules souches induites à la pluripotence (iPSC), ont été générées par la 

surexpression de quatre facteurs de transcription introduits dans les cellules somatiques via 

des vecteurs rétroviraux (Takahashi and Yamanaka 2006). Cette étude a ainsi permis 

d’identifier quatre gènes (OKSM : Oct4, Klf4, Sox2 et c-Myc) nécessaires et suffisants pour 

reprogrammer ces cellules en iPSC (Figure 28).  

 
 

 
Figure 28 :  Représentation schématique de l’obtention d’hiPSC  

(Adapté de M. Rossbach, Factsheet EuroStemCell). 
 

 
 
En 2007, la même équipe réussie à étendre ce protocole à des fibroblastes adultes 

humains permettant de générer la toute première lignée de cellules iPS humaines (hiPSC) 

(Takahashi et al. 2007). Des résultats similaires furent obtenus et décrits la même année par 

une équipe américaine qui publia à son tour un protocole de reprogrammation avec 

cependant un cocktail différent de facteurs de transcription (Oct4, Sox2, Nanog et Lin28) et 

avec l’aide cette fois-ci de lentivirus (Yu et al. 2007). La reprogrammation porte sur la 

réactivation du programme de pluripotence intrinsèque aux cellules. Il a été démontré que 

les gènes Oct4 et Sox2 étaient indispensables à cette réactivation alors que les autres gènes 

(Klf4, c-Myc, Nanog et Lin28) jouent un rôle au niveau de la structure de la chromatine ou 

encore sur le cycle cellulaire, facilitant ainsi la reprogrammation (Kim et al. 2009). Ces 

protocoles permettent la reprogrammation de cellules somatiques en hiPSC avec une 
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efficacité comparable, de l’ordre de 0,02% (Malik and Rao 2013). Comme les cellules ES, les 

hiPSC forment des colonies et peuvent également être isolées, amplifiées et différenciées.  

 

Les travaux de recherche ayant permis l’obtention de cellules souches induites à la 

pluripotence ont valu, en 2012, le prix Nobel de médecine au Pr. Yamanaka ainsi qu’au Pr. 

Gurdon, pour ses travaux pionners sur la reprogrammation par transfert nucléaire. En effet, 

cette découverte a ouvert le champ des possibles autant au niveau de la modélisation de 

maladies humaines qu’au niveau des domaines de la médecine régénérative et de la 

médecine personnalisée (Rowe and Daley 2019; Zakrzewski et al. 2019). De plus, la possibilité 

de pouvoir désormais passer d’un état différencié à un état pluripotent a complètement 

remis en question tous les concepts originels de différenciation cellulaire avec en particulier 

l’idée de hiérarchisation du destin des cellules, passant de manière unidirectionnelle d’un 

état immature (pluripotent) à mature (différencié). Ce concept fut illustré par Conrad 

Waddington en représentant une cellule descendant le sommet d’une montagne jusqu’au 

fond d’une vallée, avec l’idée qu’une fois au fond de la vallée, la cellule avait acquis son 

identité et ne pouvait plus en bouger (Waddington 1957). À la suite des travaux du Pr. 

Yamanaka, des études ont montré qu’il était possible, en plus du fait de pouvoir revenir à un 

état intermédiaire ou indifférencié, de passer directement d’un état différencié à un autre, 

en forçant l’expression de facteurs de transcription spécifiques de certains tissus. Par 

exemple, l’expression ectopique du facteur de transcription MYOD est suffisante pour 

convertir des fibroblastes directement en myoblastes (Takahashi and Yamanaka 2016). C’est 

ainsi qu’ont été revisitées les notions de trans-différenciation et que sont apparus les 

concepts d’état intermédiaire de différenciation (Figure 29).  

 
 

 
 
Figure 29 : Revisite du concept de destinée cellulaire et notion de trans-différenciation 
Le concept de destinée cellulaire a totalement été remis en question avec les possibilités de 
reprogrammation et de trans-différenciation. En reprenant la représentation de Conrad Waddington, 
il est désormais possible de remonter la « montagne » ou encore de passer d’une « vallée » à une 
autre. Adapté de (Takahashi and Yamanaka 2016).  
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Les premières expériences de reprogrammation de lignées hiPSC utilisaient au départ 

des vecteurs intégratifs, comme des lentivirus, pouvant être à l’origine de mutations 

susceptibles d’altérer la fonction de certains gènes et donc de perturber la physiologie et 

l’intégrité des cellules. Il existe aujourd’hui plusieurs méthodes basées sur l’utilisation des 

ARNm, d’épisome ou encore du virus de Sendaï pour pallier ce problème (Figure 30) 

(González et al. 2011; Beghini et al. 2020). D’autres études ont aussi permis d’identifier des 

molécules capables d’augmenter l’efficacité de la reprogrammation comme les inhibiteurs 

de HDAC ou les facteurs de remodelage de la chromatine (Huangfu et al. 2008). De même, 

alors que les premières descriptions de reprogrammation concernaient des fibroblastes 

cutanés, il est maintenant possible de reprogrammer des cellules sanguines issues d’une 

simple prise de sang, ou encore des cellules d’urine, ce qui est beaucoup moins invasif pour 

les patients (Staerk et al. 2010; Loh et al. 2010; Bento et al. 2020). Ces dernières avancées ont 

également permis d’optimiser l’efficacité de reprogrammation de 0,1 à 1% en fonction des 

types cellulaires (Malik and Rao 2013).  

 
 

 
 

 

Figure 30 : Méthodes de reprogrammation des cellules somatiques pour la génération 
d’hiPSC 
Elles peuvent être classées en quatre catégories selon leurs critères intégratif et viral. Les méthodes 
virales intégratives correspondent aux rétrovirus (a), aux lentivirus (b) ou encore aux rétrovirus ou 
lentivirus inductibles (c) ; et les méthodes non virales intégratives, aux fragments d'ADN linéaires ou 
circulaires (d) ou aux transposons (e). Concernant les méthodes non intégratives, elles peuvent aussi 
être virales avec les adénovirus (f) ou le virus Sendai (g) ; ou bien non virales avec l'ADN épisomal 
(h), les ARN (i), le chromosome artificiel humain (HAC) (j), les protéines (k) ou les petites molécules 
(l) (Beghini et al. 2020). 
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3.2. Caractéristiques des CSP humaines 

 

3.2.1. Maintien de la pluripotence in vitro 

 
Le maintien de hESC et hiPSC in vitro repose sur la conservation des deux propriétés 

majeures des CSP, à savoir l’auto-renouvellement et la pluripotence, tout en préservant leur 

intégrité caryotypique (Henry et al. 2018). Ceci nécessite la mise en place d’une balance 

finement régulée permettant de contrôler le passage d’un état à un autre. Il existe un grand 

nombre de méthodes pour cultiver ces cellules. Au départ, les premières méthodes utilisaient 

soit un sérum de remplacement (KSR pour Knock-out Serum Replacement) (Lee et al. 2006) 

ou encore des cellules nourricières, principalement des fibroblastes embryonnaires humains 

(MEF) dont la prolifération a été préalablement inactivée soit par traitement chimique à la 

Mitomycine C, soit par irradiation via rayons g (Mallon et al. 2006). Désormais, les CSP sont 

majoritairement cultivées sur des coating comme la vitronectine ou le Matrigel, avec des 

milieux de culture contenant des petites molécules permettant d’activer ou d’inhiber 

certaines voies de signalisation impliquées dans la pluripotence et la différenciation cellulaire 

(Rivera et al. 2020). Ceci permet l’amplification des CSP sous forme de colonies qui sont 

scrupuleusement contrôlées (principalement visuellement sur des critères morphologiques). 

Ces colonies sont ensuite sélectionnées et dissociées mécaniquement (avec l’aide d’une 

aiguille par exemple) pour être à leur tour amplifiées. Il est également possible d’utiliser des 

méthodes enzymatiques pour dissocier les colonies. Bien que moins douces, celles-ci 

permettent une amplification plus importante des CSP en "single cell". De plus, l’utilisation 

d’un inhibiteur des Rho-kinases (ROCK) tel que le Y-27632, permet d’augmenter la survie 

des CSP une fois dissociées, améliorant la résistance de ces dernières notamment lors des 

étapes de décongélation (Watanabe et al. 2007).  

 

Le maintien des CSP en culture est ainsi effectué à l’aide de molécules jouant un rôle 

d’une part sur l’activation des voies de signalisation impliquées dans la pluripotence et 

d’autre part sur l’inhibition des voies de différenciation. Plusieurs molécules ont été 

identifiées comme facteurs de régulation de la balance auto-renouvellement/différenciation. 

En effet, des molécules comme le FGF2 (Fibroblast Growth Factor 2), l’Activine A et le TGFb 

(Transforming Growth Factor b) permettent le maintien de la pluripotence en induisant 

l’expression des gènes de pluripotence Oct4, Sox2 ou encore Nanog (Eiselleova et al. 2008). 

Ceux-ci sont capables de s’auto-réguler en formant une boucle de régulation de la 

pluripotence (Figure 31). 
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Figure 31 : Voies de signalisation impliquées dans la pluripotence et la différenciation 
des CSP 
http://www.cellsignal.com/contents/science-cst-pathways-developmental-biology/pluripotency-
and-differentiation/pathways-pluripotency 
 
 

Le gène Nanog est considéré comme le facteur clé de la pluripotence car il a été montré 

par plusieurs études qu’il était essentiel pour bloquer la différenciation et induire l’état de 

pluripotence (Saunders et al. 2013). Le gène Nanog est activé par la voie de signalisation 

Activine/Nodale via les facteurs SMAD2/3 qui vont se lier et activer son promoteur (Vallier 

et al. 2009). Le FGF2, présent dans tous les milieux de culture des CSP, permet l’activation de 

la voie PI3K/AKT. Une fois activée, celle-ci réprime la voie RAF/MEK/ERK ainsi que la voie 

WNT permettant la fonction pro auto-renouvellement des SMAD2/3 (Singh et al. 2012) 

(Figure 32-A). A l’inverse, lorsque la voie PI3K/AKT n’est pas activée, les voies WNT et 

RAF/MEK/ERK ne sont plus inhibées, aboutissant à la séquestration de GSK3. Ceci a pour 

conséquence une modification de l’action des SMAD2/3 qui vont alors exercer une fonction 

pro-différenciative (Figure 32-B). De plus, la voie BMP va quant à elle jouer un rôle 

d’inhibiteur de pluripotence via l’action cette fois-ci des SMAD1/5/8-9 qui vont réprimer 

l’expression de Nanog (Suwinska and Ciemerych 2011).  
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Figure 32 : Modèle des réseaux de signalisation régulant la balance 
pluripotence/différenciation des CSP humaines 
(A) Lorsque la voie PI3K/AKT est activée, cela induit l’auto-renouvellement et le maintien de la 
pluripotence par inhibition des facteurs "pro-différenciation". (B) A l’inverse, lorsqu’elle est inactive 
toute la signalisation "pro-différenciative" n’est plus inhibée (Singh et al. 2012).  

 

 

3.2.2. Caractéristiques moléculaires des CSP humaines et contrôle 

qualité 
 

Afin de déterminer l’état de pluripotence des cellules et d’en assurer le contrôle, de 

nombreux marqueurs de surface ont été décrits comme associés à l’état indifférencié des 

CSP (Mateizel et al. 2006). Il s’agit de marqueurs de surface tels que SSEA3 (Stage Specific 

Embryonic Antigen), SSEA4, TRA-1-60 (Tumour Rejection Antigen), TRA-1-81, TRA-2-49, 

TRA-2-54 et GCTM-2 (Germ Cell Tumour Marker). De même l’expression des facteurs de 

transcription impliqués dans le maintien de la pluripotence, tels que Nanog ou Oct4, peut 

être suivie par des techniques de RT-qPCR ou de cytométrie en flux. Parallèlement à ces 

contrôles, il est également important de valider l’intégrité génomique des CSP humaines. En 

effet, même si ces cellules sont définies comme immortelles, plusieurs études ont montré 

ces dernières années la présence d’anomalies recurrentes avec le temps en culture. Parmi 

celles-ci, l’une des plus fréquentes est la duplication du chromosome 20q, et récemment 

plusieurs mutations spontanées du gène TP53 codant la protéine suppresseur de tumeur 

P53 ont été décrites (Merkle et al. 2017; Avery et al. 2013; Lefort et al. 2009). Ceci est d’autant 

plus important pour les hiPSC car les premiers passages qui font suite à leur 

reprogrammation représentent une étape critique pour l’intégrité de ces cellules ainsi que 

pour l’établissement de leur nouvelle identité (Steichen et al., 2019). 

 
La deuxième propriété majeure des CSP est leur potentiel de différenciation qui peut être 

évalué à la fois in vitro et in vivo. Afin de contrôler ce potentiel, une des méthodes les plus 

couramment utilisées est d’évaluer la capacité des CSP humaines à se différencier 

spontanément en culture en absence de coating et de facteurs extracellulaires. Celles-ci vont 
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alors former des corps embryoïdes (EB pour embryoid bodies) composés des trois feuillets 

embryonnaires : ectoderme, endoderme et mésoderme. La capacité de différenciation des 

CSP humaines peut également être évaluée in vivo en injectant sous cutanément ces cellules 

dans des souris immunodéficientes aboutissant à la formation de tumeurs embryonnaires, 

appelées tératomes, et composées de structures cellulaires issues des trois feuillets 

embryonnaires (Kim et al. 2009). Outre ces méthodes de différenciation spontanée, les CSP 

peuvent surtout être différenciées in vitro dans des conditions bien définies à l’aide de 

petites molécules et cytokines jouant sur les voies de signalisation qui régulent la 

différenciation cellulaire ou encore via des systèmes de surexpression de facteurs de 

transcription. Au cours des deux dernières décennies, une multitude de protocoles de 

différenciation permettant de guider les CSP humaines vers un type cellulaire précis ont été 

publiés. L’important intérêt de la recherche dans ce domaine a permis l’obtention de 

différents types cellulaires extrêmement variés à partir des CSP humaines (Figure 33) 

(Williams et al. 2012). Ces études ont également permis de démontrer que de manière 

générale les hiPSC répondent aux mêmes signaux extracellulaires que les hESC, avec 

toutefois quelques variations au niveau des cinétiques de différenciation ou encore au 

niveau de l’hétérogénéité des cultures différenciées (Cahan and Daley 2013).  

Dans le cadre de cette thèse nous nous intéresserons tout particulièrement à la 

différenciation des CSP humaines en cellules musculaires squelettiques, cellules d’intérêt 

pour l’étude de la dystrophie myotonique de type 1.  

 
 

 
Figure 33 : Différenciation ciblée des CSP 

Adapté de (Williams et al. 2012). 
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3.2.3. Différenciation ciblée des CSP humaines en cellules musculaires 

squelettiques  
 

On peut distinguer deux méthodes majeures pour tenter de récapituler la myogenèse in 

vitro à partir des CSP (Figure 34). La première et la plus utilisée par la communauté 

correspond à la reprogrammation directe, en utilisant des stratégies de surexpression de 

facteurs de transcription myogéniques. Parmi ces stratégies, les plus courantes utilisent la 

surexpression du facteur MyoD (Maffioletti et al. 2015) ou encore celle des facteurs Pax3/7 

(Filareto et al. 2015; Darabi and Perlingeiro 2016). Cela aboutit à une différenciation forcée 

des CSP vers le linéage du muscle squelettique. Ces stratégies de reprogrammation directe 

présentent néanmoins des inconvénients importants, à savoir un contournement des étapes 

précoces du développement ; critique dans le cadre de l’étude de maladies présentant des 

atteintes développementales, ainsi que le besoin la plupart du temps d’une étape de tri 

cellulaire (Chal and Pourquié 2017). 

 
 
 

 
 
 

Figure 34 : Obtention de cellules musculaires squelettiques à partir des CSP 
Les deux méthodes d’obtention de cellules myogéniques sont schématisées ici. La différenciation 
dirigée permet de suivre les étapes du développement in vivo alors que la reprogrammation directe 
contourne les étapes précoces de la myogenèse. L’expression de certains facteurs de transcription 
(Tbx6, Pax3, Pax7, MyoD ou MyoG) et de certaines protéines spécifiques du muscle (Desmine ou 
MyHC) permettent de suivre le déroulement de la différenciation myogénique (Chal and Pourquié 
2017). 
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À l’opposé, la deuxième méthode permettant d’obtenir des cellules musculaires 

squelettiques à partir des CSP consiste en des stratégies de différenciations dirigées, 

dépourvues de transgènes et qui semblent plus appropriées d’un point de vue 

développemental. Il s’agit ici d’essayer de reproduire in vitro les étapes normales du 

développement in vivo à l’aide de petites molécules, cytokines, ou facteurs de croissance 

définis et permettant d’activer et/ou d’inhiber certaines voies de signalisation.  Plusieurs 

études ont tenté d’établir un protocole de différenciation en suivant cette stratégie de 

différenciation dirigée. Parmi celles-ci, trois semblent plus prometteuses que les autres, 

notamment en raison de l’utilisation d’inhibiteurs GSK3ß, permettant d’induire le 

mésoderme dans les étapes les plus précoces de la différenciation (Kodaka et al. 2017) 

(Tableau 6). Les trois protocoles utilisent le CHIR99021 pour activer la voie Wnt et ayant 

pour autre effet d’inhiber la voie GSK3ß. Seule l’équipe du Pr. Pourquié se distingue en 

utilisant également du LDN, un inhibiteur de la voie BMP, qui améliorerait alors l’obtention 

de progéniteurs présomitiques (Sakurai et al. 2012; Chal and Pourquié 2017) (Tableau 6). Le 

protocole de l’équipe canadienne du Dr. Stanford (Shelton et al. 2014) diffère surtout au 

niveau du type de culture cellulaire puisque cette dernière propose un protocole d’induction 

myogénique relativement long et s’effectuant en corps embryoïdes (EB), agrégats 

tridimensionnels cultivés en suspension. Enfin le protocole initialement commercialisé par 

Genea Biocells (Caron et al. 2016) présente quant à lui un réel avantage puisqu’il permet 

l’obtention de myotubes après seulement 25 jours de culture cellulaire (moins de 4 

semaines). Cependant ce dernier ne permet pas de générer de cellules progénitrices PAX7+, 

contrairement au protocole du Pr. Pourquié (Tableau 6). L’obtention de ces cellules dites 

"satellite-like" est important d’un point de vue thérapeutique car elles ont la capacité de se 

diviser de manière asymétrique, ce qui permet d’une part l’auto-renouvellement et d’autre 

part la génération d’un myoblaste pouvant proliférer et contribuer à la régénération 

musculaire (Chal and Pourquié 2017). 
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Tableau 6 : Exemple de protocoles d’induction myogénique par différenciation dirigée 
(C: CHIR99021, L: LDN, F: FGF2, K: KSR, H: HGF, I: IGF1 (Chal et al., 2016) / Insulin (Caron et al., 2016), 
HS: Horse serum, Ai: Alk5 inhibitor, E: EGF, P: PDGF, IG: IGF1, AA: ascorbic acid,  
O: oncostatin, N: necrosulfonamide, Dex: dexamethasone, SB: SB431542) 
Adapté de (Chal et al. 2016; Caron et al. 2016; Shelton et al. 2014). 
 
 
 

Bien que l’on puisse observer la présence de sarcomères très organisés, le niveau de 

maturation des myotubes obtenus in vitro à partir des CSP reste toutefois limité. En effet, 

des analyses ultrastucturales ont montré par exemple que ces fibres musculaires ne 

parvennaient pas à former un réseau de tubules T mature, caractéristique des fibres 

musculaires adultes (Skoglund et al. 2014). En effet, sur la base de leurs caractéristiques 

morphologiques, ces myotubes dérivés des CSP présenteraient davantage un phénotype 

fétal ou périnatal. Outre le caractère immature intrinsèque des fibres, cette maturation 

incomplète pourrait également s’expliquer par le manque d’innervation et de vascularisation 

dans ces cultures cellulaires (Chal and Pourquié 2017). Ainsi, des systèmes cellulaires plus 

complexes ont été développés, avec notamment la mise en place de systèmes 

tridimensionnels (3D) comme par exemple la génération d’un myocarde humain artificiel à 

partir de fibroblastes et de cardiomyocytes dérivés de CSP humaines contenus au sein d’un 

patch construit par impression 3D, permettant d’améliorer la maturation de ces 

cardiomyocytes (Tiburcy et al. 2017). Plus récemment, un tissu musculaire squelettique 

artificiel humain a été mis au point à partir de plusieurs types cellulaires dérivés d’hiPSC 

(cellules musculaires, motoneurones, péricytes et cellules endothéliales vasculaires) afin 

d’augmenter la complexité histologique. Cette étude décrit également l’utilisation 

d’hydrogels dans le but notamment d’aligner les cellules musculaires dérivées d’hiPSC et 

d’améliorer leur maturation (Maffioletti et al. 2018).  
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3.3. Les CSP humaines et la modélisation pathologique 

 
L’utilisation des CSP humaines porteuses de la mutation causale d’une maladie génétique 

ouvre le champ des possibles pour modéliser ces pathologies afin de mieux comprendre, 

voire même de découvrir, les mécanismes moléculaires et cellulaires sous-jacents. En effet, 

leur capacité de se différencier dans tous les types cellulaires permet ainsi de reproduire 

certains phénotypes cellulaires et/ou moléculaires propres aux tissus et organes affectés par 

une maladie génétique.   

 
 

3.3.1. Contribution des CSP humaines dans la DM1 

 
Ces dernières années, un nombre croissant de recherches ont été publiées démontrant 

l’intérêt des CSP humaines pour l’étude de la DM1. Ces études ont par exemple permis 

l’étude de l’instabilité des répétitions CTG et de manière plus générale de modéliser la 

pathologie dans le but d’identifier de nouveaux mécanismes moléculaires et de nouvelles 

pistes thérapeutiques, notamment en conduisant des criblages moléculaires. Plusieurs 

lignées hESC (Mateizel et al. 2006; Dumevska et al. 2016) et hiPSC (Du et al. 2013; Xia et al. 

2013; Ueki et al. 2017; Martineau et al. 2018; Mondragon-Gonzalez and Perlingeiro 2018; 

Wang et al. 2018b; Kim et al. 2019) porteuses de la mutation causale de la DM1 ont en effet 

été générées ces dernières années. L’obtention de CSP DM1 a notamment permis d’étudier 

l’instabilité des répétitions CTG avec le temps de culture. En effet, il a été démontré que le 

nombre de répétitions suivait une augmentation progressive corrélée au nombre de passage 

dans ces cellules indifférenciées (De Temmerman et al. 2008; Du et al. 2013; Ueki et al. 2017). 

Cependant aucun changement significatif de la taille des répétitions n’a été observé suite à 

la différenciation des CSP humaines DM1 (Ueki et al. 2017).  

 

Différentes études ont tout d’abord démontré que les CSP humaines pouvaient 

reproduire certains stigmates moléculaires et cellulaires associés à la DM1 comme par 

exemple la présence d’agrégats intranucléaires d’ARN mutants ou encore en reproduisant 

certains défauts d’épissage propres à la pathologie comme le défaut d’inclusion de l’exon 

11 de BIN1 et le défaut de l’exclusion de l’exon 5 du NMDA-R1 (Marteyn et al. 2011; Xia et 

al. 2013; Mondragon-Gonzalez and Perlingeiro 2018) (Figure 35).  
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Figure 35 : Reproduction de phénotypes cellulaires et moléculaires associés à la DM1 
à l’aide des CSP humaines et leurs dérivés 
Présence de foci intranucléaires (en rouge) d’ARN DMPK mutants dans des hiPSC DM1 (A), des cellules 
neuronales (B), des myotubes dérivés d’hiPSC DM1 (C) et dans des neurones moteurs issus d’hESC 
DM1 (D). Reproduction du défaut d’inclusion de l’exon 11 de BIN1 dans des myotubes dérivés d’hiPSC 
DM1 (C, panel du bas) et du défaut d’exclusion de l’exon 5 de NMDAR1 dans des motoneurones issus 
d’hESC DM1 (D, panel de droite). Adapté de (Marteyn et al. 2011; Xia et al. 2013; Mondragon-
Gonzalez and Perlingeiro 2018). 
 

 
 

De par leur capacité de pluripotence, les CSP DM1 et leurs dérivés ont aussi contribué à 

la découverte de nouveaux mécanismes moléculaires. En effet, l’équipe dans laquelle j’ai 

effectué ma thèse a pu mettre en évidence au cours des dernières années différents défauts 

in vitro qui n’avaient encore jamais été décrits dans la pathologie (Tableau 7). En 

différenciant les CSP DM1 en précurseurs neuronaux, ils ont ainsi pu révéler une altération 

de la voie mTOR associée à des défauts de prolifération (Denis et al. 2013). Par ailleurs, ils 

ont également identifié des défauts d’expression génique avec par exemple une sous-

expression du gène SLITRK4 engendrant une hyper-arborisation neuritiques dans des 

cultures motoneuronales (Marteyn et al. 2011).  
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Tableau 7 : Contribution des CSP humaines DM1 à l’identification de nouveaux 
mécanismes moléculaires 

 
 

Parallèlement à cette recherche mécanistique, l’équipe a cherché à développer différentes 

approches pour évaluer la capacité d’utiliser ces CSP pour identifier des composés 

potentiellement thérapeutiques pour la DM1. Trois différentes stratégies ont ainsi été 

développées visant soit à diminuer le nombre de foci intranucléaires, soit à corriger certains 

défauts d’épissage caractéristiques de la DM1, ou encore de jouer sur la diminution de 

l’expression du gène DMPK. L’ensemble de ces stratégies ont été développées dans des 

progéniteurs mésenchymateux (MSC) issus de cellules hESC DM1 car ils reproduisent 

certains phénotypes moléculaires associés à la DM1 et qu’ils sont faciles à manipuler et 

amplifier. 

 

La première approche a cherché à établir un criblage pharmacologique en imagerie 

automatisée pour identifier des composés capables de moduler le nombre de foci. Une 

chimiothèque composée de 12 264 molécules (issues de différentes banques chimiques : 

Prestwick, ChemiXinfinity et LOPAC), chacune utilisées à une seule et même concentration 

(5µM). Brièvement, l’algorithme développé au sein du laboratoire a permis de quantifier 

automatiquement le nombre de noyaux, le nombre de foci par noyaux ainsi que leur aire. 

Cette approche permit d’identifier une famille de composés, les glycosides cardiaques, qui 

présente la capacité de moduler le nombre et l’aire des foci. Parmi ces composés, l’équipe 

s’est particulièrement intéressée à l’un d’entre eux, la digoxine. Celle-ci est utilisée à ce jour 

dans le traitement de certaines insuffisances cardiaques. Au niveau cellulaire, elle inhibe les 

pompes Na+/K+, augmentant le taux d’ions sodium intracellulaires, et consécutivement, le 

taux calcique intracellulaire (Schoner and Scheiner-Bobis 2007). Cette augmentation 

améliore la contractilité des cellules cardiaques et entraine un effet inotrope positif 

(augmentation de la force de contraction du muscle cardiaque). Parallèlement à son action 

sur les foci intranucléaires, la digoxine a aussi montré son efficacité sur la correction de 

certains défauts d’épissage associés à la DM1, toujours dans ces MSC dérivées d’hESC DM1 

(Figure 36-A). L’équipe a ensuite montré par la suite que la digoxine pouvait également 

corriger ces défauts in vivo, en utilisant le modèle murin musculaire HSALR de la DM1. D’un 
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point de vue fonctionnel, la digoxine présente le potentiel de restaurer les défauts de 

différenciation myogénique observés sur des cellules myoblastiques primaires dérivées de 

patients DM1. Malgré ces résultats prometteurs, aucune étude clinique n’a été initiée avec 

la digoxine principalement en raison des effets secondaires qu’elle aurait pu engendrer chez 

les patients DM1 (Maury et al. 2019). En parallèle à cette approche à moyen débit, une 

deuxième approche cette fois-ci basée sur le repositionnement de molécules a été 

employée. L’équipe s’est tout particulièrement intéressée à la metformine, couramment 

prescrite dans le cadre de diabète de type II, et qui venait d’être montrée pour jouer sur 

certains épissages. L’équipe a ainsi montré que la metformine présentait la capacité de 

pouvoir normaliser un certain nombre de défauts d’épissage associés à la DM1 (Figure 36-

B) (Laustriat et al. 2015). Comme évoqué précédemment dans la première partie de 

l’introduction, le repositionnement de la metformine a abouti à l’essai clinique MYOMET, 

dont la phase II a montré des résultats encourageants au niveau de la motricité des patients 

DM1 (Bassez et al. 2018).  

 
 

 
 

Figure 36 : Contribution des CSP humaines DM1 dans la recherche de composés 
potentiellement thérapeutiques 
(A) La digoxine permet de diminuer le nombre et la taille des foci intranucléaires et corrige certains 
défauts d’épissage caractéristiques de la DM1. (B) La metformine permet elle aussi de normaliser de 
nombreux défauts d’épissage associés à la maladie. (C) Deux HDAC inhibiteurs, le LAQ824 et le 
LBH589 diminuent l’expression de l’ARNm de DMPK et sont aussi capables de diminuer le nombre 
de foci. Adapté de (Laustriat et al. 2015; Maury et al. 2019).  
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Plus récemment, la troisième approche, non encore publiée, a visé à identifier des 

composés capables de diminuer l’expression du gène DMPK dans les MSC dérivées de CSP 

DM1. La chimiothèque utilisée ici contenait 24 molécules connues pour modifier la structure 

de la chromatine. Ce criblage a permis d’identifier deux composés appartenant à la famille 

des inhibiteurs des histones désacétylases (HDACi) : le LAQ824 (ou Dacinostat) et le LBH589 

(ou Panabinostat). Ces deux composés sont capables de diminuer significativement 

l’expression de l’ARNm DMPK et consécutivement de diminuer le nombre de foci par noyau 

et normaliser certains défauts d’épissage alternatif associés à la DM1 (Figure 36-C) (Lesueur 

et al., in preparation). Ces résultats sont en adéquation avec ceux obtenus dans une étude 

publiée en 2017 montrant l’effet bénéfique de deux autres HDACi, le Vorinostat et l’ISOX, 

sur certains défauts d’épissage dans des fibroblastes dérivés de patients DM1 en 

augmentant l’expression de MBNL1 (Zhang et al. 2017a). Les mécanismes moléculaires par 

lesquels ces HDACi régulent l’expression du gène DMPK et/ou augmentent l’expression de 

la protéines MBNL1 sont encore aujourd’hui peu connus.  

 

Concernant les défauts myogéniques associés à la DM1, encore peu d’études utilisant les 

CSP humaines et leurs dérivés ont été réalisées. Ces études se sont principalement 

intéressées à la reproduction de défauts d’épissage ou encore des foci intranucléaires. De 

plus, ces dernières ont toutes utilisé des stratégies de surexpression pour la 

reprogrammation directe de CSP humaines en cellules myogéniques. En effet, une équipe 

japonaise a obtenu des cellules musculaires DM1 en forçant l’expression du facteur 

d’expression myogénique MyoD à partir d’hiPSC DM1 (Ueki et al. 2017). Plus récemment, 

une équipe américaine a elle-aussi utilisé la stratégie de surexpression de MyoD pour obtenir 

des cellules myogéniques DM1, non pas à partir d’hiPSC, mais à partir de cellules souches 

dérivées de l’urine directement (Kim et al. 2019). Enfin, des hiPSC DM1 ont également été 

différenciées en cellules musculaires en utilisant cette fois la surexpression du facteur Pax7 

(Mondragon-Gonzalez and Perlingeiro 2018). Comme mentionné précédemment, la 

surexpression de ces facteurs biaise néanmoins la chronobiologicité de la myogenèse, 

pouvant ainsi affecter la modélisation pathologique. L’obtention de dérivés musculaires sans 

utilisation de transgène permettrait l’étude de la mise en place de défauts cellulaires et 

moléculaires tout au long de la myogenèse humaine, et aboutirait ainsi à une meilleure 

modélisation des atteintes myogéniques de la DM1 à partir de CSP humaines.  

 

Depuis quelques années, un nouvel outil d’édition du génome a fait son apparition et est 

rapidement devenu incontournable dans les laboratoires du monde entier, notamment au 

niveau des maladies monogéniques, autant d’un point de vue thérapeutique que pour la 

modélisation pathologique de celles-ci : CRISPR/Cas9.  
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3.4. Les cellules souches pluripotentes et CRISPR/Cas9 

 

3.4.1. CRISPR/Cas : origines et généralités 

 
Avant cette récente découverte, il existait deux techniques majeures pour l’édition 

génomique : les ZFNs (Zinc Finger Nucleases) et les TALENs (Transcription activator-like 

effector nucleases). Ces deux techniques utilisent la nucléase Fok1 fusionnée à des domaines 

de liaison à l’ADN étant soit des doigts de zinc dans le cas des ZFNs, soit des effecteurs 

activateurs de la transcription (TAL) pour les TALENs. Dans les deux cas, ce sont ces domaines 

de liaisons à l’ADN qui vont jouer le rôle de localisateur génomique, pour ensuite induire 

une cassure double brin de l’ADN à un endroit précis via l’activité endonucléase de Fok1. 

C’est à la suite de cette cassure que la cellule va entreprendre la réparation de l’ADN sujette 

aux erreurs et pouvant alors entraîner des insertions ou des délétions (indels). Ces indels 

peuvent être responsables d’un décalage du cadre de lecture de la séquence codante 

aboutissant à éteindre le gène ciblé. Les TALENs sont capables de reconnaître un nucléotide 

précis alors que les ZFNs ne peuvent reconnaître que des trinucléotides, ce qui complexifie 

de manière importante les interactions avec l’ADN et peut alors affecter les résultats 

escomptés d’édition du génome. Ainsi, les TALENs sont considérés comme plus efficaces et 

plus précis que les ZFNs (Yang and Huang 2019). Cependant, pour être suffisamment 

spécifique en reconnaissant une séquence composée au minimum de 18 nucléotides, il est 

nécessaire de concevoir 6 protéines dans le cas des ZFNs (Liu et al. 1997) et 18 effecteurs 

TAL pour les TALENs (Sanjana et al. 2012). Un tel encombrement affecte alors l’efficacité de 

ces méthodes d’édition génomique, en particulier dans les régions où la chromatine est 

inactive et peu accessible en raison de la méthylation de l’ADN et de la désacétylation des 

histones (Ben Jehuda et al. 2018).  

C’est dans ce contexte que fut décrit en 2012 le système CRISPR/Cas9 et son potentiel 

dans l’édition du génome, par les équipes d’Emmanuelle Charpentier et de Jennifer Doudna 

(Jinek et al. 2012). Elles ont d’ailleurs reçu en 2020 le prix Nobel de Chimie pour récompenser 

la découverte de cet outil génétique révolutionnaire, plus communément appelé « ciseaux 

moléculaires ». Les systèmes CRISPR (Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic 

Repeats) /Cas (CRISPR-associated) avaient été décrits, au préalable, comme systèmes de 

défense immunitaire adaptative des bactéries et des archées pour se défendre contre les 

bactériophages (Barrangou et al. 2007). Ils sont constitués de trois éléments :  

- des petits ARN qui vont permettre la détection et l’élimination d’acides nucléiques 
étrangers (virus ou plasmides).  

- des protéines endonucléases Cas codées par des gènes endogènes à la bactérie  
- d’un locus CRISPR constitué de plusieurs séquences uniques capables de cibler 

spécifiquement le génome et séparées les unes des autres par des répétitions 
identiques.  
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Il a été démontré que ces systèmes immunitaires adaptatifs s’effectuent en trois étapes 

(Figure 37). Lors d’une primo-infection par un bactériophage, les bactéries et les archées 

vont intégrer de courts fragments de séquences étrangères (les protospacers) au niveau de 

leur locus CRISPR. Par la suite, ce locus CRISPR sera transcrit et donnera lieu à des ARN 

CRISPR précurseurs (pre-crRNA) qui seront ensuite clivés en crRNA, désormais capables de 

reconnaître les ADN cibles respectifs. La dernière étape consiste à la reconnaissance ainsi 

qu’à l’interférence des acides nucléiques étrangers. En effet, ces petits fragments de crRNA 

vont s’apparier avec les séquences protospacers complémentaires issues de l’ADN étranger 

et une fois la reconnaissance de la cible effectuée, les protéines Cas complexées avec les 

crRNA vont alors couper l’ADN cible, inhibant la réplication virale et procurant l’immunité 

aux cellules procaryotes. Les protéines Cas jouent ainsi le rôle d’effecteurs de l’immunité 

procaryotique (Jinek et al. 2012). 

 
 

 
 
Figure 37 : Étapes de la réponse immunitaire adaptative médiée par les systèmes 
CRISPR/Cas chez les procaryotes  
https://doudnalab.org/research_areas/crispr-systems/ 
 
 
 

Les systèmes CRISPR/Cas sont également définis par une grande diversité. En effet, ils 

sont classifiés selon deux grandes classes (classe 1 et classe 2), elles-mêmes regroupant 

plusieurs types. De manière générale, les types I, III et IV appartiennent à la classe 1 et la 

classe 2 est quant à elle composée des types II, V et VI (Figure 38) (Ishino et al. 2018). Les 

systèmes CRISPR/Cas composés de plusieurs sous-unités effectrices sont regroupés au sein 

de la classe 1 alors que les systèmes appartenant à la classe 2 ont pour effecteur une seule 

et grande protéine. La classification des différents types de systèmes CRISPR/Cas est très 

complexe et repose sur la conservation des gènes cas ainsi que sur l’organisation du locus. 

Jusqu’à présent, 13 gènes cas différents ont été décrits, illustrant bien la grande diversité de 

ces systèmes (Koonin and Makarova 2019). De plus, il a été montré qu’un même organisme 
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procaryote peut être composé de plusieurs de ces types, ce qui semble indiquer que ces 

systèmes seraient compatibles entre eux et partageraient des acteurs communs (Wiedenheft 

et al. 2012). Enfin, chaque type peut-être également composés de plusieurs sous-types (par 

exemple les sous-types II-A, II-B et II-C) selon des différences plus subtiles au niveau de 

l’organisation du locus et correspondant souvent à la présence de protéines Cas spécifiques 

(Koonin and Makarova 2019). 

 
 
 

 
 
 

Figure 38 : Classification des systèmes CRISPR/Cas et répartition au sein des 
procaryotes 
(A) Classification des systèmes CRISPR/Cas selon des analyses de séquences et selon l’organisation 
entre les différentes protéines Cas. Les protéines Cas peuvent être impliquées dans les trois grandes 
étapes de la réponse immunitaire adaptative. Les protéines Cas1 et Cas2 (et parfois Cas4) sont 
réquisitionnées lors de la phase d’adaptation pour processer les acides nucléiques étrangers en 
protospacers pour ensuite les intégrer dans le locus. (SS: small subunit, LS: large subunit). (B) 
Répartition des loci CRISPR/cas ayant été identifiés dans le génome des bactéries et des archées. 
Seules les loci encodant un système complet ont été répertoriés (Ishino et al. 2018). 
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3.4.2. CRISPR/Cas9 et édition du génome 
 

En raison de l’organisation plus simple de leur locus CRISPR/cas et ne possédant qu’une 

seule grande protéine effectrice, les systèmes de la classe 2 se sont imposés comme les 

systèmes de choix pour développer une nouvelle génération de technologies d’édition 

génomique. Comme mentionné plus haut, ils sont composés des types II, V et VI ; le type II 

étant le grand représentant de la classe 2. Brièvement, les systèmes de type V sont 

principalement caractérisés par la Cas12 et sont constitués de deux sous-types majeurs : le 

sous-type V-A avec la Cas12a (également appelée Cpf1) et le sous-type V-B avec la Cas12b 

(ou C2c1). De la même manière, les types VI sont caractérisés par la Cas13, la seule protéine 

Cas ciblant l’ARN et non l’ADN, et comportent également deux sous-types principaux : VI-A 

avec la Cas13a (ou C2c2) et VI-B avec la Cas13b (ou C2c3) (Ishino et al. 2018). Bien que les 

systèmes de types V et VI présentent de belles perspectives, le type le plus communément 

étudié aujourd’hui reste le type II et sa protéine signature, la Cas9.  

 

Plusieurs études ont décrit les systèmes de type II en trois sous-types selon l’organisation 

de l’opéron cas. Le sous-type II-A a un opéron composé de 4 gènes (cas1, cas2, cas9 et csn2). 

Le rôle exact de la protéine Csn2 reste encore incertain mais elle serait impliquée dans 

l’intégration des protospacers au sein du locus CRISPR/cas (Barrangou et al. 2007). Le sous-

type II-B possède lui aussi un opéron de 4 gènes (cas1, cas2, cas9 et cas4) alors que l’opéron 

du sous-type II-C n’en possède que 3 (cas1, cas2 et cas9). Le gène cas9, caractéristique des 

systèmes de type II, code une protéine à plusieurs domaines et capable d’effectuer à la fois 

le rôle d’effecteur et de clivage de l’ADN cible et intervient également lors du processus de 

maturation des crRNA. Ce dernier est catalysé par une enzyme bactérienne, la RNAse III, 

aidée par un ARN antisens trans-activateur (le tracrRNA) encodé au sein du locus 

CRISPR/cas, et dont la séquence est complémentaire à celles des répétitions ARN séparant 

les futurs crRNAs (Wiedenheft et al. 2012). Le tracrRNA joue également un rôle important 

dans l’étape de reconnaissance de l’ADN cible, en formant un complexe avec le crRNA. C’est 

ce duo d’ARN tracrRNA:crRNA, aussi appelé ARN guide (gRNA), qui va alors guider la Cas9 

pour qu’elle puisse exercer son activité endonucléase sur l’ADN cible (Jinek et al. 2012; 

Shmakov et al. 2017).  

 

 
3.4.2.1.    Mécanisme d’action 

 
Les systèmes CRISPR/Cas9 ciblent des ADN double brin et requièrent un motif adjacent 

aux protospacers, appelé motif PAM. Celui-ci est situé immédiatement en aval de la 

séquence cible, sur le brin opposé à celui reconnu par le complexe tracrRNA:crRNA. Les 

motifs PAM sont composés de quelques paires de bases et leur séquence varie selon les 

systèmes CRISPR/Cas9 identifiés dans différentes espèces. Le système SpCas9 identifié chez 
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Streptococcus pyogenes fut le premier système CRISPR/Cas9 développé pour des 

expériences d’édition du génome et reste encore le plus largement utilisé (Cong et al. 2013; 

Mali et al. 2013). Ce système appartient au sous-type II-A et est constitué de la protéine 

SpCas9 d’une taille de 1368 acides aminés reconnaissant le motif PAM 5’-NGG-3’  

(Nishimasu et al. 2014). De manière générale, les protéines Cas9 sont constituées de deux 

lobes, un lobe de reconnaissance (REC) et un lobe à activité nucléase (NUC), reliés entre eux 

par un pont d’hélice alpha (Jiang and Doudna 2017; Ishino et al. 2018) (Figure 39). Il a été 

montré que lorsque la protéine Cas9 n’est pas reliée au complexe tracrRNA:crRNA, elle 

adopte une conformation inactive. En revanche, lorsque le complexe ARN se lie à la Cas9, le 

domaine REC subit un changement conformationnel important permettant au complexe 

Cas9-gARN de processer l’ADN cible. La liaison avec l’ADN cible s’effectuera aussi grâce au 

domaine d’interaction avec le motif PAM (domaine PI), situé dans la région C-terminale du 

domaine NUC, qui va alors reconnaître cette séquence PAM et ainsi permettre l’hybridation 

du gRNA avec la séquence cible, immédiatement en amont du motif PAM. Cette hybridation 

va induire une séparation locale des deux brins d’ADN formant une boucle (appelée R-loop), 

entrainant un nouveau changement conformationnel de la Cas9 pour permettre le clivage 

des deux brins d’ADN environ 3 nucléotides en amont du motif PAM (Jiang and Doudna 

2017) (Figure 39).  

 

 

 
 

Figure 39 : Représentation schématique du système CRISPR/Cas9 de type II-A 
(A) La protéine Cas9 est constituée de deux lobes REC et NUC. Le lobe REC est responsable de la 
reconnaissance de l’acide nucléique (target DNA) et le lobe NUC contient deux domaines, HNH et 
RuvC, à activité nucléase ainsi qu’un domaine d’interaction avec le motif PAM de l’ADN cible 
(domaine PI). (B) Le complexe tracrRNA:crRNA reconnaît l’ADN cible puis l’interaction du domaine 
PI avec la séquence PAM induit une séparation locale des deux brins de l’ADN en amont du PAM, 
qui seront ensuite clivés par les domaines à activité nucléase, entraînant ainsi une coupure double 
brin Adapté de (Ishino et al. 2018; Doudna and Charpentier 2014). 
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La coupure double brin est effectuée par deux domaines à activité nucléase situés dans 

le lobe NUC : le domaine HNH et le domaine RuvC. Le domaine HNH va couper le brin cible, 

c’est-à-dire celui hybridé avec le gRNA pendant que le domaine RuvC va quant à lui couper 

le brin opposé, sur lequel se trouve le motif PAM (Doudna and Charpentier 2014; Jiang and 

Doudna 2017).  

 

 
3.4.2.2.    Deux mécanismes de réparation de l’ADN double brin 

 
Ainsi, pour un crRNA ciblant une séquence génomique donnée, le complexe Cas9-gRNA 

va être capable d’induire une coupure double brin à cet endroit précis, à la condition qu’un 

motif PAM soit adjacent à la séquence ciblée. Une fois cette coupure effectuée, la cellule va 

activer le processus de réparation de l’ADN. Plusieurs études ont montré que le processus 

de réparation de l’ADN double brin reposait sur deux mécanismes majeurs : la réparation 

par jonction d’extrémités non homologues (NHEJ) et la réparation par recombinaison 

homologue (HDR) (Figure 40).  

 

 

 
 

Figure 40 : Les mécanismes de réparation de l’ADN double brin 
À la suite d’une cassure double brin médiée par CRISPR/Cas9, la cellule répare cette cassure par NHEJ 
ou HDR. Dans le cas de la NHEJ (à gauche) la réparation va être aléatoire et va induire des insertions 
ou des délétions pouvant entraîner la perte de fonction d’un gène. Dans le cas de la HDR (à droite), 
la réparation s’effectue en présence d’une séquence ADN homologue qui servira de matrice 
permettant une réparation précise et ciblée (Guitart et al. 2016). 
 
 

La réparation par NHEJ implique une ligation de façon aléatoire des extrémités à bout 

franc de l’ADN au niveau de site de la cassure. Au cours de ce processus, des insertions ou 
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des délétions (indels) de nucléotides vont alors avoir lieu, pouvant entraîner plusieurs cas de 

figures. Soit les indels ne modifient pas le cadre de lecture et s’apparentent alors à des 

mutations de substitution. Celles-ci peuvent être silencieuses et n’auront pas d’effet. A 

l’inverse, elles peuvent modifier certains codons induisant soit un changement d’acides 

aminés (mutations faux-sens) soit l’apparition d’un codon STOP prématuré (mutation non-

sens) et entrainer alors la perte de fonction du gène. Dans le cas où les indels ne 

correspondent pas à un multiple de trois, elles induisent un décalage du cadre de lecture 

aboutissant également dans la majorité des cas à l’apparition de codons STOP prématurés. 

Ce mécanisme est donc très intéressant pour supprimer l’expression d’un gène de façon 

définitive (Maruyama et al. 2015; Guitart et al. 2016).  

 

Le deuxième mécanisme de réparation de l’ADN double brin s’effectue uniquement en 

présence d’une matrice, fournie par l’expérimentateur le plus souvent par transfection. Cette 

séquence d’ADN double brin synthétique comporte une forte homologie de séquence avec 

la région ciblée et va alors servir de modèle pour la réparation par recombinaison 

homologue. Cependant, en plus de n’être possible qu’en présence d’une matrice ADN, des 

études ont montré que la réparation par HDR possède une efficacité moins importante 

(entre 0,5 et 20% d’efficacité environ) que celle par NHEJ (de 20 à 60% environ). Ceci 

s’explique notamment en raison des protéines impliquées dans la recombinaison 

homologue qui sont exprimées uniquement lors des phases S et G2 du cycle cellulaire 

(Maruyama et al. 2015).  

 
 

3.4.2.3.    Limitations  
 

L’une des limitations et préoccupations majeures de l’édition génomique médiée par 

CRISPR/Cas9 est le risque d’effets dits hors-cible ou "off-target". Bien que la spécificité de la 

Cas9 soit étroitement contrôlée par la séquence du gRNA de 20 nucléotides ainsi que par la 

présence d’un motif PAM adjacent à la séquence ciblée, une activité potentielle de clivage 

pourrait également se produire en dehors de cette séquence cible. En effet, contrairement 

aux nucléotides les plus proches du motif PAM, une hybridation parfaite entre le reste de la 

séquence du gRNA et la séquence cible n’est pas toujours nécéssaire pour induire la coupure 

par la Cas9 (Zhang et al. 2015). La probabilité qu’une séquence ADN subisse un potentiel 

effet off-target va alors dépendre du nombre de mésappariements entre la séquence du 

gRNA et de l’ADN ainsi qu’en fonction de leur position relative au motif PAM. Ces coupures 

off-target peuvent alors avoir lieu bien qu’il y ait trois voire même cinq mésappariements 

entre l’ADN et la partie 5’ (éloignée du motif PAM) du gRNA (Zhang et al. 2015). Dans le but 

de réduire ces effets off-target, plusieurs études ont réalisé une approche de mutagenèse 

dirigée pour obtenir un mutant de la protéine spCas9 plus spécifique. En ciblant des résidus 

jouant sur la structure de la protéine, l’équipe du Pr. Feng Zhang a pu générer l’eSpCas9 
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("enhanced specificity" SpCas9) et identifier plusieurs mutations capables de réduire les 

effets off-target tout en maintenant une activité ciblée robuste (Slaymaker et al. 2016). 

Parallèlement, une autre étude a identifié des mutations capables de réduire les contacts 

non spécifiques (principalement des liaisons Hydrogène) entre la protéine et l’ADN et a 

permis la génération de la SpCas9-HF1 (High-fidelity) dont les effets off-target sont 

considérablement atténués (Kleinstiver et al. 2016). Récemment, il a été démontré que ces 

deux mutants SpCas9 sont en fait bloqués dans un état inactif lorsqu’ils sont liés à des cibles 

mésappariées. En effet, cette étude montre le rôle d’un domaine non-catalytique, REC3, 

comme régulateur du domaine nucléase HNH de la Cas9. Cette découverte leur a ainsi 

permis de générer un nouveau variant, la HypaCas9 (Hyper-accurate), dont la spécificité est 

également considérablement augmentée par rapport à la SpCas9 (Chen et al. 2017).  

 

Une autre limitation de la technologie CRISPR/Cas9 est la nécessité d’un motif PAM à 

proximité de la séquence ADN cible. La SpCas9 est l’une des Cas9 les plus utilisées car elle 

est capable de reconnaître un motif PAM relativement court : 5’-NGG-3’ (où N est un 

nucléotide quelconque), contrairement à l’un de ses orthologues, la SaCas9 (Staphylococcus 

aureus) reconnaissant les séquences 5’-NNGRRT-3’ ou 5’-NNGRR(N)-3’ (où R est une purine 

quelconque) beaucoup plus contraignantes (Uddin et al. 2020). Pour pallier cette limitation 

et agrandir la fenêtre de ciblage des gènes, de nouveaux variants de la protéine SpCas9 ont 

été conçus par différentes équipes comme par exemple la SpCas9-NG capable de 

reconnaître le très court motif 5’-NG-3’ (Nishimasu et al. 2018) ou encore la xCas9 capable 

quant à elle de reconnaître divers motifs PAM, y compris 5’-NG-3’, 5’-GAA-3’ et 5’-GAT-3’ 

(Hu et al. 2018). Une récente étude comparative a montré que parmi ces deux variants, la 

SpCas9-NG aurait finalement une capacité de reconnaissance des motifs PAM plus 

importante que la xCas9, mais que cette dernière présenterait en revanche des effets off-

target plus faibles (Kim et al. 2020).    

 
 

3.4.2.4.    Avancées et perspectives des systèmes CRISPR/Cas9 
 

Combiné aux différents mécanismes de réparation de l’ADN, le système CRISPR/Cas9 peut 

être utilisé pour différentes stratégies d’édition du génome, lui conférant un large potentiel 

thérapeutique très intéressant. Associé à une réparation par NHEJ, CRISPR/Cas9 va être 

utilisé essentiellement pour des stratégies dites de knock-out (KO) conduisant à la perte 

d’expression d’un gène. À l’opposé, combiné CRISPR/Cas9 à une réparation par HDR va 

aboutir à des stratégies de knock-in (KI) qui vont permettre de corriger une mutation en la 

remplaçant par une séquence ‘saine’ ou au contraire d’induire une mutation précise pour 

étudier la maladie qui y est associée (Figure 41-A) (Wu et al. 2020).  
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En plus d’une d’utilisation plus simple comparée à celle des TALENs ou des ZFNs, 

CRISPR/Cas9 s’est rapidement imposé comme l’outil d’édition génomique par excellence 

aussi en raison de sa constante évolution, élargissant d’année en année ses champs 

d’application. En effet, de nombreuses études se sont intéressées aux améliorations 

possibles de ce système, notamment dans le but de réduire la fréquence des effets off-

target. Tout d’abord, des mutations sur l’un des deux domaines à activité endonucléase ont 

permis de développer une nouvelle génération de Cas9 jouant désormais un rôle de 

nickases, n’induisant alors plus de cassure double brin mais uniquement une coupure simple 

brin (Jinek et al. 2012). La Cas9 D10A (substitution de l’aspartate en position 10 par une 

alanine au niveau du domaine RuvC) ne clive que le brin d’ADN cible (via le domaine HNH) 

alors que la Cas9 H840A (substitution d’une histidine par une alanine au niveau du domaine 

HNH) clive à l’inverse le brin opposé (via le domaine RuvC) (Cong et al. 2013; Jinek et al. 

2012). Le principal intérêt de générer de telles Cas9 réside sur le principe qu’une simple 

coupure sur un brin n’activera pas la réparation par NHEJ et favorisera la réparation par HDR 

au détriment cependant de l’efficacité (Cong et al. 2013). En combinant deux Cas9 nickases 

avec deux gRNA appariés ciblant chacun un brin de l’ADN cible, il est alors possible d’induire 

une coupure double brin qui ne favorisera pas la réparation par HDR mais qui augmentera 

significativement la spécificité du système en réduisant les effets off-targets (Figure 41-B) 

(Doudna and Charpentier 2014; Ran et al. 2013). 

 

Une Cas9 dépourvue de toute fonction catalytique, aussi appelée dCas9 (pour dead Cas9) 

a aussi pu être développée par l’introduction de mutations spécifiques au niveau des deux 

domaines à actvité nucléase. Cette dCas9, fusionnée à différents effecteurs, peut servir de 

guide pour de multiples applications (Figure 41-C). Fusionnée avec des domaines 

activateurs ou répresseurs de la transcription, elle va pouvoir permettre d’activer ou de 

réprimer l’expression de gènes (Wu et al. 2020; Gilbert et al. 2014). Il est également possible 

d’agir au niveau de l’épigénome en fusionnant la dCas9 à des effecteurs permettant de 

moduler la chromatine, en ciblant par exemple la modification des histones ou l’état de 

méthylation de l’ADN (Pulecio et al. 2017). Enfin, la dCas9 a aussi montré un autre type 

d’application en étant fusionnée avec des protéines de fluorescence comme la GFP pour 

marquer des régions spécifiques de l’ADN. Ce système peut alors permettre de suivre la 

dynamique des changements conformationnels des chromosomes ou encore l’organisation 

nucléaire de manière plus générale (Chen et al. 2013).  
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Figure 41 : Vue d’ensemble des avancées technologiques du système CRISPR/Cas9 
(A) Le système CRISPR/Cas9 classique induisant une cassure double brin suivie par la réparation de 
l’ADN via la NHEJ ou l’HDR. (B) La Cas9 peut agir sous la forme d’une nickase lorsque l’un de ses 
domaines RuvC ou HNH est muté. Quand la Cas9 nickase est utilisée avec deux gRNA appariés, 
ciblant chacun un brin de l’ADN cible, elle va alors pouvoir induire une cassure double brin. (C) La 
dCas9 permet une manipulation fine de l’épigénome à différents niveaux selon qu’elle est fusionnée 
à des régulateurs transcriptionnels, des modificateurs de la chromatine ou encore des molécules 
fluorescentes. (D) Le base editing consiste en la fusion d’une Cas9 D10A nickase avec une cytidine 
ou une adenosine déaminase afin de substituer précisément un C par un T ou un A par un G 
respectivement. (E) Le prime editing est la fusion d’une Cas9 H840 nickase avec une reverse 
transcriptase qui va utiliser un guide ARN de prime editing (pegRNA) pour éditer directement le 
génome à l’endroit de la coupure. HDM: histone déméthylase, HMT: histone méthyltransférase, HAT: 
histone acétyltransférase, HDAC: histone désacétylase, HUbq: histone ubiquitine ligase, DNMT: DNA 
méthyltransférase, TET: ten-eleven translocation enzymes, Ac: acétylation, Me: méthylation, Ub: 
ubiquitination. Adapté de (Wu et al. 2020; Pulecio et al. 2017; Doudna and Charpentier 2014). 
 
 

Plus récemment, une nouvelle génération de Cas9 a vu le jour : les éditeurs de base ou 

base editing (Figure 41-D). Il s’agit de la fusion d’une Cas9 D10A nickase avec une cytidine 

déaminase ou une adénosine déaminase, qui vont générer des mutations précises et ciblées, 

sans induire de cassure double brin. De manière générale, il a été montré que la coupure 

simple brin induite par l’activité nickase de la Cas9 D10A déclenche la réparation de ce brin 

en utilisant comme modèle le brin complémentaire qui aura été lui édité par la déaminase. 

Plusieurs types d’éditeurs de base ont été développés distinguant les éditeurs de base 

cytosine aux éditeurs de base adénine. Les premiers sont capables de convertir une paire de 
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basse C-G par la paire de bases T-A, alors que les deuxièmes convertissent une paire de 

bases A-T par une paire de bases G-C (Wu et al. 2020; Rees and Liu 2018).  

 

Enfin, l’équipe du Pr. David Liu a développé en 2019 le prime editing, un nouveau système 

différent du base editing car ce dernier consiste en la fusion d’une Cas9 H840A nickase avec 

une reverse transcriptase (Figure 41-E). Cette nouvelle méthode d’édition du génome est 

plus polyvalente car le gRNA est ici remplacé par un guide ARN de prime editing (ou 

pegRNA) qui va, en plus de spécifier la séquence ADN cible, encoder l’édition souhaitée qui 

sera directement effectuée par la reverse transcriptase. Ainsi, il est théoriquement possible 

d’effectuer n’importe quelle conversion de base (12 possibles au total) aussi bien que des 

insertions ou des délétions, sans avoir aucunement recours à une cassure double brin ni à 

une matrice ADN. Ces deux dernières méthodes d’édition génomique sont encore très 

récentes et en constante amélioration (Wu et al. 2020; Anzalone et al. 2020).  

 

Toutes ces différentes approches et avancées technologiques des systèmes CRISPR/Cas9 

représentent ainsi des perspectives d’innovations très importantes pour l’étude et le 

traitement des maladies génétiques. En particulier, la combinaison des technologies CRISPR 

et hiPSC, toutes deux récompensées par un prix Nobel, a totalement changé notre vision à 

la fois au point de vue des stratégies thérapeutiques comme la thérapie génique et la 

thérapie cellulaire, mais également au niveau de la modélisation pathologique et du criblage 

de molécules, pour la découverte de nouveaux médicaments et dans le but de mieux 

comprendre ces pathologies (De Masi et al. 2020). 

 
 

3.4.3. CRISPR/Cas9 combiné aux iPSC humaines comme outil 

thérapeutique pour les maladies génétiques 

 
Comme illustré par le nombre exponentiel de publications combinant les approches 

CRISPR et hiPSC, la fusion de ces deux technologies a changé fondamentalement la 

recherche biomédicale ces dernières années (Figure 42). Dans le cadre des maladies 

monogéniques, la technologie CRISPR/Cas9 est de plus en plus utilisée pour générer des 

lignées isogéniques, en corrigeant ou en insérant la mutation causale de la maladie à partir 

d’iPSC humaines malades ou saines respectivement. L’obtention de ces lignées isogéniques 

est devenue primordiale pour les programmes de modélisation pathologique et est très 

fortement recommandée par les directives de l’ISSCR (International Society for Stem cell 

research) (Figure 43).  
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Figure 42 : Publications relatives à l’utilisation de CRISPR/Cas9 et des iPSC humaines 
D’après PubMed, avec les mots-clés [CRISPR/Cas9] AND [hiPSC], en novembre 2020. 

 
 

Les iPSC humaines et CRISPR/Cas9 sont deux technologies qui ont changé 

fondamentalement la recherche biomédicale ces dernières années, notamment au niveau de 

la médecine translationnelle. Supprimer l’expression d’un gène, ou knock-out, dans des 

lignées iPSC permet de pouvoir étudier la fonction de ce gène et de mieux comprendre son 

implication dans une pathologie donnée. A l’opposé, les stratégies de knock-in sont 

principalement utilisées soit pour corriger un gène ou au contraire pour induire une 

mutation précise dans ces lignées iPSC humaines. De plus, les librairies de gRNA 

commencent à remplacer peu à peu les librairies d’ARN interférence pour mettre en place 

des criblages génomiques à haut débit (Zhang et al. 2017b). En effet, l’utilisation des iPSC 

humaines est de plus en plus fréquemment associée à celle de CRISPR/Cas9. La technologie 

CRISPR/Cas9 peut également être utilisée pour mieux contrôler les étapes de spécification 

cellulaire, via les systèmes CRISPRa ou CRISPRi décrits plus haut, en activant ou inhibant 

certains facteurs de transcription régulant des voies de signalisation déterminantes pour 

l’acquisition d’une nouvelle identité cellulaire (Hsu et al. 2019). 

 

 
 

Figure 43 : Représentation du déroulement de la recherche impliquant les  
iPSC humaines et CRISPR/Cas9 pour de nouvelles alternatives thérapeutiques 
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Au final, la correction de mutations par la technologie CRISPR/Cas9 ouvre le champ des 

possibles dans les domaines de la thérapie génique et de la médecine régénérative (De Masi 

et al. 2020).  

 
 

3.4.3.1.    Thérapie génique et thérapie cellulaire 
 

On distingue deux grandes sortes de thérapies géniques. La première est la thérapie 

génique ciblant la lignée germinale, c’est-à-dire l’édition du génome dans des embryons 

humains afin de corriger la mutation génétique directement à la source, avant le 

développement du fœtus et avant que la maladie ne puisse se mettre en place. De nombreux 

débats éthiques se tiennent aujourd’hui pour permettre ou non (et si oui dans quelles 

mesures) cette thérapie génique humaine. Certains y voient une utopie encore lointaine 

principalement pour des raisons techniques avec le trop grand risque d’effets indésirables, 

notamment concernant les potentiels effets off-targets générés par CRISPR/Cas9. 

Néanmoins, au vu des innovations et améliorations incessantes des systèmes CRISPR/Cas9, 

ce n’est qu’une question de temps pour que ceux-ci deviennent de plus en plus fiables, 

efficaces et spécifiques. Le plus important du débat réside davantage sur les futures 

règlementations de la thérapie génique, et il soulève d’importantes questions éthiques : 

voulons-nous modifier de manière irréversible la lignée germinale humaine ? C’est à ce 

genre de questions que sont confrontés actuellement les comités éthiques compétents dans 

le but de pouvoir autoriser peut-être un jour l’application clinique de cette technologie à 

des fins médicales (Hockemeyer and Jaenisch 2016).  

 

L’autre grand axe de la thérapie génique consiste cette fois à cibler non pas la lignée 

germinale, mais les cellules somatiques. L’édition génétique de cellules somatiques, comme 

celle des hiPSC, est en constant progrès et commence à s’imposer comme une possibilité 

thérapeutique prometteuse (Hockemeyer and Jaenisch 2016). Dans ce cas de figure, deux 

méthodes se distinguent. La première consiste en ce qui est appelé la thérapie génique ex 

vivo, ou encore la thérapie génique pour la thérapie cellulaire. Elle appartient au grand 

domaine de la médecine régénérative (Figure 43). Cela consiste à modifier génétiquement 

les iPSC préalablement reprogrammées à partir de cellules du patient. Une fois la mutation 

causale de la pathologie corrigée par CRISPR/Cas9 in vitro, il faut différencier ces cellules 

éditées dans le type cellulaire d’intérêt pour pouvoir par la suite transplanter le patient avec 

ses propres cellules, désormais saines, qui vont alors prendre le relais sur les cellules malades. 

On parle de thérapie cellulaire autologue (Jacinto et al. 2020). Cette approche reste 

cependant encore compliquée à mettre en œuvre en particulier dans le cadre des maladies 

génétiques musculaires majoritairement en raison des problèmes de survie cellulaire et 

d’incompatibilité avec une délivrance systémique (Raaijmakers et al. 2019). De plus, 

l’obtention de cellules permettant la régénération musculaire comme les cellules satellites 
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ou les péricytes à partir d’iPSC humaines reste encore à être mieux définie (Dellavalle et al. 

2011; André et al. 2018). La deuxième méthode consiste à injecter directement la Cas9 et 

son gRNA in vivo, afin qu’elle puisse corriger la mutation dans les cellules cibles. Par exemple, 

une étude publiée en 2018 a montré l’efficacité de l’édition génomique in vivo du gène DMD 

par CRISPR/Cas9 dans un modèle canin de la dystrophie musculaire de Duchenne. Ces chiens 

portent une mutation qui induit la perte de l’exon 50 de la protéine DMD aboutissant à 

l’apparition d’un codon STOP prématuré et à la perte de fonction de la protéine. Ils ont utilisé 

un virus adéno-associé (AAV) pour délivrer le système CRISPR/Cas9 soit par injection 

intramusculaire soit de manière systémique (deux chiens injectés dans chacune des 

conditions). L’objectif de cette édition du génome était dans un premier temps de restaurer 

l’expression de la protéine DMD dans les cellules musculaires en ciblant l’exon 51 afin de 

rétablir le cadre de lecture. Cette restauration fut très variable selon le type de muscle mais 

ils ont pu observer des résultats très encourageants à la suite des injections systémiques, 

notamment dans le muscle cardiaque, en restaurant l’expression de la protéine DMD à plus 

de 90% comparé à un chien non atteint. De plus, cette restauration fut accompagnée d’une 

amélioration musculaire au niveau histologique (Amoasii et al. 2018).  

 

Concernant la DM1, les stratégies thérapeutiques sont multiples et certaines ont pu 

bénéficier de l’apport innovant des systèmes CRISPR/Cas9 (Figure 44). La première stratégie 

n’est autre que la correction de la mutation à proprement parler, c’est-à-dire l’élimination 

des répétitions CTG au niveau de la région 3’UTR du gène DMPK. Une telle excision est 

possible en induisant une cassure double brin de part et d’autre des répétitions à l’aide de 

deux gRNA (Figure 44-A). De nombreuses équipes ont suivi cette stratégie dans différents 

modèles de la pathologie :  dans des myoblastes DM1 primaires et immortalisés (Dastidar et 

al. 2018; van Agtmaal et al. 2017), des fibroblastes DM1 immortalisés MyoD-inductibles 

(Provenzano et al. 2017), des hESC et hiPSC DM1 (Yanovsky-Dagan et al. 2019; Dastidar et 

al. 2018) ainsi que dans des cellules myogéniques ou neuronales (NSC) dérivées d’hiPSC 

DM1 (Dastidar et al. 2018; Wang et al. 2018a). La grande majorité de ces études a montré 

que l’excision des répétitions permettait de diminuer le nombre de foci intranucléaires, de 

corriger certains défauts d’épissage ainsi que d’améliorer la différenciation myogénique 

(Raaijmakers et al. 2019). Plus récemment, l’équipe du Dr Ana Buj-Bello à Généthon a 

également réalisé cette édition génomique des répétitions CTG dans des myoblastes DM1 

immortalisés avant d’établir la première preuve de concept de la faisabilité de cette approche 

in vivo, dans un modèle murin DM1, les souris DMSXL, en injectant des vecteurs AAV 

exprimant le système CRISPR/Cas9 au niveau du muscle tibial antérieur. Ils ont ainsi pu 

observer une diminution des foci dans les muscles ayant été injectés (Scrudato et al. 2019).  
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Figure 44 : Stratégies CRISPR/Cas9 ayant été utilisées dans des modèles DM1 
(A) Les expansions anormales des répétitions des triplets CTG ont été excisées du gène DMPK par 
une double coupure double brin, en amont et en aval des répétitions. La transcription des répétitions 
CTG a été empêchée soit par (B) l’insertion d’un signal poly(A) prématuré entre le codon STOP du 
gène DMPK et les répétitions, soit par (C) le recrutement de dCas9 au niveau des répétitions en 
bloquant physiquement la progression de l’ARN polymérase II. (D) Les répétitions CUG des transcrits 
DMPK ont été dégradées via une dCas9 fusionnée au domaine PIN à activité ribonucléase 
(Raaijmakers et al., 2019).  
 
 

La deuxième stratégie CRISPR/Cas9 utilisée est d’inhiber la transcription des répétitions. 

Il existe plusieurs moyens pour y parvenir. L’un d’eux est d’introduire, par une stratégie de 

knock-in, un signal de polyadénylation (polyA) entre le codon STOP du gène DMPK et les 

répétitions CTG (Figure 44-B). Pour augmenter la spécificité de l’insertion ciblée, l’équipe 

ayant réalisé cette stratégie de knock-in a utilisé le système Cas9 D10A nickase couplé à 

deux gRNA dans des hiPSC DM1 et des NSC dérivées de ces hiPSC DM1 (Wang et al. 2018a). 

Une autre équipe a utilisé les systèmes dCas9 pour qu’ils ciblent les répétitions CTG afin 

de bloquer physiquement, par encombrement allostérique, la progression de l’ARN 

polymérase II, inhibant ainsi la transcription des répétitions (Figure 44-C). En plus d’avoir 

réalisé cette stratégie dans des myoblastes primaires DM1, cette équipe a également obtenu 

des résultats in vivo encourageants avec le modèle murin HSALR de la DM1, en observant 

notamment une diminution de la myotonie chez ces souris (Pinto et al. 2017). Enfin, les 

systèmes dCas9 ont également été utilisés pour cibler les répétitions au niveau de l’ARNm 

DMPK de myoblastes primaires DM1, dans le but de dégrader ces transcrits en fusionnant la 

dCas9 avec le domaine PIN à activité ribonucléase du gène SMG6 (Figure 44-D) (Batra et al. 

2017). Employer la stratégie d’excision des répétitions CTG médiée par CRISPR/Cas9 dans 

des ESC ou des iPSC DM1 humaines a ainsi permis d’obtenir les premières lignées 

isogéniques de cette pathologie (Dastidar et al. 2018; Yanovsky-Dagan et al. 2019).  
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3.4.3.2.    Modélisation pathologique 
 

L’utilisation de la technologie CRISPR pour générer des lignées isogéniques est devenue 

un élément important dans les approches de modelisation pathologique. L’utilisation de ces 

lignées permet en effet de pallier les variations du fond génétique ou encore d’autres 

variables comme le sexe et l’âge (De Masi et al. 2020). C’est pour cette raison que les 

systèmes CRISPR/Cas9 ne cessent de s’améliorer d’année en année au niveau de leur 

spécificité d’action, afin de réduire au maximum le risque d’effets off-target (Bassett 2017) 

et de permettre de corriger ou d’introduire une mutation au niveau d’un seul nucléotide à 

l’aide des systèmes de base et prime editing (Wu et al. 2020).   

 

Dans le cadre de la DM1, l’obtention d’iPSC humaines déplétées des répétitions CTG a 

permis de générer un véritable contrôle pour la comparaison de phénotypes observés chez 

les cellules non-éditées malades (Dastidar et al. 2018). À l’inverse, la mise au point d’une 

stratégie CRISPR/Cas9 permettant cette fois d’insérer des répétitions CTG dans des iPSC 

humaines saines dans le but de modéliser la DM1 n’a pas encore été décrite à ce jour. Cela 

pourrait s’expliquer en raison de la grande instabilité de ces répétitions qui risquerait de 

compliquer cette approche (Tomé and Gourdon 2020). Seule une récente étude sur des 

souris a démontré la faisabilité de cette stratégie en insérant à l’aide de CRISPR/Cas9 des 

expansions de triplets CTG dans la partie 3’UTR du gène Dmpk de ces dernières (Nutter et 

al. 2019).  

 

Outre la génération de lignées isogéniques, la technologie CRISPR combinée aux hiPSC 

peut également permettre de générer des nouveaux outils cellulaires permettant de mieux 

comprendre le rôle de certains facteurs « pathologiques » dans la spécification cellulaire. 

C’est dans ce cadre que se place l’étude que j’ai menée pendant mon doctorat visant à 

développer de nouveaux modèles pour mieux comprendre le rôle développemental des 

protéines MBNL dans un contexte humain. 

  



 

 106 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

OBJECTIFS  
ET DÉMARCHE EXPÉRIMENTALE 
 
  



 

 107 

 
La DM1 est une maladie neuromusculaire héréditaire dont un des mécanismes 

physiopathologiques le plus reconnu consiste en la perte de fonction des protéines MBNL 

régulatrices de l’épissage alternatif. Le processus d’épissage alternatif est un mécanisme 

fondamental non seulement pour la diversification des isoformes des protéines mais aussi 

pour la régulation spatio-temporelle du développement. Par conséquent, une meilleure 

compréhension de la régulation de ce processus permettrait de déchiffrer les mécanismes 

pathologiques impliqués dans la DM1. Malgré les nombreuses études réalisées dans des 

modèles murins visant à démontrer la contribution des protéines MBNL dans la DM1, peu 

de données existent sur leur rôle chez l’Homme.  

En s’appuyant sur la technologie d’édition génomique CRISPR/Cas9, l’objectif général de 

ma thèse a consisté à évaluer la possibilité d’utiliser les cellules souches pluripotentes 

humaines pour mieux comprendre la fonction des protéines MBNL en particulier dans la 

spécification myogénique, et ce dans le but de mieux comprendre leur implication dans la 

physiopathologie humaine de la DM1. En nous inspirant des études réalisées sur la 

génération des modèles murins Mbnl knock-out (KO) par les équipes du Pr. Maurice 

Swanson et du Dr. Charles Thornton (Kanadia et al. 2003; Charizanis et al. 2012; Lee et al. 

2013; Thomas et al. 2017), notre démarche expérimentale fut de générer plusieurs lignées 

hiPSC différentiellement déplétées en protéines MBNL en ciblant les différents paralogues 

avec pour but principal d’obtenir une lignée hiPSC MBNL1 KO, une lignée MBNL2 KO ainsi 

qu’une lignée MBNL1,2 DKO. 

 

Cette thèse s’est également inscrite dans un contexte où les outils cellulaires musculaires 

humains pour l’étude de la DM1 présentent certaines limites. Ces derniers reposent en effet 

majoritairement sur l’utilisation i) de cellules musculaires primaires issues de biospsies de 

patients mais dont la prolifération in vitro reste limitée ; ii) de cellules musculaires primaires 

immortalisées et dont le processus d’immortalisation aboutit à la modification du cycle 

cellulaire de ces cellules (Arandel et al. 2017) ; iii) de cellules myogéniques différenciées à 

partir de cellules souches pluripotentes DM1 par la surexpression de facteurs de 

transcription myogéniques comme MyoD ou Pax7 (Ueki et al. 2017; Mondragon-Gonzalez 

and Perlingeiro 2018; Kim et al. 2019).  

Ces approches de reprogrammation directe présentent l’inconvénient de contourner les 

premières étapes développementales de la myogenèse, étapes qui pourraient être 

primordiales dans la mise en place des mécanismes physiopathologiques de maladies 

génétiques neuromusculaires telles que la DM1 (Chal and Pourquié 2017).  

Ainsi, l’objectif de cette thèse a également été de mettre au point un protocole de 

différenciation myogénique au laboratoire pour l’étude de la DM1 en utilisant uniquement 

des petites molécules et des cytokines. L’utilisation d’un tel protocole combiné avec 

l’obtention des lignées hiPSC déficientes en protéines MBNL obtenues par CRISPR/Cas9, 

permet également de répondre à la question de la contribution des protéines MBNL dans la 
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spécification myogénique humaine en évaluant les conséquences moléculaires et cellulaires 

de cette perte de fonction sur la génération de cellules musculaires squelettiques. Pour cela, 

un des objectifs de ma thèse fut de réaliser des analyses transcriptomiques sur ces cellules 

musculaires squelettiques obtenues à partir des hiPSC DM1 ainsi que des hiPSC MBNL KO 

générées dans le but d’identifier de nouveaux mécanismes moléculaires 

physiopathologiques dépendants ou non des protéines MBNL. Cette dernière étude nous a 

ainsi permis d’identifier un nouveau défaut d’épissage alternatif, régulé par les protéines 

MBNL1 et MBNL2, présent dans des cellules de patients DM1 et qui semble affecter la 

spécification post-synaptique. 

 

En parallèle de ces objectifs principaux, j’ai également pu collaborer avec une autre 

étudiante en thèse de l’équipe, Julie Tahraoui afin d’étudier notamment le rôle des protéines 

MBNL dans la spécification d’un autre type cellulaire : les motoneurones spinaux.  

La DM1 a pendant longtemps été décrite comme une maladie purement musculaire mais 

plusieurs études ont décrit la présence de défauts de transmission synaptiques chez les 

patients (Bombelli et al. 2016) ou encore l’observation de foci au niveau des noyaux des 

motoneurones (Wheeler et al. 2007a). Ainsi, l’objectif de cette étude est de définir si la 

mutation DM1, et en particulier la perte de fonction des protéines MBNL, pourrait affecter 

la communication entre les motoneurones spinaux et leur cible musculaire. 
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Article 1 : La déplétion des protéines MBNL dans les cellules souches 

pluripotentes révèle une transition d’épissage anormale de SORBS1 

affectant le développement neuromusculaire dans la DM1 

 

 
 

L’objectif principal de cette étude a consisté à développer un nouveau modèle, basé sur 

l’utilisation des cellules souches humaines induites à la pluripotence (hiPSC), pour mieux 

comprendre à la fois la fonction des protéines MBNL dans la spécification myogénique 

humaine mais également leur contribution dans la physiopathologie de la DM1. Nous avons 

utilisé la technologie CRISPR/Cas9 dans le but de générer des hiPSC déplétées en protéines 

MBNL afin d’évaluer l’impact de la perte d’expression de ces protéines au niveau cellulaire 

et moléculaire au cours des différentes étapes développementales de la myogenèse. À l’aide 

d’une approche transcriptomique comparative, nous avons pu identifier le défaut d’inclusion 

de l’exon 25 de SORBS1 dans des myotubes dérivés d’hiPSC DM1 et d’hiPSC MBNL1,2 DKO 

ainsi que dans des échantillons musculaires de patients DM1. Enfin, par des expériences de 

saut d’exon médiées par des oligonucléotides anti-sens, nous avons démontré dans cette 

étude que ce défaut d’épissage engendrait des anormalités structurelles du compartiment 

musculaire post-synaptique. 

 

Génération des lignées hiPSCs MBNL KO(s) par CRISPR/Cas9 

La première étape de ma thèse fut d’obtenir des lignées hiPSC MBNL1 knock-out (KO) et 

hiPSC MBNL2 KO à l’aide de la technologie CRISPR/Cas9.  

Nous avons conçu des ARN guides (gRNA) ciblant spécifiquement le premier exon codant 

non-alternatif de chacun des gènes MBNL1 et MBNL2 afin d’induire l’apparition de codons 

STOP très tôt dans la séquence d’ADN et s’appliquant ainsi à toutes les isoformes protéiques 

de ces deux gènes. Afin d’identifier les clones hiPSC KO, nous avons effectué cette sélection 
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en deux temps : la première étape fut d’analyser par la méthode de RFLP (restriction 

fragment length polymorphism) la perte totale ou partielle d’un site de restriction 

enzymatique situé au niveau du PAM, nous indiquant ainsi si l’édition génomique a eu lieu 

on non. Cette étape offre les avantages d’une sélection rapide et peu coûteuse en raison 

d’une simple réaction de digestion enzymatique de l’ADN génomique des clones obtenus. 

La deuxième étape de sélection a consisté à séquencer par la méthode de Sanger les clones 

sélectionnés dans le but d’identifier parmi ces clones édités ceux dont les Indels (insertions 

et délétions) générés par CRISPR/Cas9 ont induit l’apparition de codons STOP.  

Par ailleurs, compte-tenu des résultats obtenus chez la souris et démontrant une 

importante compensation entre les deux paralogues Mbnl1 et Mbnl2, nous avons également 

généré une lignée hiPSC MBNL1(-/-) ; MBNL2(-/-) (DKO) (Lee et al. 2013). La condition 

MBNL1(-/-) ; MBNL2(+/-) fut également générée en raison de la forte mortalité néonatale 

observée chez les souris DKO alors que les souris Mbnl1(-/-) ; Mbnl2(+/-) sont viables mais 

développent tout de même des phénotypes sévères (Goodwin et al. 2015; Lee et al. 2013). 

Le gRNA ciblant MBNL2 ayant été moins efficace que celui-ci ciblant MBNL1 (environ 9% 

d’efficacité d’édition contre 25% respectivement), nous avons donc choisi d’obtenir ces deux 

lignées hiPSC MBNL1(-/-) ; MBNL2(-/-) et MBNL1(-/-) ; MBNL2(+/-) en répétant l’expérience 

d’édition génomique de MBNL1 à partir des clones MBNL2(-/-) et MBNL2(+/-) 

précédemment obtenus. Enfin, bien que le paralogue MBNL3 ne semble que très peu 

exprimé dans des tissus adultes, et pour pallier tous éventuels phénomènes de 

compensation dans la lignée hiPSC DKO, nous avons généré une lignée MBNL1(-/-) ; 

MBNL2(-/-) ; MBNL3(-/-) (TKO). Les clones obtenus dans la suite de notre étude ont été 

validés par un contrôle qualité de pluripotence par cytométrie en flux. L’intégrité génomique 

fut également confirmée par des analyses caryotypiques et par le génotypage des SNP. 

Enfin, une analyse des sites off-target exoniques ainsi que des sites introniques ou 

intergéniques les plus susceptiblement reconnus par la Cas9, a été réalisé et a permis de 

valider l’absence d’effet off-target au niveau de ces séquences dans chacune des lignées 

utilisées dans cette étude.  

 
 

La double déplétion des protéines MBNL1 et MBNL2 affecte les étapes tardives de la 
myogenèse et reproduit les caractéristiques principales de la DM1  

 En adaptant à nos cultures cellulaires un protocole de différenciation myogénique 

n’utilisant aucun transgène (Caron et al. 2016), nous avons pu évaluer la capacité des hiPSC 

déplétées en MBNL à se différencier en cellules musculaires squelettiques. Dans un premier 

temps, j’ai suivi la cinétique d’expression de ces protéines à partir d’hiPSC WT et observé 

l’augmentation graduelle des niveaux d’expression de MBNL1 et MBNL2 tout au long de la 

différenciation, celles-ci n’étant pas retrouvées exprimées au stade indifférencié. Concernant 

MBNL3 nous n’avons observé qu’une très légère expression dans les premiers jours de 
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différenciation et aucune expression au niveau des myoblastes ou des myotubes, en accord 

avec ce qui avait été décrit dans des myoblastes primaires humains (Holt et al. 2009). 

En différenciant par la suite nos différentes lignées MBNL KOs, j’ai tout d’abord pu valider 

la perte d’expression des protéines MBNL selon les clones correspondants et observer une 

compensation entre les paralogues MBNL1 et MBNL2 avec une augmentation de 

l’expression de MBNL1 et de MBNL2 dans cellules musculaires dérivées respectivement 

d’hiPSC MBNL2(-/-) et MBNL1(-/-).  

Concernant l’impact fonctionnel des protéines MBNL durant la différenciation 

myogénique, nous avons observé que la déplétion de ces protéines ne perturbait pas 

l’engagement myogénique, avec des taux similaires de cellules (autour de 80%) exprimant 

le marqueur des progéniteurs myogéniques PAX3 au 5ème jour de différenciation par rapport 

aux cellules dérivées d’hiPSC DM1 ou WT. De la même manière, nous n’avons observé 

aucune différence significative concernant le pourcentage de cellules positive à la Desmine, 

un filament intermédiaire spécifique du muscle, au 16ème jour de différenciation, indiquant 

que les précurseurs myogéniques sont capables de se différencier en myoblastes en 

l’absence d’expression des protéines MBNL. Malgré l’absence de phénotype cellulaire, 

certains défauts d’épissage alternatif caractéristiques de la DM1 sont cependant détectables 

dès ce stade myoblaste, tels que les défauts d’épissage de l’exon 78 de DMD et de l’exon 11 

de l’INSR. Ces défauts d’épissage sont encore plus nombreux au niveau des myotubes avec 

une réelle aggravation dans les myotubes dérivés d’hiPSC DKO et TKO, notamment 

concernant l’exon 11 de BIN1 ou encore de l’exon 29 de CACNA1S.   

En parallèle des lignées dépélétées en MBNL, nous avons également inclus dans notre 

étude deux lignées d’hiPSC générées à partir de deux patients différents ainsi qu’une lignée 

WT contrôle issue de la sœur d’un des deux patients et non atteinte par la maladie. 

L’utilisation de ces lignées nous ont permis de reproduire, comme cela a déjà été observé 

dans des cultures primaires et immortalisées issues de patients DM1 (Arandel et al. 2017), 

un défaut de fusion myogénique dans les myotubes dérivés d’hiPSC DM1 ainsi que plusieurs 

défauts d’épissage décrits chez les patients DM1.  

De manière intéressante, on retrouve également ce phénotype en l’absence des protéines 

MBNL. Celui-ci est modéré dans les myotubes dérivés des hiPSC simple KO alors que nous 

le retrouvons aggravé dans les myotubes dérivés des hiPSC MBNL2(-/-) et MBNL2(+/-), DKO 

et TKO, avec aucune différence significative entre les DKO et les TKO. Plusieurs conclusions 

peuvent être dressées à ce stade. Tout d’abord, nos résultats démontrent la possibilité 

d’utiliser un protocole de différenciation myogénique efficace et n’utilisant pas de transgène. 

Appliqué à des lignées DM1, il permet de générer des cellules musculaires squelettiques qui 

reproduisent les stigmates moléculaires et cellulaires associées à la pathologie. Concernant 

les protéines MBNL, nos résultats montrent un rôle des protéines MBNL1 et MBNL2 dans les 

étapes tardives de la myogénèse in vitro et permettent de confirmer l’importante 

compensation fonctionnelle qui existe entre ces deux paralogues.  



 

 113 

 
Analyse comparative des voies moléculaires dérégulées entre les myotubes dérivés 
d’hiPSC DM1, MBNL1 KO et DKO 

Dans le but d’étudier plus finement les conséquences de la déplétion des protéines MBNL 

sur la myogenèse humaine, nous avons réalisé une analyse transcriptomique comparative 

par séquençage AmpliSeq entre les myotubes dérivés d’hiPSC MBNL1 KO, DKO et WT. En 

comparant les myotubes MBNL1 KO et WT ainsi que les myotubes DKO et WT, nous avons 

identifié dans les deux cas plus de 120 gènes différentiellement exprimés (DEGs), avec 

seulement 12 gènes communément dérégulés dans ces deux listes. En revanche, 258 gènes 

sont retrouvés dérégulés entre myotubes DKO et MBNL1 KO, suggérant un rôle 

compensatoire de MBNL2 qui pourrait expliquer le peu de gènes communément dérégulés 

entre myotubes MBNL1 KO comparés aux myotubes WT ainsi que myotubes DKO et WT. De 

plus, l’analyse par "gene ontology" (GO) des 126 DEGs dans les myotubes MBNL1 KO 

comparés aux WT ne révèle que peu de processus biologiques reliés au muscle squelettique, 

avec la dérégulation de gènes majoritairement impliqués dans "l’organisation de la matrice 

extracellulaire", "la régulation de la migration cellulaire" ou encore "la régulation de la 

croissance cellulaire", alors que celles concernant les DEGs observés dans les myotubes DKO, 

qu’ils soient comparés aux myotubes MBNL1 KO ou aux myotubes WT, montrent de 

nombreux procédés biologiques down-régulés intéressants comme "l’organisation de la 

structure d’actomyosine" ou encore "la contraction du muscle strié". Ces résultats soulignent 

encore une fois l’importante compensation de MBNL1 par MBNL2. 

Nous avons poursuivis notre étude en réalisant un RNA-Seq sur ces mêmes cellules et en 

incluant les myotubes dérivés d’hiPSC DM1 pour analyser la contribution des protéines 

MBNL dans les défauts d’épissage observés dans DM1. Nous avons observé 696 exons 

différentiellement épissés (DSEs) entre myotubes DM1 et WT, 399 DSEs entre myotubes 

MBNL1 KO et WT et 547 entre myotubes DKO et WT. Parmi les 696 DSEs observés dans les 

myotubes dérivés d’hiPSC DM1, 254 (36%) sont également dérégulés dans les myotubes 

DKO et 224 (32%) sont retrouvés dans les myotubes dérivés d’hiPSC MBNL1 KO. Enfin, 126 

DSEs ont été observés à la fois dans les myotubes dérivés d’hiPSC DM1, MBNL1 KO et DKO.  

Parmi les 547 DSEs observés dans les myotubes DKO, 164 (30%) sont également retrouvés 

dans les myotubes MBNL1 KO comparés aux myotubes WT, suggérant ici aussi une 

compensation fonctionnelle importante de MBNL2. De manière intéressante, les analyses 

par GO des DSEs observés dans les myotubes DM1 et de ceux observés dans les myotubes 

DKO ont révélé des processus biologiques dérégulés reliés au muscle squelettique au niveau 

par exemple de la "contraction du muscle strié" et de l’"organisation des filaments d’actine", 

avec également la dérégulation de gènes impliqués dans l’"organisation sarcomérique" et le 

"développement de la jonction neuromusculaire" dans les myotubes DKO. Nous avons ainsi 

pu mettre en évidence une trentaine de DSEs impliqués dans la majorité de ces procédés 

biologiques et dont 21 présentent un défaut similaire dans les myotubes dérivés d’hiPSC 

DKO et DM1.  
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Identification d’un défaut d’épissage alternatif de la DM1, régulé par les protéines 
MBNL et responsable d’anomalies structurelles du compartiment post-synaptique 
musculaire 

Parmi les différents défauts d’épissage identifiés précédemment, nous vons choisi de nous 

intéresser plus particulièrement à celui qui touche le gène SORBS1 pour plusieurs raisons. 

Tout d’abord, ce défaut d’épissage correspond à l’un des événement d’épissage retrouvé le 

plus fortement altéré dans les myotubes dérivés d’hiPSC DM1 et DKO. En nous référant à la 

littérature, nous avons également constaté que ce défaut d’épissage avait déjà été identifié 

à la fois dans le muscle cardiaque de souris Mbnl1(-/-) ; Mbnl2(+/-) (Lee et al. 2013) ainsi 

que dans des muscles squelettiques issus de biopsies de patients atteints des formes 

congénitales (Nakamori et al. 2017) et adultes (Wang et al. 2019a) de la DM1. Finalement, le 

dernier argument s’est reposé sur une étude récente démontrant l’implication de la protéine 

Sorbs1 dans l’aggrégation des récepteurs à l’acétylcholine (AChR) (Hallock et al. 2016). 

Même si ces résultats avaient été générés dans des cellules musculaires murines C2C12, ils 

suggéraient un rôle de Sorbs1 dans une des étapes essentielles dans la formation des 

jonctions neuromusculaires. De façon intéressante, différentes études avaient par le passé 

montré des défauts structurels et organisationnels des clusters des AChR à la fois dans un 

modèle murin sévère de la DM1 (Panaite et al. 2013) ainsi que dans les souris Mbnl DKO et 

TKO (Lee et al. 2013; Thomas et al. 2017).  

Nous avons pu observer dans un premier temps un défaut au niveau de la transition 

développementale des isoformes de SORBS1, contenant ou non l’exon 25, dans les muscles 

squelettiques issus d’embryons atteints de formes congénitales de la DM1, comparés à des 

échantillons provenant d’embryons sains. Après avoir par la suite confirmé le défaut 

d’inclusion de l’exon 25 de SORBS1 dans des cellules musculaires primaires issues de patient 

DM1 comparés à des myotubes primaires sains (16 et 96% d’inclusion respectivement), nous 

avons pu valider en analysant celui-ci dans nos différentes lignées CRISPR, que ce défaut 

d’épissage était bien régulé par les protéines MBNL avec une aggravation du défaut 

d’épissage avec la double déplétion de MBNL1 et MBNL2.  

Afin d’étudier les conséquences fonctionnelles de ce défaut d’épissage, nous avons mis 

en place une stratégie de saut d’exon médiée par des oligonucléotides anti-sens (ASO). Nous 

avons dans un premier temps tester plusieurs séquences d’ASO ciblant différentes 

séquences régulatrices de l’épissage de cet exon en analysant leur effet sur son inclusion 

48h post-transfection. J’ai ainsi pu observer que l’ASO ciblant la séquence ESE (exonic 

splicing enhancer) était le plus efficace car lui-seul permettait de diminuer le niveau 

d’inclusion de l’exon 25 de SORBS1 dans des myotubes WT et ce, de façon similaire au niveau 

d’inclusion observé dans les myotubes DM1. Nous nous sommes par la suite assuré que ce 

saut d’exon ne modifiait pas l’expression de l’ARNm SORBS1 dans ces myotubes sains 

transfectés.  
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Nous sommes interrogés quant à l’éventuel rôle du défaut d’épissage de l’exon 25 de 

SORBS1 dans le clustering des AChR au niveau du compartiment musculaire post-

synaptique. J’ai ainsi mis en place un protocole permettant de transfecter les cellules 

musculaires dérivées d’hiPSC WT avec l’ASO ciblant l’ESE, suivi par un traitement à l’Agrin 

dans le but d’induire la formation des clusters des AChR. Nous avons tout d’abord observé 

une diminution importante de l’immuno-marquage des AChR dans les myotubes traités par 

l’ASO comparés aux myotubes WT (mock). Afin d’aller plus loin dans notre analyse, nous 

avons évalué différents paramètres tels que la taille moyenne de ces clusters, l’aire totale par 

myotubes ou encore leur nombre en les catégorisant selon leur taille. En accord avec les 

défauts d’inclusion de l’exon 25 de SORBS1, nous avons dans un premier temps observé une 

diminution significative des clusters des AChR dans les myotubes dérivés d’hiPSC DM1 et 

DKO par rapport aux myotubes dérivés d’hiPSC WT. De manière intéressante, nous avons 

également observé une diminution de l’aire totale des AChR et de leur taille moyenne, ainsi 

qu’une diminution importante du nombre de gros clusters (supérieurs à 40µm2) dans les 

myotubes traités avec l’ASO. Nos résultats indiquent ainsi que l’exclusion de l’exon 25 de 

SORBS1 médiée par l’ASO permet de reproduire à elle-seule les défauts de clustering des 

AChR observés dans les myotubes dérivés d’hiPSC DM1 et DKO.  

Ayant fait par la suite l’observation de ces mêmes conséquences phénotypiques dans des 

myotubes primaires humains nous avons ainsi pu confirmer que l’exclusion de l’exon 25 de 

SORBS1 était suffisante pour induire les défauts de clustering des AChR également dans ces 

cellules. Afin de mieux comprendre le rôle précis de l’exon 25 de SORBS1, nous nous sommes 

demandé si son exclusion avait un effet sur la stabilité de la protéine, sur sa localisation ou 

encore au niveau des interactions entre SORBS1 et ses potentiels partenaires. Après avoir 

vérifié que l’ASO ne modifiait pas le niveau d’expression de la protéine, nous avons observé 

à l’aide d’analyses de microscopie confocale une différence de localisation de la protéine 

SORBS1, plus diffus après traitement et donc en absence d’exon 25. Ainsi, l’exon 25 de 

SORBS1 semblerait avoir un rôle dans la localisation de la protéine qui serait essentielle pour 

la formation des clusters des AChR au niveau du compartiment post-synaptique. Ensemble, 

nos résultats pourraient expliquer d’un point vue clinique certains défauts fonctionnels au 

niveau de la communication neuromusculaire chez les patients DM1. 
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ABSTRACT 

 

Alternative splicing has emerged as a fundamental mechanism not only for the diversification of 

protein isoforms but also for the spatiotemporal control of development. Therefore, a better 

understanding of how this mechanism is regulated has the potential to elucidate fundamental 

biological principles, and also to decipher pathological mechanisms involved in diseases where 

normal splicing networks are mis-regulated. Here, we took advantage of human pluripotent stem cells 

to decipher during human myogenesis the role of MBNL proteins, a family of tissue-specific splicing 

regulators whose loss of function is associated with Myotonic Dystrophy type 1 (DM1), an inherited 

neuromuscular disease. Thanks to the CRISPR/Cas9 technology, we generated human-induced 

pluripotent stem cells (hiPSCs) depleted in MBNL proteins and evaluated the consequences of this 

loss on the generation of skeletal muscle cells. Our results reveal the temporal requirement of MBNL 

proteins in human in vitro myogenesis and validate that the loss of function of these proteins 

recapitulate the main features of DM1. Combined to a transcriptomic analysis, we were able to 

highlight the molecular pathways regulated by these proteins during myogenesis that could be 

involved in the development of DM1. This led us to identify a new alternative splicing defect in DM1, 

regulated by MBNL proteins. This missplicing might affect the localization of SORBS1 that 

consequently leads to structural abnormalities of the muscular post-synaptic compartment. These 

findings may be clinically significant for the functional changes in neuromuscular connections 

associated with DM1. 

Keywords: Human pluripotent stem cells, CRISPR/Cas9, Muscleblind-like, skeletal muscle cell 

differentiation, Myotonic dystrophy type 1. 
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INTRODUCTION 

Alternative splicing has emerged in the post-genomic era as the main driver of proteome 

diversity. The identification that at least 95% of human genes produce multiple spliced RNA via 

alternative exon usage has revealed the prevalence of this additional layer of gene expression 

regulation (Wang et al. 2008; Pan et al. 2008). The regulation of alternative splicing varies with cell 

type, during development or upon cellular differentiation, thereby participating in the fine-tuning of 

a gene signature temporally and spatially (Merkin et al. 2012). To ensure this developmental and 

tissue-specific regulation, alternative splicing relies on complex mechanisms involving an intricate 

protein-RNA network. This leads to the precise and sequential recognition of cis-acting sequences on 

the pre-mRNA by trans-acting RNA-binding factors. It has become apparent that these coordinated 

splicing networks have important physiological functions in developmental processes and that 

disruption of these networks negatively impacts health and contributes to human diseases. 

According to some estimates, up to 50% of all pathogenic mutations may affect splicing in 

some way (Cooper et al. 2009). Illustrating this, Myotonic Dystrophy Type 1 (DM1) represents one 

paradigmatic example of genetic disease in which loss of MBNL splicing factors is considered as the 

central pathological event. DM1 is an autosomal dominant neuromuscular disease caused by 

abnormal expansion of CTG repeats in the 3’untranslated region (UTR) of the Dystrophia myotonia 

protein kinase (DMPK) gene (Brook et al. 1992; Mahadevan et al. 1992). The pathogenesis of DM1 

involves an RNA gain-of-function mechanism caused by the expression of mutant RNAs containing 

hundreds to thousands of CUG repeats that sequester Muscleblind-like RNA binding proteins 

(MBNL) involved in the regulation of alternative splicing (Miller et al. 2000; Fardaei et al. 2002). 

This functional loss of MBNL proteins results in several alternative splicing mis-regulation events 

that have been associated for some of them to clinical symptoms such as myotonia, muscle weakness 

and insulin resistance (Miller et al. 2000; Nakamori et al. 2013).  

Three different genes encode human MBNL homologs: MBNL1, MBNL2 and MBNL3 which 

all share structural similarities (Fardaei et al. 2002; Kanadia et al. 2003b; Konieczny et al. 2014). 

MBNL1 and MBNL2 are ubiquitously expressed but while MBNL1 is found in similar levels in all 

tissues, MBNL2 is more abundant in the brain (Kanadia et al. 2003b; Konieczny et al. 2014). In a 

majority of tissues MBNL1 and MBNL2 expression rises during differentiation. In contrast, MBNL3 

is expressed at much lower levels, with peak expression in placenta, and its functions are poorly 

defined compared to its two other paralogs (Holt et al. 2009; Konieczny et al. 2014). According to 

this differential expression over time, MBNL1 and MBNL2 proteins have been shown to modulate 

the splicing profile of a large number of genes during fetal-to-adult transitions (Lin et al. 2006). At 

the functional level, knockout Mbnl1 mice display skeletal muscle defects such as myotonia or central 

nuclei only at an adult stage (Kanadia et al. 2003a) whereas loss of Mbnl2 mice leads predominantly 

to brain phenotypes with no major defects in skeletal muscles (Charizanis et al. 2012). However, the 

exploitation of these loss-of-function models was hampered by compensatory mechanisms which 

result in an increased expression of Mbnl2 as observed in knock-out Mbnl1 mice (Lee et al. 2013). In 

contrast, Mbnl1(-/-); Mbnl2(-/-) double knockouts are embryonic lethal while Mbnl1(-/-);      

Mbnl2(+/-) mice are viable but develop severe phenotypes such as reduced lifespan, heart conduction 

block, severe myotonia and progressive skeletal muscle weakness (Lee et al. 2013; Goodwin et al. 

2015). Concerning Mbnl3(-/-) mice, results showed decreased skeletal muscle regeneration and 

reduced grip strength associated with age despite low expression of Mbnl3 in adult muscles. 

Moreover, all the phenotypes described in Mbnl3 (-/-) mice were not associated with significant 

changes in alternative splicing (Poulos et al. 2013; Choi et al. 2016). Altogether, these studies have 

highlighted the developmental function of Mbnl proteins in mice, but they also raise the question of 
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whether MBNL proteins are similarly involved in human development as well as the precise timing 

at which these proteins intervene.  

In this study, we focused on the role of MBNL proteins during human skeletal myogenesis. 

Due to their capacity to differentiate into any cell types of an organism, we based our approach on 

the combined use of human induced pluripotent stem cells (hiPSCs) and CRISPR/Cas9 technology 

to generate hiPSCs depleted in MBNL homologs in order to evaluate the impact of MBNL proteins 

loss at the cellular and molecular level during the succesive developmental steps of myogenesis. 

Thanks to a comparative transcriptomic approach, we identified the defective inclusion of SORBS1 

exon 25 in DM1 and MBNL1,2 DKO hiPSC-derived myotubes and in skeletal muscle samples from 

DM1 patients. Through antisense oligonucleotide (ASO)-mediated exon skipping experiments, we 

demonstrated that this missplicing leads to structural abnormalities of the muscular post-synaptic 

compartment.  

 

 

RESULTS 

 

CRISPR/Cas9 strategy to generate MBNL KO(s) hiPSCs  

To generate MBNL knockout hiPSC lines, sgRNAs were specifically designed to target one of 

the first coding exons as well as the presence of an enzymatic restriction site at the PAM sequence 

(Figure 1A and 1B) (Concordet and Haeussler 2018). Each sgRNA was complexed with SpCas9 

protein to perform ribonucleoprotein transfection of dissociated hiPSCs (Ramakrishna et al. 2014). 

The selection of gene-edited clones was based on a two-step selection process. Thanks to the use of 

sgRNA targeting sequences within a restriction endonuclease site (Figure 1B; framed in purple) at 

the PAM level (Figure 1B; NGG in red), restriction fragment length polymorphism was first analyzed 

to rapidly detect CRISPR gene editing according to total or partial loss of restriction sites (Table S1). 

The second selection was based on Sanger DNA sequencing to select clones with INDELS that have 

generated STOP codons (Figure 1C. For MBNL1, we obtained an editing efficiency of 25% with 24 

pre-selected clones out of 96 clones tested (10 with a homozygous profile and 14 heterozygous). After 

the sequencing of these 24 clones, 3 homozygous and 2 heterozygous clones were validated (Figure 

1C and 1D and Supplementary Figure 1A). Concerning MBNL2, 9 clones were pre-selected out of 96 

(editing efficiency of 9%) and 3 were finally validated by sequencing. We generated two 

heterozygous clones and obtained only one MBNL2(-/-) homozygous knockout clone (Figure 1C and 

Supplementary Figure 1A). Because of the compensatory phenomena observed between Mbnl2 and 

Mbnl1 in knockout mice (Lee et al. 2013), double knockout MBNL1(-/-);     MBNL2(-/-) (DKO) were 

generated (Figure 1C and 1D and Supplementary Figure 1A). The condition MBNL1(-/-);    

MBNL2(+/-) was also generated as Mbnl1(-/-); Mbnl2(-/-) double mice knockouts are embryonic 

lethal whereas Mbnl1(-/-); Mbnl2(+/-) mice are viable but develop severe phenotypes (Lee et al. 2013; 

Goodwin et al. 2015). Finally, to decipher the contribution of MBNL3, we generated triple knockout 

of MBNL1(-/-); MBNL2(-/-); MBNL3(-/-). We obtained an editing efficiency of 22% and validated 5 

different triple knockout (TKO) clones, two of which were considered for further analyses (Figure 

1C and 1D and Supplementary Figure 1A). For each generated clone, pluripotency was validated by 

flow cytometry of the pluripotent markers SSEA3 and TRA1-81. Genomic integrity was also verified 

by a karyotype analysis and SNP genotyping (Supplementary Figure 1B and 1C). To determine off-

target activity of our gRNAs, we analyzed the most likely off-target sites, and no mutation induced 

by genome editing was observed (Table S2).  
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No major impairment of the early myogenic commitment in the absence of MBNL proteins 

The capacity of MBNL-depleted human pluripotent stem cells to differentiate into skeletal 

muscle cells was evaluated by using a transgene-free protocol which can be schematically divided 

into three steps (Caron et al. 2016) (Figure 2A).  We first monitored the expression of the different 

isoforms of MBNL at the protein and mRNA level along this myogenic differentiation process. As 

previously reported (Venables et al. 2013), MBNL1 and MBNL2 were not found to be expressed in 

undifferentiated human pluripotent stem cells. Their level of expression gradually increased as 

differentiation progresses to reach a maximum expression after ~20 days of differentiation, 

corresponding to the beginning of the final myogenic maturation step (Figure 2B and Supplementary 

Figure 2A and 2D).   

In contrast, MBNL3 expression slightly increased during the first days of differentiation 

followed by its decreased expression at later time points (Figure 2B and Supplementary Figure 2A-

D). As previously described in human primary myoblasts (Holt et al. 2009), our results also confirmed 

that MBNL1 is the most abundant MBNL proteins in hiPSC-derived skeletal muscle cells although 

MBNL1 and MBNL2 proteins follow a similar kinetic of expression (Figure 2B).  

The analysis at the protein level demonstrated a specific lack of expression of MBNL paralogs 

in the different gene-edited hiPSC lines differentiated into skeletal muscle cells (Figure 2C and 2D). 

As reported in mouse model of Mbnl loss of function (Lee et al. 2013), we also observed a 

compensatory increase in MBNL1 and MBNL2 expression in MBNL2(-/-) and MBNL1(-/-), 

respectively (Figure 2C and 2D and Supplementary Figure 2E). MBNL3 level was found not to be 

increased as a compensatory response to MBNL1 and MBNL2 loss (Supplementary Figure 2C and 

2E). 

To evaluate the functional impact of MBNL proteins loss during myogenic differentiation, the 

expression of stage-specific muscle markers was evaluated at different time points. As MBNL 

proteins are known to be important players in DM1 pathogenesis (Wang et al. 2012; Thomas et al. 

2017), we used DM1 hiPSC as a reference (Supplementary Figure 3A and 3B). At 5 days of 

differentiation, approximatively 80% of cells expressed the myogenic progenitor marker PAX3, with 

no significant difference between the different cell lines indicating that muscle lineage commitment 

is not affected by MBNL depletion (Figure 3A and Supplementary Figure 4A). Similar observation 

was made at 16 days of differentiation by the quantification of cells positive for DESMIN, a muscle-

specific intermediate filament. Between 74 and 87% of cells were DESMIN+ with no significant 

difference between conditions showing that the myogenic precursors developed into skeletal 

myoblasts in the absence of MBNL proteins (Figure 3B and Supplementary Figure 4B). 

Despite the absence of phenotypes at the cellular level, we sought to evaluate the molecular 

consequences of MBNL depletion. We chose to focus on several gene transcripts important for 

skeletal muscle function and previously shown to be mis-spliced in DM1 patients’ biopsies 

(Nakamori et al. 2007, 2013). While these mis-splicing events were identified in adult tissues, RT-

PCR analysis showed that the splicing profiles of DMD exon 78, INSR exon 11 and MBNL1 exon 5 

were significantly deregulated at the myoblast stage in DM1, MBNL1(-/-), DKO and TKO compared 

to non-DM1 control (WT) (Figure 3C and Supplementary Figure 4C). DKO showed more 

pronounced splicing changes than MBNL1(-/-) and DM1 conditions. A similar observation was made 

with the depletion of the three paralogs (Figure 3C). In contrast, the loss of MBNL2 alone did not 

significantly lead to mis-splicing events when compared to non-DM1 control (WT) myoblasts 

illustrating the compensation of MBNL2 by MBNL1 as previously reported (Wang et al. 2012) 

(Figure 3C). These observations suggested that MBNL proteins are dispensable for myogenic 

commitment even if MBNL loss of function led to early mis-splicing events that could interfere with 
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later stages of myogenesis. 

 

MBNL1 and MBNL2 depletion impacts late myogenesis and reproduces the main features 

associated with DM1 

We next evaluated the consequences of MBNL loss of function on the capacity of hiPSC-

derived myoblasts to further differentiate and fuse into myotubes (Caron et al. 2016). As a point of 

reference, we first characterized this late differentiation by using DM1 hiPSC-derived myoblasts. 

Primary or immortalized muscle cell cultures derived from muscle biopsies of DM1 patients have 

been shown to present altered myogenic fusion as well as DM1-associated molecular features 

including mutated DMPK mRNAs aggregates that sequester MBNL1 and subsequently lead to 

alternative splicing defects (Arandel et al. 2017). Accordingly, we also observed that DM1 hiPSC-

derived myoblasts under differentiation condition form smaller myotubes and present a significantly 

reduced fusion capacity when compared to WT hiPSC-derived myoblasts (Figure 4A and 

Supplementary Figure 5A). Moreover, the main DM1-associated molecular features including 

mutated DMPK mRNAs aggregates, nuclear sequestration of MBNL1 and MBNL2 and presence of 

several mis-spliced events were detected in these cells (Figure 4B-C, Supplementary Figure 3C-E 

and Supplementary Figure 5B). These data demonstrate that DM1 hiPSC-derived skeletal myotubes 

recapitulate phenotypic and molecular traits similar to those found in skeletal muscle cell cultures 

isolated from DM1 patients. 

In comparison, loss of either MBNL1 or MBNL2 resulted in a moderate effect on myogenic 

fusion which is likely related to the compensatory phenomenon existing between the two paralogs 

(Figure 4A and Supplementary Figure 5A). Immunofluorescence analysis revealed that this 

upregulation was mainly localized in the nucleus (Figure 4B), in agreement with previous 

observations made in murine models of Mbnl loss of function (Lee et al. 2013). In contrast to single 

MBNL knock-out lines, MBNL1(-/-); MBNL2(+/-) and DKO hiPSC-derived myotubes showed an 

aggravated fusion defect (Figure 4A). Concordant with the absence of MBNL3 protein at this stage, 

depletion of MBNL3 in addition to the two paralogs did not exacerbate this phenotype in TKO lines 

when compared to DKO (Figure 4A). 

At the molecular level, and concordant with the observations made at the myoblast stage, 

several DM1-associated mis-splicing events, known to contribute to muscle function and 

maintenance such as BIN1 exon 7 and DMD exon78, were found to be mis-spliced in DM1 hiPSC-

derived myotubes (Figure 4C). For all targets examined, dramatic mis-splicing events were also 

observed in DKO myotubes (Figure 4C and Supplementary Figure 5B). These data strongly suggest 

that MBNL1 and MBNL2 proteins regulate RNA processing essential for normal late myogenesis. 

 

Comparative analysis of the molecular pathways misregulated between DM1, MBNL1 KO and 

DKO hiPSC-derived myotubes 

To better evaluate the consequence of MBNL1 and MBNL2 depletions during myogenesis, we 

sought to conduct a comparative transcriptomic analysis between DKO and WT hiPSC-derived 

myotubes. We also included MBNL1(-/-) hiPSC-derived myotubes to evaluate the effect of MBNL2 

compensation. For this purpose, we used AmpliSeq targeted sequencing technology allowing analysis 

of over 20.000 distinct human RNA targets simultaneously using a highly multiplexed amplification 

method (Li et al. 2015). The principal component analysis (PCA) showed a distinct transcriptomic 

profile for each condition (Supplementary Figure 6A). The comparison between MBNL1(-/-) and WT 

hiPSC-derived myotubes led to the identification of 126 genes differentially expressed (false 

discovery rate (FDR) < 0.05; |Log2FoldChange| > 0.4), with 31 being up-regulated and 95 down-

regulated in MBNL1(-/-) myotubes compared to WT (Supplementary Figure 6B). In the same order 
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of magnitude, 122 differentially expressed genes (DEGs) were found when comparing DKO to WT 

hiPSC-derived myotubes, 40 up-regulated and 82 down-regulated in DKO myotubes. A more 

pronounced difference was observed between DKO and MBNL1(-/-) hiPSC-derived myotubes with 

258 differentially expressed genes (Supplementary Figure 6B). All the differentially expressed genes 

(DEGs) are listed in Table S3. Strikingly, only 12 genes were commonly deregulated in MBNL1(-/-) 

versus WT myotubes and in DKO versus WT myotubes (Figure 5A). Hierarchical clustering on the 

122 DEGs detected in DKO compared to WT hiPSC-derived myotubes showed that MBNL1(-/-) 

hiPSC-derived myotubes were comparable to WT hiPSC-derived myotubes (Figure 5B). 

Accordingly, gene ontology (GO) analysis of DEGs in MBNL1(-/-) versus WT myotubes revealed 

enrichment in multiple biological processes, but few of these are related to skeletal muscle 

(Supplementary Figure 6C and Table S4). These observations could be explained, at least, by the 

functional compensation by MBNL2 in MBNL1(-/-) myotubes.  

Concerning DEGs in DKO compared to WT hiPSC-derived myotubes, gene ontology analysis 

revealed enrichment in several biological processes related to skeletal muscle such as “striated muscle 

contraction” (adjusted pvalue: 0,00001), “actomyosin structure organization” (adjusted pvalue: 

0,02341) or “muscle filament sliding” (adjusted pvalue: 0,02348) (Figure 5C). Strikingly, most of 

these muscle related-biological processes were found to be down-regulated in DKO hiPSC-derived 

myotubes (Figure 5C). In the same way, gene ontology analyses of DEGs in DKO compared to 

MBNL1(-/-) hiPSC-derived myotubes showed similar results with multiple down-regulated biological 

processes related to skeletal muscle (Supplementary Figure 6C-D). Among the list of down-regulated 

genes identified in DKO hiPSC-derived myotubes, we highlighted two interesting candidates for 

further explorations (Figure 5C): TCAP (also known as Telethonin) plays an essential role in the 

sarcomeric assembly by anchoring Titin in the Z-disk of the sarcomere (Bertz et al. 2009) and is 

known to be involved in Limb-Girdle Muscular Dystrophy 2G (LGMD2G) (Markert et al. 2010) ; 

MYOM1 is a constituent of the sarcomeric M band and plays an important role in sarcomere assembly 

and integrity (Prill et al. 2019). Interestingly, MYOM1 is found mis-spliced in muscular biopsies 

from DM1 patients (Nakamori et al. 2017) and this splicing defect could be caused by the down-

regulation of MBNL proteins (Koebis et al. 2011).  

Thus, we pursued our analysis by searching for cassette exons that demonstrate a significant 

difference in the level of inclusion between MBNL1(-/-), DKO and WT hiPSC-derived myotubes. A 

total of 547 cassette exons were found to be deregulated between DKO and WT hiPSC-derived 

myotubes, among which 296 and 251 exhibited a significant decrease and increase in inclusion, 

respectively (FDR < 0.05; Delta percent spliced-in (PSI) > 0.1) (Figure 5D and Table S5). Among 

the 547 differentially spliced-events (DSEs) observed in DKO hiPSC-derived myotubes, 164 (30%) 

were also found deregulated in MBNL1(-/-) hiPSC-derived myotubes compared to WT, suggesting 

here again an important functional compensation by MBNL2. We next compared these analyses with 

transcriptomic data generated from DM1 hiPSC-derived myotubes (Figure 5D). Of the 696 mis-

splicing events observed in DM1 hiPSC-derived myotubes, 224 (32%) appeared in MBNL1(-/-) 

hiPSC-derived myotubes. In the same way, 254 (36%) appeared in DKO hiPSC-derived myotubes 

and among these, 126 were commonly mis-spliced in DM1, MBNL1(-/-) and DKO hiPSC-derived 

myotubes (Figure 5E). Interestingly, gene ontology analysis of these 126 DSEs showed deregulation 

of biological processes related to “vesicle-mediated transport”, “muscle contraction” or “cytoskeleton 

organization” (Table S6). 

Functional annotation analysis of the DKO transcriptomic data revealed that the most relevant 

GO terms concerned skeletal muscle such as "sarcomere organization” (adjusted pvalue: 0,068) or 

“neuromuscular junction development” (adjusted pvalue: 0,06) (Figure 5F and Table S6). We 

highlighted 30 enriched DSEs involved in most of these muscle-related biological processes 
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deregulated in DKO myotubes (Supplementary Figure 6E), and found several already described 

alternative splicing defects associated with DM1 such as DMD exon 78, BIN1 exon 11 and BIN1 exon 

7 (Figure 4C and Supplementary Figure 5B) (Fugier et al. 2011; Rau et al. 2015). Among these 30 

DSEs, 21 were also mis-spliced in DM1 hiPSCs-derived myotubes in the same way they were in 

DKO myotubes (Supplementary Figure 6E). Only 3 DSEs (ABI2 ex10, MYL5 ex3 and TPM1 ex9) 

mismatched in the sense of inclusion/exclusion. Furthermore, only half of these 30 DSEs were also 

found deregulated in MBNL1(-/-) myotubes, which could explain why the biological processes 

deregulated in these cells are less related to skeletal muscle. In general, when DSEs concern both 

MBNL1(-/-) and DKO myotubes, the level of deregulation was worsened in DKO myotubes 

(Supplementary Figure 6E). In addition to DMD exon 78, BIN1 exon 11 and BIN1 exon 7, we 

validated two other DSEs in our MBNL knockouts hiPSC-derived myotubes (data not shown), 

including the aberrant inclusion of MYOM1 exon 18 in DM1 hiPSC-derived myotubes compared to 

WT (Supplementary Figure 6E and Table S5) which was also validated in DKO myotubes. 

Altogether, these data revealed sets of disrupted biological pathways associated to the loss of 

MBNL1 and MBNL2 that may be particularly relevant in the pathological context of DM1. 

 

Inclusion of SORBS1 exon 25 is regulated by MBNL proteins and increases throughout human 

myogenesis 

With the objective of identifying new molecular mechanisms that could be involved in the 

skeletal muscle pathology of DM1, we chose to focus on the abnormal inclusion of SORBS1 exon 25 

which appears to be one of the most severe mis-splicing events observed in DM1 and DKO hiPSC-

derived myotubes (with a decrease in inclusion of approximatively 70%) (Supplementary Figure 6E).  

This choice was also dictated by the fact that SORBS1 mis-splicing has been previously described in 

cardiac muscle of Mbnl1(-/-); Mbnl2(+/-) mice (Lee et al. 2013) and in tibialis anterior biopsies from 

adult DM1 (Wang et al. 2019) and was one of 38 splicing events associated with muscle immaturity 

in patients with congenital muscular dystrophy (CDM) (Nakamori et al. 2017). Consistently, we 

observed abnormal SORBS1 exon 25 skipping in skeletal muscle obtained from congenital DM1 

embryos, as opposed to healthy controls undergoing exon 25 inclusion from early development stages 

(Figure 6A). We also validated SORBS1 exon 25 inclusion defect in DM1 primary myotubes (Figure 

6B). SORBS1 exon 25 was almost totally included in WT primary myotubes (93,3% ± 0,2) while it 

was only included at 16,4% ± 2,8 in DM1 primary myotubes. Regarding MBNL KOs hiPSC-derived 

myotubes, our results confirmed that SORSB1 exon 25 inclusion is regulated by MBNL proteins 

driven by MBNL1 and MBNL2 gradient (Figure 6C). In addition, we observed that inclusion of 

SORBS1 exon 25 increased throughout human myogenesis in WT hiPSC cells, reflecting a 

developmental transition not observed in DM1 and DKO cells (Supplementary Figure 7A). We 

further evaluated the potential cellular consequences of this mis-splicing event. 

 

SORBS1 exon 25 is involved in AChR clustering defects observed in DM1 and MBNL DKO 

myotubes 

Sorbin and SH3 domain containing 1 (Sorbs1) has been identified as potentially involved in the 

early steps of neuromuscular junction formation due to its role in the formation of acetylcholine 

receptor (AChR) aggregation in murine C2C12 cells (Hallock et al. 2016).  Strikingly, previous 

studies showed that AChR organization and morphology were disrupted in a severe DM1 murine 

model (Panaite et al. 2013) as well as in Mbnl DKO mice (Lee et al. 2013; Thomas et al. 2017). We 

therefore sought to decipher whether SORBS1 exon 25 missplicing could be associated with defective 

AChR clustering. For this purpose, agrin-induced AChR clustering was analyzed in WT, DM1 and 

DKO hiPSC-derived myotubes. Concordant with the defective inclusion of SORBS1 exon 25, we 
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observed a significant decrease in AChR clustering in DM1 and DKO hiPSC-derived myotubes when 

compared to WT hiPSC-derived myotubes (Figure 6D-E). This difference was both found when 

considering the total area of AChR clusters and the number of AChR clusters of size greater than 20 

µm2 (Figure 6F-G).  

To investigate the involvement of SORBS1 exon 25 in AChR clustering, we used an antisense 

oligonucleotides (ASO)-based approach promotting SORBS1 exon 25 skipping in WT-hiPSC-derived 

myotubes. Several ASOs targeting key sequences for exon 25 splicing were designed and tested for 

their efficiency to induce exon 25 exclusion 48h post-transfection in human primary myotubes 

(Supplementary Figure 7B). An ASO targeting a putative exonic splicing enhancer (ESE) sequence 

was found to induce an exclusion level comparable to that of DM1 and DKO hiPSC-derived myotubes 

without affecting SORBS1 total mRNA expression (Figure 6E and Supplementary Figure 7C). As 

SORBS1 human gene contains many alternative exons (Supplementary Figure 7D), we validated the 

specific effect of this ASO on SORBS1 exon 25 splicing (Supplementary Figure 7D-E). At the 

functional level, transfection of the ASO in WT hiPSC-derived myotubes led to a similar decrease of 

AChR clustering as observed in DM1 and DKO hiPSC-derived myotubes (Figure 6D-G and 

Supplementary Figure 8A). We verified that the effect of ASO on AChR clusters was not related to 

any modulation of myogenic differentiation (Supplementary Figure 8A).  

To validate these findings in another cellular model, WT control human primary skeletal muscle 

cells were transfected with the ASO targeting SORBS1 exon 25 exclusion. Transfected cells 

displayed a dramatic decrease of AChR clustering correlating with the high rates of SORBS1 exon 25 

exclusion (Figure 7A-D and Supplementary Figure 8B).  

Altogether, these findings demonstrated that SORBS1 exon 25 exclusion was sufficient to induce the 

AChR clustering defects observed in DM1 and MBNL DKO hiPSC-derived myotubes.  

To better decipher the functional role of SORBS1 exon 25, we wondered whether its exclusion 

had an effect on the stability of the protein or on its localization. The ASO showed no effect on the 

total amount of SORBS1 protein, suggesting that stability is not largely impacted (Supplementary 

Figure 8C). Confocal microscopic analyses revealed cytoplasmic localization of SORBS1 under 

filamentous shape as well as a co-localization with AChR clusters in WT control human skeletal 

muscle cells (Figure 7E-F). In contrast, the localization of SORBS1 protein displayed a more diffuse 

pattern in ASO-treated skeletal muscle cells (Figure 7F). Similar results were observed in DM1 and 

MBNL DKO hiPSC-derived myotubes as well as in ASO-treated WT hiPSC-derived myotubes 

(Figure 7G).  

 

 

DISCUSSION 

 

Cell-type-specific or developmental-stage-specific alternative splicing events are largely 

controlled by recruiting RNA-binding proteins (RBPs) that recognize specific regulatory sequences 

embedded in the pre-mRNA transcripts. In this study, we described the temporal requirement of the 

Muscleblind-like (MBNL) RBP family for defining human skeletal muscle maturation stages. Our 

results demonstrated that MBNL1 and MBNL2 were dispensable for the early myogenic commitment 

but played an important role for the late stages of myogenesis. Thanks to a comparative transcriptomic 

analysis, this study revealed a novel missplicing event associated to DM1 and regulated by MBNL 

proteins, that affects the developmentally regulated SORBS1 exon 25 exclusion which ultimately 

results in disrupted post-synaptic muscle compartment. Given the technical limitations of studying 
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embryonic and fetal human tissues, our study establishes new human cellular models to explore the 

role of these proteins in tissue development. Furthermore, the different hiPSC-based models 

developed in this study also pave the way towards the development of new therapeutic strategies 

capable to cope with the loss of function of MBNL proteins.  

While transcriptional regulation has been demonstrated to play an important role in myogenesis, 

there is a growing recognition of the contributions of alternative splicing to skeletal muscle 

development as well as the refinement of muscle function (Nikonova et al. 2020). Skeletal muscle 

was also one of the first tissues in which broad use of alternative splicing to increase cellular 

complexity was documented (Llorian and Smith 2011). A recent study has estimated the presence of 

hundreds of RBPs expressed in muscle of different species such as human, rodent, flies and worms, 

but only a small proportion (around 3%) have been studied (Nikonova et al. 2019). Specifically, the 

role of CELF (CUG-BP and ETR-3 like), Muscleblind-like (MBNL) and Fox families in controlling 

muscle-specific splice events has been largely documented in murine models. The Rbfox proteins are 

among the most heavily studied RBPs in the context of myogenesis. Gain- and loss-of-function 

experiments have demonstrated that Rbfox1 and Rbfox2 coordinately regulate splicing of the 

transcription factors Mef2a and Mef2d to maintain the expression and proper activity of muscle-

specific isoforms (Nikonova et al. 2019, 2020). More recently, the generation of skeletal muscle-

specific knockout of Rbfox1 and Rbfox2 in adult mice also revealed a role of these alternative splicing 

factors in the maintenance of skeletal muscle mass. This function could at least be attributable to the 

altered expression of calpain 3 splice isoforms that are not degraded rapidly leading to the 

accumulation of active calpain 3 and a defective proteostasis (Singh et al. 2018). As illustrated by 

this example, a major part of our knowledge has been gleaned from studies in animal models. Given 

the large number of RBPs expressed and with potential phenotypes in human muscle, this clearly 

illustrates the need for further studies examining the function of RBPs in human myogenesis. 

In this context, human pluripotent stem cells represent an attractive cell source for producing 

myogenic cells and deciphering the function of different RBPs during this process. Until recently, the 

only efficient protocols allowing differentiation of human pluripotent stem cells into a reasonably 

mature muscle cells relied on the forced expression of transcription factors such as MyoD or Pax3/7 

(Sato 2020). These direct reprogramming approaches aim to bypass early developmental stages by 

overexpressing myogenic regulators and the cellular events occurring during differentiation remain 

largely unclear (Chal and Pourquié 2017). More recently, stepwise induction protocols based on the 

use of small molecules and growth factors have been established and appeared as an alternative 

approach to better recapitulate the successive developmental stages involved in skeletal myogenesis 

(Chal et al. 2015; Caron et al. 2016). By using such approach, our study adds a new dimension to the 

role of MBNL proteins in defining human skeletal muscle maturation stages. The exact mechanisms 

by which MBNL proteins affect these processes are however unclear. In contrast to Rbfox1/2 for 

which depletion has been shown to inhibit myoblast fusion in vitro through the mis-splicing of Mef2D 

(Pedrotti et al. 2015; Runfola et al. 2015), our results indicate that depletion of MBNL proteins leads 

to the aberrant expression of hundreds of genes. Since several of these genes encode factors involved 

in sarcomere organization, actin dynamics and vesicular trafficking events required for membrane 

fusion (Sampath and Millay 2018), further experiments will be required to evaluate the exact MBNL-

based mechanisms required for myogenic differentiation. 

Among the three MBNL paralogs, our results confirmed that MBNL1 is the most abundant 

MBNL protein during in vitro myogenesis (Charizanis et al. 2012; Holt et al. 2009). We also observed 

a meticulous compensation of MBNL1 by MBNL2 since MBNL2 protein expression was increased 

in either MBNL1(-/-) and MBNL1(-/-); MBNL2(+/-) compared to WT and MBNL2(+/-) hiPSC-derived 

myotubes respectively. Moreover, transcriptomic analyses showed that several skeletal muscle-
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related biological processes were down-regulated in DKO myotubes compared to MBNL1(-/-) 

myotubes. Taking together, our results strengthened this compensation phenomenon between 

MBNL1 and MBNL2 proteins in myogenesis as suggested in prior studies in mice (Goodwin et al. 

2015; Lee et al. 2013). In contrast to MBNL1 and MBNL2, the expression of MBNL3 is found to be 

very low and limited in duration. The role of MBNL3 during myogenesis is not well understood. 

Whereas constitutive expression of Mbnl3 in murine muscle precursors cells appears to inhibit 

terminal differentiation (Lee et al. 2008), it has been recently shown that Mbnl3 depleted primary 

murine myoblasts displayed defective in vitro differentiation (Thomas et al. 2017). Our results 

showed that triple knockouts hiPSC-derived skeletal muscle cells recapitulated all the phenotypes 

identified in double knockouts suggesting that MBNL3 might not play such important role during 

human myogenesis. 

Sequestration of MBNL proteins is considered a major player in DM1 pathology. Comparative 

transcriptomic analysis between Mbnl1 knockout mice and transgenic mice expressing CUG 

expansion RNA have shown that the majority of changes induced by the abnormal expansions in 

skeletal muscle could be explained by reduced activity of Mbnl1 (Osborne et al. 2009; Wang et al. 

2012; Du et al. 2010). Moreover, DKO mice have been shown to exhibit a spliceopathy similar to the 

one observed in DM1 patients, particularly in patients with congenital form which is the most severe 

form of the disease associated with large numbers of CTG repats (Lee et al. 2013; Thomas et al. 

2017). In contrast, our study showed that the double loss of MBNL1 and MBNL2 proteins 

recapitulates approximately 36% of the splicing defects that we observed in skeletal muscle cells 

derived from DM1 hiPSC carrying more than 2500 CTG expansions. Altogether, these results 

strongly suggest that additional pathways may play non-negligible roles in the disease. Among the 

different hypotheses that can be formed, the stabilization and overexpression of CUG-BP1, due to its 

hyper-phosphorylation as a result of the alteration of the GSK3β pathway in DM1, have been shown 

to lead to several splicing defects (Kalsotra et al. 2008; Wang et al. 2015). Furthermore, the splicing 

factor hnRNP-H found to be deregulated in DM1 may also contribute to the disease spliceopathy 

(Paul et al. 2006). 

Nonetheless, we took advantage of the comparative transcriptomic analyses of MBNL depleted 

and DM1 hiPSC-derived myotubes to focus our attention on a strongly dysregulated alternative 

splicing event involving SORBS1 exon 25 exclusion. Interestingly, this mis-splicing event was 

already described in databases from cardiac muscle of Mbnl1(-/-); Mbnl2(+/-) mice (Lee et al. 2013) 

or in muscle biopsies from congenital (Nakamori et al. 2017) and adult DM1 patients (Wang et al. 

2019). At the functional level, our results showed that missplicing of SORBS1 exon 25 is sufficient 

to alter AChR clustering which consequently should result in post-synaptic defects. Interestingly, 

structural abnormalities in AChR clustering have been previously described in a severe murine model 

of DM1 (Panaite et al. 2013) as well as in Mbnl DKO and TKO mice (Lee et al. 2013; Thomas et al. 

2017). Our study showed that the developmental transition of the splicing of SORBS1 exon 25 occurs 

very early in human muscle development. Using severe cellular models of the disease either with 

DM1 hiPSC carrying large number of CTG repeats or with MBNL1,2 DKO hiPSC-derived skeletal 

muscle cells, we were able to reproduce the abnormal splicing switch of SORBS1 exon 25 observed 

in muscles obtained from congenital DM1 embryos.  

However, the mechanisms by which the exclusion of SORBS1 exon 25 result in altered post-

synaptic formation are still not understood and will need further experiments. From a structural point 

of view, SORBS1 exon 25 encodes the coiled-coil domain of the protein (Tomasovic et al. 2012) and 

numerous studies showed the involvement of these domains in oligomerization as well as being able 

to play the role of “molecular spacers” leading to the formation of large macromolecular complexes 

(Truebestein and Leonard 2016). Recently, a study has shown that murine Sorbs1 could interact with 
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the MuSK/Dok-7/Crk/CrkL complex to enable the formation of AChR clusters (Hallock et al. 2016). 

In this study, targeted siRNA silencing of Sorbs1 expression led to a defective AChR clustering in 

murine C2C12 muscle cells. In the current study, exclusion of SORBS1 exon 25 did not seem to alter 

the level of expression of this protein but rather affected its cellular localization. Moreover, we 

showed that SORBS1 exon 25 exclusion was sufficient to induce AChR clustering defects in both 

human primary and hiPSC-derived-myotubes. In conclusion, our results suggest a model in which 

sequestration of MBNL proteins by expanded CUG repeats in individuals with DM1 leads to SORBS1 

exon 25 skipping. The expression of this isoform ultimately affects the development of the post-

synaptic compartment by mechanisms yet to be explored. These findings might be clinically 

significant for the functional changes in neuromuscular connections associated with DM1. 

Finally, to this day, only a couple of studies have described the generation of DM1 hiPSC-

derived skeletal muscle cells and the capacity of these cellular systems to reproduce the main 

molecular features associated with DM1, namely the nuclear aggregation of mutated mRNAs and 

some alternative splicing defects. Despite promising results, all these attempts to generate skeletal 

muscle cells from DM1 hiPSCs were based on the forced expression of myogenic transcription factors 

MyoD or Pax7 which, as discussed above, are often undefined (Mondragon-Gonzalez and Perlingeiro 

2018; Ueki et al. 2017; Wang et al. 2018). The experimental system described here uses a transgene-

free protocol to generate skeletal muscle cells from hiPSCs and opens new perspectives in term of 

disease modeling and drug screening. First, the different well-characterized steps of the protocol help 

to decipher the exact impact of the mutation on myogenic differentiation. Whereas most of the studies 

have focused on human primary skeletal muscle cells or immortalized skeletal muscle cells 

originating from DM1 patients’ biopsies (Arandel et al. 2017), our results indicate that early 

myogenic commitment is not affected by the presence of the DM1 mutation. In addition, the 

transgene-free protocol described here includes a freezing step allowing the possibility to generate 

large cell banks. Consequently, this represent an unlimited source of material that could be used for 

drug screening. 

In summary, our results provide important new experimental support for the MBNL loss-of-

function model for DM1 and introduce new human cellular models to examine the tissue-specific 

consequences of MBNL loss. 

 



 

 127 

MATERIALS AND METHODS 

 

Cell culture 

Human induced pluripotent stem cells were derived by Phenocell® from human primary fibroblasts 

reprogrammed using sendai virus vectors carrying OCT4, KLF4, SOX2 and c-Myc (Barrault et al. 

2019). Two DM1 human induced pluripotent stem cell lines were generated from two independent 

patients’ fibroblasts containing around 2500 CTG repeats. DM1 hiPSC carry a mutant DMPK gene 

containing approximatively 2700 CTG repeats. One control hiPSC line corresponding to the sibling 

matched control was also generated. Informed consents were obtained from all the patients included 

in this study, complying with the ethical guidelines of the institutions and with the legislation 

requirements of the country of origin. Experimental protocols were approved by the french minister 

of health (2019-A02599-48). All the hiPSC lines were used at passages around p10-p20 and were 

maintained in StemMACS iPS-Brew XF medium (Miltenyi Biotec®) in vitronectin (Gibco®) coated 

culture dishes. Culture medium was changed every two days and confluent cells were manually 

passaged every 5-7 days. 

hiPSCs skeletal muscle differentiation experiments were performed using the commercially available 

Genea Biocells® skeletal muscle differentiation media following the protocol described 

previously(Caron et al. 2016). Briefly, hiPSCs were dissociated with StemPro Accutase Cell 

Dissociation Reagent (Gibco®) and plated at 3000 cells per cm2 onto collagen I-coated plates 

(Gibco®) and maintained for 10 days in skeletal muscle induction medium (SKM01). At day 10, cells 

were dissociated with Trypsin-EDTA 0,05% (Gibco®), plated at 5000 cells per cm2 onto collagen I-

coated plates and maintained for 6 days in skeletal myoblast medium (SKM02). At day 16, myoblasts 

were dissociated and cryopreserved. For terminal differentiation, cells were thawed at 10.000 cells 

per cm2 in SKM02 and after 2-3 days, when cells reached confluence, the medium was replaced by 

the myotube medium (SKM03). Cells were then maintained for 5 to 6 days in SKM03. 

Human primary as well as immortalized WT and DM1 myoblasts were cultivated in a growth medium 

consisting of DMEM-F12 glutamax (Life Technologies) supplemented with 20% FBS (Sigma-

Aldrich) and 0,1% penicillin/steptomycine (Life Technologies). Myogenic differentiation was 

induced by switching confluent cell cultures to DMEM supplemented with 5% horse serum (Life 

Technologies). 

Control and congenital DM1 muscle samples were obtained from aborted fetuses showing, 

respectively, no sign of neuromuscular disease (control) and clinical symptoms of congenital DM1 

form with large (CTG)n > 1000 repeats (Rau et al. 2015). 

 

sgRNAs design 

sgRNAs and primers used in this study are reported in Table S1. 

SpCas9 target sequences within the first coding exon of each MBNL paralog were determined by 

CRISPOR (http://crispor.tefor.net). sgRNAs with the highest predicted efficiency, the lowest number 

of potential off-targets and having an enzymatic restriction site at the PAM sequence were selected. 

crRNA and tracrRNA were synthesized by Integrated DNA Technologies®.  

 

RNP transfection of hiPSCs 

Control hiPS cells were dissociated with StemPro Accutase Cell Dissociation Reagent (Gibco®), 

plated in 24-well plates at 40.000 cells per cm2 and transfected the next day with a mixed of 30nM of 

sgRNA (by duplexing RNA oligos: crRNA and tracrRNA), 30nM of SpCas9 purified protein (gift 

from Jean-Paul Concordet, MNHN–CNRS UMR 7196 / INSERM U1154) and Lipofectamine Stem 



 

 128 

Transfection Reagent (ThermoFisher Scientific®), according to the manufacturer’s protocol. 

 

ASO(s) treatments 

Proliferating human primary WT myoblasts or WT hiPSCs-derived myotubes were transfected with 

50 nM of 2-OMe ASOs using RNAi Max transfection reagent (Life Technologies) according to the 

manufacturer’s protocol. ASOs used in our study are reported in Table S1. Cells were harvested for 

analyses 48h after transfection and 6h after Agrin stimulation at 0.5 µg/ml (R&D systems).  

 

Genomic DNA extraction and PCR 

Genomic DNA was extracted from transfected hiPS cells either with QIAmp DNA Micro and Mini 

Kit (Qiagen®) or with QuickExtract DNA extraction solution (Lucigen®), according to the 

manufacturer’s instructions. PCR were performed using Q5 High-Fidelity DNA Polymerase (NEB®) 

with 30ng gDNA, 38 cycles of 10’’ at 98°C, 15’’ at 60°C and 45’’ at 72°C, with a final 10’ extension 

and with primers framing the target area according to each guide used (see Table S1). 

 

RFLP assays to identify edited clones 

Restriction Fragment Length Polymorphism (RFLP) presents the advantage to easily and rapidly 

estimate the presence of gene editing in a mixed population or in single clones. Briefly, 2µL PCR 

products were digested by 5 units of restriction enzyme (NEB®): BsrI for MBNL1 and MBNL2 

clones, and SmlI for MBNL3 clones. Cleaved fragments were then separated by gel electrophoresis. 

If CRISPR-mediated gene editing was successful, NHEJ-mediated INDELS abolished the restriction 

endonuclease recognition site. After restriction digest, clones that had lost their restriction site were 

selected and corresponding PCR products were sequenced by Sanger DNA sequencing (Eurofins®). 

TOPO-TA cloning (Invitrogen®) was used according to manufacturer’s instructions to check each 

selected clone by Sanger DNA sequencing (Eurofins®), and the absence of subclones was assessed 

on at least 30 TA clones for each CRISPR cell line generated.  

 

RT-PCR and Agilent DNA chips analysis for Alternative Splicing 

Total RNA was extracted using the RNeasy Micro/Mini kit (Qiagen®) and reverse transcribed using 

random hexamers and Superscript III Reverse Transcriptase kit (Invitrogen®) according to the 

manufacturer’s protocol. For splicing analysis, PCR amplification were carried out with recombinant 

Taq DNA polymerase (Invitrogen®) and primers listed in Table S1. The amplification was performed 

using a first step at 95°C for 3’ followed by 35 cycles of 45’’ at 95°C, 30’’ at 60°C, 1’ at 72°C, and 

a final 10’ extension at 72°C. The PCR products were analyzed using Agilent® DNA chips and 

quantified with the BioAnalyzer 2100. The percent spliced-in (PSI) value correspond to the fraction 

of mRNAs that contains an exon and was calculated as the ratio of the density of the exon inclusion 

band to the sum of the densities of inclusion and exclusion bands, expressed as a percentage.  

 

Gene expression analysis by quantitative PCR 

Total RNA was extracted using the RNeasy Micro/Mini kit (Qiagen®) and was reverse transcribed 

using random hexamers and the Superscript III Reverse Transcriptase kit (Invitrogen®). Quantitative 

PCR reactions were carried out in 384-well plates using a QuantStudio 12K Flex Real-Time PCR 

System (Applied Biosystems®) with Power SYBR Green 2× Master Mix (Life Technologies®), 2.5 

μl of cDNA and primers (Table S1) in a final volume of 10 μL. The 2−ΔΔCt method was used to 

determine the relative expression level of each gene. 
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Fluorescent In situ Hybridization 

Cell preparation was performed as previously described (Maury et al. 2019). Briefly, cells were fixed 

with PBS buffer solution containing 4% PFA for 8’ at room temperature and incubated overnight at 

4°C with 70% Ethanol (VWR®). After washes, cells were rehydrated with a solution of 5mM of 

MgCl2 (Sigma-Aldrich®) for 10’ at room temperature and then sequentially incubated with 

prehybridization buffer for 10’ and hybridization buffer containing the probe overnight at 37°C under 

agitation. Washing steps consisted in pre-warmed washing buffer for 1 hour at 37°C. Finally, cells 

were washed twice in PBS buffer and incubated 5’ in a Hoechst 33528 solution (Sigma-Aldrich®). 

Nuclear foci detection was analyzed using the Cellomics CX7 high content imaging system 

(Thermofisher Scientific®) with the 20X objective and automatic focus on cells. Images were 

acquired in High resolution camera mode on two channels and quantification was performed as 

previously described with the software attached(Maury et al. 2019). Each image is a maximum 

projection of Z-stack acquisition.  

 

Immunocytochemistry 

After fixation with 4% PFA for 10’ at room temperature, cells were incubated over night at 4°C with 

the following primary antibodies: DESMIN (R&D System®, 1:100), PAX3 (DSHB®, 1:30), a-

ACTININ (Sigma®, 1:250), MF20 (DSHB®, 1:200), MBNL1 - MB1a(4A8) (DSHB®, 1:100), 

MBNL2 - MB2a(3B4) (DSHB®, 1:100), SORBS1 (Abcam®, 1:400), AChR (DSHB®, 1:100). 

Appropriated Alexa fluorescent secondary antibodies (Invitrogen®, 1:1000) (Table S8) and Hoechst 

(5μg/mL) were added for 1h. Every antibody used in our study is listed in Table S8. Image 

acquisitions were performed on the ImageXpress micro imaging system (Molecular Devices®) with 

the 20X objective and with three channels. Images were analyzed using MetaXpress software by 

quantifying the percentage of cells stained for PAX3 or DESMIN compared to the total number of 

cells.  

Quantification of in vitro myoblasts fusion was performed counting the number of myotubes with at 

least 3 nuclei (manually counted) normalized to the total number of nuclei (at least 11.000 nuclei 

counted per experiment and per cell line).  

AChR clusters morphometric analyses were performed using Fiji Software and using an exclusion 

threshold of 5µm2.  

SORBS1 cellular localization in human primary myotubes was performed by confocal microscopy 

using the Zeiss® LSM-880 microscope with the maximum intensity projection of acquired Z-stacks. 

Images of SORBS1 cellular localization in hiPSC-derived myotubes were acquired using Spinning 

Disk microscopy (Zeiss®) using the 20X objective and with the maximum intensity projection of 

acquired Z-stacks. 

 

Protein extraction and Western blot analysis 

Western blots analyses were performed as previously described (Maury et al. 2019). Briefly, cells 

were lyzed in RIPA 1X buffer (Sigma®) containing protease inhibitors (Sigma®) and phosphatase 

inhibitors (Roche®). Proteins were quantified by Pierce BCA Protein Assay kit (Pierce®). Protein 

extracts (15 to 20μg) were loaded on a 4-12% SDS-PAGE gradient (NuPage Bis–Tris gels, 

Invitrogen®) and transferred onto Gel Transfer Stacks Nitrocellulose membranes (Invitrogen®) 

using the iBlot2 Dry Blotting System (Invitrogen®). Membranes were then incubated overnight at 

4°C with the following primary antibodies: MBNL1 - MB1a(4A8) (DSHB®, 1:1000), MBNL2 - 

MB2a(3B4) (DSHB®, 1:1000), MBNL3 – 5A11(sc-136168) (Santa Cruz, 1:100). After hybridization 

of the peroxidase-conjugated secondary antibody (1:10000), immunoreactive bands were revealed by 

using Amersham ECL Select Western Blotting Detection Reagents (GE Healthcare®). Equal protein 
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loading was verified by the detection of β-Actin using the A3854 Monoclonal Anti-β-

Actin−Peroxidase antibody (Sigma®, 1:10000). 

 

Statistical analysis 

All data were processed using Prism 8®. Values are represented as mean ± SD. For comparisons of 

more than two groups, statistical analyses were performed with by ordinary one-way analysis of 

variance (ANOVA) using Tukey’s multiple comparisons test. Values of p < 0,05 were considered 

significant (*p < 0,05; **p < 0,005; ***p < 0,0005; ****p < 0,0001).  
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Figure 1: Generation of MBNL Knockout hiPSCs by CRISPR/Cas9 

(A) Schematic representation of the different exons encoding Human MBNL1, MBNL2 and MBNL3. 

Alternative exons are indicated in blue and the targeted site of each guide-RNA is indicated by an orange 

arrow. Exon size in nucleotides is shown below each box. (B) Edited clones were first identified by RFLP 

(Restriction Fragment Length Polymorphism). The on-target site is underlined and the PAM sequence is in 

red. The restriction endonuclease recognition site (BsrI in this case) is framed in purple. After locus-specific 

PCR and restriction digest, cleaved fragments are separated by gel electrophoresis into readily distinguishable 

profiles, allowing an efficient and rapid screening of single clones to further analyze by sequencing. (C) 

Examples of sequencing of the targeting site in Human MBNL1, MBNL2 and MBNL3 genes after NHEJ-

mediated knockout using the CRISPR/Cas9 system in WT hiPSCs. The MBNL1(-/-) clone harbors a deletion 

of 14bp; MBNL2(-/-) a deletion of 4bp; MBNL1(-/-); MBNL2(-/-) (DKO) a deletion of 35bp and MBNL1(-

/-); MBNL2(-/-); MBNL3(-/-) (TKO) a deletion of 7bp. The DKO clone was generated from MBNL2(-/-) 

clone and the TKO clone from the DKO clone. STOP codons induced by INDELS are framed in red. (D) 

Schematic representation of the different gene editing experiments performed to obtain MBNL knockout 

hiPSCs clones. Created with Biorender.com 
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Figure 2 
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Figure 2: Expression profile of the three MBNL paralogs during myogenic differentiation from 

hiPSCs   

(A) Schematic representation of the differentiation protocol used to convert hiPSCs into skeletal muscle cells. 

Created with Biorender.com (B) Representative examples of western blot analysis for MBNL1 and MBNL2 

at different time points of the myogenic differentiation. The graph represents the kinetics of expression of the 

three MBNL paralogs along the process of differentiation of WT hiPSCs. Western blot analysis of MBNL3 

can be found in Supplementary Figure 2B. b-Actin was used as housekeeping protein for normalization. Data 

represent the mean ± SD values from 2 independent experiments. (C-D) Example of a western blot analysis 

for MBNL1 (C) and MBNL2 (D) proteins after 24 days of differentiation (myotube stage). The graphs on the 

right panel represent the quantification of MBNL proteins expression in the different conditions compared to 

WT. b-Actin was used as housekeeping protein for normalization. Data represent means ± SD values from 3 

independent experiments (*, P < 0.05; **, P < 0.005; ***, P < 0.0005; ****, P < 0.0001 - Ordinary One-Way 

ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test). 
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Figure 3 
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Figure 3: No impairment of the early myogenic commitment in the absence of the MBNL 

proteins 

Representative images of immunolabeling for PAX3 (A) and DESMIN (B) on hiPSCs differentiated for 5 and 

16 days respectively (PAX3 and DESMIN are in green, DAPI nuclear staining is in blue). Scale bar 10 µM. 

The graphs on the left represent the percentage of PAX3+ or DESMIN+ cells, after automated quantification. 

Data represent the mean ± SD values from at least 3 independent experiments in quadruplicate. (C) Alternative 

splicing analysis for DMD exon 78, INSR exon 11 and MBNL1 exon 5 in hiPSCs-derived myoblasts (16 days 

of differentiation). Data represent the mean ± SD values from 3 independent experiments in duplicate (*, P < 

0.05; **, P < 0.005; ***, P < 0.0005; ****, P < 0.0001 - Ordinary One-Way ANOVA, Tukey’s multiple 

comparisons test). Asterisks placed above individual bar correspond to the comparison with WT.  
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Figure 4 
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Figure 4: Depletion of MBNL1 and MBNL2 proteins impairs myogenic fusion and reproduces 

DM1-associated phenotypes 

(A) Representative images of immunolabeling for DESMIN (green), Myosin Heavy Chain (MF20) (red) and 

DAPI nuclear staining (blue) in skeletal muscle cells generated from hiPSCs after 24 days of differentiation. 

Scale bar 5 µM. The graph on the right represents the number of myotubes containing at least 3 nuclei 

normalized to the total number of nuclei. A minimum of 11.000 nuclei has been quantified per experiment and 

per cell line. Data represent mean ± SD values after normalization on the value obtained with WT hiPSC-

derived skeletal muscle cells (n = at least 3 independent experiments). Data were analyzed with an ordinary 

One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test (*, P < 0.05; **, P < 0.005; ***, P < 0.0005; ****, P 

< 0.0001). (B) Representative images of immunolabeling for MBNL1 and MBNL2 on hiPSC-derived skeletal 

muscle cells (24 days of differentiation). Scale bar 10 µM. Higher magnifications of the area in inset are 

provided to show the punctiform staining of MBNL1 and MBNL2 in DM1 hiPSC-derived skeletal muscle 

cells in comparison with WT hiPSC-derived skeletal muscle cells; Scale bar 5 µM.  (C) Alternative splicing 

analysis of DMD exon 78, INSR exon 11 and BIN1 exon 11 were performed by RT-PCR on hiPSC-derived 

skeletal muscle cells (24 days of differentiation). The mean ± SD values from 3 independent experiments in 

duplicate are shown (*, P < 0.05; **, P < 0.005; ***, P < 0.0005; ****, P < 0.0001 - Ordinary One-Way 

ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test). 
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Figure 5: Depletion of MBNL1 and MBNL2 affects the expression of gene sets and leads to a 

large number of alternative splicing defects related to skeletal muscle 

(A) Venn diagram representation of the number of DEGs commonly deregulated between MBNL1 KO and 

MBNL1,2 DKO myotubes, both compared with WT hiPSC-derived myotubes. The proportion of each subset 

of DEGs relative to the total number of DEGs (236 in total) is indicated in brackets. (B) The hierarchical 

clustering of the 122 DEGs detected in DKO hiPSC-derived skeletal muscle compared to WT hiPSC-derived 

skeletal muscle cells. This analysis indicates that MBNL1 KO are comparable to WT hiPSC-derived skeletal 

muscle cells regarding these DEGs. Gene expression is represented by a color code ranging from yellow for 

over-expressed genes to purple for under-expressed genes. (C)  Gene set enrichment analysis using EnrichR 

on the 122 total DEGs (left) and 82 down-regulated genes (right) in DKO hiPSC-derived skeletal muscle cells 

when compared to WT hiPSC-derived skeletal muscle cells. The table on the right provides a list of specific 

genes down-expressed in DKO hiPSC-derived skeletal muscle cells (EnrichR analysis using GO Biological 

Process 2018 database). (D) Number of differentially spliced exons (DSEs) in DM1, MBNL1 (-/-) and in DKO 

hiPSCs-derived skeletal muscle cells compared to WT myotubes. (E) Venn diagram highlighting the 

percentage of common and different DSEs between the three conditions listed in D. All the DSEs are provided 

in Table S5. (F) EnrichR based analysis of gene set enrichments using the lists of DSEs observed in DM1, 

MBNL1(-/-) and DKO hiPSC-derived skeletal muscle cells when compared to WT hiPSC-derived skeletal 

muscle cells. The top ten most deregulated biological processes are classified according to their adjusted p-

value. All the data about the enriched biological processes are detailed in Table S6. 
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Figure 6 
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Figure 6: SORBS1 exon 25 splicing defect is regulated by MBNL proteins and leads to AChR 

clustering defects in hiPSC-derived myotubes 

(A) RT-PCR analysis of SORBS1 exon 25 inclusion in muscles obtained from WT and congenital DM1 human 

embryos of different ages (gw: gestational weeks). Percent spliced-in (PSI) scores are indicated. (B) RT-PCR 

analysis of SORBS1 exon 25 inclusion in DM1 versus WT human primary myotubes. The mean ± SD values 

from 3 independent experiments are shown (*, P < 0.0332; **, P < 0.0021; ***, P < 0.0002; ****, P < 0.0001; 

T test). (C) RT-PCR analysis of SORBS1 exon 25 inclusion in DM1 and MBNL KOs myotubes compared to 

WT. The mean ± SD values from 3 independent experiments are shown (*, P < 0.0332; **, P < 0.0021; ***, 

P < 0.0002; ****, P < 0.0001; One-Way ANOVA, Tukey’s test). (D) Immunostaining of AChRs in Agrin-

stimulated DM1, MBNL DKO and WT hiPSC-derived myotubes, transfected or not (WT mock) with ASO 

targeting the ESE of exon 25 (scale bar 10µm or 5µm for zooms). (E) SORBS1 exon 25 inclusion was analyzed 

by RT-PCR in Agrin-stimulated DM1, MBNL DKO and WT-transfected myotubes compared to WT mock. 

The mean ± SD values from 3 independent experiments are shown (*, P < 0.0332; **, P < 0.0021; ***, P < 

0.0002; ****, P < 0.0001; One-Way ANOVA, Tukey’s test). (F) Total area of AChR clusters and (G) number 

of AChR clusters according to their size. AChR clusters measuring between 5 and 20µm2 are considered as 

small clusters, with medium ones between 20 and 40µm2. Big clusters are larger than 40µm2. Data were 

normalized on MF20+ area and compared to WT. (n=3 independent experiments with at least 2 wells per 

condition; each point representing the mean of 16 to 36 fields per well) (*, P < 0.0332; **, P < 0.0021; ***, P 

< 0.0002; ****, P < 0.0001; One-Way ANOVA, Tukey’s test). 
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Figure 7 
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Figure 7: ASO-mediated exclusion of SORBS1 exon 25 induces AChR clustering defects in 

human primary myotubes and potential role of exon 25 on SORBS1 protein localization 

(A) Immunostaining of AChRs in Agrin-stimulated WT primary myotubes, transfected or not with ASO 

targeting the ESE of SORBS1 exon 25 (scale bars = 10µm). (B) RT-PCR analysis of SORBS1 exon 25 

inclusion in WT human primary myotubes transfected of not with ASO. The mean ± SD values from 3 

independent experiments are shown (*, P < 0.0332; **, P < 0.0021; ***, P < 0.0002; ****, P < 0.0001; T test). 

(C) Total area of AChR clusters and (D) number of AChR clusters according to their size. Data were 

normalized on MF20+ area and compared to WT (n=3 independent experiments with at least 3 wells per 

condition; each point representing the mean of 16 fields per well) (*, P < 0.0332; **, P < 0.0021; ***, P < 

0.0002; ****, P < 0.0001; t test). (E) Immunofluorescence images and merge of SORBS1 and AChR staining 

of Agrin-stimulated WT primary myotubes transfected or not with ASO. (AChR are in green, SORBS1 in red 

and nuclei in blue). Scale bars = 10µM. (F-G) Immunofluorescence images of SORBS1 staining of Agrin-

stimulated WT primary myotubes transfected or not with ASO (F) and of Agrin-stimulated DM1 and MBNL1,2 

DKO hiPSC-derived myotubes, as well as WT hiPSC-derived myotubes treated or not with ASO (G). Scale 

bars = 10µM. 
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SUPPLEMENTARY FIGURES 

 

 

 

 

Supplementary Figure S1 

 

Supplementary Figure S1: Description and characterization of the different clones obtained, 

related to Figure 1 

(A) Summary of the different MBNL knockout clones used in this study. All clones were analyzed by Sanger 

sequencing. Homozygous knockout clones were validated with 100% of allelic frequency. MBNL1(-/-); 

MBNL2(+/-) and MBNL1(-/-); MBNL2(-/-) clones were generated from MBNL2(+/-) and MBNL2(-/-) clones 

respectively. For further results, we focused on E3, G3, A2, H4, B2 and D2 clones. The 6 clones were validated 

in terms of pluripotency by flow cytometry for SSEA3 and TRA1-81 markers (B), and in terms of genomic 

integrity (C).  
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Supplementary Figure S2 
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Supplementary Figure S2: Expression profile of MBNL3 at the RNA and protein level during 

hiPSC differentiation into myogenic cells, related to Figure 2 

(A) Expression profile of the three MBNL paralog mRNAs in WT hiPSCs at different time points of the 

myogenic differentiation. Data represent the mean ± SD values of expression of the transcripts expressed in 

read per million (rpm) from 3 independent experiments (ArrayExpress database 

https://www.ebi.ac.uk/arrayexpress/experiments/E-METAB-8321/). (B) Western blot and corresponding 

quantification showing the expression level of MBNL3 protein throughout myogenic differentiation of WT 

hiPSCs. C2C12 myoblasts were used as positive control. Data represent mean ± SD values from 2 independent 

experiments. (C) Western blot analysis for MBNL3 protein in the different hiPSC lines used in this study and 

differentiated for 10 days. b-Actin was used as housekeeping protein for normalization. Data represent the 

mean ± SD values from 3 independent experiments. (D) Original Western blots used in Fig2B and FigS2C. 

(E) Original Western blots used in Fig2C and FigS2D. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 152 

 

 

 

Supplementary Figure 3 
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Supplementary Figure 3: Presence of CUG foci in skeletal muscle cells derived from DM1 

hiPSCs, related to Figure 2 

 (A) Fibroblasts from two DM1 patients and one healthy donor subject (WT; sibling of one DM1 patient) were 

used for reprogramming into hiPSCs. Southern blot analysis of the CTG repeats length present in the different 

fibroblasts and hiPSCs. (B) Characterization of WT and DM1 hiPSCs by flow cytometry for two markers of 

pluripotency (SSEA3 and TRA1-81). Genomic integrity of these hiPSC lines was validated by karyotyping 

analysis. All the MBNL KO clones were generated from the WT_1 cell line. (C) Southern blot analysis of the 

CTG repeat length in hiPSC-derived skeletal muscle cells (24 days after differentiation). (D) Representative 

images of double immunolabeling for intranuclear CUG repeat foci (red) and DAPI nuclear staining (blue) of 

WT and DM1 hiPSC-derived skeletal muscle cells (24 days of differentiation). The images below are higher 

magnifications of the inset to better visualize the presence of CUG RNA foci in DM1 nuclei. Scale bar 50 µM. 

(E) Quantification of the number of CUG repeat foci per cell as well as the percentage of cells with CUG RNA 

foci in skeletal muscle cells derived from WT and the two DM1 hiPSC lines (24 days of differentiation). The 

quantification of CUG repeat foci was performed as previously described (Maury et al., iScience 2019). Data 

represent the mean ± SD values from at least 3 independent experiments in quadruplicate (*, P < 0.05; **, P < 

0.005; ***, P < 0.0005; ****, P < 0.0001 - Ordinary One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test). 
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Supplementary Figure S4 

 

Supplementary Figure S4: Characterization of myogenic precursors derived from MBNL 

knockouts hiPSCs, related to Figure 3 

Representative images of immunolabeling for PAX3 (A) and DESMIN (B) on MBNL1 (-/-), MBNL2(-/-) and 

MBNL1(-/-); MBNL2(+/-) after 5 or 16 days of myogenic differentiation respectively. Scale bars 10 µM. (C) 

Analysis of alternative splicing by RT-PCR on DESMIN+ cells derived from hiPSCs. Data represent the mean 

± SD values from 3 independent experiments (*, P < 0.05; **, P < 0.005; ***, P < 0.0005; ****, P < 0.0001 - 

Ordinary One-Way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test). 
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Supplementary Figure S5 

 

Supplementary Figure S5: Loss of MBNL1 and MBNL2 proteins reproduces DM1-associated 

splicing defects, related to Figure 4 

(A) Representative images of immunolabeling for DESMIN (green), MF20 (red) and DAPI (blue) in skeletal 

muscle cells differentiated from hiPSCs for 24 days. Scale bar 10 µM. (B) Analysis of alternative splicing of 

CACNA1S exon 25, MBNL1 exon 5, MBNL2 exon 5, BIN1 exon 7, ANK2 exon 21 and NFIX exon 7 on hiPSC-

derived skeletal muscle cells (24 days of differentiation). Data represent the mean ± SD values from 3 

independent experiments (*, P < 0.05; **, P < 0.005; ***, P < 0.0005; ****, P < 0.0001 - Ordinary One-Way 

ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test). Asterisks placed above individual bar correspond to the 

comparison with WT.  
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Supplementary Figure S6 
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Supplementary Figure S6: A large number of skeletal muscle-related genes are down-regulated 

in DKO myotubes and identification of thirty muscle-related DSEs, related to Figure 5 

(A) PCA (Principal Component Analysis) mapping indicating distinct transcriptomic profiles between WT, 

MBNL1(-/-) and MBNL1(-/-); MBNL2(-/-) hiPSC-derived skeletal muscle cells (24 days of differentiation). (B) 

Schematic representation of the number of differentially expressed genes (DEGs) in MBNL1 KO hiPSCs-

derived myotubes compared to WT (blue), DKO myotubes compared to WT (green) and DKO compared to 

MBNL1 KO myotubes (purple). The detailed list DEGs for each condition is provided in Table S3. (C) EnrichR 

based gene set enrichment analysis of the DEGs identified between MBNL1 KO hiPSCs and WT-derived 

skeletal muscle cells (left), and between DKO hiPSCs and MBNL1 KO hiPSC-derived skeletal muscle cells 

(right). The most deregulated biological processes are classified according to their adjusted p-value. (D) 

Enriched biological processes after gene ontology analysis of the 90 down-regulated genes in DKO versus 

MBNL1 KO hiPSCs-derived skeletal muscle cells. Some enriched DEGs, which are known to be involved in 

most of the deregulated biological processes related to skeletal muscle, are indicated. Biological interpretations 

of the list of DEGs were performed using the dedicated software EnrichR. The most deregulated biological 

processes are classified according to their adjusted p-value. Results of each GO analysis are detailed in Table 

S4. (E) List of thirty DSEs identified in DKO hiPSCs-derived skeletal muscle cells and related to skeletal 

muscle. Among these 30 differentially spliced exons (DSEs) selected, only 3 of them (ABI2 exon 10, MYL5 

exon 3 and TPM1 exon 9) show mismatches in the sense of inclusion/exclusion (red and blue respectively) 

between the DM1 and DKO conditions. For alternative splicing analysis, exons have been numbered according 

to FasterDB database. The numbers of the corresponding exons are indicated in brackets. 
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Supplementary Figure S7 
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Supplementary Figure S7: Inclusion of SORBS1 exon 25 increases throughout human 

myogenesis and specificity of ESE-targeting ASO, related to Figure 6 

(A) RT-PCR analysis of SORBS1 exon 25 inclusion throughout WT, DM1 and MBNL DKO hiPSCs 

differentiation into skeletal muscle cells. (B) RT-PCR analysis of SORBS1 exon 25 splicing profiles in human 

primary myotubes 48h post transfection of ASOs targeting key sequences for exon 25 exclusion (n=2 

independent experiments in duplicate). ISE: Intron Splice Enhancer, ISS: Intron Splice Suppressor, ESE: Exon 

Splice Enhancer, ESS: Exon Splice Suppressor, BP: Branching Point, SA: Acceptor Site, SD: Donor Site. The 

best skipping of exon 25 was obtained with the ASO targeting the ESE. Following experiments were then 

performed using this ASO. (C) RT-qPCR analysis of total SORBS1 mRNA (left) and SORBS1 exon 25 mRNA 

(right) expression levels in DM1, MBNL DKO and WT-transfected hiPSC-derived myotubes relative to WT. 

(D) Schematic representation of human SORBS1 coding exons (alternative exons are colored in blue) and (E) 

RT-PCR analyses of splicing profiles of SORBS1 alternative exons in DM1, MBNL DKO and WT hiPSC-

derived myotubes transfected or not with ASO (n=2 independent experiments). 
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Supplementary Figure S8 

 

 

 

 

 



 

 161 

 

Supplementary Figure S8: SORBS1 exon 25 ASO-mediated exclusion leads to AChR clustering 

defects, related to Figure 6 

(A) MF20+ area and AChR clusters mean size in DM1, MBNL DKO and WT hiPSC-derived myotubes or in 

WT primary myotubes (B) transfected or not with ASO. Another representation of the number of clusters 

according to their size, expressed as a percentage, is shown, related to data in Figure 6G and Figure 7D, 

respectively. Concerning hiPSC-derived myotubes: n=3 independent experiments with at least 2 wells per 

condition; each point representing the mean of 16 to 36 fields per well (*, P < 0.0332; **, P < 0.0021; ***, P 

< 0.0002; ****, P < 0.0001; One-Way ANOVA, Tukey’s test). And concerning human primary myotubes: 

n=3 independent experiments with at least 3 wells per condition; each point representing the mean of 16 fields 

per well (*, P < 0.0332; **, P < 0.0021; ***, P < 0.0002; ****, P < 0.0001; t test). (C) Western blots showing 

the expression levels of SORBS1 protein in DM1, MBNL DKO and WT hiPSC-derived myotubes transfected 

or not with ASO. ß-Actin was used as housekeeping protein to verify loading variations (* indicates bands that 

are not described as corresponding to any SORBS1 protein isoform in terms of molecular weight).  
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SUPPLEMENTARY MATERIAL 

 

Flow cytometry analysis 

hiPS cells were dissociated with Trypsin-EDTA 0,05% (Gibco®). Immunostaining was performed 

on 100.000 cells per experiment at 4 °C for 30’. The antibodies used are described in Table S8. Cells 

were then incubated with 10 μg/ml DAPI solution. Analysis was performed on a MACSQuant Flow 

Cytometer (Miltenyi Biotec®) using FlowJo software (Tree Star, Inc.). About 15 000 events were 

recorded for each sample analyzed.  

 

mFISH karyotyping analysis 

Cells were conditioned with colchicine (Eurobio®) for 90’, warmed with a hypotonic solution (5 

mg/mL KCL) and fixed with Carnoy’s fixative. mFISH 24Xcite probe (Metasystems®) and ProLong 

Gold Antifade Mountant with DAPI (Life Technologies®) were used for mFISH staining. Then, 10–

50 metaphases were acquired with Metafer MetaSystems software coupled to an AxioImager Zeiss 

Z2 microscope equipped with a camera cool cube and 10X and 63X objectives. Images were analyzed 

with Isis software (MetaSystems®).  

 

Off-target analysis 

Off-target sites within exons as well as the most likely intronic or intergenic sites for each gRNA 

used (g47, g17 and g183) were determined with CRISPOR using the CFD off-target score (Doench 

et al. 2016). An AmpliSeq Custom panel was design covering the 23bp of the 47 off-target sites. 

gDNA extracted from each edited-hiPS cell line used in this study was used to generate AmpliSeq 

DNA library sequenced on a NextSeq 550 300bp run (2x150). The quality was assessed with FastQC 

(v0.11.9) (Andrews 2010) and the reads were trimmed with Cutadapt (v1.18) (Martin 2011) and 

PrinSeq (v0.20.4 _PhredScore < 20) (Schmieder and Edwards 2011) . Reads were aligned to the 

GRCH38 genome using BWA (v0.7.17-r1188) (Li and Durbin 2009) and multi-alignment were 

removed using Samtools (v0.1.18 r982:295_score < 10) (Li et al. 2009).  SNP calling was done using 

BCFtools (v0.1.17-dev r973:277) (Li 2011) and filtered on the 23bp gRNA homologous region using 

bedtools intersect (v2.25.0) (Quinlan and Hall 2010). A true induced mutation was considered 

possible if the fraction of reads with a given variant was substantially higher than error rate of base 

calling. No off-target mutations were observed at any site (Table S2). Two already described SNP in 

chromosomes 8 and 22 were detected in WT hiPSCs and in every edited clones (Tables S2). 

 

Ion AmpliSeq transcriptome human gene expression kit  

For each sample, 50 ng of total RNA was reverse transcribed using the Ion AmpliSeq Transcriptome 

Human Gene Expression kit following the protocol of the manufacturer (Thermofisher Scientific®). 

The cDNA libraries were amplified and barcoded using Ion AmpliSeq Transcriptome Human Gene 

Expression core panel and Ion Xpress Barcode Adapter (Thermofisher Scientific®). The amplicons 

were quantified using Agilent High Sensitivity DNA kit before the samples were pooled in sets of 

eight. Emulsion PCR and Enrichment was performed on the Ion OT2 system Instrument using the 

Ion PI Hi-Q OT2 200 kit (Thermofisher Scientific®). Samples were loaded on an Ion PI v3 Chip and 

sequenced on the Ion Proton System using Ion PI Hi-Q sequencing 200 kit chemistry (200 bp read 

length; Thermofisher Scientific®). 

The quality control of the sequencing data was evaluated using FastQC (v0.11.2) (Andrews 2010). 

The reads were trimmed using Prinseq (v0.20.4) (Schmieder and Edwards 2011) (--trim-right 20) and 

filtered by average quality score (--trim-qual 20). Reads were mapped to the Amplicons sequence 



 

 163 

reference using bowtie2 local (v2.3.4.1) (Langmead and Salzberg 2012). Reads below a mapping 

score of 10 or multi-mapped were filtered using samtools (v0.1.19) (Li et al. 2009). The gene 

expression level in each sample was quantified with the specific GRCh38.92 annotation: Each 

amplicon sequence has been BLASTed (Camacho et al. 2009) against transcriptome and revealed that 

21080 genes were correctly identified to be quantified (Table S7: correspondance_gene-

RefSeq_Amplicons.xlsx).  

The differential gene expression (DEG) between conditions was calculated with DESeq2 (Love et al. 

2014) (v1.18.1 using R v3.4.1). Genes were considered differentially expressed when their adjusted 

pvalue was under 0.05 and their |log2FoldChange| was upper than 0.4 (options: lfcThreshold=0.4, 

altHypothesis="greaterAbs"). Data are available on GEO database (GSE161029). 

 

RNA-Seq library preparation and sequencing (TrueSeq polyA) 

For each sample, 100ng of total RNA was used. mRNAs were purified using poly-T oligo from 

TruSeq Stranded kit (Illumina®) and were fragmented and reverse transcribed using the TruSeq 

Stranded kit following the protocol of the manufacturer. Final library was quantified using Agilent 

High Sensitivity DNA kit before the samples were pooled in sets of six for sequencing. 2nM of pooled 

libraries were denatured and the quantity of 1.8pM was used for cluster generation before paired-end 

sequencing on an Illumina Nextseq550 (Hight output 2*150pb run). Samples were sequenced with 

an average of 89 532 366 reads (paired-end) per sample.  

The quality control of the sequencing data was evaluated using FastQC (v0.11.2) (Andrews 2010). 

The reads were trimmed using Prinseq (v0.20.4) (Schmieder and Edwards 2011) (--trim-right 20) and 

filtered by average quality score (--trim-qual 20) and cutadapt (v1.16) (Martin 2011).  

For the alternative splicing analysis, the raw reads were annotated on GRCh37.75 EnsEMBL 

reference annotation by Tophat2 (Kim et al. 2013) (v2.0.13) and analyzed using only reads on exonics 

junctions with FaRLine pipeline (Benoit-Pilven et al. 2018) and FasterDB database (Mallinjoud et al. 

2014). Exons were considered differentially spliced when their adjusted pvalue was under 0.05 and 

their DeltaPSI (percent spliced-in) value was upper that 0.1. Data are available on GEO database 

(GSE161897). 
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SUPPLEMENTARY TABLES 

 

 

 

 

Supplementary Table S1 

gRNAs, primers, ASO and restriction enzymes used in our study. 
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Supplementary Table S2 

Off-target sites analyzed for each gRNA used in our study. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Supplementary Table S3 and S4, related to Figure 5 and Supplementary Figure 6 

GSE161029 (GEO database) 

Ion Ampli-Seq data (DEGs of each list and the 12 DEGs common in MBNL1 KO vs WT and DKO vs WT) 

(Table S3) and enriched biological processes of DEGs (EnrichR GO analyses) (Table S4). 

 

 

Supplementaru Tables S5 and S6, related to Figure 5 and Supplementary Figure 6 

GSE 161897 (GEO database) 

RNA-Seq data (DSEs of each list, the 126 DSEs common to the three lists and the 344 DSEs only found in 

DM1 hiPSC-derived myotubes vs WT) (Table S5) and enriched biological processes of the DSEs of each list 

(EnrichR GO analyses) (Table S6). 

 

 

Supplementary Table S7, related to Figure 5 and Supplementary Figure 6 

Correspondance_gene_RefSeq_amplicons. 
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Supplementary Table S8 

Antibodies used in our study. 
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Article 2 : Altération de la connectivité développementale dépendante 

des protéines MBNL au niveau de la communication neuromusculaire 

dans la DM1 

 

 
 
 

Afin d’explorer plus largement la contribution des protéines MBNL dans la spécification 

cellulaire, j’ai participé, en collaboration avec une autre étudiante en thèse au sein de 

l’équipe, à une étude visant à mieux comprendre les mécanismes physiopathologiques 

impliqués dans les atteintes neuromusculaires de la DM1.  

 

En effet, plusieurs études ont montré des atteintes du système neuromusculaire dans la 

DM1 avec par exemple l’observation de foci au sein de noyaux de motoneurones ainsi que 

dans des noyaux sous-synaptiques au niveau de jonctions neuromusculaires issues de 

biopsies de patients post-mortem (Wheeler et al. 2007a). Plus récemment, des défauts de 

transmission synaptique ont également été observés chez les patients DM1 (Bombelli et al. 

2016) ainsi que des défauts neuritiques in vitro, identifiés précédemment par l’équipe dans 

des motoneurones spinaux dérivés d’hiPSC DM1 (Marteyn et al. 2011) mais qui étaient basés 

sur un protocole de différenciation long et peu efficace.  

En se basant sur le développement récent au sein de l’équipe d’un protocole de 

différenciation optimisé qui permet la conversion de cellules souches pluripotentes 

humaines en une population homogène de neurones moteurs spinaux (MNs) (Maury et al. 

2015), l’objectif de cette étude a visé à mieux comprendre les mécanismes par lesquels la 

mutation causale de la DM1 pouvait modifier la fonctionnalité de ces cellules.  
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Nous avons pu confirmer dans un premier temps le défaut d’arborisation neuritique 

précédemment décrit par l’équipe et nous avons également retrouvé ce défaut dans les MNs 

dérivés des hiPSC MBNL KOs, suggérant ainsi un rôle important de ces protéines au niveau 

des mécanismes dérégulés dans les MNs DM1.  

Afin d’évaluer les conséquences fonctionnelles de ces anomalies, un modèle de co-culture 

a été développé entre MNs dérivés d’hiPSC et cellules musculaires primaires saines, 

notamment dans le but de définir si la mutation causale de la pathologie, et plus 

particulièrement la perte de fonction des protéines MBNL, pouvaient affecter la 

communication entre les MNs et leur cible musculaire. Ainsi, cette étude a pu montrer, par 

des anaylses fonctionnelles, des altérations de la connectivité entre les deux types cellulaires, 

en observant notamment des défauts de clusterisation des AChR ainsi qu’une dérégulation 

du flux calcique dans les cellules musculaires lorsque celles-ci sont en présence de MNs 

dérivés d’hiPSC DM1 ou dérivés d’hiPSC MBNL KOs, avec généralement un phénotype plus 

sévère dans le cas de MNs DKO.  

Enfin, une analyse transcriptomique comparative a permis d’identifier plus de 320 défauts 

d’expression génique ainsi que 236 défauts d’épissage alternatif dans les MNs DM1 

comparés au MNs WT. De manière intéressante, on retrouve environ 40% de ces génes 

également dérégulés dans les MNs DKO et environ 20% des défauts d’épissage, soulignant 

d’une part le rôle important des protéines MBNL et suggérant d’autre part l’implication 

d’autres mécanismes pathologiques. Les analyses par Gene Ontology ont révélé la 

dérégulation de certains procédés biologiques tels que la "signalisation trans-synaptique 

antérograde " ou encore le "développement du système nerveux".  

Ensemble, ces résultats montrent des défauts pré-synaptiques dans les MNs DM1, qui 

semblent régulés par les protéines MBNL et qui altèrent la communication entre le 

motoneurone et la cellule musculaire. Ceci suggére l’importance d’une part du 

compartiment pré-synaptique dans la physiopathologie de la DM1, et d’autre part de la 

contribution des protèine MBNL dans les mécanismes impliqués.  
 

Concernant ma contribution à cette étude, et outre l’utilisation des lignées hiPSC MBNL 

KOs et des contrôles qualité nécessaires que j’avais pu générer, j’ai participé à la démarche 

scientifique générale et aider à l’analyse ainsi qu’à la discussion des résultats.  
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ABSTRACT 

 
Myotonic dystrophy type I (DM1) is one the most frequent muscular dystrophy in adults. 

Although DM1 has long been considered mainly as a muscle disorder, growing evidence suggests the 

involvement in peripheral nerves in the pathogenicity of DM1 raising the question whether motoneu-

rons actively contribute to neuromuscular defects in DM1. By using a micropatterned 96-well plate 

as a co-culture platform, we generated a functional humanized cellular model combining DM1 

hiPSC-derived MNs and healthy skeletal muscle cells. Such approaches led to the identification of 

pre-synaptic defects which affect development or stability of the neuromuscular junction at an early 

developmental stage. These neuropathological defects could be reproduced by the loss of RNA-bind-

ing MBNL proteins, whose loss of function is associated with muscular defects associated with DM1. 

These experiments suggested that the functional defects associated to MNs can be directly attributed 

to the MBNL family proteins. Altogether, these findings hold several new implications for DM1 

pathogenesis. 

 
Keywords: Myotonic Dystrophy type 1, Motorneurones, Induced pluripotent stem cells, Muscleblind 

proteins, neuromuscular junction.   
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INTRODUCTION 

 
Myotonic Dystrophy type 1 (DM1) is a dominant hereditary muscular dystrophy which results 

from the expansion of an unstable CTG repeat in the 3’ untranslated region of DM protein kinase 

(DMPK) (Brook et al. 1992; Mahadevan et al. 1992). DM1 is considered as the most common adult-

onset muscular dystrophy with considerable clinical heterogeneity, mainly characterized by muscle 

weakness and myotonia but also systemic manifestations involving cognitive impairments, cataract, 

cardiac conduction abnormalities. A certain correlation has been observed between the severity of the 

symptoms associated with DM1 and the number of CTG repeats with longer CTG repeat expansions 

correlating with an earlier age of onset and more severe disease. 

At the level of skeletal muscles, the main DM1 pathogenic process arises from a RNA-

mediated mechanism involving the dysfunction of alternative splicing regulator proteins by mutant 

DMPK transcripts which results in inappropriate expression of developmental splice isoforms in adult 

tissues (Ho et al. 2004). One of the most well described mechanism at the origin of this mis-regulation 

of alternative splicing resides in the direct sequestration of proteins from the MBNL family within 

nuclear aggregates formed by mutant RNAs containing expanded CUG repeats (Fardaei, 2002; Miller 

et al. 2000). Dozens of splicing events are thus found to be mis-regulated in skeletal muscle biopsies 

from DM1 patients (Nakamori et al. 2013). A couple of these events have been correlated directly to 

DM1 symptoms such as, the myotonia that characterized DM1 has been associated to the abnormal 

splicing of the skeletal muscle-specific chloride channel 1 (ClC-1) or muscle weakness more recently 

associated with the defective splicing of DMD exon 78 (Charlet-B. et al. 2002; Mankodi et al. 2002; 

Kanadia et al. 2006).  

Although DM1 has long been considered mainly as a muscle disorder, growing evidence 

suggests the involvement of peripheral nerves in the pathogenicity of DM1. Several abnormalities, 

including multiple endplates on the same muscle fiber, abnormally endplate size and expanded 

terminal arborizations have been observed in patients’ biopsies (Allen et al. 1969; Coërs et al. 1973). 

More recently, neurophysiological studies in two different cohorts of DM1 patients have reported 

neuromuscular transmission abnormalities suggesting defective axonal transmission (Bombelli et al. 

2016; Krishnan et al. 2006). These observations were at a certain extend confirmed in a severe murine 

model of DM1 in which abnormalities in the size and the complexity of endplates were observed in 

the diaphragm of these animals (Panaite et al. 2013). However, the mechanisms by which the presence 

of the mutation might affect the neuro-muscular system are not clearly understood.  

The detection of nuclear mutant RNA aggregates in association with MBNL proteins in motor 

neurons from post-mortem biopsies of DM1 patients (Wheeler et al. 2007) raises the possibility, as 

described for skeletal muscle cells, of a toxic RNA mediated mechanism within the motoneuronal 

compartment which may affect development, function or stability of the neuromuscular junction. 

Especially, the potential contribution of the MBNL proteins within these defects remains an open 

question. 

To test this proposal, we took advantage of the recent progress made to date towards the 

combination of human pluripotent stem cell technology with advanced tissue culture system to 

recapitulate human neuromuscular structure and function (Barbeau et al. 2020). Thus, we based our 

approach both on our recent optimized protocol to rapidly and efficiently convert hPSCs into 

homogenous population of spinal motoneurons (hPSCs-spinal MNs) (Maury et al. 2015) and on the 

development of co-cultures between hPSC-spinal MNs and human skeletal muscle cells using 

micropatterned 96 well plates (Young et al. 2018). Combining them with human induced pluripotent 
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stem cells (hiPSC) derived from DM1 patients or CRISPR/Cas9-modified, we investigated the effect 

of the DM1 mutation as well as the depletion of MBNL proteins on neuromuscular connectivity. 

 

 

RESULTS 
 

Depletion of MBNL1 and MBNL2 proteins affects neuritogenesis as observed in DM1 hiPSC-

derived spinal MNs 

Our group has previously demonstrated the potential of using human embryonic stem cells 

carrying the causal mutation of DM1 (DM1_hESC) to confirm the presence of nuclear foci and 

neuritic outgrowth abnormalities within DM1_hESC derived motoneuronal cultures (Marteyn et al. 

2011). Nonetheless, this study was based on the use of a long and ineffective protocol of 

differentiation giving rise to only 30% of spinal motoneurons in 25 days with a high proportion of 

contaminating non-relevant cells that clearly hampered efforts to pathological modeling. 

To circumvent this limitation, we based our approach on our recent protocol allowing the 

efficient specification of hPSCs into homogenous population of spinal motoneurons (Supplementary 

Figure 1A) (Maury et al. 2015). We applied this protocol to differentiate hiPSC lines recently 

developed (Mérien et al. 2021) which include: one hiPSC line derived from a non-affected individual 

and three independent DM1 hiPSC lines derived from different patients (named DM1_1, DM1_2 and 

DM1_3) (Mérien et al. 2021). In addition, we generated one isogenic DM1 hiPSC line in which the 

2700 CTG expansion has been completely excised by CRISPR/ Cas 9 technology (DM1_3_DCTG) 

(Supplementary Figure 1B). According to the protocol of differentiation, we generated around 70% 

of motoneurons regardless of the cell line demonstrating that the specification into MNs is not 

affected by the presence of DM1 mutation (Figure 1A and 1B). Mutant RNAs aggregates (Figure 1C) 

were detected in approximatively 60% of DM1 hiPSC-derived MNs, while none were observed in 

isogenic DM1_3_DCTG hiPSC-derived MNs (Figure 1D). Validating our previous study, an 

increased neuritic outgrowth was observed specifically in DM1 hiPSC-derived MNs whereas no 

defect was observed in DM1_3_DCTG hiPSC-derived MNs (Figure 1E).  

Due to their pivotal role in the muscular pathogenicity of DM1, we sought to investigate the 

contribution of MBNL1 and MBNL2 proteins in this neuritic phenotype by taking advantage of 

different hiPSC lines in which the genes coding these proteins have been depleted using 

CRISPR/Cas9 technology (Mérien et al. 2021). We first monitored the expression of these different 

paralogues at the mRNA and protein levels at different times along the differentiation of WT-hPSCs 

into spinal MNs. Their level of expression gradually increased as differentiation progresses to reach 

a maximum around ~30 days of differentiation, corresponding to mature MNs (Supplementary Figure 

2A-B). The analysis at the protein level demonstrated a specific lack of expression of the MBNL 

paralogs in the different gene-edited hiPSC lines differentiated into MNs (Supplementary Figure 2C). 

As reported in mouse model of Mbnl loss of function (Lee et al. 2013), we also observed a 

compensatory increase in MBNL1 and MBNL2 expression in MBNL2(-/-) and MBNL1(-/-), 

respectively (Supplementary Figure 2D). To avoid any functional compensatory phenomenon 

between the two paralogues, we also investigated the effects of combined MBNL1 and MBN2 

deficiency by using a double knock-out hiPSC line (DKO) (Supplementary Figure 2B-D). Whereas 

depletion of MBNL1 and MBNL2 did not affect the generation of MNs (Figure 1B), quantification 

of the neuritic length revealed a significant increased neuritic arborization in MBNL1(-/-), MBNL2(-

/-) and DKO hiPSC-derived MNs as observed in DM1 condition (Figure 1E).  
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A 96-well plate co-culture to study the communication between human skeletal muscle cells and 

hiPSC-derived motoneurons.   

Our findings suggested that sequestration and functional inhibition of MBNL1 and MBNL2 

paralogues by mutant mRNAs may affect the pre-synaptic development of MNs. Along those lines, 

it has been recently shown that the down-expression of Mbnl1 in murine hippocampal neurons in 

vitro led to neurite outgrowth defects (P. Y. Wang et al. 2018) that the deprivation of both Mbnl1 and 

Mbnl2 also resulted in defective synaptic densities in murine brain (K. Y. Lee et al. 2019). Altogether, 

these findings prompted us to investigate whether this modified pre-synaptic development of MNs 

may affect their communication with their skeletal muscle targets. 

We thus sought to develop an in vitro humanized co-culture between hiPSC-derived MNs and 

human skeletal muscle cells compatible with cellular and functional analyses. For this purpose, we 

used micropatterned 96 well plates in which each well contains around 200 micropatterns that were 

shown to favor the formation of aligned and striated mature myofibers from human primary skeletal 

muscle cells (Young et al. 2018). The use of a 96 well plate format also offers the possibility to 

analyze in parallel a large number of conditions (Figure 2A).   

To evaluate the maturity and the functionality of this co-culture system, we first characterized 

co-cultures generated with healthy cells. Thus, motoneurons derived from WT hiPSC were seeded on 

top of human primary skeletal muscle cells derived from a healthy control (Figure 2B). The 

morphology of the co-cultures was followed by a timelapse phase contrast microscopy showing the 

development of neurite arborization with the fusion of skeletal muscle cells (Supplementary Figure 

3A and 3B). The characterization for different markers confirmed appropriate maturation of hiPSC-

derived motoneurons (ISL1) and myogenic differentiation in mature myotubes (Myosin Heavy Chain, 

MHC) (Figure 2C-D). Whereas the addition of hiPSC-derived MNs did not affect the level of 

myotube area (Figure 2C), a significant increase of AChR clustering at the post-synaptic level was 

detected in the presence of hiPSC-derived MNs when compared to myotubes alone (Figure 2E and 

Supplementary Figure 3C). The detection and localization of different pre-synaptic markers such as 

synaptophysin, the vesicular acetylcholine transporter and bassoon, in close proximity of AChR 

clusters confirmed the presence of endplate maturation (Figure 3A). These observations were 

validated by transmission electron microscopy revealing close contact between skeletal muscle cells 

and hiPSC-derived motoneurons (Figure 3B, left), the presence of electron-dense active zones in 

association with synaptic vesicles suggesting the AChR clustering at junctional zones (Figure 3B, 

right).  

In term of functionality, muscular contractions were observed 4 days after the addition of 

hiPSC-derived MNs (Supplementary Figure 4A). Quantification of these twitch activities revealed a 

significant effect of hiPSC-derived MNs on the capacity of human primary skeletal muscle cells to 

contract (Figure 4A). Another important functional parameter consisted in the measurement of the 

capacity of hiPSC-derived MNs to induce Ca2+ transients in skeletal muscle cells. Extensive 

characterization of this parameter has been performed under different conditions. We first 

demonstrated that addition of hiPSC-derived MNs led to a significant increase in Ca2+ transients when 

compared to human primary skeletal muscle cells alone (Figure 4B and Supplementary Figure 4B). 

The specificity of these Ca2+ transients was therefore evaluated using pharmacological approaches. 

Thus, bath application of the neurotransmitter glutamate triggered a significant increase of the Ca2+ 

signal peaks (Figure 4C and Supplementary Figures 5A-B). In contrast, the excitation of skeletal 

muscle cells was totally abolished by d-tubocurarine, a competitive inhibitor of AChR, suggesting 

that the Ca2+ oscillations were mediated by AChR signaling (Figure 4D and Supplementary Figure 

5C). Finally, treatment with Botulinium neurotoxin (BoNT/A), known to induce a prolonged 

blockage of neuroexocytosis, led to a significant reduction of Ca2+ activity validating that Ca2+ 
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oscillations observed in skeletal muscle cells are dependent of hiPSC-derived motoneurons (Figure 

4E and Supplementary Figure 5D). These functional analyses indicate that these micropatterned co-

cultures at this phase (day 7) recapitulate key features of early neuromuscular junction development 

and therefore offer new perspectives to study impairment of this inter-cellular structure in diseases. 

 

Impaired communication of DM1 and MBNL depleted hiPSC-derived spinal MNs with skeletal 

muscle targets.  

Based on these micropatterned co-cultures, we next evaluated the capacity of DM1 and 

MBNL depleted hiPSC-derived MNs to properly and functionally interact with skeletal muscle cells. 

With this aim, we designed different hybrid systems in which wild-type control primary skeletal 

muscle cells were co-cultured with DM1 or MBNL depleted hiPSC-derived MNs (Figure 5A). As 

previously observed in the cultures of hiPSC-derived MNs alone, a significant increased neurite 

outgrowth was quantified in DM1 and MBNL depleted conditions when compared to WT or CTG 

depleted DM1 hiPSC lines, phenotype that could not be attributed to a difference in the number of 

hiPSC-derived MNs or a difference of myogenic area (Figure 5B-C and Supplementary Figure 6A). 

In parallel to the neuritic phenotypes, quantitative analysis of the mean size of AChR clusters revealed 

impaired endplate maturation in DM1 and MBNL depleted hiPSC-derived MNs as compared to 

control or isogenic control DM1 (Figure 5D). Likewise, size distribution of AChR clusters revealed 

that even if the total area of AChR is not affected, AChR clusters characterized by a bigger size were 

more present in controls (WT and DM1_3_DCTG) whereas DM1 and MBNL depleted hiPSC-derived 

MNs resulted to a greater proportion of small AChR clusters (Figure 5D and Supplementary Figure 

6C). 

To evaluate the functional consequences of these phenotypes, Ca2+ oscillations induced 

hiPSC-derived MNs were measured at the level of skeletal muscle cells. A significant increase in the 

frequency of calcium transient was observed in the presence of DM1 and MBNL depleted hiPSC-

derived MNs (Figure 6A-B and Supplementary Figure 7). In contrast, no difference was observed 

between WT and DM1-CTG depleted co-culture (Figure 6A-B). Because the muscular component 

consisted in healthy control skeletal muscle cells, we concluded that abnormal behavior of the 

myofibers could be attributable to the presence of DM1 and MBNL depleted hiPSC-derived spinal 

MNs. Our data strongly suggest that, under pathological conditions, the abnormal post-synaptic 

phenotypes depend on the exchange of a non-extracellular signal or signals between muscle and nerve 

cells. 

In our previous study in which we observed a neuritic outgrowth in DM1 hESC-derived 

motoneuronal cultures, we identified that a defective expression of SLITRK2 gene can be correlated 

to this phenotype (Marteyn et al. 2011). Consistent with our previous results, we confirmed this 

misexpression in DM1 hiPSC-derived motoneurons as well as the normalization of this expression in 

CTG depleted DM1 hiPSC-derived motoneurons (Supplementary Figure 6D). Strikingly, the 

misexpression of SLITRK2 was not observed in the absence of MBNL proteins suggesting the 

involvement of additional molecular mechanisms in the synaptic defects observed. 

 

Common misregulation of synaptic pathways in DM1 and MBNL depleted hiPSC-derived mo-

toneurons.  

To go further in understanding the molecular mechanisms that could explain the different 

phenotypes revealed in the miscommunication between motoneurons and skeletal muscle cells, we 

sought to conduct comparative transcriptomic analyses between DM1, MBNL depleted and WT 

hiPSC-derived motoneurons. A distinct transcriptomic profile between these three conditions was 
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validated by the principal component analysis (PCA) and heatmap representation (Figure 7A and 

Supplementary Figure 8A). The comparison between DM1 to wild-type hiPSC-derived motoneurons 

led to the identification of 328 genes differentially expressed, with 199 being up-regulated and 129 

down-regulated in DM1 motoneurons compared to wild-type (Figure 7B). A more pronounced 

difference was observed between DKO and WT hiPSC-derived motoneurons with a total of 723 

differentially expressed genes (DEG), 368 up-regulated and 355 down-regulated in DKO 

motoneurons (Figure 7B). All the differentially expressed genes (DEGs) are listed in Supplementary 

Table 4. Gene ontology analysis of DEGs in DM1 versus WT hiPSC-derived motoneurons revealed 

enrichment in pathways related to synaptic functions: “Nervous system development”, “Anterograde 

trans-synaptic signaling” and “Chemical synaptic transmission” (Supplementary Figure 8B). 

Strikingly, most of these synaptic related-biological processes were found to be down-regulated in 

DM1 hiPSC-derived motoneurons (Figure 7C). Similar observations were found in DKO hiPSC-

derived motoneurons compared to WT (Figure 7D and Supplementary Figure 8C). Among the 328 

DEGs observed in DM1 hiPSC-derived motoneurons, 137 (42%) were also found deregulated in 

DKO hiPSC-derived motoneurons (Figure 7E) suggesting the important role played by MBNL 

depletion in these deregulations. Interestingly, functional annotation of these common DEGs also 

revealed that the most relevant GO terms concerned “Nervous system development”, “Anterograde 

trans-synaptic signaling” and “Chemical synaptic transmission” (Figure 7E). Among the down-

regulated genes identified in the common list, several of them caught our attention (Figure 7F and 

Supplementary Figure 8D). Thus, DLK1 gene has been shown to regulate several aspects of neuronal 

development and maintenance, including synaptic development (Nakata et al. 2005; Kurup et al. 

2015). Another example is CXCR4 for which a murine knockout model revealed aberrant axonal 

projections at the NMJ level (Lieberam et al. 2005). Finally, Wnt16 could be an interesting candidate 

to explain the post-synaptic defects observed in the presence of DM1 and DKO hiPSC-derived 

motoneurons, as the secretion of Wnt16 by motoneurons has been shown to modulate AChR 

clustering independently of agrin signaling pathway (Zhang et al. 2012). Interestingly, the 

misexpression of DLK1 and Wnt16 was also observed in MBNL2(-/-) hiPSC-derived motoneurons 

(Supplementary Figure 9A). 

Due to the important role played by MBNL in the regulation of alternative splicing, we 

pursued our analysis by evaluating the cassette exons demonstrating a significant difference in the 

level of inclusion between DM1, DKO and WT hiPSC-derived motoneurons. Functional analyses of 

the DSEs identified in these different conditions also revealed different terms related to synapse 

structure and function (Figure 8A-B). Interestingly, the analysis of the 232 DSEs identified in DKO 

versus WT hiPSC-derived motoneurons revealed terms related to axonal transport and synaptic 

plasticity such as “microtubule motor activity”, “actin binding” or “ATP-dependent microtubule 

motor activity” (Figure 8B) suggesting a role of MBNL proteins in these cellular processes. Among 

the 236 DSE observed in DM1 hiPSC-derived motoneurons, only 48 DSE (20%) were also observed 

in DKO condition (Figure 8C-D) suggesting that other mechanisms might be involved in the 

alternative splicing defects observed in DM1 condition.  Functional annotation analysis of the 

common transcriptomic data revealed that the most relevant GO terms concerned neuronal outgrowth 

such as "axogenesis” or “axon guidance” (Figure 8C). Interestingly, among these DSE, CAST and 

COL13A1 were validated by RT-PCR and previously shown to be respectively involved in the 

organization of pre-synaptic active zones (Ohtsuka, 2013) and in the motor endplate maintenance 

(Härönen et al. 2019) (Supplementary Figure 8E).  

As Mbnl2 has been shown to be an important splicing factor involved in the developing brain 

(Charizanis et al. 2012), we evaluated the consequences of its loss on the gene expression defects. 

Interestingly, among the 200 DEG in MBNL2(-/-) hiPSC-derived motoneurons (Supplementary Figure 



 

 176 

9A), 123 genes (61,5%) were common to DKO hiPSC-derived motoneurons (Supplementary Figure 

9B). As observed in DKO and DM1 conditions, the enriched pathways deregulated in the absence of 

MBNL2 concerned the nervous system and synaptic functions (Supplementary Figure 9A). The gene 

ontology analysis of the 236 mis-spliced events observed in the MBNL2(-/-) hiPSC-derived MNs 

(Supplementary Figure 9C) showed that pathways involved in protein localization and actin 

cytoskeleton were enriched. Less redundancy was however observed concerning the mis-splicing 

events with only 30% of common events in MBNL2(-/-) and DKO conditions that might suggest a 

significant role of MBNL1 in these defects (Supplementary Figure 9D).  

 

 

DISCUSSION 

 
The main findings of the present study were the identification of functional neuropathological 

defects in DM1 that impaired the interaction between hiPSC-derived motorneurons and their 

muscular targets at an early developmental stage. These neuropathological defects could be 

reproduced by the loss of RNA-binding MBNL proteins, mimicking the neuro-muscular defects 

associated to the expression of the DM1 mutation. 

Although DM1 is traditionally considered to be a disease that affects the muscles, DM1 

present many other manifestations including multiple debilitating neurological manifestations 

(Gourdon and Meola 2017). Potential defects in synaptogenesis have been described in a severe 

murine model of DM1 as well as in the frontal cortex of DM1 patients (Hernández-Hernández et al. 

2013; Sicot et al. 2017). At the neuromuscular level, structural and electrophysiological studies in 

DM1 patients have also suggested the involvement of the neuronal compartment (Bombelli et al. 

2016; Krishnan and Kiernan 2006). Thus, irregular and expanded terminal arborizations and profuse 

axonal proliferation, multiple endplates on the same muscle fiber and abnormally large endplate size 

have been observed in patients (Macdermot, 1961; Allen et al. 1969; Coërs et al. 1973; Fardeau and 

Tome, 1980). Furthermore, the DMPK protein was proposed to have a role in the formation of the 

neuromuscular junction and signal transmission (van Der Ven et al. 1993; Whiting et al. 1995). 

Finally, one of the most striking observation was the detection of mutant mRNA aggregates in the 

nuclei of spinal motoneurons in DM1 patients (Wheeler et al. 2007) raising the question whether 

motoneurons actively contribute to neuromuscular defects in DM1. Along those lines, our group has 

previously demonstrated the potential of using human pluripotent stem cells carrying the causal 

mutation of DM1(DM1_hPSC) to confirm the presence of nuclear foci and neuritic outgrowth 

abnormalities within DM1_hPSC derived motoneuronal cultures (Marteyn et al. 2011). Nonetheless, 

this study was based on the use of a long and ineffective protocol of differentiation giving rise only 

30% of spinal motoneurons in 25 days with a high proportion of contaminating non-relevant cells 

that clearly hampered efforts to pathological modeling. To more broadly analyze the molecular and 

functional effects of the DM1 mutation in spinal motoneurons, we have taken advantage of our 

progress made in differentiation protocols to rapidly and efficiently convert hPSCs into homogenous 

and synchronous population of spinal motoneurons (Maury et al. 2015). Thanks to this development, 

we confirmed that the presence of DM1 mutation affects not only neuritogenesis but also the 

functional interaction between motoneurons and their muscular targets at an early developmental 

stage. Using a co-culture between these two cell types, our results indeed suggested that 

neuromuscular defects in DM1 may occur in an anterograde fashion with DM1 hiPSC-derived MNs 

that “fine-tune” muscle post-synaptic development. As the muscular component consisted in healthy 

control skeletal muscle cells, our results demonstrated that abnormal behavior of the myofibers could 
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be attributable to the presence of DM1 hiPSC-derived spinal MNs. Interestingly, the depletion of the 

long stretch of CTG repeats by CRISPR/ Cas9 rescued these pre/post synaptic phenotypes validating 

their direct association with the presence of the DM1 mutation.  

At the mechanistic level, our data highlight a significant role of MBNL proteins in these 

neuromuscular phenotypes. Motoneurons generated from hiPSC lines depleted in the different 

paralogs MBNL1 and MBNL2 reproduced the early development defects observed in DM1 condition. 

Consistent with our observations, immature NMJs with fragmented AChR clusters have been 

previously described in Mbnl1(-/-); Mbnl2(+/-) mice (Lee et al. 2013). In the same line, Caenorhabditis 

Elegans Muscleblind homolog mbl-1 was shown to be required for proper formation of 

neuromuscular junction synapses (Spilker et al. 2012). Surprisingly, expressing a mbl-1 transgene in 

the presynaptic neuron was sufficient to rescue the synaptic defect, while muscle expression had no 

effect (Spilker et al. 2012). Whereas the major pathological features of the DM brain have been 

previously shown to be associated with the disruption of the MBNL2-mediated developmental 

splicing program (Charizanis et al. 2012), deletion of MBNL1 or MBNL2 led to the same functional 

impact on the synaptic defect at the neuromuscular level. We can therefore hypothesize that both 

paralogues might account for neuromuscular defects. These results raised the question of how and by 

which mechanisms MBNL proteins might be involved in the development of neuromuscular 

interactions.  

Although purely speculative at this stage, the comparative transcriptomic analyses between 

DM1 and MBNL depleted hiPSC-derived MNs revealed the deregulation of several pathways related 

to nervous system development, anterograde trans-synaptic signaling and cytoskeletal elements of 

axonal transport. Interestingly, these results are concordant with previous transcriptomic analyses 

performed in the hippocampi of Mbnl2(-/-) mice (Goodwin et al. 2015). Due to the large number of 

deregulated genes we identified, the hypothesis of a unique gene underlying the different phenotypes 

may be unlikely and combined misexpression of several actors involved in synaptic signaling 

pathways might be considered. MBNL proteins also have significant cytoplasmic expression and have 

been proposed to contribute to regulation of mRNAs stability (Du et al. 2010; Osborne et al. 2009; 

Wang et al. 2015; 2012; Masuda et al. 2012) or localization (Adereth et al. 2005; Wang et al. 2012). 

MBNL proteins could therefor determine the localization of mRNA by the splicing mechanism, long 

3’UTR transcripts being trafficked to dendrites while short 3’UTR were retained in the soma (An et 

al. 2008; Shigeoka et al. 2016). Moreover, Wang and colleagues showed that MBNL1 could bind 

3’UTR mRNA of SNAP25 and VAMP1, two synaptic proteins, to regulate their neuronal localization 

(Wang et al. 2012). MBNL proteins associated to mRNA form a messenger ribonucleoprotein 

(mRNP) complex itself integrated in granules allowing the transport of mRNA along axons thanks to 

a cytoskeletal machinery (Van Driesche and Martin 2018). These data led to an emerging hypothesis 

that RNA localization functions of MBNL are important for proper synapse function, and that mis-

localized RNAs might account for some neurological features associated to DM1. Interestingly, the 

transcriptomic analysis of hiPSC-derived MNs revealed several enriched deregulated pathways 

involved in the cytoskeleton machinery, molecular motor, protein localization and organelle transport 

along microtubules in DM1 and MBNL depleted conditions. It could be therefore interesting to 

evaluate the synaptic vesicles trafficking along microtubules and the quantification of synaptic 

vesicles at the pre-synaptic active zone under the different hybrid conditions to assess the potential 

role of MBNL proteins. 

Altogether our results suggested that DM1 might not be considered a muscle disease but rather 

a disease of the interaction between motor nerve and its muscle. We therefore suggest that MNs could 

also be considered as a target of future therapies to cope with the genetic defect leading to this fatal 



 

 178 

neuromuscular disease. Consequently, the role of MNs in the establishment and the defective function 

of neuromuscular junctions in DM1 might deserve further attention and investigation. 

 

 

MATERIAL & METHOD 

 
hiPSC and differentiated cells  

Human pluripotent stem cells were generated from fibroblasts derived from non-affected and DM1 

affected patients as previously described (Mérien et al. 2021). Informed consents were obtained from 

all the patients included in this study, complying with the ethical guidelines of the institutions and 

with the legislation requirements. Experimental protocols were approved by the french minister of 

health (2019-A02599-48). Three DM1 human induced pluripotent stem cell lines (named DM1_1, 

DM1_2, DM1_3) were generated from three different patients’ fibroblasts. The length of the repeat 

expansion was previously estimated to approximatively 2.700 CTG repeats in each DM1 hiPSC line 

generated (Mérien et al. 2021). Briefly, hiPS were grown on culture dishes-coated vitronectine 

(Gibco®) and maintained in iPS-Brew XF medium (Miltenyi Biotec®). Cell passaging was performed 

manually every 5 days and culture medium was changed every two days. Knock-out MBNL hiPS 

(MBNL1(-/-), MBNL2(-/-) and MBNL1(-/-); MBNL2(-/-) – named DKO) cells were generated from a 

non-affected hiPSC line by using CRISPR Cas9 technology as previously described (Mérien et al. 

2021). CTG-depleted DM1 cell lines were developed from a DM1 cell line (DM1_3) by using 

CRISPR/ Cas 9 technology (Lo Scrudato et al. 2019). The conversion of hiPSC into spinal 

motoneurons was performed as previously described (Maury et al. 2015). Briefly, hiPS were 

dissociated enzymatically using Stem Pro Accutase (ThermoFisher®) during 5min at 37°C, 5% CO2 

and plated in 25cm2 flasks (Dutscher®) at 1,5million per flask in a induced-motoneuronal medium 

supplemented with cytokines every two days (Maury et al. 2015). After 14 days of differentiation, 

embryoid bodies were dissociated and motoneuron phenotype was assessed by immunolabeling for 

Islet1. Human primary control myoblasts (gift of D. Furling, Institute of Myology, Paris) were 

cultured in a growth medium and cryopreserved. After several cell passaging, primary myoblasts 

were purified on CD56 microbeads column (Miltenyi Biotec®) followed by immunolabelling for 

Desmin to estimate the percentage of myoblast cells.  

 

Co-culture protocol  

96 micropatterned-well plates were designed (Young et al. 2018) and provided by CYTOO SA®. At 

D0, myoblasts were seeded at 20 000 cells per well in DMEM-F12 glutamax (ThermoFisher®) 

supplemented by 20% fetal bovine serum (Sigma-Aldrich®) and 0,1% penicillin/streptomycine 

(ThermoFisher®) (see Table S1). At D2, after two washes with basal medium, the growth medium 

was replaced by the differentiation medium composed by DMEM-F12 glutamax and 2% horse serum 

(ThermoFisher®). At D4, hiPSC-derived MNs were seeded at 40 000 cells per well in DMEMF12-

glutamax, neurobasal medium (Vol:Vol) supplemented with BDNF (Peprotech®), GDNF 

(Peprotech®), DAPT (Tocris®) and Y-27632 (Stem Cell®) (see Table S1). Co-cultures were 

maintained for at least 7 days. 

 

Immunostaining 

Motoneurons derived from hiPS were fixed with a solution containing 4% paraformaldehyde (PFA-

Euromedex®) for 8min at room temperature. Co-cultures were fixed vol:vol with a solution containing 

8% paraformaldehyde (PFA-Euromedex®) for 10min at room temperature. Primary antibodies were 
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diluted in PBS/ 1% BSA/0,2% Triton X-100 and incubated overnight at 4°C. Appropriated secondary 

antibodies were added for 1h at RT in the presence of Hoechst 33528 (ThermoFisher®, 1mg/ml). 

Primary and secondary antibodies are listed in Table S2. 

 

Fluorescent In Situ Hybridation (FISH) 

FISH experiments were performed as previously described (Maury et al. 2019). Briefly, cells were 

fixed with PBS buffer containing 4% PFA (Electron Microscopy Science, 20µl/well) for 20 minutes 

at room temperature and washed with 200µL of PBS. Cells were then incubated overnight at 4 °C 

with 70% Ethanol (60 µl/well). After PBS wash, cells were rehydrated with a solution of PBS 

containing 5mM MgCl2 for 15-30 min and then sequentially incubated with prehybridization buffer 

(50mM Phosphate buffer, 40% formamide, 2X SSC, 50µl/ well) for 15-30 min and hybridization 

buffer (Prehybrydization buffer with 0,2% BSA and 7% Dextran, 50µl/well) containing 300ng/mL 

of the (CAG)10-Cy5 probe (5’Alexa 647- TTCTTATTCTTCAgCAgCAgCAgCAgCAgCAgCAg-

CAgCAg3’) (Operon) overnight at 37°C.  Washing steps consisted in pre-warmed Washing buffer 

(Prehybrydization buffer + 0.2% BSA, 60µL) for 15 min at RT followed by addition of washing 

buffer (80µL) and incubation for 30 min at 37°C. Cells were then washed twice in PBS before nuclei 

counterstaining Hoechst 33258 (InvitroGen®, 5µg/mL). Plates were stored at 4°C until analysis. 

Nuclear foci detection was performed using the Cellomics Array Scan VTI high content imaging 

system (Thermofisher®) with the 20X objective to automatically focus cell preparation. Nuclear foci 

detection was analyzed using the Cellomics CX7 high content imaging system (Thermofisher®) with 

the 20X objective and an automatically focus cell preparation. Images were acquired in High 

resolution camera mode on two channels and quantification was performed as previously described 

(Maury et al. 2019).  

 

Image acquisition and analysis  

Images for hiPSC-derived motoneurons were acquired using ImageXpress micro imaging system 

(Molecular Devices®) and were analyzed using MetaXpress software for automated quantification of 

the percentage of cells stained for ISL1 compared to the total number of cells and using the 

bioapplication “find fibers” to measure the neuritic arborization. Images of co-cultures were acquired 

using Spinning Disk microscopy (Zeiss®) with the 20X and 40X objectives. Each image was taken 

with z-stack and an orthogonal view was performed on Fiji Software. For quantification of AChR 

clustering, images were analyzed by using Fiji Software to manually quantify total area and the mean 

size of AChR clusters (Algorithm in Annexe 1).  By application of background correction and 

intensity threshold, the neuritic arborization was quantified by the determination of the neuritic length 

by micropattern. Islet1 quantification was determined by automatically counting the number of Islet1-

positive cells by micropattern. Myotube area was quantified by deliminating the cells stained by 

MF20 antibody and application of intensity threshold.  

From day 4 in co-culture, visual contractions were recorded in phase contrast using Spinning Disk 

(Zeiss®) under controlled atmosphere (37°C, 5% CO2). Movies acquisition lasted 2 min and were 

analyzed using the detection of pixels variations on Fiji Software and then, visual contractions were 

analyzed by the kymograph tool.  

 

Calcium Flux assay  

Living cells were incubated in a HBSS+/+ solution (see Table S1) containing a Cal520 probe (2uM- 

Abcam®) at 37°C, 5% CO2. After 25min, cells were washed twice with a HBSS-/- solution and keeped 

at RT for 15min. Recording was performed using Spinning Disk Microscopy (Zeiss®) in a controlled 
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atmosphere (37°C, 5% CO2). Basal acquisitions were set at 200ms intervals and two different fields 

were acquired per well. Images were processed and analyzed on Fiji Software using ROI manager to 

quantify fluorescence intensity inside each myotube (= 1 ROI) and corrected for background. The 

inhibition of synaptic activity was evaluated after different drug treatments. After a basal acquisition 

of each field, (1) 100uM of tubocurarine chloride (Sigma-Aldrich®) was applied to each well and a 

stream acquisition was performed during 1min; (2) the neurotoxin botulinium A (Ipsen®) was added 

at 5nM and acquisitions were performed after 4 hours and 8 hours of treatment. In contrast, the 

activation of synaptic activity was evaluated after treatment with L-Glutamic acid (100uM- Sigma-

Aldrich®).  Placebo experiments were conducted by adding drugs on myotubes alone without hiPSC-

derived MNs or by treating co-cultures with a buffer solution that did not contain any of the chemical 

reagents. The curve of calcium response is represented as time as a function of the ratio DF/F0 in 

which F0 represents the mean fluorescence intensity measured before drug treatment whereas DF 

represents the mean fluorescence (Young et al. 2018). 

 

RNA isolation and RT-qPCR analysis  

Total RNAs were isolated using the RNAeasy Mini extraction kit (Qiagen®) according to the 

manufacture’s protocol. RNA levels and quality were checked using the NanoDrop® technology. 

cDNA was synthetized using SuperScript III (ThermoFisher®). Quantitative polymerase chain 

reaction (qPCR) analysis was performed using a QuantStudio 12K Flex real-time PCR system 

(Applied Biosystem®). Primers sequences are detailed in Table S3. All analyses were performed with 

at least three technical replicates per plate. The 2-DD Ct method was used to determine the relative 

expression level of each gene. All expression data were normalized to three housekeeping genes (18S, 

cyclophilinA and GAPDH). 

 

Protein extraction and Western blot analysis 

Western blots analyses were performed as previously described (Maury et al., 2019). Briefly, cells 

were lyzed in RIPA 1X buffer (Sigma®) containing protease inhibitors (Sigma®) and phosphatase 

inhibitors (Roche®). Proteins were quantified by Pierce BCA Protein Assay kit (Pierce®) using a 

multiplate colorimetric reader, CLARIOstar (BMG Labtech®). Protein extracts (20 to 30μg) were 

loaded on a 4-12% SDS-PAGE gradient (NuPage Bis–Tris gels, Invitrogen®) and transferred onto 

Gel Transfer Stacks Nitrocellulose membranes (Invitrogen®) using the iBlot2 Dry Blotting System 

(Invitrogen®). Membranes were then incubated overnight at 4°C with the following primary 

antibodies: MBNL1 - MB1a(4A8) (DSHB®, 1:1000), MBNL2 - MB2a(3B4) (DSHB®, 1:1000), SYP 

(ThermoFisher®, 1:500) and VACHT (Synaptic System®, 1:500). After hybridization of the 

peroxidase-conjugated secondary antibody (from 1:50000 to 1:10000), immunoreactive bands were 

revealed by using Amersham ECL Select Western Blotting Detection Reagents (GE Healthcare®). 

Equal protein loading was verified by the detection of β-Actin using the A3854 Monoclonal Anti-β-

Actin−Peroxidase antibody (Sigma®, 1:10000). 

 

Electronic Microscopy 

Co-cultures were processed in situ as previously described (Lainé et al. 2018), except for a few 

modifications related to the use of glass instead of plastic coverslips. Following resin polymerisation, 

glass coverslips were dissolved with hydrofluoric acid, and plastic-embedded samples were glued on 

an epoxy block and cut into 70 nm ultrathin sections. 
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RNA-Seq library preparation and sequencing (TrueSeq polyA) 

Total RNAs were isolated using the RNAeasy Mini extraction kit (Qiagen®) according to the 

manufacture’s protocol. RNA levels were assessed using the NanoDrop® technology and quality 

control was evaluated by determining RNA Integrity Number (RIN) using the RNA screen tape 

technology (Agilent®). For each sample, 100ng of total RNA was used. mRNAs were purified using 

poly-T oligo from TruSeq Stranded kit (Illumina®) and were fragmented and retro-transcribed using 

the TruSeq Stranded kit following the protocol of the manufacturer (Illumina®). Final library was 

quantified using Agilent High Sensitivity DNA kit before the samples were pooled in sets of six for 

sequencing. 2nM of pooled libraries were denatured and the quantity of 1.8pM was used for cluster 

generation before paired-end sequencing on an Illumina Nextseq550 (Hight output 2*150pb run). 

Samples were sequenced with an average of 89 532 366 reads (paired-end) per sample. The quality 

control of the sequencing data was evaluated using FastQC (v0.11.2) (“Babraham Bioinformatics - 

FastQC A Quality Control Tool for High Throughput Sequence Data”). The reads were trimmed 

using Prinseq (v0.20.4) (Schmieder and Edwards 2011) (--trim-right 20) and filtered by average 

quality score (--trim-qual 20) and cutadapt (v1.16) (Martin, 2011). (Martin 2011)For the Alternative 

splicing the raw reads was annotated on GRCh37.75 EnsEMBL reference annotation by Tophat2 

(Kim et al. 2013) (v2.0.13) and analyzed using only reads on exonics junctions with FaRLine pipeline 

(Benoit-Pilven et al. 2018) and FasterDB database (Mallinjoud et al. 2014).  

 

Statistical Evaluation  

All data were processed using Prism 8®. Values are represented as mean ± SD. Student’s t-test was 

used to analyze two groups of data (*p < 0,05; **p < 0,005; ***p < 0,0005; ****p < 0,0001). For 

comparisons of more than two groups, statistical analyses were performed with by ordinary one-way 

analysis of variance (ANOVA) using Tukey’s multiple comparisons test. Values of p < 0,05 were 

considered significant (*p < 0,05; **p < 0,005; ***p < 0,0005; ****p < 0,0001).  
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Figure 1: DM1 hiPSC-derived MN reproduced the mean features associated to DM1.  

(A) Representative images of labeling for motoneuronal markers in hiPSC-derived MN after 30 days of 

differentiation. MN were identified by ISL1 staining (Green) and TuJI (Red) immunostaining. Nuclei were 

revealed by Hoechst staining. Scale bar 10 µm. (B) Quantification of the percentage of hiPSC-derived MN 

containing foci. Data were analyzed with an ordinary One-Way anova, Tukey’s multiple comparisons test 

compared to WT (****: P≤0,0001, ns: not significant). The mean ± SD values from at least 5 independent 

experiments. (C) Representative images of mutant DMPK mRNA foci (red) detected by mRNA fluorescence 

in situ hybridization (FISH) combined with ISL1 immunolabeling (in green) in DM1, WT and DM1 CTG-

deleted hiPSC-derived MN after 30 days of differentiation. Scale bar 10 µm. (D) Quantification of the 

percentage of hiPSC-derived MN containing foci per ISL1+ ve cells. Data were analyzed with an ordinary One-

Way anova, Tukey’s multiple comparisons test compared to WT (****: P≤0,0001, ns: not significant). The 

mean ± SD values from at least 5 independent experiments. (E) Neuritic length per hiPSC-derived MN was 

determined after 30 days of differentiation by staining the motoneuronal cultures with TuJI and ISL1. Data 

were analyzed with an ordinary One-Way anova, Tukey’s multiple comparisons test compared to WT (***: 

P≤0,001, ****: P≤0,0001, ns: not significant). The mean ± SD values from at least 5 independent experiments. 
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Figure 2 
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Figure 2: hiPSC-derived MN enhanced AChR clustering after 7 days of coculture.   

(A) Schematic representation of the co-culture protocol. MN were differentiated from hiPSC for 14 days and 

plated on primary skeletal muscle cells differentiated for 2 days. Co-cultures were kept for a minimal of 7 

days. (B) Representative image of immunostaining (Nuclei in bleu, Myosin Heavy Chain MF20 in green and 

TuJ1 for neurites in red) on an entire well from a 96 well plate. Scale bar: 100µm. Each well contains about 

200 micropatterns. The image on the right is a higher magnification of the insert to better visualize the staining 

for neurons by TuJI (in grey), acetylcholine receptors (AChR, in red) and human primary skeletal muscle cells 

stained for MF20 (in green). Nuclei were labeled with Hoechst (Blue). Scale Bar 10 µm. (C) Representative 

images of skeletal muscle cells immunolabeling using myosin heavy chain marker in the presence and absence 

of hiPSC-derived MN. On the right, the histogram indicated the mean of myotube area per pattern in the 

absence and the presence of hiPSC-derived MN. Data were analyzed with Student’s t-test (ns: not significant). 

The mean ± SD values from at least 3 independent experiments in triplicate (at least 100 micropatterns).  (D) 

Representative image of staining for MN by using ISL1 (Green), TuJI (Red) and Hoechst for nuclei (blue). 

Scale bar 10 µm. On the right, the histogram indicated the mean number of hiPSC-derived MN per pattern. 

Data were analyzed with Student’s t-test (*: p < 0,05; **: p < 0,005; ***: p < 0,0005; ****: p<0,0001, ns: no 

significative). The mean ± SD values from 7 independent experiments in triplicate (at least 100 micropatterns). 

(E) Representative images of immunolabelling for AChR (green). Quantification of the total area of AChR per 

pattern is indicated on the histogram. Scale Bar 10 µm. Data were analyzed with Student’s t-test (**: p < 

0,005). The mean ± SD values from at least 4 independent experiments in triplicate (at least 100 micropatterns). 
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Figure 3 
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Figure 3: Immunofluorescence and ultrastructural study revealed contacts between pre- and post- syn-

aptic compartments.  

(A)  Co-immunostaining of AChR and synaptic vesicles markers (from top to bottom: Synaptophysin (SYP), 

Vesicular acetylcholine transporter (VAChT) and Bassoon). Orthogonal views from different planes (x/z, y/z) 

of the white insert are represented. Scale bar: 10µm. (B) Transmission electron micrographs of a contact 

between a hiPSC-derived MN axon (obliquely cut microtubules indicated by asterisk) and a skeletal muscle 

cell. Scale bar = 1µm. The dotted square is enlarged in the right micrograph, where black arrowheads indicate 

synaptic vesicles in the pre-synaptic zone and the arrow points to plasmalemmal electron densities on both 

sides of the contact. Scale bar = 200nm.  
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Figure 4 
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Figure 4: hiPSC-derived MN induced muscle calcium waves and contractions.  

(A) Observation of muscle contractions by time lapse imaging during 2min in phase contrast microscopy using 

Spinning Disk (Zeissâ) with controlled atmosphere. The kymograph representation indicated the detection of 

pixel movements from A to B points, corresponding to visual muscle contractions. The quantification of the 

number of micropatterns presenting a visual contraction is indicated on the histograph on the right. Data were 

analyzed with Student’s t-test (**: p < 0,005). The mean ± SD values from at least 3 independent experiments 

in quadruplicate with two fields (40 micropatterns/field) per well. (B) Representative diagram of calcium 

waves recorded during 100s in the presence or absence of hiPSC-derived MN. DF/F0 representation after 

background correction. (C-D) Representative diagram of calcium waves recorded in skeletal muscle cells after 

(C) addition of a solution of 100µM L-glutamate (stimulation of NMDA receptors) and (D) inhibition with a 

solution of 100uM curare (competitive inhibition of AChR). DF/F0 representation after background correction. 

(E) Graphical representation of calcium waves recorded in basal condition and 4 and 8 hours after addition of 

a solution of 5nM Botulinum neurotoxin (BoNT/A). DF/F0 representation after background correction. 
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Figure 5 
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Figure 5: Synaptic defects observed at pre- and post- levels in DM1 and MBNL depleted hiPSC-derived 

MN.  

(A) Schematic representation of hybrid co-culture systems developed in the study. (B) Quantification of the 

neuritic length (µm) per pattern after 11 days of co-culture. Data were analyzed with an ordinary One-Way 

anova, Tukey’s multiple comparisons test compared to WT (**: P≤0,01, ***: P≤0,001, ****: P≤0,0001, ns: 

not significant). The mean ± SD values from at least 3 independent experiments in triplicate (at least 150 

micropatterns per experiment). (C) Quantification of myotube area per pattern (µm2) after 11 days of co-

culture. Data were analyzed with an ordinary One-Way anova, Tukey’s multiple comparisons test compared 

to WT (ns: not significant). The mean ± SD values from at least 3 independent experiments in triplicate (at 

least 150 micropatterns per experiment). (D) Representative images of AChR immunolabelling (green) in the 

co-cultures kept for 11 days with MN derived from the different hiPSC lines. Scale bar: 10µm. On the top left, 

quantification of the mean size of AChR clusters per pattern. Data were analyzed with an ordinary One-Way 

anova, Tukey’s multiple comparisons test compared to WT (*: P≤0,05, **: P≤0,01, ns: not significant). The 

mean ± SD values from at least 3 independent experiments in triplicate (at least 50 micropatterns per 

experiment). On the bottom left, the proportional repartition (%) of AChR clusters by size (0-10µm2, 10-

30µm2, 30µm2 and more) in different hybrid co-culture systems. 
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Figure 6 
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Figure 6: Communication defect between hiPSC-derived MN and skeletal muscle cells in DM1 and 

MBNL depletion conditions.   

(A) Representative diagram of calcium waves (time=2min) recorded in human primary skeletal muscle cells 

in different hybrid conditions (WT in dark grey, DM1 in burgundy, DM1_3_DCTG in grey and MBNL knock-

out conditions in blue). DF/F0 representation after background correction. (B) Quantification of the number of 

calcium waves recorded in human primary skeletal muscle cells per pattern and per min after 11 days of co-

culture. Data were analyzed with an ordinary One-Way anova, Tukey’s multiple comparisons test compared 

to WT (*: P≤0,05, **: P≤0,01, ***: P≤0,001, ****: P≤0,0001, ns: not significant). The mean ± SD values 

from at least 3 independent experiments in triplicate (at least 100 micropatterns per experiment).  
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Figure 7 
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Figure 7: DM1 mutation and MBNL depletion affect the expression of gene sets related to synaptic 

function.  

(A) The hierarchical clustering of differentially expressed genes (DEG) detected in DM1 and DKO hiPSC-

derived MN compared to WT hiPSC-derived MN. Gene expression is represented by a color code ranging 

from green for under-expressed genes to red for over-expressed genes. (B) Schematic representation of the 

number of DEG in DM1 (red) and DKO (green) hiPSC-derived MN. (C) Genes set enrichment analysis using 

EnrichR on the 129 downregulated genes in DM1 hiPSC-derived MN when compared to WT hiPSC-derived 

MN (EnrichR analysis using GO Biological process 2018 database). The table on the right provides a list of 

specific genes differentially expressed in DM1 hiPSC-derived MN. (D) Genes set enrichment analysis using 

EnrichR on the 355 downregulated genes in DKO hiPSC-derived MN when compared to WT hiPSC-derived 

MN (EnrichR analysis using GO Biological process 2018 database). The table on the right provides a list of 

specific genes differentially expressed in DKO hiPSC-derived MN. (E) Venn diagram representation of the 

number of DEG deregulated between both different conditions analyzed. On the right, genes set enrichment 

analysis using EnrichR on the 137 common deregulated genes between DM1 versus WT hiPSC-derived MN 

and DKO versus WT hiPSC-derived MN conditions (EnrichR analysis using GO Biological process 2018 

database). (F) List of specific deregulated genes in the panel of 137 genes commonly identified between DM1 

versus WT hiPSC-derived MN and DKO versus WT hiPSC-derived MN conditions.  
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Figure 8 
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Figure 8: DM1 mutation and loss of MBNL1 and MBNL2 proteins lead to a large number of alternative 

splicing defects related to molecular motor activity and synaptic function.   

(A) Genes set enrichment analysis using EnrichR on the 236 differentially spliced exons (DSE) in DM1 hiPSC-

derived MN when compared to WT hiPSC-derived MN (EnrichR analysis using GO Biological process 2018 

database). The table on the right provides a list of specific genes differentially spliced in DM1 hiPSC-derived 

MN.  (B) Genes set enrichment analysis using EnrichR on the 232 differentially spliced exons (DSE) in DKO 

hiPSC-derived MN when compared to WT hiPSC-derived MN (EnrichR analysis using GO Molecular 

Function 2018 database). The table on the right provides a list of specific genes differentially spliced in DKO 

hiPSC-derived MN. (C) Venn diagram representation of the number of DSE deregulated between both 

different conditions analyzed. On the right, genes set enrichment analysis using EnrichR on the 48 common 

genes between DM1 versus WT hiPSC-derived MN and DKO versus WT hiPSC-derived MN conditions 

(EnrichR analysis using GO Biological process 2018 database). (D) List of specific mis-spliced genes in the 

panel of 48 genes commonly identified between DM1 versus WT hiPSC-derived MN and DKO versus WT 

hiPSC-derived MN conditions.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 203 

SUPPLEMENTARY FIGURES 

 

 

Supplementary Figure 1 

 

 
Figure S1: In vitro generation of human motoneurons.  
(A) Schematic representation of the differentiation protocol from hiPSC to motoneurons. (B) Generation of 

the DM1-CTG depleted hiPSC cell line by CRISPR/Cas9 technology. At the left, sequencing analysis of not 

treated DM1_3 versus treated DM1_3 (DM1_3_DCTG), the guides are mentioned with red arrows. At the 

right, the southern blot analysis of DM1_3 and DM1_3_DCTG showing the complete deletion of CTG 

expansion. 
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Supplementary Figure 2 

 

 
 

 

Figure S2: Kinetic of expression of MBNL proteins during differentiation of hiPSC into MN 

(A-B) Kinetic expression of MBNL1 and MBNL2 (A) mRNA and (B) protein expression level in WT hiPSC-

derived MN at different time points (day 7, 10, 18 and 30) of the differentiation process into MN. Results were 

normalized at D7 of differentiation. Data were obtained from 3 independent experiments. (C) Representative 
examples of western blot analysis for MBNL1 and MBNL2 at day 7, 10, 18 and 30 of hiPSC-derived MN 

differentiation. b-actin was used as housekeeping genes. (D) The graph represents the quantification of MBNL 

protein expression in MBNL1-/-, MBNL2-/- and DKO hiPSC-derived MN at D30 of differentiation. Results 

were normalized on the value of WT hiPSC-derived MN. Data were analyzed with an ordinary One-Way 

anova, Tukey’s multiple comparisons test compared to WT, (***: P≤0,001, ****: P≤0,0001, ns: not 

significant). The mean ± SD values from at least 3 independent experiments. 
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Supplementary Figure 3 

 

 
 

 
 

Figure S3 : Characterization of skeletal muscle cells and hiPSC-derived MN and morphology of the co-

culture protocol.  

(A) Movie of successive phase contrast images taken every 4 hours using Incucyteâ to evaluate the set up and 

morphology of the co-culture system. (B) Morphology of the co-culture system observed by phase contrast 

microscopy. At the middle of the micropattern, the clustering of hiPSC-derived MN soma surrounded in red, 
the micropattern ends in black, neurites highlighted in blue and contact area marked by a green asterisk. (C) 

Representative examples of filter masks generated by an algorithm on Fiji Software for AChR detection based 

on representative images of AChR immunolabeling (in green). Scale bar 10µm.  
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Supplementary Figure 4 

 

 
 

Figure S4 : Induction of muscle contraction and calcium flux by addition of hiPSC-derived MN.  
(A) Live time lapse movie of visual muscle contraction 4 days after the addition of WT hiPSC-derived MN. 

Recording performed in phase contrast microscopy and under controlled atmosphere. (B) Timelapse movies 
of calcium flux in absence and presence of WT hiPSC-derived MN. Cells were incubated with the Cal520 

calcium indicator. Recording performed under controlled atmosphere.  
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Supplementary Figure 5 

 

 
 

Figure S5: Pharmacological drugs control the communication between hiPSC-derived MN and skeletal 

muscle cells.    

(A) Timelapse movie of calcium flux imaging in co-culture after the treatment of L-glutamate. Cells were 

incubated with the Cal520 calcium indicator. Recording performed under controlled atmosphere. 

(B) Screenshots of timelapse movies of Ca2+ flux imaging (Green= Cal520 probe) in basal condition and after 

L-glutamate treatment (100µM). The diagram shows the micropatterns synchronization in the same well after 

L-glutamate treatment. DF/F0 representation after background correction. (C) Timelapse movie of calcium flux 

imaging in co-culture after the treatment of d-tubocurarine. Cells were incubated with the Cal520 calcium 
indicator. Recording performed under controlled atmosphere. (D) Representative diagram of Ca2+ transients in 

basal condition and 4 and 8 hours with or without BoNT/A treatment. DF/F0 representation after background 

correction. 
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Supplementary Figure 6 

 

 
 

Figure S6: Negative effect of pathological hiPSC-derived MN on AChR clustering and gene 

expression.    

(A) Quantification of Islet-1 positive cells per pattern. Data were analyzed with an ordinary One-Way anova, 

Tukey’s multiple comparisons test compared to WT (ns: not significant). The mean ± SD values from 3 

independent experiments in triplicate and at least 150 micropatterns per quantification. (B) Representative 

images of AChR immunolabeling (in green) in DM1 hybrid co-culture conditions. Scale bar 10µm. (C) 

Quantification of the total area (µm2) of AChR clusters per pattern. Data were analyzed with an ordinary One-

Way anova, Tukey’s multiple comparisons test compared to WT (ns: not significant). The mean ± SD values 
from 3 independent experiments in triplicate and at least 150 micropatterns per quantification. (D) SLITRK2 

mRNA expression level in hiPSC-derived MN. (n= at least 3 independent experiments in technical triplicate). 

Data were analyzed with an ordinary One-Way anova, Tukey’s multiple comparisons test compared to WT 

(****: P≤0,0001). The mean ± SD values from at least 3 independent experiments in triplicate.  
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Supplementary Figure 7 

 

 
Figure S7: Communications defect between hiPSC-derived MN and skeletal muscle cells in hybrid 

systems.   

Timelapse movies of calcium flux imaging analysis (Green= Cal520, calcium indicator) in control and 

pathological hybrid conditions. Recording performed under controlled atmosphere.  
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Supplementary Figure 8 
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Figure S8: Identification of transcriptomic defects in DM1 and DKO hiPSC-derived MN.    

(A) PCA (Principal Component Analysis) mapping indicating distinct transcriptomic profiles between WT, 

DM1 and DKO hiPSC-derived MN. (B) Genes set enrichment analysis using EnrichR on the 328 DEG in DM1 

hiPSC-derived MN when compared to WT hiPSC-derived MN. (EnrichR analysis using GO Molecular 

Function 2018 database). (C) Genes set enrichment analysis using EnrichR on the 723 DEG in DKO hiPSC-
derived MN when compared to WT hiPSC-derived MN. (EnrichR analysis using GO Molecular Function 2018 

database). (D) CXCR4, DLK1 and Wnt16 mRNA expression level defect in hiPSC-derived MN. Data were 

analyzed with an ordinary One-Way anova, Tukey’s multiple comparisons test compared to WT (*: P≤0,05, 

**: P≤0,01, ***: P≤0,001, ****: P≤0,0001, ns: not significant). The mean ± SD values from 3 independent 

experiments in triplicate. (E) Alternative splicing analysis for CAST exon 12 and COL13A1 exon 39 in hiPSC-
derived motoneuron. Data were analyzed with an ordinary One-Way anova, Tukey’s multiple comparisons 

test compared to WT (***: P≤0,001, ****: P≤0,0001, ns: not significant). The mean ± SD values from 3 

independent experiments in triplicate. 
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Supplementary Figure 9 
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Figure S9: Identification of transcriptomic defects in MBNL2 knock-out hiPSC-derived MN.    

(A) Genes set enrichment analysis using EnrichR on the 200 DEG genes in MBNL2(-/-) hiPSC-derived MN 

when compared to WT hiPSC-derived MN (EnrichR analysis using GO Biological process 2018 database). 

The table on the right provides a list of specific genes differentially expressed in MBNL2(-/-) hiPSC-derived 

MN. (B) Venn diagram representation of the number of DEG deregulated between the three (DM1,       
MBNL2(-/-) and MBNL double knock-out) different conditions analyzed. On the top right, genes set enrichment 

analysis using EnrichR on the 123 DEG genes between DKO versus WT hiPSC-derived MN and MBNL2(-/-) 

versus WT hiPSC-derived MN conditions (EnrichR analysis using GO Biological process 2018 database). On 
the bottom right, the table on the right provides a list of commonly DEG in the three conditions (DM1, 

MBNL2(-/-), MBNL double knock-out) compared to WT hiPSC-derived MN. (C) Genes set enrichment analysis 

using EnrichR on the 236 DSE genes in MBNL2(-/-) hiPSC-derived MN when compared to WT hiPSC-derived 

MN (EnrichR analysis using GO Biological process 2018 database). The table on the right provides a list of 
specific genes differentially spliced in MBNL2(-/-) hiPSC-derived MN. (D) Venn diagram representation of the 

number of DSE deregulated between the three (DM1, MBNL2(-/-) and MBNL double knock-out) different 

conditions analyzed. On the top right, genes set enrichment analysis using EnrichR on the 71 DSE genes 
between DKO versus WT hiPSC-derived MN and MBNL2(-/-) versus WT hiPSC-derived MN conditions 

(EnrichR analysis using GO Biological process 2018 database). On the bottom right, the table on the right 

provides a list of commonly DSE in the three conditions (DM1, MBNL2(-/-), MBNL double knock-out) 
compared to WT hiPSC-derived MN. 
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SUPPLEMENTARY MATERIAL & METHOD 
 

 

Annexe 1: Detection of AChR on Fiji software 

run("Brightness/Contrast..."); 

waitForUser("Regler Luminosité Contraste et cliquer sur OK"); 

run("8-bit"); 

run("Threshold..."); 

waitForUser("le threshold, cliquer sur Apply puis OK"); 

setOption("BlackBackground", true); 

run("Convert to Mask"); 

run("Analyze Particles...", "  show=Masks display summarize"); 

 
 

 

Supplementary Table 1: Medium and solutions composition 

 

 
 

 

Growth Myoblasts Medium Provider Reference Cfinale 

DMEM/F-12 Glutamax Invitrogen 31331028

Fœtal Bovine serum (FBS) Sigma F7524 20%

Penicilline/Streptomycine Invitrogen 15140122 0,10%

Differentiation Myoblasts Medium Provider Reference Cfinale 

DMEM/F-12 Glutamax Invitrogen 31331028

Horse serum Sigma H1270 2%

Motoneurons Medium Provider Reference Cfinale 

DMEM/F-12 Glutamax Invitrogen 31331028 1/2

Neurobasal medium Invitrogen 21103049 1/2

Y-27632 StemCell 72302 10uM 

B27 supplement, sans Vit A - 50X Invitrogen 12587010 1/50

N2 supplement, 100X Invitrogen 17502048 1/100

β-Mercapto Ethanol Invitrogen 31350010 0,10%

BDNF Miltenyi biotec 130-096-286 10 ng/ml

GDNF Miltenyi biotec 130-096-449 10 ng/ml

DAPT Sigma D5942 10 µM

HBSS
+/+

  solution Provider Reference

10x HBSS Invitrogen 14065-049 10%

Hepes Buffer 1M Invitrogen 15630-056 1/50

NaOH 1N Sigma 655104 1/400

Distilled water Invitrogen 10977035 qsp

HBSS
-/-

  solution Provider Reference

10x HBSS Invitrogen 14175-053 10%

Hepes Buffer 1M Invitrogen 15630-056 1/50

NaOH 1N Sigma 655104 1/350

CaCl2 1M Sigma C3306 1/500

Distilled water Invitrogen 10977035 qsp
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Supplementary Table 2: Antibodies  

 

 
 

 

 

Supplementary Table 3: Primer sequences  

 

 

 
 

 

 

 

  

Designation Provider Species Dilution 

Myosin Heavy Chain (MF20) DSHB Mouse 1/200

Islet1 Neuromics goat 1/1000

Tubulin βIII BioLegend Rabbit 1/1000

Tubulin βIII BioLegend Mouse 1/1000

Acetylcholine receptor DSHB Rat 1/250

Synaptophysin Thermoscientific Rabbit 1/250

Bassoon Synaptic System Mouse 1/400

VAChT Synaptic System Rabbit 1/500

MBNL1 DSHB Mouse 1/1000

MBNL2 DSHB Mouse 1/1000

Anti-β-Actin-Peroxydase, monoclonal Sigma Mouse 1/10000

Donkey anti-mouse IgG(H+L) alexa fluor 568 ThermoFisher 1/1000

Donkey anti-mouse IgG(H+L) alexa fluor 647 ThermoFisher 1/1000

Donkey anti-mouse IgG(H+L) alexa fluor 488 ThermoFisher 1/1000

Donkey anti-goat IgG(H+L) alexa fluor 488 ThermoFisher 1/1000

Donkey anti-goat IgG(H+L) alexa fluor 647 ThermoFisher 1/1000

Donkey anti-rabbit IgG(H+L) alexa fluor 647 ThermoFisher 1/1000

Donkey anti-rat IgG(H+L) alexa fluor 488 ThermoFisher 1/1000

Peroxidase-conjugated secondary antibody ThermoFisher 1/10000

Hoechst (1mg/ml) Invitrogen 1/1000
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Gene 

GAPDH

SLITRK2

MBNL1

MBNL2

18S GAGGATGAGGTGGAACGTGT

Cyclophilin A CCAGTGCTCAGAGCACGAAACCCACCGTGTTCTTCGACAT

Forward Reverse

GTCTCCTCTGACTTCAACAGCG ACCACCCTGTTGCTGTAGCCAA

GCTCTGCAGTCCATCAAACA

CGAATTTCCAAGCTGCTTTC

GGCAACTGGATGGTGAGTTT

TGCAGTCATTCAGGAAGGTG

TTGCAAATTCAGCTGTGAGG

GCCCATGCCAACAGTCTAAT

TCTTCAGTCGCTCCAGGTCT
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Comme nous l’avons vu, les iPSC humaines associées au système CRISPR/Cas9 ont été les 

outils cellulaires et moléculaires centraux de cette thèse. Ces deux technologies ainsi que les 

récentes avancées concernant les protocoles de différenciation cellulaire m’ont permis de 

développer un nouveau modèle cellulaire pour l’étude du rôle des protéines MBNL, et 

particulièrement de leur contribution dans la physiopathologie musculaire de la DM1. Dans 

cette étude nous avons ainsi pu développer et mettre en évidence différents points : 

 

1) Mes travaux de recherche ont permis le développement de nouveaux modèles d’étude de 

la DM1 caractérisé par la différenciation ciblée d’hiPSC porteuses de la mutation causale de 

la pathologie en cellules musculaires squelettiques et ce en l’absence de transgène. 

 

2) Nous avons pu dans un second temps démontrer la temporalité d’action des protéines 

MBNL au long de la myogenèse humaine in vitro ainsi que leur contribution dans les 

principaux défauts moléculaires et cellulaires associés à la DM1. 

 

3) La génération de ces lignées MBNL KO a également contribué à mettre en évidence les 

phénomènes de compensation entre les deux paralogues MBNL1 et MBNL2, notamment par 

des analyses transcriptomiques aboutissant à l’identification de nombreuses cibles 

dérégulées par la déplétion des protéines MBNL, au niveau de la régulation de l’expression 

génique ainsi que de l’épissage alternatif. 

 

4) Ces analyses transcriptomiques et l’utilisation des techniques de saut d’exon médiées par 

les oligonucléotides anti-sens nous ont finalement permis d’associer le défaut d’épissage de 

l’exon 25 de SORBS1 à un défaut de formation des clusters des récepteurs à l’acétylcholine 

(AChR) ; phénotype retrouvé dans les myotubes dérivés d’hiPSC DM1 et DKO 

 

Dans le cadre du projet de thèse d’une autre doctorante de l’équipe, la génération des 

lignées hiPSC KO pour les différents gènes MBNL a parallèlement contribué à l’étude du rôle 

de ces protéines dans un autre type cellulaire, les motoneurones, dans le but de mieux 

comprendre la contribution de la composante pré-synaptique dans la DM1. Nous 

discuterons des résultats de ces recherches à la fin de cette partie.  

 

 

A. Stratégie de modélisation pathologique pour mieux comprendre les désordres 

musculaires associés à la DM1 

 

À ce jour, seules quelques études ont décrit la génération de cellules musculaires 

squelettiques dérivées d’hiPSC DM1. Celles-ci ont permis de reproduire certaines 

caractéristiques moléculaires de la pathologie, à savoir l’agrégation nucléaire des ARNm 

mutants et certains défauts d’épissage. Malgré ces résultats prometteurs, toutes ces études 
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ont utilisé des protocoles de différenciation basés sur l’expression forcée de facteurs 

myogéniques, le plus souvent MyoD ou Pax7 (Mondragon-Gonzalez and Perlingeiro 2018; 

Wang et al. 2018a; Ueki et al. 2017). La surexpression de ces facteurs de transcription a ainsi 

montré ses preuves pour la modélisation pathologique de maladies musculaires ainsi que 

pour le criblage de médicaments. Toutefois, ces approches de reprogrammation directe ont 

l’inconvénient de contourner les premières étapes développementales de la myogenèse, 

étapes qui pourraient être primordiales dans la mise en place de pathologies, en particulier 

dans le cadre de maladies génétiques (Chal and Pourquié 2017).  

Récemment, plusieurs protocoles d’induction myogénique basés sur l’utilisation de 

petites molécules et de facteurs de croissance ont été développés et représentent une 

alternative prometteuse pour mieux récapituler de étapes développementales successives 

impliquées dans la myogenèse (Caron et al. 2016; Chal et al. 2016; Shelton et al. 2014). Le 

protocole expérimental décrit dans notre étude utilise un système sans transgène et ouvre 

ainsi de nouvelles perspectives quant à la modélisation de la DM1. Ce protocole de 

différenciation myogénique présente cependant certaines limitations comme par exemple i) 

l’absence de cellules PAX7+, dites "satellite-like", et importantes dans les processus de 

régénération musculaire, ou encore ii) une maturation des myotubes limitée, comparable à 

un phénotype fétal (Chal and Pourquié 2017). Toutefois, les différentes étapes bien 

caractérisées de ce protocole permettent de décrypter l’impact exact de la mutation tout au 

long de la différenciation myogénique. Alors que la plupart des études ont porté sur des 

cellules musculaires squelettiques primaires humaines ou des cellules musculaires 

immortalisées issues de biopsies de patients DM1 (Arandel et al. 2017), nos résultats 

indiquent que l’engagement myogénique précoce n’est pas affecté par la mutation causale 

de la pathologie.  

En outre, le protocole décrit ici est constitué d’une étape de congélation nous permettant 

de générer de grandes banques cellulaires représentant une source illimitée de matériel qui 

pourrait être utilisée par la suite pour des criblages thérapeutiques par exemple. Il est 

également envisageable d’utiliser ces cellules pour aller vers des essais plus fonctionnels, en 

les cultivant par exemple dans des systèmes tridimensionnels plus complexes, avec d’autres 

types cellulaires comme des motoneurones ou encore des cellules endothéliales vasculaires 

(Maffioletti et al. 2018). Le protocole de différenciation en trois étapes que nous décrivons 

offre aussi l’opportunité d’étudier le rôle d’une protéine à différents stades 

développementaux. Il permet notamment d’envisager l’utilisation de systèmes inductibles 

pouvant inhiber ou activer l’expression d’un gène à un temps bien spécifique de la 

différenciation myogénique. En parallèle de cette étude, j’ai ainsi pu contribuer au sein du 

laboratoire à la génération d’une lignée hiPSC Cas9 inductible (iCas9) via la doxycycline 

aboutissant par exemple à l’obtention d’une banque de myoblastes Cas9 inductibles. Par 

ailleurs, ces hiPSC Cas9 inductibles m’ont été très utiles afin de tester l’efficacité des guides 

ARN ciblant les gènes MBNL (Figure 45) avant de procéder aux expériences de transfections 
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avec la Cas9 sous forme de complexes RNP et d’obtenir ainsi les différents clones. À l’avenir, 

on pourrait imaginer utiliser ces hiPSC Cas9 inductibles dans n’importe quel autre protocole 

de différenciation cellulaire et ainsi induire une extinction génique à des moments précis du 

développement.  

 

 

 
 

Figure 45 : Utilisation des hiPSC iCas9 et de leurs dérivés 
(A) Réprésentation schématique de la stratégie générale utilisée pour valider les guides ARN (gRNA) 
et afin de déterminer leur efficacité d’édition génomique. Dox : doxycycline. (Crée à partir de 
Biorender.com). (B-C) Exemples de validation de guides ARN (g47 et g85) ciblant le premier exon 
codant du gène MBNL1 dans des hiPSC iCas9 (B) ou dans des myoblastes dérivés d’hiPSC iCas9 (C). 
La double coupure (DC) observée en B et induite par l’action des deux guides, permet de valider 
rapidement que les deux guides fonctionnent. L’efficacité d’édition de chaque guide est ensuite 
calculée après digestion des produits de PCR par la T7 endonucléase I et est représentée par le 
%Indel = 100 x (1-√(1-Fcut)) où Fcut = (b+c) / (a+b+c), avec a correspondant à l’intégrale de 
l’intensité du produit de PCR non digéré (indiqué par une flèche), et b et c celle de chaque produit 
de clivage. L’analyse par Western blot des myoblastes iCas9 transfectés ou non avec le guide ARN 
ciblant le gène MBNL1 (C - à droite) confirme l’édition génique partielle de la population cellulaire 
totale, avec une diminution de l’expression protéique de MBNL1.  
 

 

 
B. Rôle des protéines MBNL dans la myogénèse humaine et contribution dans la 

physiopathologie musculaire de la DM1 
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o Fonctions des protéines MBNL1 et MBNL2 dans la fusion myogénique ? 

 

Par la génération via CRISPR/Cas9 de lignées hiPSC KO pour les différents gènes MBNL, 

nous avons pu ainsi montrer que les protéines MBNL n’étaient pas essentielles pour 

l’engagement myogénique précoce mais qu’elles étaient en revanche nécessaires pour les 

stades de différenciation plus tardifs, indiquant une réelle réquisition temporelle de ces 

protéines.  

Ces résultats sont en accord avec une étude récente montrant que certains facteurs 

d’épissage tels que Nova ou Rbfox interviennent majoritairement lors de transitions 

développementales précoces d’épissage alternatif alors que les protéines MBNL seraient 

plutôt identifiées comme régulateurs de transitions plus tardives au cours du 

développement neural post-natal (Weyn-Vanhentenryck et al. 2018). De plus, les dérivés 

myogéniques de ces hiPSC KO MBNL récapitulent les défauts moléculaires et cellulaires 

caractéristiques de la DM1 avec une mise en place de certains défauts d’épissage dès le 

stade myoblaste. Ces défauts sont d’autant plus importants au stade myotube avec 

également l’observation d’un défaut de fusion myogénique à la fois dans les myotubes 

dérivés d’hiPSC DM1 et d’hiPSC MBNL DKO. En utilisant une telle approche, notre étude 

ajoute une nouvelle dimension au rôle des protéines MBNL1 et MBNL2 dans la définition 

des étapes de maturation des muscles squelettiques humains.  

Les mécanismes exacts par lesquels les protéines MBNL affectent ce processus de fusion 

myogénique restent cependant indéterminés. Contrairement à Rbfox1/2 pour qui il a été 

démontré que la déplétion inhibait la fusion des myoblastes in vitro via un défaut d’épissage 

de Mef2D (Pedrotti et al. 2015; Runfola et al. 2015), nos résultats indiquent que la déplétion 

des protéines MBNL conduit à l’expression aberrante de plus d’une centaine de gènes. Parmi 

ces gènes dérégulés, plusieurs codent des facteurs impliqués dans l’organisation 

sarcomérique, dans la dynamique du réseau d’actine ou encore dans les événements de 

trafic vésiculaire nécessaires à la fusion membranaire (Sampath and Millay 2018). Toutefois, 

nous n’avons pas observé de dérégulation concernant l’expression de Myomaker ou de 

Myomerger, deux protéines membranaires impliquées dans la fusion des myoblastes 

(Leikina et al. 2018; Millay et al. 2013), suggérant l’implication d’autres mécanismes 

indépendants de ces deux facteurs. D’autres expériences seront nécessaires pour évaluer les 

mécanismes dépendants des protéines MBNL et nécessaires à la différenciation 

myogénique. Dans un contexte moins mécanistique, notre étude fournit une liste de gènes 

dérégulés par l’absence des protéines MBNL dont il pourrait être intéressant d’évaluer leur 

intérêt pour de futurs applications thérapeutiques.  

 

 

o Importance des phénomènes compensatoires entre les paralogues MBNL1 et MBNL2 
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La différenciation myogénique des lignées hiPSC différentiellement déplétées en 

protéines MBNL nous a permis de confirmer que MBNL1 est la protéine MBNL la plus 

abondante au cours de la différenciation myogénique in vitro (Charizanis et al. 2012; Holt et 

al. 2009) et qu’un phénomène de compensation existe entre ces deux paralogues MBNL1 et 

MBNL2, notamment illustrée par la surexpression de la protéine MBNL2 à la fois dans les 

myotubes dérivés des hiPSC MBNL1(-/-) et des hiPSC MBNL1(-/-) ; MBNL2(+/-) par rapport 

aux myotubes dérivés d’hiPSC WT et d’hiPSC MBNL2(+/-) respectivement. De manière 

générale, les myotubes dérivés des hiPSC DKO montrent des défauts moléculaires et 

cellulaires aggravés par rapport aux myotubes dérivés des hiPSC simples KO MBNL1 et 

MBNL2. Nous avons pu montrer par des analyses transcriptomiques que plusieurs processus 

biologiques étroitements liés au développement et fonctionnement du muscle squelettique 

étaient down-régulés dans les myotubes dérivés d’hiPSC DKO par rapport aux myotubes 

dérivés d’hiPSC MBNL1(-/-). Comme cela avait été observé chez la souris dans des études 

antérieures (Goodwin et al. 2015; Lee et al. 2013), nos résultats renforcent l’idée qu’un 

processus de compensation entre les deux paralogues MBNL1 et MBNL2 se met 

naturellement en place. Cette capacité de pouvoir compenser la perte d’expression d’un 

gène, ayant un rôle important au niveau développemental par exemple, contribue au 

principe de robustesse génétique qui représente la faculté d’un organisme vivant à maintenir 

sa viabilité et ses fonctions malgré les perturbations environnementales ou génétiques (El-

Brolosy and Stainier 2017; Diss et al. 2014). Cependant les mécanismes moléculaires de 

compensation fonctionnelle entre gènes paralogues sont encore aujourd’hui insuffisament 

compris. Une première hypothèse pourrait être l’existence d’un signal de rétro-contrôle 

négatif en temps normal, et qui ne serait plus mis en place lors de la perte de fonction d’un 

des deux gènes paralogues. De manière intéressante, l’absence d’une telle réponse 

compensatoire dans des modèles de knock-down (par siRNA par exemple), par rapport aux 

mutants knock-out correspondants, indique qu’un mécanisme en amont de la fonction 

protéique est en jeu. Ce mécanisme pourrait se mettre en place au niveau des ARNm 

mutants voire même au niveau de la mutation génomique directement (El-Brolosy and 

Stainier 2017).  

Contrairement à ces deux paralogues, l’expression de MBNL3 est beaucoup plus faible et 

limitée. Le rôle du troisième paralogue au cours de la myogénèse reste encore aujourd’hui 

difficilement perçu. Alors que l’expression constitutive de Mbnl3 dans des cellules 

musculaires murines semble inhiber la différenciation terminale (Lee et al. 2008a), il a été 

récemment démontré que les myoblastes primaires murins déplétés en Mbnl3 présentaient 

une différenciation in vitro défectueuse (Thomas et al. 2017). Cependant, ne détectant pas 

l’expression de la protéine MBNL3 dans les myoblastes ou myotubes dérivés d’hiPSC, nos 

résultats sont en accord avec les observations d’une étude antérieure montrant que son 

expression était détectée dans les myoblastes primaires murins mais pas dans les myoblastes 

primaires humains (Holt et al. 2009). En effet, nous n’avons observé aucune différence 
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significative au niveau des phénotypes cellulaires et moléculaires entre myotubes dérivés 

d’hiPSC DKO et TKO, suggérant un rôle beaucoup moins important de la protéine MBNL3 

au cours de la myogénèse humaine. Toutefois, la génération d’une lignée hiPSC simple KO 

MBNL3(-/-) ainsi que des analyses transcriptomiques plus poussées sur les cellules 

musculaires dérivées d’hiPSC TKO seraient nécessaires pour confirmer ces interprétations.  

 

 

o Contribution des protéines MBNL1 et MBNL2 dans la DM1 

 

La séquestration des protéines MBNL est considérée comme l’un des facteurs majeurs 

dans la mise en place de la DM1. Des analyses transcriptomiques comparatives entre des 

souris Mbnl1(-/-) et des souris transgéniques exprimant des répétitions CUG ont montré 

qu’environ 70% des changements induits par les expansions anormales dans les muscles 

squelettiques pourraient s'expliquer par une perte de l’activité de Mbnl1. De la même 

manière, environ 80% des défauts d’épissage musculaires identifiés dans les souris HSALR 

ont été retrouvés dérégulé dans les souris Mbnl1(-/-) (Du et al. 2010; Osborne et al. 2009; 

Wang et al. 2012). De plus, il  a été démontré que les souris DKO présentaient une 

splicéopathie comparable à celle observée chez les patients DM1, et plus particulièrement 

chez les patients atteints de la forme congénitale, forme la plus sévère de la maladie et 

associée à un grand nombre de répétitions CTG (Lee et al. 2013; Thomas et al. 2017). En 

revanche, nous avons montré dans notre étude que la double déplétion des protéines 

MBNL1 et MBNL2 récapitulait environ 36% des défauts d’épissage que nous avons pu 

observer dans les cellules musculaires squelettiques dérivées des hiPSC DM1 portant plus 

de 2500 répétitions CTG. Dans l'ensemble, nos résultats suggèrent ainsi l’implication de 

mécanismes supplémentaires et indépendants des protéines MBNL dans la 

physiopathologie humaine de la maladie. En effet, bien que la déplétion des protéines MBNL 

soit un événement pathologique majeur de la DM1, de nombreuses autres voies peuvent 

jouer un rôle important dans la splicéopathie associée à la maladie, en commençant par la 

dérégulation d’une autre famille de facteurs d’épissage, les protéines CELFs. En effet, la 

stabilisation et la surexpression de CUG-BP1, dues à son hyper-phosphorylation en raison 

de l’altération de la voie GSK3β dans la DM1, est également à l’origine de nombreux défauts 

d’épissage (Kalsotra et al. 2008; Wang et al. 2015). Par ailleurs, la hnRNP-H est un autre 

facteur d’épissage également retrouvé dérégulé dans la DM1 et pourrait aussi contribuer à 

la splicéopathie caractéristique de la maladie (Paul et al. 2006).  

Néanmoins, nos résultats mettent en évidence de nombreux processus biologiques liés à 

l’homéostasie et à l’organisation du muscle squelettique dérégulés à la fois dans les 

myotubes dérivés d’hiPSC DM1 et d’hiPSC DKO. Ces analyses nous ont permis d’identifier 

ainsi une trentaine de défauts d’épissage couvrant la plupart de ces processus biologiques 

dérégulés liés au muscle. Certains des défauts d'épissage observés ont déjà été décrits 
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comme spécifiquement associés aux signes cliniques de la pathologie DM1. Par exemple, 

des études ont démontré que le défaut d'inclusion de l'exon 78 du gène DMD était suffisant 

pour provoquer une désorganisation des fibres musculaires (Rau et al. 2015) et que 

l’exclusion de l'exon 11 du gène BIN1 était également suffisante pour induire une faiblesse 

musculaire (Fugier et al. 2011).  

 

 
C. Mise en évidence du défaut d’épissage de l’exon 25 de SORBS1 nécessaire à la 

formation des clusters des AChR 
 

o Pourquoi le défaut d’épissage de l’exon 25 de SORBS1 ? 

 

Avec pour objectif d'identifier de nouveaux mécanismes moléculaires qui pourraient être 

impliqués dans la pathologie musculaire de la DM1, nous nous sommes intéressés à l'étude 

d'autres défauts d'épissage pour lesquels aucun phénotype cellulaire n'avait été rapporté 

jusqu'à présent. Parmi les candidats potentiels, SORBS1 nous a particulièrement intéressés 

pour plusieurs raisons. 1) Le défaut d’inclusion de l'exon 25 de SORBS1 est l'un des défauts 

d'épissage les plus sévères observés communément dans les myotubes dérivés des hiPSC 

DM1 et des hiPSC DKO ; 2) cette anomalie d’épissage a également été recensée dans 

plusieurs études transcriptomiques réalisées sur des biopsies musculaires de patients adultes 

DM1 (Wang et al. 2019a) et a été identifiée comme l’un des 38 défauts d’épissage corrélés 

avec l’immaturité musculaire chez les patients atteints de la forme congénitale de la DM1 

(Nakamori et al. 2017). Ce défaut a également été retrouvé dans le muscle cardiaque de 

souris Mbnl1(-/-) ; Mbnl2(+/-) (Lee et al. 2013). 3) L’homologue murin de SORBS1 a été 

identifié pour interagir avec le complexe MuSK/Dok-7/Crk et la diminution de l’expression 

de Sorbs1 aboutit à des défauts d’aggrégation des récepteurs à l’acétylcholine (AChR) dans 

des cellules murines C2C12, et donc à un défaut de mise en place du compartiment post-

synaptique (Hallock et al. 2016). De manière intéressante, des études ont pu observer chez 

les souris Mbnl DKO et TKO de nombreux défauts morphologiques des JNM du diaphragme, 

celles-ci étant moins matures, moins complexifiées et beaucoup plus fragmentées (Thomas 

et al. 2017; Lee et al. 2013).  

 

 

o Quelles peuvent être les conséquences fonctionnelles du défaut d’épissage de 

SORBS1 ? 

 

Concordant avec les résultats obtenus sur l’homologue murin, notre étude indique que le 

défaut d’inclusion de l’exon 25 de SORBS1 est responsable d’un défaut de mise en place ou 

de maintien des clusters des AChR, également observé dans les myotubes dérivés d’hiPSC 

DM1 et DKO. Afin de complémenter les expériences décrites dans notre étude et qui visaient 
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à induire l’exclusion de l’exon 25 de SORBS1 dans des cellules musculaires contrôles, j’ai 

également initié des expériences inverses qui visent à corriger ce défaut d’épissage dans des 

myotubes dérivés d’hiPSC DM1, sous-entendant forcer l’inclusion de l’exon 25 dans les 

conditions DM1. En me basant également sur la technlogie CRISPR/Cas9, une stratégie a été 

établie afin d’intégrer au niveau génomique par knock-in dans des hiPSC DM1, la séquence 

d’ADNc du transcrit majeur de SORBS1, au détail près d’y avoir inséré l’exon 25 (Figure 46).  

 

 
 

Figure 46 : Stratégie de knock-in pour corriger le défaut d’épissage de l’exon 25 de 

SORBS1 dans des hiPSC DM1 
La protéine Cas9 compléxée au guide ARN (gRNA) induit une coupure double brin au niveau de 
l’exon 24 du gène SORBS1, permettant l’introduction de la construction exogène par recombinaison 
homologue. Celle-ci contient en effet deux bras d’homologie gauche ou droit (HAL et HAR) d’environ 
800 paires de bases chacun et compémentaires des régions introniques qui encadrent l’exon 24. Elle 
contient également un gène de résistance à la puromycine afin de faciliter par la suite la sélection 
des clones édités. (Crée à partir de Biorender.com). 
 

 

Ainsi, après différenciation, les transcrits SORBS1 exprimés par les myotubes dérivés de 

ces hiPSC DM1 éditées différeront uniquement par la présence de l’exon 25. J’ai pu obtenir 

plusieurs clones actuellement en cours d’analyse. Nous évaluerons par la suite si l’inclusion 

de l’exon 25 permet à elle-seule de corriger le défaut de clustering des AChR dans ces 

myotubes DM1 SORBS1ex25-rescue.  

 

Nous n’avons malheureusement pas eu l’opportunité de valider ce phénotype sur des 

biopsies au niveau des jonctions neuromusculaires (JNM) de patients en raison de la 
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difficulté de leur obtention. Afin de confirmer nos résultats, il sera nécessaire par la suite de 

valider nos observations sur des modèles in vivo.  

Dans ce but, des expériences reprenant la stratégie des ASO pour le saut d’exon de l’exon 

25 de SORBS1 ont été récemment effectuées sur des souris en collaboration avec l’équipe 

de Denis Furling à l’Institut de Myologie. Brièvement, la stratégie de saut d’exon de l’exon 

25 de SORBS1 utilisée dans notre étude a été adaptée en injectant, dans le muscle tibial 

antérieur de souris, un vecteur AAV exprimant un snRNA U7 modifié, contenant la séquence 

de l’ASO ciblant la séquence ESE murine de l’exon 25 de Sorbs1. Le but de ces expériences 

est d’analyser, deux mois post-injection, les effets de l’exclusion de cet exon au niveau de la 

morphologie des jonctions neuromusculaires (JNM) et de l’histologie plus globale des fibres 

musculaires, ainsi que d’un point de vue fonctionnel, en évaluant la force musculaire de ces 

souris.  

Les résultats préliminaires suggèrent que l’exclusion de l’exon 25 de Sorbs1 n’entraîne 

pas d’atteintes fonctionnelles significatives. En revanche, une première étude 

morphologique des JNM semble indiquer un potentiel effet de ce défaut d’épissage, avec 

l’observation plus fréquente de structures rétractées (Figure 47-A,B). L’importante 

hétérogénéité morphologique des JNM au sein d’un même muscle, injecté ou non, 

complique cependant les analyses et ne nous permet pas pour l’instant de confirmer ces 

observations. De façon intéressante, une analyse par microscopie électronique semble 

suggérer des anomalies au niveau des JNM avec la présence de structures dégénératives 

dans l’espace péri-synaptique (Figure 47-C,D). Des analyses supplémentaires sur d’autres 

souris injectées seront nécessaires pour confirmer ces premiers résultats.  
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Figure 47 : Potentiels effets de l’exclusion de l’exon 25 de Sorbs1 au niveau des 

jonctions neuromusculaires chez la souris 
(A-B) Exemple de patterns obtenus après immunofluorescence des compartiments pré et post-
synaptiques (en jaune et violet respectivement) de JNM sur fibres isolées à partir du muscle tibial 
antérieur (TA) contrôle (A) ou injecté avec le vecteur AAV-U7-Sorbs1ex25 (B). (C-D) Images de 
microscopie électronique à transmission de JNM du muscle TA contrôle (C) ou injecté avec le vecteur 
(D). Les flèches blanches indiquent la présence de structures dégénératives au niveau de l’espace 
péri-synaptique.  
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o Quelles peuvent être les hypothèses mécanistiques reliant le défaut d’épissage de 

SORBS1 au défaut d’aggrégation des récepteurs à l’acétylcholine ? 

 

Les mécanismes par lesquels l’inclusion de l’exon 25 au niveau de la protéine SORBS1 

influe sur la mise en place ou le maintien des clusters des AChR restent à ce jour uniquement 

hypothétiques. Dans leur étude sur les cellules murines C2C12, Hallock et al ont montré que 

le défaut de clustering des AChR était causé par la diminution d’expression de la protéine 

Sorbs1 (Hallock et al. 2016). Cependant, nous n’observons pas d’effet de l’exclusion de l’exon 

25 sur la stabilité de la protéine SORBS1. La difficulté de trouver un anticorps spécifique ne 

nous permet pas en revanche d’identifier distinctement les différentes isoformes de la 

protéine et limite ainsi nos interprétations.  

La protéine SORSB1, aussi connue sous le nom de CAP (c-Cbl associated protein) ou 

Ponsin, a été identifiée comme impliquée au niveau des sites d’adhésion focale ainsi que 

dans la régulation de l’organisation du cytosquelette en interagissant avec des protéines 

telles que la vinculine, la paxilline, l’afadine, la dynamine ou encore l’actine (Tosoni and 

Cestra 2009; Zhang et al. 2006; Kioka et al. 2002; Ribon et al. 1998). D’un point de vue 

structurale, la protéine SORBS1 est constituée de plusieurs domaines dont un domaine SoHo 

(Sorbin homology), un domaine coiled-coil (ou superhélice) et trois domaines SH3 (Src 

homology 3) et de manière intéressante, il a été montré que l’exon 25 de SORBS1 code le 

domaine coiled-coil de la protéine (UniProtKB – E9QNA7) (Tomasovic et al. 2012; Zhang et 

al. 2003). De nombreuses études ont montré l’implication des domaines coiled-coil dans 

l’oligomérisation ainsi que pouvant jouer le rôle "d’espaceurs moléculaires" permettant soit 

de séparer des domaines fonctionnels ou encore permettant la formation de grands 

complexes macromoléculaires. En effet, leurs propriétés physiques, telles que leur flexibilité, 

propre aux hélices α, ont des conséquences structurelles et fonctionnelles importantes 

(Truebestein and Leonard 2016). Récemment, une étude a démontré que SORSB1 s’associait 

avec le complexe MuSK/Dok-7/Crk/CrkL pour permettre la formation des clusters des AChR 

(Hallock et al. 2016). La mise en place de l’organisation post-synaptique fait intervenir en 

aval du signal de transduction de la voie Agrin-LRP4-MuSK la Rapsyne, une protéine 

permettant l’ancrage des AChR et ainsi la formation de la JNM. Cependant, les mécanismes 

par lesquels le signal est transmis jusqu’à la Rapsyne sont encore méconnus (Xing et al. 

2019). Il a par ailleurs été montré que la Rapsyne interagissait avec la queue cytoplasmique 

des AChR via son domaine coiled-coil (Xing et al. 2020; Lee et al. 2008b). Ainsi, plusieurs 

hypothèses sont envisageables quant au rôle de l’exon 25 de SORBS1 dans la formation des 

clusters d’AChR.  

On pourrait émettre l’hypothèse selon laquelle l’exon 25 serait nécessaire pour la 

localisation de la protéine SORBS1 ou encore pour son interaction avec des partenaires. Dans 

cet esprit, nous avons pu observer une certaine modification du marquage de la protéine 
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SORBS1, plus diffuse, dans les myotubes transfectés avec l’ASO ainsi que dans les myotubes 

dérivés d’hiPSC DM1 et DKO.  

Il est envisageable que la présence ou l’absence de l’exon 25 puisse moduler la structure 

tridimensionnelle de la protéine, en particulier au niveau des structures adjacentes. Ainsi, en 

raison d’une part de la proximité du domaine coiled-coil, codé par l’exon 25, avec les 

domaines SH3 (Figure 48-A), et d’autre part de l’importance de ces domaines dans les 

interactions entre SORBS1 et ses partenaires, l’absence de l’exon 25 pourrait alors entraîner 

un changement conformationnel de la protéine qui modulerait l’activité d’intéraction de 

SORBS1 avec des partenaires impliqués dans la voie de transduction conduisant au 

clustering des AChR.  

 

 

 
 

Figure 48 : Représentation schématique de SORBS1 et prédictions tridimensionnelles 
(A) Représentation schématique du gène humain et de la protéine SORBS1. Les exons alternatifs 
sont indiqués en gris et les trois domaines SH3 sont répertoriés par ordre alphabétique (A, B et C). 
PP : région riche en Proline ; CC : domaine coiled-coil. Adapté de (Tomasovic et al. 2012). 
(B) Modèles tridimensionnels prédictifs de la protéine SORBS1 avec (à gauche) ou sans (à droite) 
l’exon 25 (en vert). Ces prédictions structurales ont été obtenues avec le serveur I-TASSER à l’aide de 
la séquence protéique des isoformes de SORBS1 majoritairement retrouvées dans les myotubes 
dérivés d’hiPSC WT (référence UniProt Q9BX66-5) ou DM1 (Q9BX66-10), contenant ou non l’exon 25 
respectivement. 
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Pour tester cette hypothèse, nous avons utilisé un outil de prédiction de structures 

protéiques tridimensionnelles nommé I-TASSER (Iterative Threading ASSembly Refinement) 

développé par le Pr. Yang Zhang (Zhang 2008). À l’aide des analyses transcriptomiques 

effectuées dans notre étude, nous avons pu identifier le transcrit SORBS1 majoritaire à la fois 

dans les myotubes dérivés d’hiPSC WT et d’hiPSC DM1, et ainsi déterminer l’isoforme 

protéique correspondante à chacun de ces deux transcrits. Selon les modèles obtenus, il 

semblerait que la présence ou l’absence de l’exon 25 induise un changement 

conformationnel de la partie C-terminale de la protéine (Figure 48-B). 

 

Le premier domaine SH3 de la protéine étant situé juste en aval de l’exon 25 et ayant été 

montré comme interagissant avec des protéines du cytosquelette comme la vinculine 

(Mandai et al. 1999), l’absence de l’exon 25 pourrait alors modifier cette intéraction 

aboutissant à un défaut de clusterisation des AChR. En effet, la vinculine fait partie, avec 

l’alpha-actinine ou encore la filamine, des protéines du cytosquelette associées aux clusters 

des AChR et qui pourraient contribuer à leur stabilisation ou à leur maintenance (Shadiack 

and Nitkin 1991; Daniels et al. 1990). De plus, il a également été montré que SORBS1 jouait 

un rôle dans la signalisation des évènements associés à l’adhésion cellulaire médiée par les 

intégrines puisque sa surexpression dans des cellules murines induit une forte augmentation 

du nombre des fibres de stress d’actine ainsi que du nombre de sites d’adhésion focale 

(Ribon et al. 1998). De manière intéressante, SORBS1 a également été décrit comme 

intéragissant avec la Filamine C (spécifique des cellules musculaires) au niveau des 

costamères (Zhang et al. 2007), points d’ancrage des disques Z avec le sarcolemme via le 

complexe dystropglycan/sarcoglycan et la matrice extra-cellulaire via les intégrines (Gontier 

et al. 2005). Ainsi, l’absence de l’exon 25 pourrait moduler les intéractions entre SORBS1 et 

des protéines associées à la matrice extra-cellulaire jouant un rôle important le 

développement ou le maintien des JNM (Singhal and Martin 2011).  

Très récemment, une étude a démontré l’importance des domaines coiled-coil de la 

protéine SHTN1 (Shootin1) dans la modulation de son activité de liaison avec l’actine (Ergin 

and Zheng 2020). Bien que la protéine SORBS1 se lie avec les filaments d’actine au niveau 

de sa partie N-terminale (Zhang et al. 2006), l’absence de l’exon 25 codant le domaine 

coiled-coil pourrait également modifier cette interaction, perturbant alors le recrutement, au 

niveau des AChR, des protéines du cytosquelette impliquées dans leur clusterisation (Xing 

et al. 2020). Pour tester cette dernière hypothèse, nous avons effectué un immunomarquage 

des filaments d’actine avec la phalloidine dans des cellules musculaires humaines primaires 

transfectées ou non avec l’ASO, mais nous n’avons observé aucune anomalie au niveau de 

l’organisation du réseau d’actine (Figure 49).  
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Figure 49 : L’exclusion de l’exon 25 de SORBS1 ne semble pas affecter l’organisation 

du réseau d’actine 
Images d’immonufluorescence de SORBS1 et des filaments d’actine (Phalloidin) dans des myotubes 

primaires stimulés à l’Agrin et transfectés ou non avec l’ASO induisant l’exclusion de l’exon 25. Les noyaux 

sont représentés en bleu, SORBS1 en rouge et les filaments d’actine en vert. Barres d’échelle = 10 µm.  

 

Comme précisé en introduction de ce sous-chapitre, il ne s’agit ici que d’hypothèses 

mécanistiques. Des études complémentaires sont nécessaires pour conforter ou non ces 

hypothèses. En particulier, une étude précise, par cristallographie aux rayons X ou par 

résonance magnétique nucléaire, de la structure tridimensionnelle de ces deux isoformes de 

la protéine serait nécessaire pour valider ces premières observations. 

 

 

D. Étude du rôle des protéines MBNL dans un autre type cellulaire : les 
motoneurones 

 
En parallèle, j’ai participé, dans le cadre de travaux de recherche menés par une autre 

doctorante de l’équipe, à l’étude du rôle des protéines MBNL dans un autre type cellulaire : 

les motoneurones. En plus de confirmer la prédominance du paralogue MBNL2 dans les 

neurones (Charizanis et al. 2012) cette étude montre toutefois une compensation entre 

MBNL1 et MBNL2, suggérant ainsi un rôle non négligeable de MBNL1 dans les populations 

neuronales. En effet, les motoneurones dérivés d’hiPSC MBNL1 KO, MBNL2 KO ou encore 

DKO reproduisent le défaut d’arborisation neuritique décrit par le passé dans des 

motoneurones dérivés d’ESC DM1 (Marteyn et al. 2011). Grâce à la mise en place d’un 

système de co-culture entre des motoneurones dérivés d’hiPSC et des cellules musculaires 

primaires saines, un défaut de formation des clusters des AChR a pu être observé dans ces 

myotubes primaires en présence de motoneurones dérivés d’hiPSC DM1 et MBNL KO, 
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démontrant d’une part l’implication de la composante pré-synaptique dans la pathologie et 

d’autre part, le caractère MBNL-dépendant de celle-ci. Par des analyses de flux calcique, ces 

mêmes co-cultures ont également pu mettre en évidence une perturbation de l’homéostasie 

calcique musculaire liée à la déplétion des protéines MBNL dans les motoneurones.  

Ces résultats sont en accord avec de nombreuses observations suggérant la contribution 

du compartiment pré-synaptique dans la physiopathologie de la DM1. En effet, plusieurs 

études ont montré une atteinte de la JNM chez les patients DM1 avec notamment 

l’observation de foci au niveau des noyaux des motoneurones et des noyaux sous-

synaptiques ainsi qu’une co-localisation des transcrits DMPK et des AChR au niveau des JNM 

issues de biopsies de patients post-mortem (Wheeler et al. 2007a). Par le passé, bien avant 

l’identification de la DM1, des études post-mortem de patients diagnostiqués comme 

dystrophiques ont décrit des anomalies au niveau des plaques motrices (Macdermot 1961), 

lieu de la formation des clusters des AChR, ainsi qu’une réduction de la densité des vésicules 

présynaptiques (Allen et al. 1969). Récemment, des défauts de transmission synaptique ont 

été observés chez les patients DM1, avec en particulier des électromyogrammes sur fibres 

musculaires isolées anormaux (Bombelli et al. 2016). Toutefois, nos résultats ayant été 

obtenus essentiellement dans un nouveau modèle de JNM in vitro, une étude fonctionnelle 

plus approfondie serait nécessaire. En effet, l’utilisation de modèles cellulaires 

tridimensionnels plus complexes, tels que les tissus musculaires squelettiques articifiels 

(Maffioletti et al. 2018) ou encore les assembloïdes cortico-moteurs (Andersen et al. 2020) 

développés par les équipes du Pr. Francesco Tedesco et du Dr. Sergiu Pașca respectivement, 

permettrait de valider nos résultats et de réaliser des analyses fonctionnelles plus poussées.  
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CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 
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Grâce aux cellules pluripotentes humaines ainsi qu’à la technologie CRISPR/Cas9, nous 

avons pu étudier les conséquences moléculaires et cellulaires de la perte de fonction des 

protéines MBNL au niveau de la génération de cellules musculaires squelettiques et révéler 

la temporalité d’action de ces protéines dans la myogenèse humaine. Notre étude nous a 

également permis de mieux comprendre la contribution des protéines MBNL dans la 

physiopathologie musculaire de la DM1, de souligner l’importance des phénomènes de 

compensation entre les deux paralogues MBNL1 et MBNL2 et de mettre en évidence, par 

une analyse transcriptomique, les voies moléculaires dérégulées dans la pathologie et 

dépendantes de ces protéines. Enfin, nous avons pu identifier le défaut d’épissage de l’exon 

25 de SORBS1 dans la DM1, régulé par les protéines MBNL et aboutissant à des anomalies 

structurelles du compartiment post-synaptique musculaire (Figure 50).  

 

 
Figure 50 : Hypothèse du rôle de l’exon 25 de SORBS1 dans la formation des clusters 
des AChR 
(Créé à partir de Biorender.com). 
 

Par la suite, une étude plus précise des mécanismes moléculaires et des conséquences 

fonctionnelles du défaut d’épissage de l’exon 25 de SORBS1 permettra de mieux 

comprendre sa contribution dans la physiopathologie de la DM1. En effet, une étude 

mécanistique sera nécessaire afin de mieux définir le rôle de SORBS1 et de son domaine 

coiled-coil dans la transduction du signal conduisant à la formation des clusters des AChR. 

Ces résultats s’ajouteraient ainsi aux nombreuses études tentant de déchiffrer les 

mécanismes moléculaires qui régulent le développement de la jonction neuromusculaire 

(Tintignac et al. 2015).  

 

La génération des lignées hiPSC MBNL KOs nous a ainsi permis d’étudier la contribution 

des protéines MBNL dans la physiopathologie musculaire humaine de la DM1, en nous 

abstrayant de tout autre mécanisme pathologique impliqué dans la maladie. Toutefois, en 
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modélisant la DM1 avec cette stratégie de knock-out, c’est-à-dire en déplétant totalement 

les protéines MBNL, nous exacerbons d’une certaine manière la pathologie, dans laquelle 

ces protéines sont séquestrées au sein des foci intranucléaires. Si l’on se réfère à l’hypothèse 

mécanistique selon laquelle plus la taille des répétitions CTG est importante et plus 

l’haploinsuffisance en protéines MBNL le serait également ; le fait que les hiPSC DM1 

utilisées dans notre étude proviennent de patients fortement atteints et contiennent un très 

grand nombre de répétitions CTG, pourrait expliquer pourquoi les myotubes dérivés d’hiPSC 

MBNL DKO récapitulent à ce point les défauts moléculaires et cellulaires observés dans les 

myotubes dérivés de ces hiPSC DM1.  

 

Par ailleurs, une étude du rôle des protéines MBNL au niveau des motoneurones spinaux 

a également pu être réalisée, afin notamment de mieux comprendre la contribution du 

compartiment pré-synaptique dans la DM1. De la même manière, les hiPSC MBNL KOs vont 

permettre par la suite d’étudier l’implication de ces protéines dans la spécification d’autres 

types cellulaires également touchés chez les patients DM1, en les différenciant par exemple 

en neurones corticaux, en astrocytes ou encore en cardiomyocytes. Cela permettrait 

d’identifier des mécanismes pathologiques communs, qui seraient régulées par les protéines 

MBNL indépendament du tissu, ou au contraire d’étudier les voies moléculaires dérégulées 

spécifiquement dans chaque type cellulaire.  

 

De manière plus générale, les lignées hiPSC MBNL KOs que j’ai pu générer au cours de 

cette thèse consituent des outils cellulaires qui devraient permettre, à plus long terme, de 

faciliter l’identification de nouvelles stratégies thérapeutiques pour la DM1. Parce qu’il a été 

montré qu’une surexpression de Mbnl1 était suffisante pour améliorer les atteintes 

musculaires et pour corriger certains défauts d’épissage chez les souris HSALR (Kanadia et al. 

2006), de nombreuses études ont cherché jusqu’ici à restaurer un niveau d’expression 

fonctionnel des protéines MBNL, en réalisant notamment des criblages moléculaires afin 

d’identifer des petites molécules capables soit de libérer les protéines MBNL des répétitions 

CUG (Ketley et al. 2014), soit de réguler directement l’expression de ces protéines, en 

particulier MBNL1 (Zhang et al. 2017a; Chen et al. 2016). Dans ce contexte, les hiPSC MBNL 

KOs représentent une alternative prometteuse et ouvrent la voie à la découverte de 

nouvelles pistes thérapeutiques, en mettant par exemple en place des criblages visant à 

identifier des composés cette fois-ci capables de contourner la perte de fonction des 

protéines MBNL.  

 

* * * 

 

Je vous remercie pour le temps consacré à la lecture de ce manuscrit ! 
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Title 

Study of the function of MBNL proteins during development using human induced 

pluripotent stem cells 
 

Abstract 

Alternative splicing has emerged as a fundamental mechanism not only for the diversification of 
protein isoforms but also for the spatiotemporal control of development. Therefore, a better 
understanding of how this mechanism is regulated has the potential not only to elucidate fundamental 
biological principles, but also to decipher pathological mechanisms involved in diseases where normal 
splicing networks are mis-regulated. As part of this thesis, we took advantage of human pluripotent 
stem cells to decipher during human myogenesis the role of MBNL proteins, a family of tissue-specific 
splicing regulators whose loss of function is associated with Myotonic Dystrophy type 1 (DM1), an 
inherited neuromuscular disease. Thanks to the CRISPR/Cas9 technology, we generated human-
induced pluripotent stem cells (hiPSCs) depleted in MBNL proteins and evaluated the molecular and 
functional consequences of this loss on the generation of skeletal muscle cells. Our results indicated 
that MBNL proteins are specifically required for the late myogenic maturation but not for early 
myogenic commitment. By a transcriptomic analysis, we were able to highlight the molecular 
pathways regulated by these proteins during myogenesis, as well as the compensatory effects 
between MBNL paralogs. This study also allowed us to identify a new alternative splicing defect in 
DM1, regulated by MBNL proteins, which leads to structural abnormalities of the muscular post-
synaptic compartment. Together, our results reveal the temporal requirement of MBNL proteins in 
human myogenesis and allow the identification of new molecular pathways regulated by these 
proteins that could be involved in the development of DM1. In the longer term, the tools developed 
in this study should also facilitate the identification of new therapeutic strategies capable to cope with 
the loss of function of these proteins. 
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Titre 

Étude de la fonction des protéines MBNL au cours du développement à l’aide de cellules 

souches humaines induites à la pluripotence 
 

Résumé 
L'épissage alternatif est apparu comme un mécanisme fondamental non seulement pour la 

diversification des isoformes des protéines mais aussi pour la régulation spatio-temporelle du 

développement. Par conséquent, une meilleure compréhension de la manière dont ce mécanisme est 

régulé permettrait non seulement d'élucider les principes biologiques fondamentaux, mais aussi de 

déchiffrer les mécanismes pathologiques impliqués dans les maladies dans lesquelles ces processus 

moléculaires sont dérégulés. Dans le cadre de cette thèse, nous avons utilisé des cellules souches 

pluripotentes humaines pour déchiffrer, au cours de la myogenèse humaine, le rôle des protéines 

MBNL, une famille de régulateurs d'épissage spécifiques aux tissus dont la perte de fonction est 

associée à la dystrophie myotonique de type 1 (DM1), une maladie neuromusculaire héréditaire. Grâce 

à la technologie CRISPR/Cas9, nous avons généré des cellules souches pluripotentes d'origine 

humaine (hiPSC) déplétées en protéines MBNL et évalué les conséquences moléculaires et 

fonctionnelles de cette perte sur la génération de cellules musculaires squelettiques.  

Nos résultats ont indiqué que les protéines MBNL sont spécifiquement requises pour la maturation 

myogénique tardive mais pas pour l'engagement myogénique précoce. Par une analyse 

transcriptomique, nous avons pu mettre en évidence les voies moléculaires régulées par ces protéines 

durant la myogenèse, ainsi que les phénomènes de compensation entre les paralogues MBNL. Cette 

étude nous a également permis d’identifier un nouveau défaut d’épissage alternatif dans la DM1, 

régulé par les protéines MBNL, et qui aboutit à des anomalies structurelles du compartiment post-

synaptique musculaire. Ensemble, nos résultats révèlent à la fois la temporalité de l’action des 

protéines MBNL dans la myogenèse humaine et permettent également d’identifier de nouvelles voies 

moléculaires régulées par ces protéines et pouvant être impliquées dans le développement de la DM1. 

A plus long terme, les outils développés dans cette étude devraient également faciliter l'identification 

de nouvelles stratégies thérapeutiques capables de faire face à la perte de fonction de ces protéines.  
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