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Figure 1 : Maladies génétiques dues a des expansions de répétitions de nucléotides.

Ces différentes maladies sont dues a des expansions de répétitions nucléotidiques dans
différentes régions géniques : les régions non codantes (5’UTR ; introns; 3’UTR) et les
régions codantes (exons). FXTAS : syndrome d’ataxie et de tremblement li¢ au chromosome
X; FRDA : ataxie de Friedreich; FX: syndrome de I’X fragile; DM : dystrophie
myotonique ; DFT-SLA : démence fronto-temporale associée a une sclérose latérale
amyotrophique.

L’abréviation polyQ représente les maladies a expansion de nucléotides CAG donnant des
polyglutamines (la chorée de Huntington, 1’atrophie musculaire bulbaire (SBMA) et les
ataxies spinocérébelleuses (SCA) de type 1, 2, 3, 6, 7 et 17). La maladie de Huntington de
type 2 (HDL?2) et I’ataxie spinocérébelleuse de type 8 (SCAS) sont dues a une expansion CTG
transcrite en anti-sens donnant des ARNs CAG traduits en glutamines. L abréviation polyA
représente les maladies a expansion de nucléotides GCN codants pour des répétitions
d’alanines (la dystrophie musculaire oculopharyngée (OPMD), la syndactylie de type 2
(SPDII), le syndrome pied-main-utérus (HFGS), le syndrome de Guttmacher, la dysplasie
cléidocranienne (CDD), I’holoproencéphalie, le syndrome d’Ondine, le retard mental li¢ a I’X
avec déficit de ’hormone de croissance (XLMR+GHD) et le syndrome Blépharophimosis-

ptosis-épicanthus inversus.
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CHAPITRE I :
Les Dystrophies Myotoniques

1. Les maladies a expansions de nucléotides : perte ou gain de fonction ?

Les découvertes en 1991 d’une expansion de répétitions des nucléotides CAG dans le
gene du récepteur aux androgeénes responsable de I’amyotrophie bulbo-spinale liée a 1'X par
I’équipe du Professeur Fischbeck (Fischbeck et al, 1991), puis de la présence d’une
expansion des nucléotides CGG dans le gene FMRI responsable du syndrome de I’X fragile
par les équipes de Jean-Louis Mandel, Ben Oostra et Steven Warren (Fu et al., 1991 ; Oberlé
et al., 1991 ; Pieretti et al., 1991 ; Verkerk et al., 1991), ont permis d’établir une nouvelle
catégorie de maladies génétiques chez ’homme : les maladies a expansions de nucléotides. La
taille de ces répétitions varie selon les tissus, 1’age et la transmission aux descendants. Ces
maladies sont donc caractérisées par des répétitions « instables et dynamiques ». Cette
caractéristique a permis d’apporter une explication moléculaire aux variations d’expression et
de sévérité observées entre différentes générations au sein d’une méme famille. Ainsi, les
familles porteuses de ces mutations connaissent un phénoméne d’anticipation caractérisé par
une diminution de 1’age de 1’apparition des premiers symptomes et une augmentation de la
séverite.

A ce jour, pas moins de 28 maladies sont associées a des expansions de nucléotides, et
de nombreux efforts de recherche ont permis de mieux comprendre les mécanismes
moléculaires a 1’origine de ces pathologies (Orr and Zoghbi, 2007 ; La Sprada and Taylor,
2010). Ainsi, il existe trois types de maladies a expansions dont les mécanismes different
selon la localisation des répétitions de nucléotides dans le géne muté (figure 1) :

- Une perte de fonction de la protéine codée par le gene muté (FXS, FRAXE, FRDA, etc.)
- Un gain de fonction di a la production d’une protéine mutée (HD, SBMA, SCA3, etc.)
- Un gain de fonction di a la production d’ARN muté (DM, FXTAS, SCA10, etc.)
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1.1. Les maladies a perte de fonction protéique :

exemple, le syndrome de I’X Fragile

Plusieurs maladies a perte de fonction protéique ont été décrites, telles que ’ataxie de
Friedreich (FRDA) (Campuzano et al., 1996), le syndrome FRAXE (Knight et al., 1993) et le
syndrome de 1I’X Fragile (Oberlé et al., 1991), qui est présenté plus en détail ci-dessous.

Avec une prévalence de 1/4000 pour les garcons et de 1/8000 pour les filles, le
syndrome de I’X Fragile (FXS) est la cause génétique la plus commune de retard mental chez
I’enfant (Crawford et al., 2001). Les symptomes de cette maladie consistent en un retard
mental, des troubles du développement et de la parole, un comportement autistique, des
mouvements stéréotypiques ainsi qu’une macro-orchidie. Le syndrome de I’X Fragile est d
le plus souvent a une expansion des nucléotides CGG dans la région 5’UTR du géne FMRI
(Fragile X Mental Retardation 1) localisé sur le chromosome X (Fu ef al., 1991 ; Oberlé et al.,
1991 ; Verkerk et al., 1991). En effet, chez les patients FXS, un nombre de répétitions CGG
supérieur a 200 (CGG>200) conduit a une hyperméthylation du promoteur du géne FMRI au
niveau des ilots CpG entrainant une perte de 1’expression de la protéine FMRP. La diminution
d’expression de FMRP conduit a la formation de dendrites et de synapses immatures et est
considérée comme la cause du retard mental (Hirst ez al., 1995 ; Lugenbeel et al., 1995). Plus
rarement (2% des cas), le syndrome de I’X Fragile est dii a des mutations ponctuelles dans la
région codante du géne FMRI, et ceci sans expansion des nucléotides CGG (De Boulle et al.,
1993 ; Tarleton et al., 2002).

Il est a noter que les individus porteurs de la « prémutation » du syndrome FXS, c’est
a dire entre 50 et 200 répétitions CGG, peuvent développer une maladie neurodégénérative :
le syndrome d’ataxie et de tremblement li¢ au chromosome X (FXTAS), qui sera détaillé¢ dans
la partie suivante de ce chapitre.

De nombreuses études ont été menées afin de trouver le role de la protéine FMRP.
Cette protéine posséde 2 domaines KH (hnRNP K Homology) et un domaine RGG (Arginine
Glycine Glycine) liant des structures ARN spécifiques (Siomi ef al., 1993 ; Darnell et al.,
2001 ; Schaeffer et al., 2001 ; Darnell et al., 2005). Cette protéine multifonctionnelle serait
impliquée dans le transport d’ARNm du cytoplasme aux épines dendritiques et régulerait ainsi
localement la synthése de protéines en réponse a des signaux de neurotransmetteurs (Eberhart
et al., 1996 ; Laggerbauer et al., 2001 ; Villace et al., 2004 ; Kim et al., 2009). Les patients
atteints de I’X Fragile montrent des anomalies de la morphologie des épines dendritiques

(Rudelli et al., 1985 ; Kaufmann et al., 2000) qui sont retrouvées dans les souris invalidées
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pour le géne Fmrl (Comery et al., 1997). De nombreuses études sur les récepteurs neuronaux
au glutamate dans ces souris ont permis de proposer un modele selon lequel FMRP jouerait un
role de régulateur négatif de I’expression de protéines au niveau des synapses suite a des
stimuli passant par le récepteur du glutamate, mGIluRS5 (Bear et al., 2004). Ce récepteur est
responsable de la dépression a long terme (LTD : réduction de I’efficacité des synapses
dépendante de I’activité de celles-ci durant un long intervalle de temps), qui nécessite une
synthése protéique de novo au niveau des synapses. L’absence de FMRP conduirait donc a
une levée de répression de la synthése protéique de ses ARNm cibles, conduisant a une
activation constante de la LTD, une diminution de la force synaptique et a une dysmorphie

des épines dendritiques chez les patients FXS (Bagni and Greenough, 2005).

1.2. Les maladies a gain de fonction protéique :

exemple, la maladie de Huntington

Les maladies a gain de fonction protéique sont dues a des expansions de nucléotides
CAG ou GCN localisées dans la région codante du géne muté, conduisant ainsi a I’expression
de protéines mutées possédant des répétitions de glutamines (CAG) ou d’alanines (GCN). Ces
protéines sont toxiques et forment des agrégats cellulaires entrainant pour les répétitions de
glutamines (CAG) les maladies suivantes : la chorée de Huntington, 1’atrophie musculaire
bulbaire (SBMA) et les ataxies spinocérébélleuses de type 1, 2, 3, 6, 7, 8 et 17 (pour revue,
Nelson, 2013). Les expansions GCN codant pour des répétitions d’alanines conduisent aux
maladies suivantes : la dystrophie musculaire oculopharyngée (OPMD), la syndactylie de type
2 (SPDII), le syndrome pied-main-utérus (HFGS), le syndrome de Guttmacher , la dysplasie
cléidocranienne (CDD), I’holoproencéphalie, le syndrome d’Ondine, le retard mental li¢ a I’X
avec déficit de I’hormone de croissance (XLMR+GHD) et le syndrome Blépharophimosis-
ptosis-épicanthus inversus (pour revue, Amiel, 2004). On note ainsi que les expansions de
glutamines conduisent le plus souvent a des maladies neurodégénératives alors que les
expansions d’alanines sont souvent responsables de maladies développementales.

La chorée de Huntington (HD) est une maladie neurodégénérative héréditaire qui se
traduit par une mort neuronale provoquant d’importants troubles moteurs et cognitifs. La
maladie se développe chez des personnes agées en moyenne de 40 a 50 ans avec une
prévalence de 1 personne atteinte sur 15 000. Cette maladie est due a des expansions des
nucléotides CAG (>40) dans le premier exon du géne H7T (aussi appelé /715, Huntington's

Disease Collaborative Research Group, 1993). Ce géne code pour la protéine Huntingtine
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(HTT) qui contient entre 6 et 34 glutamines chez les personnes non atteintes, et plus de 40
glutamines (polyQ) chez les patients atteints de chorée de Huntington.

Des modeles murins exprimant la protéine HTT mutée (Mangiarini et al., 1996) ont
confirmé la présence d’inclusions protéiques contenant la protéine Huntingtine ubiquitinylée
et clivée principalement dans le noyau des neurones dégénérescents (Davies et al., 1997 ;
DiFiglia et al., 1997). Ces inclusions peuvent aussi étre observées dans le cytoplasme. Ces
agrégats de protéines HTT séquestrent des facteurs de transcription tels que CREB, NCOR,
SIN3A, SP1, et p53, des protéines du protéasome et des protéines régulant 1’endocytose
(HIP1, HIP14, PACSIN, etc). L’agrégation de HTT entraine ainsi une perte de la fonction de
HTT et de ses interactants, conduisant & une mort neuronale (pour revue, Arrasate et al.,

2012).

1.3. Les maladies a gain de fonction d’ARN

Dans ce groupe, ’origine de la toxicité de ces répétitions s’avere étre 1’accumulation
d’ARN muté¢ contenant des expansions de nucléotides. Ainsi, les dystrophies myotoniques
(DM), le syndrome d’ataxie et de tremblements 1i¢ au chromosome X (FXTAS) et les ataxies
spinocérébelleuses de types 10 et 31 (SCA10 et 31) sont des maladies dues a 1’expansion de
nucléotides CTG (DM1), CCTG (DM2), CGG (FXTAS), ATTCT (SCA10) et TGGAA
(SCA31), qui sont transcrites mais non traduites et s’accumulent dans le noyau des cellules

sous forme d’agrégats d’ARN.

1.3.1. Le syndrome d’ataxie et de tremblement lié au chromosome X

Le syndrome d’ataxie et de tremblement li¢ au chromosome X (FXTAS) est une
maladie neurodégénérative, touchant 1 individu sur 4000. Elle est due a un nombre
intermédiaire (entre 50 et 200) de répétitions CGG situées dans la région S’UTR du géne
FMRI (Hagerman and Hagerman, 2001). FXTAS affecte principalement des hommes agés de
plus de 50 ans ; ceux-ci développent des tremblements intentionnels, une ataxie cérébelleuse
(trouble de la coordination des mouvements), des symptomes parkinsoniens et une
neuropathie périphérique sensitive (Jacquemont et al., 2003). L’imagerie médicale montre que
ces patients présentent une atrophie cérébrale ainsi que des lésions de la substance blanche,

touchant plus spécifiquement le cervelet. Moins de 25% des femmes porteuses de la
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prémutation présentent, quant a elles, une insuffisance ovarienne prématurée (FXPOI :
« Fragile X-associated Primary Ovarian Insufficiency »).

Du fait de I’instabilité génétique des répétitions CGG, les patients FXTAS, porteurs de
prémutation (50<CGG<200), peuvent donner naissance a des enfants atteints du syndrome de
I’X Fragile (CGG>200). Cependant le syndrome FXTAS se distingue du retard mental li¢ a
I’X par des symptomes et des mécanismes moléculaires différents. En effet, chez les patients
FXTAS, les expansions CGG (50<CGG<200) n’entrainent pas d’hyperméthylation du
promoteur du géne FMRI ; ’ARNm FMRI est donc transcrit et I’expression de FMRP est
inchangée ou légerement réduite (Tassone ef al., 2000 ; Kenneson et al., 2001).

Les neurones et les astrocytes de patients FXTAS présentent des inclusions
intranucléaires positives en marquage ubiquitine (Greco et al., 2002), et qui contiennent
I’ARNm de FMRI muté (Tassone et al., 2004). L’¢tude de modeles animaux montre que
I’expression d’ARN contenant uniquement des répétitions CGG est suffisante pour reproduire
les symptomes de cette maladie (Van Dam et al., 2005 ; Hashem et al., 2009). Dans des
modeles de drosophile, ces transcrits s’accumulent sous forme d’agrégats qui recrutent
différentes protéines liant I’ARN, telles que Pura, hnRNP A2/B1 et CUGBPI (Tassone ef al.,
2004 ; Iwahashi et al., 2006 ; Jin et al., 2007 ; Sofola et al., 2007). En 2010, au sein de
I’équipe, Chantal Sellier a montré que le facteur d’épissage SAM68 est séquestré chez les
patients atteints de FXTAS, conduisant ainsi a une perte partielle de la fonction de cette
protéine (Sellier et al., 2010). Plus récemment, nous avons montré que le complexe
DROSHA-DGCRS est séquestré par les répétitions CGG in vitro, in cellulo et dans des
coupes de cerveau de patients FXTAS. Cette séquestration empéche 1’activité du complexe
DROSHA-DGCRS et inhibe donc la maturation des pri-miARNs en pré-miARNs, ce qui
conduit a une diminution globale de I’expression des miARNs matures et a une mort
neuronale (Sellier, Freyermuth et al., 2013). Ces travaux, décrits dans 1’annexe 1, nous ont

permis de mieux caractériser les mécanismes moléculaires a 1’origine du syndrome FXTAS.

1.3.2. Les ataxies spinocérébelleuses 8, 10, 12, 31 et 36

Les ataxies spinocérébelleuses (SCA) de type 8 et 12 sont causées par des expansions
de nucléotides CTG et CAG situées dans des régions non codantes de leurs génes hotes.
Toutefois, des études récentes montrent que SCAS8 serait principalement causée par un
transcrit antisens codant, contenant donc des répétitions CAG traduites en une protéine

contenant des polyglutamines (Koob et al., 1999 ; Moseley et al., 2006). De méme, il est
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suspecté¢ que les expansions de CAGQG, causes de l’ataxie spinocérébelleuse de type 12
(SCA12), sont dans une région codante du géne PPP2R2B, conduisant donc a I’expression
d’une protéine toxique contenant des polyglutamines (Holmes ef al., 1999).

Au contraire, une expansion transcrite mais non traduite de répétitions des nucléotides
ATTCT situés dans le gene ATXN10 est responsable de 1’ataxie spinocérébelleuse de type 10
(SCA10) (Zu et al., 1999 ; Matsuura et al., 2000). Enfin, deux nouvelles mutations
responsables d’ataxies spinocérébelleuses ont été découvertes récemment dans des régions
non codantes : une expansion de répétitions des nucléotides TGGAA sur le chromosome 16
entre les génes BEANI et TK2 est responsable de I’ataxie spinocérébelleuse de type 31
(SCA31), caractérisée comme une ataxie pure (Sato et al., 2009). De méme, une expansion
des nucléotides GGCCTG située dans le premier intron du gene NOP56 est responsable de
I’ataxie spinocérébelleuse de type 36 associée a une dégénérescence des motoneurones
(SCA36) (Kobayashi et al., 2011; Ikeda et al., 2012). Toutefois, dans le cas de SCA36, il est
possible que les répétitions GGCCTG inhibent la transcription du gene NOPS56, tout comme
les répétitions CGG inhibent la transcription de FMR1 dans le syndrome de 1’X Fragile, ou les
répétitions GGGGCC qui inhibent la transcription du gene C9ORF72 et sont responsables
d’une démence fronto-temporale associée a une sclérose latérale amyotrophique (DFT-SLA)

Xietal.,2013).

Ayant contribué a 1’é¢tude des mécanismes moléculaires a ’origine des ataxies

spinocérébelleuses de types 10 et 31, je présenterai plus en détail ces deux ataxies.

L’ataxie spinocérébelleuse de type 10 (SCA10) a été décrite pour la premiére fois par
Grewal ef al., en 1998. Cette maladie neurodégénérative représente la seconde cause d’ataxie
cérébelleuse au Mexique et au Brésil. Toutefois, cette ataxie s’accompagne d’épilepsie dans
les populations d’origine mexicaine, alors qu’elle est décrite comme une ataxie pure dans les
familles d’origine brésilienne (Teive ef al., 2004 ; Teive et al., 2012). Cette maladie est due a
I’expansion des répétitions des nucléotides ATTCT (de 800 a 4500) dans I’intron 9 du géne
ATXNI10 sur le chromosome 22 (Zu et al., 1999 ; Matsuura et al., 2000). Cette expansion est
comprise entre 10 et 22 répétitions chez les personnes non atteintes, et entre 800 et 4500
répétitions chez les patients atteints de SCA10. De plus, les populations mexicaines et
brésiliennes se distinguent par une expansion de répétitions des nucléotides ATCCC situées a
I’intérieur des expansions ATTCT. L’¢tude de modeles murins transgéniques montre que les

répétitions AUUCU sur I’ARN recrutent et séquestrent le facteur d’épissage hnRNP K. Cette
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séquestration conduit & une mort neuronale par apoptose (White et al., 2010 ; White et al.,
2012). A T’exclusion de ces études, peu de travaux ont ét¢ menés sur les mécanismes

moléculaires impliqués dans cette maladie.

L’ataxie spinocérébelleuse de type 31 (SCA31) est une maladie neurodégénérative
caractérisée par une ataxie cérébelleuse progressive pure, touchant les cellules de Purkinje, et
dont la moyenne d’age d’apparition des symptomes est d’environ 60 ans (Owada et al., 2005).
Il s’agit de I’ataxie spinocérébelleuse la plus commune au Japon aprés SCA3 et SCA6. En
2005, cette ataxie a €té associée a une variation SNP (« Single Nucleotide Polymorphism ») a
la position -16C>T dans la partie 5’UTR du géne PLEKHG4 sur le chromosome 16 (Ishikawa
et al., 2005). Des mutations de PLEKHG4 sont responsables de SCA4 (Flanigan et al., 1996).
Cependant, et au contraire de SCA31, le phénotype de SCA4 est toujours accompagné d’une
neuropathie axonale sensorielle et d’une absence du réflexe du tendon associée a une
dégénérescence du cervelet et du tronc cérébral (Flanigan et al., 1996 ; Hellenbroich et al.,
2006). Enfin, en 2009, une étude menée par I’équipe du Professeur Ishikawa sur 160 patients
SCA31, 5 patients SCA4 et 430 personnes non atteintes de SCA, a permis de mettre en
¢vidence la cause génétique de SCA31 qui n’est pas une altération de PLEKHG4, mais qui est
une expansion de répétitions des nucléotides TGGAA de 2,5 a 3,8 kb située entre les genes
TK2 (Thymidine Kinase 2) et BEAN (Brain Expressed, Associated with NEDD4) sur le
chromosome 16 (Sato et al., 2009). Il existe une corrélation inverse entre le nombre de
répétitions et 1’age du début d’apparition des symptomes. Ces répétitions sont transcrites et
s’accumulent dans le noyau des cellules de Purkinje des patients SCA31 (Sato et al., 2009).
De plus, des ARN portant des répétitions UGGAA lient les protéines SFRS1 et SFRS9 in
vitro. Cependant, la séquestration de ces protéines chez les patients SCA31 n’a pas été
démontrée, et les mécanismes moléculaires a 1’origine de cette maladie sont encore mal

caractérisés.
L’¢étude des mécanismes a I’origine de SCA10 et SCA31 m’ont permis de confirmer in

vitro I’interaction entre un facteur d’épissage, NOVA, et les répétitions a I’origine de ces deux

maladies. Ces données sont décrites dans 1’annexe 3.
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Figure 2 : Localisation génomique des expansions de nucléotides responsables des DM.

A. Les expansions de nucléotides CTG localisées dans la région 3’UTR du géne DMPK sont
responsables de la dystrophie myotonique de type 1 (DM1) lorsqu’elles sont comprises entre
50 et 1000 répétitions, et de sa forme congénitale (CDM) lorsqu’elles sont supérieures a 1000
répétitions. Les exons du gene sont numérotés de 1 a 15.

B. Les expansions de nucléotides CCTG localisées dans le premier intron du géne ZNF9 sont
responsables de la dystrophie myotonique de type (DM2) lorsqu’elles dépassent 75

répétitions.
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1.3.3. Les dystrophies myotoniques

La découverte en 1992 de la mutation a I’origine de la dystrophie myotonique (DM)
de type 1, une expansion de répétitions des nucléotides CTG dans la région 3’'UTR du géne
DMPK (Brook et al., 1992 ; Fu et al., 1992 ; Harley et al., 1992 ; Mahadevan et al., 1992), a
conduit & de nombreuses ¢études aboutissant dans les années 2000 a 1’identification d’un
nouveau mécanisme pathologique, dit a « gain de fonction de I’ARN » (Philips ef al., 1998 ;
Mankodi et al., 2000 ; Seznec et al., 2001). Les dystrophies myotoniques, étant le sujet

principal de ma thése, elles sont décrites plus en détail dans la partie qui suit.

2. Les dystrophies myotoniques : des chiffres et des lettres

Ces maladies sont les formes les plus communes des dystrophies musculaires avec une
incidence d’un individu atteint sur 8500 (Harper, 1989). Les dystrophies myotoniques (DM)
sont des maladies génétiques autosomales dominantes caractérisées par une faiblesse et une
atrophie musculaire, une myotonie, une cataracte, une résistance a 1’insuline, une diminution
des IgG ainsi que par des troubles cardiaques et cognitifs. D’apres le tableau clinique et la
mutation responsable, on distingue deux types de DM. La dystrophie myotonique de type 1
(aussi appelée dystrophie de Steinert, DM1) et sa forme congénitale (CDM) sont dues a une
expansion de répétitions des nucléotides CTG située dans la région 3’UTR de géne DMPK
« Dystrophy Myotonic Protein Kinase » (Brook et al., 1992 ; Fu et al., 1992 ; Harley et al.,
1992 ; Mahadevan et al., 1992). La dystrophie myotonique de type 2 (DM2), est due a une
expansion de répétitions des nucléotides CCTG située dans le premier intron du géne CNBP
(« Cellular Nucleic acid Binding Protein, »), aussi appelé ZNF9 « ZiNc Finger 9 » (Liquori et
al.,2001) (figure 2).

Divers modeles cellulaires et murins ont montré que ces pathologies sont dues a
I’accumulation de ces répétitions CUG et CCUG sous forme d’agrégats nucléaires d’ARNs
pathogeénes (Mankodi et al. 2000 ; Seznec et al., 2001).

Ce chapitre s’articulera en 3 sous parties. J’aborderai dans un premier temps la
description des symptdmes des patients atteints de DM, puis les mécanismes moléculaires a

I’origine de ces maladies et enfin les différentes stratégies thérapeutiques en cours d’étude.
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Figure 3 : Photographies de patients atteints de la dystrophie myotonique de type 1.

(D ’apres www. Myotonic.org)

A. Premicere photographie d’un patient atteint de la forme adulte DM, prise par le Professeur
Steinert en 1909.

B. Nourrisson atteint de la forme congénitale de la DM1 (CDM).

C. Phénomene d’anticipation entre les générations mis en évidence par une famille atteinte de

DMI.
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2.1. Description des dystrophies myotoniques

C’est en 1909, que, de fagon indépendante, Steinert (Steinert, 1909) et Batten & Gibb
(Batten and Gibb, 1909) décrivirent les atteintes musculaires caractéristiques de la dystrophie
myotonique de type 1 (figure 3A) : c’est a dire une myotonie associée a un affaiblissement et
a une atrophie musculaire. Par la suite, des études cliniques révelerent le caractere
multisystémique de la maladie, avec notamment 1’observation d’atteintes au niveau de I’ceil,
du systeme endocrinien et nerveux (Greenflied, 1911 ; Curschmann, 1936 ; Rosman et al.,
1967).

D’un point de vue génétique, on distingue deux formes de dystrophies myotoniques : les

dystrophies myotoniques de type 1 (DM1) et de type 2 (DM2).

2.1.1. Les différentes formes de dystrophie myotonique

La dystrophie myotonique est une maladie progressive qui se décline en plusieurs

formes selon la sévérité et 1’age d’apparition des premiers symptomes.

e La forme congénitale (CDM)

La forme congénitale est la forme la plus sévere de dystrophie myotonique. Elle est
associée a une transmission majoritairement maternelle (Harper, 2001), et se caractérise par
de larges expansions des triplets CTG, dépassant les 1000 répétitions. La CDM touche les
nourrissons qui présentent une hypotonie généralisée, une détresse respiratoire souvent fatale,
une faiblesse des muscles de la face ainsi que des difficultés a s’alimenter souvent associées a
des troubles de succion et de déglutition (figure 3B). Les fibres musculaires de ces nouveau-
nés présentent des caractéristiques de retard de maturation (Sarnat and Silbert, 1976 ; Sahgal
et al., 1983 ; Farkas-Bargeton et al., 1988 ; Furling et al., 2001a ; Furling et al., 2001b). De
plus, les patients CDM présentent fréquemment un retard mental (O’Brien and Harper, 1984 ;
Spranger et al., 1997). Enfin, a la fin de ’enfance, ces patients développent la forme adulte de
la DM1 avec D’apparition progressive de la myotonie, des troubles cardiaques et de la

cataracte (Reardon et al., 1993).
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Figure 4 : Signes cliniques des patients atteints de DM.

A. Myotonie d’un patient DM1 : difficultés a relaxer un muscle squelettique aprés contraction
(Pelargonio et al., 2002).

B. Cataracte dite en «arbre de No€l» caractéristique des patients DM. A gauche,
photographie des opacités du cristallin iridescent d’un patient de 52 ans atteint de DM1. A
droite, photographie de 1’ceil d’un nourrisson atteint de CDM.

(D apres http.//disorders.eyes.arizona.edu et www.pediatricneuro.com)

C. Présence de noyaux centraux au niveau des fibres musculaires de patients DM1.

(D ’apres neuropathology-web.org)
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e La forme infantile (DMI1)

Les enfants atteints de cette forme présentent plusieurs centaines de répétitions CTG et
développent une faiblesse musculaire ainsi qu’un retard intellectuel modéré avant 1’age de 10
ans. Cependant, ils ne montrent pas encore de myotonie ni de cataracte rendant ainsi plus
difficile leur diagnostic (Turner and Hilton-Jones, 2010). De méme que la forme CDM, ces
enfants en grandissant développent la forme « classique » de la DM1, avec I’apparition de la

myotonie, des troubles cardiaques et de la cataracte.

e La forme adulte (DM1)

Les patients atteints de la forme adulte, qui est la forme classique des dystrophies
myotoniques, présentent entre 100 et 1000 répétitions CTG. Ils présentent une faiblesse
musculaire, une myotonie (figure 4A), une cataracte (figure 4B), des troubles de la conduction
cardiaque, des troubles du comportement et une résistance a I’insuline. Ces symptomes seront

décrits plus en détail par la suite.

e La forme tardive (DM1)
Ces patients présentent entre 50 et 100 répétitions CTG. Les symptomes de ces
patients sont plus discrets, et sont essentiellement représentés par une cataracte et une

myotonie parfois asymptomatique. L’espérance de vie est normale chez ces patients

(Machuca-Tzili et al., 2005).

I1 est intéressant de noter qu’il n’existe pas de séparation stricte concernant le nombre
de répétitions entre individus non-atteints, adultes DM1, enfants DM1 et nouveau-nés CDM,
mais ces différentes catégories peuvent étre considérées comme un continuum avec un
nombre de répétitions CTG plus élevé dans les formes les plus séveres. En effet, les individus
non-atteints présentent entre 5 et 38 répétitions CTG, les formes tardives ou asymptomatiques
présentent moins de 100 répétitions, les patients atteints de la forme adulte et infantile (DM1)
présentent en moyenne entre 100 et 1000 répétitions, et les nouveau-nés atteints de la forme
congénitale (CDM) présentent plus de 1000 répétitions (Harper, 1989 ; Ranum and Cooper,
2006). Toutefois, I’instabilité somatique des répétitions CTG ainsi que la pénétrance et la
variabilité des symptomes empéchent 1’établissement d’une corrélation stricte et précise entre
le nombre de répétitions CTG et la sévérité de la maladie (Harper, 2001 ; Day et al., 2005).
En effet, un patient DM1 peut présenter quelques centaines de répétitions CTG dans ses
cellules sanguines et plusieurs milliers dans le muscle squelettique ou cardiaque (Cleary ef al.,
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2010 ; Lopez Castel., 2011). Enfin, une aggravation de la maladie au cours des générations est
observée chez les patients DM1 (figure 3C). Ce phénomene appelé « phénomene
d’anticipation » est associé a une expansion du nombre de répétitions CTG lors de la
transmission de ’allele muté a I’enfant (Martorell et al., 1998 ; Monckton and Caskey, 1995).

Les phénomenes de contraction du nombre de répétitions ne surviendraient que plus rarement.

e La dystrophie myotonique de type 2 (DM?2)

La dystrophie myotonique de type 2 a été découverte plus tardivement que la DM1.
Elle représente 2% des patients atteints de DM avec une incidence d’un individu touché sur
20 000. Toutefois, cette incidence est probablement sous-estimée, ainsi une étude génétique
sur une cohorte de 5535 patients a montré une incidence de la DM2 (1/1830) plus importante
que celle de la DM1 (1/2760) en Finlande (Suominen et al., 2011). La DM2 est due a une
expansion de répétitions des tétra-nucléotides CCTG (de 75 a 11 000), localisée dans le
premier intron du géne CNBP (ZNF9) codant pour la protéine CNBP (Ranum et al., 1998 ;
Day et al., 1999 ; Ricker et al., 1999 ; Liquori et al, 2001). La taille moyenne de ces
répétitions (environ 5000 CCTG) est supérieure a celle observée chez les patients DMI.
Cependant et contrairement a la DM, aucun cas de forme congénitale de DM2 n’a été décrit
et aucune corrélation évidente entre la taille des répétitions CCTG et la sévérité ou 1’age
d’apparition des premiers symptomes n’a €té observée. De plus, le phénomene d’anticipation
n’a pas €té rapporté pour la DM2 et les mécanismes moléculaires pouvant expliquer une
différence d’instabilit¢ entre répétitions CTG et CCTG sont encore peu clairs. Enfin,
I’apparition des symptomes est souvent plus tardive et moins prononcée que chez les patients
DMI (Moxley et al., 2002). L’existence de ce paradoxe de moindre sévérité associée a des
répétitions plus longues n’a pas encore été expliquée. L’¢tude des mécanismes a 1’origine de
ce paradoxe m’ont permis d’identifier in vitro I’interaction entre un facteur d’épissage,
RBFOX, et les répétitions CCUG a I’origine de la DM2. Ces données sont décrites dans

I’annexe 2.

2.1.2. Les symptomes des formes adultes des dystrophies myotoniques

Les patients atteints de DM présentent différents symptomes dont la sévérité peut
varier suivant le patient ou le type de DM. Les symptomes les plus courants sont une
myotonie (difficulté a relacher un muscle aprées contraction), un affaiblissement des muscles

de la face et des membres (distaux pour la DM1 ; proximaux pour la DM2) et une opacité du
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cristallin (cataracte en « arbre de Noél »). Des troubles cardiaques, une résistance a 1’insuline,
des troubles de la vigilance et de la personnalité et une atrophie testiculaire ainsi qu’une
calvitie frontale (chez les hommes) affectent aussi les patients DM1. Enfin, I’espérance de vie
de ces patients est réduite, ainsi une étude canadienne qui a suivi pendant 10 ans un groupe de
367 patients DM1 a mis en évidence une mortalit¢ 7,3 fois plus élevée chez les patients DM

par rapport a des individus non atteints de méme age (Mathieu et al., 1999).

e La myotonie

La myotonie est définie comme étant une lenteur anormale du relachement musculaire
a la suite d’une contraction volontaire ou provoquée. Elle affecte les muscles des mains des
bras et de la langue de la majorité des patients DM 1, mais est moins évidente chez les patients
DM2 (Udd and Krahe, 2012).

La myotonie est causée par une réouverture des canaux sodiques musculaires
conduisant a la production de plusieurs potentiels d’action apres excitation, ce qui provoque
une contraction musculaire involontaire, empéchant ainsi le muscle de se relacher (Hudson et
al., 1995; Lehmann-Horn and Jurkat-Rott, 1999). Les myotonies congénitales sont
classiquement dues a des mutations dans le géne du canal chlore musculaire (CLCNI,
myotonie de Becker) ou a des mutations dans le géne du canal sodique musculaire (SCN44 ;
Koch et al., 1992 ; McClatchey et al., 1992a ; McClatchey et al., 1992b ; Hoffman et al.,
1995). Dans le cas des patients DM, la myotonie est due a une altération de I’épissage
alternatif du canal chlore CLCNI conduisant a une perte d’expression de ce canal (Charlet et
al., 2002 ; Mankodi et al., 2002). La prise en charge de la myotonie se fait essentiellement par
I’utilisation de drogues anti-arythmiques, telle que le mexiletine, stabilisant les membranes et

réduisant ainsi la myotonie chez les patients DM1 (Logigian et al., 2010).

e La faiblesse musculaire

La faiblesse musculaire atteint environ 60% des patients DM, et touche principalement
les muscles faciaux, temporaux, du cou ainsi que les muscles distaux des membres. Avec
I’age, ’atrophie s’étend aux quadriceps, aux muscles intercostaux et au diaphragme, ce qui
conduit a une insuffisance respiratoire fatale, qui représente la premiére cause de déces des
patients DM. Au contraire, chez les patients DM2, les muscles proximaux sont plus souvent
touchés en premier, expliquant ainsi I’appellation initiale de la DM2 : dystrophie myotonique
proximale (PROMM : PROximal Myotonic Myopathy ; Ricker et al., 1995 ; Abbruzzese et

al., 1996 ; Meola et al.,1996).
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Sur le plan histologique, le muscle présente une atrophie des fibres de type 1 (fibres
lentes) (DM1) ou de type 2 (fibres rapides) (DM2), une proportion importante de noyaux
centraux, une faible régénération et une dégénérescence non spécifique des myofibres avec
une altération des bandes Z et I (Schroder and Adam, 1968 ; Brooke and Engel, 1969).

Des mutations dans le géne de I’amphiphysine 2 (BINI) ont été mises en évidence
chez des patients ayant des myopathies centronucléaires, dont les muscles squelettiques
présentent un profil histopathologique (noyaux centraux en absence de regénération) similaire
aux patients CDM (Nicot et al., 2007 ; Toussaint et al., 2007). Dans le cas des patients DM, la
faiblesse musculaire pourrait étre due a une altération de 1’épissage alternatif des ARNm de
BINI, RYRI, SERCA (ATP2A1) et DHPR (CACNAIS) conduisant a des défauts du couplage
excitation-contraction des membranes musculaires (Kimura et al., 2005 ; Fugier ef al., 2011 ;
Tang et al., 2012). Il est a noter que I’'importance de 1’épissage de BINI dans la faiblesse
musculaire des patients DM est renforcée par la découverte récente d’une mutation conduisant
a une perte d’inclusion de I’exon 11 de BINI chez des patients atteints de myopathie
centronucléaire (Bohm et al., 2013).

Enfin, les muscles lisses, et notamment les muscles du pharynx, de I’cesophage et du
colon sont également touchés, et ceci peut-étre plus fréquemment que les muscles striés

(Ronnblom et al., 1996).

e [’atteinte du systéme nerveux

L’atteinte du systéme nerveux touche principalement les patients atteints de DM1. Ces
patients développent des troublent neurologiques tels que des troubles du sommeil
(hypersomnie, somnolence), des troubles des fonctions cognitives dont la mémoire immédiate
et des troubles de I’humeur voire du comportement. Les patients DM2 sont plus rarement
affectés par ces troubles.

Au niveau histologique, le cerveau des patients DM1 est caractérisé par des 1ésions
gliales, des pertes neuronales et la présence de corps d’inclusion et de neurofibrilles issus de
I’agrégation de la protéine TAU (MAPT) dans les neurones (Vermersch et al., 1996). 11 a aussi
¢té montré que I’épissage alternatif des exons 2 et 3 de MAPT est altéré chez les patients DM1

(Sergeant et al., 2001 ; Jiang et al., 2004 ; Leroy et al., 2006a).

e Les atteintes du systéme oculaire
La plupart des patients de plus de 40 ans présente une cataracte dite « en arbre de
Noél ». Elle se manifeste par des opacités multicolores augmentant en nombre et en taille
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(Harper, 1973). L’étude du cristallin de patients DM1 montre la présence d’inclusions
lipidiques et de dépots protéiques (Dark and Streeten, 1977 ; Abe et al, 1999). Une

dégénérescence de la rétine a également été décrite mais semble beaucoup plus rare.

e Les atteintes du systéme endocrinien

Le métabolisme de I'insuline est souvent altéré chez les patients DM ; en effet, les
muscles squelettiques ne répondent pas correctement a des injections d’insuline (Moxley et
al., 1978 ; Moxley et al., 1980 ; Moxley et al., 1984). Cette résistance a 1’insuline jouerait un
role dans la survenue du diabéte de type 2 chez les patients DM1 dont I’incidence est quatre
fois plus importante que dans la population normale. Cette résistance a 1’insuline pourrait
s’expliquer par une altération de 1’épissage alternatif de I’exon 11 de I’ARN pré-messager du
récepteur a I’insuline (/NSR) (Savkur et al., 2001).

Le systeme immunitaire serait aussi affecté. En effet, les patients DM 1 montrent une
diminution de la quantité¢ d’IgG par rapport a la population normale. De plus, les patients
atteints de dystrophies myotoniques présentent une plus grande incidence de
pilomatricarcinomes (tumeur localement agressive composée de cellules de la matrice de
cheveux). Enfin, environ 75% des patients DM de sexe masculin présentent une atrophie
testiculaire issue d’une dégénérescence des tubes séminiféres sans conséquence sur la
fécondité (Vazquez et al., 1990) ainsi qu’une calvitie frontale. Les patientes DM de sexe

féminin montrent, quant a elles, une tendance a une ménopause précoce.

2.1.3. Les symptomes cardiaques des dystrophies myotoniques

2.1.3.1. Généralités sur les propriétés cardiaques

Le cceur est un organe musculaire creux comportant 4 cavités : les oreillettes gauche et
droite et les ventricules gauche et droit qui sont reliés par des valves. Le coeur est divisé en
deux par un mur musculaire €pais, le septum auriculo-ventriculaire, empéchant le sang de
passer du cceur droit dit veineux au cceur gauche dit artériel. De fagon ordonnée et
séquentielle, ’ouverture et la fermeture de ces valves permettent un passage unidirectionnel
du sang depuis les oreillettes vers les ventricules. L expulsion du sang vers les organes ou les
poumons se fait respectivement grace aux valves aortique et pulmonaire. La systole, qui
correspond a I’intervalle de temps entre la fermeture des valves auriculo-ventriculaires et la

fermeture des valves aortique (coeur gauche) ou pulmonaire (cceur droit), est a ’origine du
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Figure 5 : Les atteintes cardiaques des patients atteints de DM.

A. Anomalies cardiaques observées par électrocardiogramme chez les patients DM.

B. Tableau des différents symptdmes cardiaques observés chez les patients atteints de DM

(d’aprés Petri et al., 2012). RBBB/LBBB (Right/ Left Bundle Branch Block: Bloc de

branche droit/gauche).

C. Infiltration adipeuse dans le tissu cardiaque d’un patient DM : biopsie de ventricule droit

d’un patient DM1 décédé d’une mort subite a 1’age de 11 ans (d’apres Christensen et al.,

2008).
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pouls que ’on peut percevoir. La diastole, quant a elle, correspond a I’intervalle de temps
entre la fermeture des valves aortique ou pulmonaire et la fermeture des valves auriculo-
ventriculaires.

L’activité ¢€lectrique du cceur peut étre enregistrée grace a une ¢lectrocardiographie et
analysée sur I’¢lectrocardiogramme (ECG) et elle se décompose ainsi (figure 5A) :

-L’onde P correspond a la contraction des oreillettes droite et gauche, c’est a dire a la
dépolarisation de la membrane des cardiomyocytes composant les oreillettes.

-L’intervalle PR correspond au temps de la contraction et décontraction des oreillettes,
c’est a dire a la transmission de I’influx électrique provenant du nceud sinusal des oreillettes
vers les ventricules. Sur un électrocardiogramme, l’intervalle PR commence au début de
I’onde P et s’arréte au démarrage de I'onde QRS. En d’autres termes, cet intervalle
correspond a la conduction auriculo-ventriculaire.

-L’onde QRS correspond a la contraction des ventricules droit et gauche, c’est-a-dire,
a la dépolarisation de la membrane des cardiomyocytes composant les ventricules. En effet,
certaines cellules des ventricules sont spécialisées dans la conduction électrique des oreillettes
aux ventricules : ce sont les cellules du faisceau de His débutant au nceud auriculo-
ventriculaire se divisant en deux branches principales dans les parois des ventricules puis se
ramifiant de la pointe du cceur dans ’ensemble des parois en réseau de Purkinje (fibres de
Purkinje).

-L’onde T correspond a la relaxation des ventricules, ¢’est-a-dire, a la repolarisation
des membranes des cardiomyocytes composant les ventricules.

-L’intervalle QT correspond a la contraction et relaxation ventriculaires
(dépolarisation et repolarisation ventriculaire). Cet intervalle correspond au temps de systole
et sa durée varie en fonction de la fréquence cardiaque. Quand la fréquence cardiaque

augmente ou diminue, cet intervalle diminue ou augmente, respectivement.

2.1.3.2. Les symptomes cardiaques des patients DM

Plus de 80% des patients atteints de DM présentent des symptdmes cardiaques, ces
atteintes constituent la seconde cause de mortalité (30%) apres ’atteinte respiratoire (40%)
(Matthieu et al., 1999). Les biopsies de patients DM1 montrent des changements non
spécifiques du cceur tels qu’une fibrose interstitielle, une infiltration adipeuse et une légére
hypertrophie des cardiomyocytes (Phillips and Harper, 1997). Ces atteintes cardiaques

peuvent conduire a un dysfonctionnement progressif du ventricule gauche, une ischémie ou a
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une arythmie cardiaque entrainant une mort soudaine. Chez les patients atteints de DM2, les
défauts cardiaques sont similaires mais généralement moins marqués (Day ef al., 2003).

En conclusion, les manifestations cardiaques présentent chez les patients DM peuvent
étre classées en 3 groupes: les défauts de conduction cardiaque, les arythmies et les

manifestations cardiaques autres.

e Les anomalies de la conduction cardiaque

Les défauts de conduction cardiaque touchent 40% des patients atteints de DM1 et
conduisent fréquemment a I’implantation d’un pacemaker. Ces défauts de conduction
entrainent des blocs auriculo-ventriculaires (BAV), et sont causés par un retard de la
propagation de I’influx électrique le long du systeme de conduction. Ce retard refléte un
défaut de la conduction auriculo-ventriculaire se traduisant sur ’ECG par une élongation de
I’intervalle PR (PR>220 ms) et/ou un défaut de la dépolarisation des ventricules se traduisant
par un ¢élargissement du complexe QRS (QRS>120 ms) touchant respectivement 28,2% et
19,9% d’un groupe de 1828 patients DM1 (Petri et al., 2012) (figure 5B).

Des études post-mortem ont montré que ces anomalies de conduction pourraient étre la
conséquence d’altérations non spécifiques telles que la fibrose interstitielle et I’infiltration de
cellules adipeuses (figure 5C) (Pelargonio et al., 2002 ; Miragoli et al., 2007). Cependant, il
n’est pas exclu que ces défauts de la conduction cardiaque puissent aussi étre dus a des
altérations spécifiques du faisceau de His ou des fibres de Purkinje dont la nature et les causes
moléculaires et cellulaires restent a déterminer (Phillips and Harper, 1997 ; Babuty et al.,
1999 ; Groh et al., 2008).

Enfin, pour les patients DMI1, les anomalies de conduction cardiaque semblent
progresser avec 1’age du patient et selon le nombre de répétitions CTG (Clarke et al., 2001 ;
Ha et al., 2012). De méme, pour les patients DM2, ces anomalies sont corrélées a 1’age du

patient et a la sévérité des symptdmes musculaires (Ha ef al., 2012).

e Les anomalies du rythme cardiaque
Des épisodes de tachycardie et de fibrillations auriculaires et/ou ventriculaires sont
retrouvés chez au moins 25% des patients DM (Olofsson et al., 1988). Ces arythmies peuvent
conduire a une mort soudaine, qui peut étre prévenue par I’implantation d’un défibrillateur
(Pelargonio et al., 2002 ; Groh et al., 2008). Ces arythmies se traduisent par des prolongations
de I’onde QT sur un ECG touchant 22% des DM1 (Petri ef al., 2012) reflétant un défaut de
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dépolarisation et de repolarisation ventriculaires (Umeda et al., 1999). Les mécanismes
moléculaires responsables de ces arythmies sont encore peu connus.

Le syndrome de Brugada est une canalopathie caractérisée par un dysfonctionnement
d’un canal ionique cardiaque (sodique, calcique ou potassique) et également par des
altérations typiques sur 1’électrocardiogramme, décrites pour la premiere fois par Osher et
Wolff en 1953 et élucidées en 1991 par les fréres Pedro et Josep Brugada. Plus précisément,
cette maladie génétique rare est caractérisée par une ¢lévation (déviation au dessus de la ligne
de base) du segment ST associée a des anomalies de ’onde T au niveau des dérivations
précordiales droites V1, V2 et V3 et a un aspect de bloc de branche droit a
I'électrocardiogramme associés a un risque ¢levé d'arythmie ventriculaire pouvant entrainer
syncope et mort subite, sur un cceur structurellement sain. La transmission se fait sur un mode
autosomique dominant et la pénétrance est variable. La prévalence estimée est d'environ
1/1000 dans les pays asiatiques, probablement plus faible ailleurs. Bien que la probabilité
d’avoir une mutation ne dépende pas du genre, le rapport homme : femme atteint est de 8-
10 :1, ce qui suggere une influence hormonale (testostérone) non expliquée (Shimizu et al.,
2007). 11 est intéressant de noter qu’une étude menée sur 500 électrocardiogrammes de
patients DM1 a révélé que la prévalence du syndrome de Brugada est quatre-vingt fois plus
¢lévée chez les patients DM1 que dans la population normale (Wahbi, Duboc poster G013
Archives of Cardiovascular Diseases, Volume 102, March, 2009, p. S66). Enfin, il a été
reporté des patients DM2 présentant un ECG similaire a celui de patients atteints du syndrome

de Brugada (Rudnik-Schoneborn et al., 2010).

e Autres manifestations cardiaques
D’autres anomalies cardiaques ont été reportées chez les patients DM. Notamment, 25
a 40% des patients ont un prolapsus de la valve mitrale en raison d'un dysfonctionnement
papillaire. Plus rarement, les patients DMI1 présentent aussi des atteintes cardiaques
ischémiques sous forme d’angine stable, instable ou d’infarctus du myocarde, et 1,8% des
patients DM1 présentent des insuffisances cardiaques congestives (Bhakta et al., 2004) (figure

5B).

2.1.3.3. Différences cardiaques entre DM 1 et DM2

Les patients DM1 et DM2 ont une plus grande probabilité de présenter des anomalies

cardiaques que la population générale, mais la prévalence est plus importante pour les patients
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Figure 6 : Schéma du géne DMPK et de ses génes adjacents.

Les fléches noires correspondent aux promoteurs des genes.
DMWD : Dystrophia Myotonica WD repeat-containing protein; DMPK : Dystrophia

Myotonica Protein Kinase ; SIX5 : SIne oculis homeoboX 5.
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Figure 7 : Présence de foci nucléaires chez les patients DM1 et DM?2.

A. Les foci contenant les expansions CUG dans les myoblastes DM1 (a droite) sont détectés
par hybridation in situ avec un sonde CAG et sont absents dans les myoblastes contrdles (a
gauche) (Davis et al., 1997).

B. Les foci contenant les expansions CUG ou CCUG sont détectés par hybridation in situ
avec des sondes CAG et CAGG dans des coupes de muscles squelettiques DM1 et DM2 (a

droite) et sont absents dans du muscle squelettique controle (a gauche) (Liquori et al., 2001).
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DMI1 que pour les patients DM2. En effet, une étude effectuée sur 38 patients DM2, 76
patients DM1 et 76 individus non atteints de DM, a mis en évidence que 62% des patients
DMI1, 40% des patients DM2 et 12% des individus non DM présentaient des défauts
cardiaques (Wahbi et al,, 2009). Les patients DM2 ayant des anomalies cardiaques
présentaient des défauts classiques de la DM avec des troubles de la conduction cardiaque
(35,9%), un dysfonctionnement systolique du ventricule gauche (15,7%), et des arythmies
ventriculaires (15,8%). Toutefois, la comparaison entre les anomalies cardiaques des patients
DMI par rapport a celles des patients DM2 a montré que 1’élongation du segment PR sur
I’ECG et les blocs auriculo-ventriculaires étaient plus importants chez les patients DM1 que
chez les patients DM2 (Wahbi et al., 2009). Cette fréquence et cette sévérité des troubles
cardiaques plus faibles chez les patients DM2 par rapport aux patients DM1 ont été
confirmées récemment. Ainsi 1’étude de 104 patients DM2 et de 117 patients DM1 a mis en
évidence que 10% des patients DM2 contre 31% des patients DM1 présentent un segment PR
dépassant 200 ms; de méme, 6 patients DM2 contre 28 patients DM1 possédent un

pacemaker ou un défibrillateur cardiaque implantable (Sansone et al., 2012).

2.2. Les mécanismes moléculaires a I’origine des dystrophies myotoniques

Depuis la découverte de la mutation a 1’origine de la dystrophie myotonique de type 1,
de nombreuses recherches ont été menées afin de comprendre comment des répétitions de tri-

nucléotides situées dans une région non codante pouvaient conduire aux symptomes des DM.

2.2.1. L’haploinsuffisance des génes DMPK, SIX5 et DMWD

L’expansion de répétitions des nucléotides CTG est localisée dans la partie 3’UTR du
gene DMPK, lui-méme situé entre les genes DMWD et SIX5 (DMAHP) (figure 6). Une des
premieres hypothéses émises a été que ces répétitions altérent, par un effet en cis, le niveau
d’expression des protéines DMPK, SIX5 et DMWD.

En effet, les ARNm portant de longues répétitions CUG ne sont pas exportés du noyau
et sont retenus sous forme d’agrégats nucléaires (Sabouri et al., 1993 ; Davis et al., 1997),
conduisant ainsi a une diminution d’expression de 50% du géne DMPK (Fu et al., 1992 ;
Carango et al., 1993 ; Maeda et al., 1995 ; Davis et al., 1997 ; Ueda et al., 1999 ; Furling et
al., 2001) (figure 7A).
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De plus, la présence de ces répétitions CTG conduit a 1’hétérochromatinisation de
I’ADN (Otten et al., 1995 ; Steinbach et al., 1998 ; Filippova et al., 2001 ; Cho et al., 2005),
inhibant ainsi I’expression du géne SLX5 situé¢ en aval du gene DMPK (Klesert et al., 1997 ;
Thornton et al., 1997 ; Gennarelli ef al., 1999 ; Korade-Mirnics et al., 1999 ; Inukai et al.,
2000).

Enfin, une étude suggére que I’expression du géne DMWD, localisé en amont du geéne
DMPK, serait également diminuée chez les patients DM1 (Alwazzan et al., 1999). Toutefois,
cette altération de 1’expression de DMWD n’a pas été confirmée (Frisch et al., 2001).

L’ensemble de ces résultats suggerait donc un modele, basé sur les maladies a perte de
fonction, 1i¢ a une diminution de I’expression du géne DMPK par rétention de I’ARNm muté¢,
et du géne SIX5 par inhibition de sa transcription due a 1I’hétérochromatinisation de son

promoteur.

2.2.2. Le gain de fonction de ’ARN muté

Ce mod¢le d’haploinsuffisance des genes DMPK et SIX5 fut contesté par une premiere
¢tude montrant que 1’expression de 200 CTG dans le contexte de la région 3’UTR du géne
DMPK ¢était suffisante pour induire une inhibition de la myogenese de cellules C2C12
(Amack et al., 1999). Puis, la génération de divers modeles animaux et la découverte de la
mutation responsable de la DM2 ont permis alors de proposer un modele de gain de fonction
en trans de ’ARN muté. En effet, des souris invalidées pour le géne Dmpk (Dmpk™)
développent une myopathie légére, mais non caractéristique des dystrophies myotoniques
(Berul et al., 1999 ; Saba et al., 1999 ; Berul et al., 2000). De méme, des souris invalidées
pour le géne Six5 (Six57) développent une cataracte sans les opacités iridescentes ni
localisation postérieure typique des patients DM1 (Klesert et al., 2000 ; Sarkar et al., 2000).
De plus, les souris hétérozygotes Dmpk ™ ou Six5"", mimant la situation des patients DM, ne
présentent pas ou trés peu de phénotype. Au contraire, des souris transgéniques exprimant des
expansions de répétitions CTG, soit dans le contexte du gene DMPK, soit dans le contexte du
gene HSA (« human skeletal actin »), reproduisent certains symptomes des DM, notamment la
myotonie (Mankodi ef al., 2000 ; Seznec et al., 2001) (tableau 1). Enfin, a partir de 1996, des
¢tudes génétiques ont indiqué qu’il existait un second locus (DM2/PROMM) pour les
dystrophies myotoniques (Meola ef al., 1996 ; Ranum et al., 1998 ; Day et al., 1999 ; Ricker
et al., 1999). Ces travaux ont conduit I’équipe de Laura Ranum a identifier en 2001 la

mutation responsable de la dystophie myotonique de type 2 : une expansion de répétitions des
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nucléotides CCTG dans le premier intron du géne CNBP (ZNF9) (Liquori et al., 2001 ; figure
7B). La découverte que les patients DM2, qui présentent un phénotype quasi-similaire a celui
des patients DM1, possédent une expansion de nucléotides quasi-identique aux patients DM,
mais portée par un géne différent de DMPK ou de SIX5, a permis d’établir que I’ARN muté
est bien responsable des symptomes des dystrophies myotoniques, et non 1’haploinsuffisance
du gene portant la mutation.

Enfin, des études ont été menées afin de connaitre le role des protéines codées par les
geénes DMPK et ZNF9 portant respectivement les répétitions CTG et CCTG. En 1997,
I’équipe de Wieringa a mis en évidence le role de DMPK dans I’homéostasie du calcium.
Ainsi, I’absence de DMPK dans les myotubes de souris Dmpk” conduirait a une
augmentation du calcium intracellulaire et a des défauts de couplage d’excitation-contraction
(Benders et al., 1997). Plus récemment, la localisation de cette protéine a été étudiée. En effet,
la protéine DMPK migre au niveau de I’enveloppe nucléaire des cardiomyocytes de rat au
cours de la différenciation induite par le facteur LIF (« Leukemia Inhibitor Factor ») et au
cours de la mitose de cellules C2C12 (Harmon et al, 2008). Dans cette méme étude, la
déplétion de Dmpk empéche la différenciation des myoblastes C2C12 (Harmon et al., 2008).
Enfin, la surexpression ou la déplétion de Dmpk dans des cellules C2C12 perturbe 1’intégrité
de la membrane nucléaire (Harmon ef al., 2011). En ce qui concerne la protéine ZNF9, son
expression est ubiquitaire et elle a été localisée au niveau des bandes I des sarcoméres du
muscle squelettique et au niveau des axones dans les neurones chez ’homme (Massa et al.,

2010). Ses fonctions sont encore inconnues.

2.2.3. Le gain de fonction de la protéine CUGBP1

La découverte de la présence de répétitions CTG ou CCTG qui sont transcrites en
ARN CUG ou CCUG, mais qui ne sont pas traduites et s’accumulent dans le noyau sous
forme d’agrégats d’ARN a conduit a ’hypothése d’un mécanisme en trans reposant sur la
séquestration de protéines spécifiques liant ces ARN mutés (Timchenko et al.,
1996b ; Roberts et al., 1997 ; Philips et al., 1998). Ainsi, en 1996, des expériences de liaison a
de courts motifs CUG ont permis I’identification de la protéine CUGBPI1 par 1’équipe de
Lubov Timchenko (Timchenko et al., 1996 ; Timchenko et al., 2001).

Cette protéine, appartenant a une famille de six paralogues (la famille CELF
« CUGBP & ETR3-Like Family »), posse¢de trois domaines de liaison a I’ARN de type RRM
(« RNA Recognition Motif ») (Ladd et al., 2001 ; Barreau et al., 2006). Les fonctions de

CUGBP1 sont multiples et dépendent de sa localisation subcellulaire. En effet, elle régule
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I’épissage alternatif dans le noyau (Philips et al, 1998), tandis qu’elle régule dans le
cytoplasme D’initiation de la traduction (Timchenko et al., 1999 ; Timchenko and Caskey,
1999 ; Timchenko et al., 2002 ; Timchenko et al., 2004 ; Timchenko et al., 2005) et la
stabilit¢ d’ARNm spécifiques (Paillard et al., 2003 ; Vlasova et al., 2008).

Cependant, I’hypothése selon laquelle CUGBPI1 serait séquestrée par les longues
répétitions CUG ou CCUG a été rejetée car aucune colocalisation de cette protéine avec les
agrégats de répétitions CUG ou CCUG n’a été observée chez les patients DM1 ou DM2. De
plus, il a été montré que la protéine CUGBPI1 lie de fagon préférentielle des séquences ARN
de type UGU, la liaison de la CUGBPI a des motifs ARN CUG étant faible et peu
reproductible (Michalowski et al., 1999 ; Takahashi et al., 2000 ; Fardaei et al., 2001 ; Ladd
et al., 2001 ; Mankodi et al., 2001 ; Marquis et al., 2006 ; Mori et al., 2008 ; Tsuda et al.,
2009 ; Teplova et al., 2010).

Bien que la protéine CUGBP1 ne semblait pas impliquée via des interactions avec des
motifs ARN de type CUG ou CCUG, son rdle dans la DM a été reconsidéré quand une
¢lévation de sa phosphorylation et de sa demi-vie a été¢ observée dans des échantillons
cardiaques de patients DM1 ainsi que dans certains modeles murins et cellulaires exprimant
de longues répétitions CUG (Roberts et al., 1997 ; Savkur et al., 2001 ; Timchenko et al.,
2001 ; Wang et al., 2007). En effet, selon un mécanisme encore mal connu, les répétitions
CUG activeraient la protéine kinase C (PKC) qui phosphorylerait la CUGBP1, conduisant
ainsi a une augmentation de sa stabilité et donc de sa quantité (Kuyumcu-Martinez et al.,
2007). Toutefois, les données au sujet de I’accumulation de CUGBP1 sont contradictoires. En
effet, ’augmentation de la quantit¢ de CUGBP1 est observée dans des échantillons de coeur
d’un modele murin exprimant 960 répétitions CUG interrompues (Wang ef al., 2007), mais
pas dans un modele exprimant 250 répétitions non interrompues (Lin et al., 2006). Bien que
ces données soient contradictoires, un consensus semble apparaitre dans la littérature, et une
augmentation modérée de la concentration de CUGBP1 chez les patients DM1 semble
aujourd’hui admise. Cette augmentation est moins claire chez les patients DM2. En effet, une
¢tude analysant des extraits protéiques totaux issus de cellules DM2 ne montre pas
d’augmentation de la protéine CUGBP1 (Pelletier et al., 2009), alors qu’une analyse utilisant
des extraits cytoplasmiques issus de myoblastes de patients DM2 révele une augmentation
(Salisbury et al., 2009). De méme, une augmentation de la concentration de CUGBP1 serait
observée dans un modéle murin DM2 exprimant une centaine de répétitions CCUG (Salisbury
et al., 2009), mais pas dans un autre modele murin exprimant 300 répétitions CCUG (Laura

Ranum, communication personnelle).
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Figure 8 : Agrégats nucléaires des expansions CUG et CCUG avec les protéines MBNL.

A. Fibres musculaires de patients DM1 et DM2 présentant des foci contenant les expansions
CUG ou CCUG (vert), détectées par hybridation in situ, e¢ MBNL1 (rouge) détecté par
immunofluorescence (Mankodi et al., 2001).

B. Biopsies cardiaques de patients DM1 présentant des foci contenant les expansions CUG
ou CCUG (rouge), détectées par hybridation in situ, et MBNL1 et MBNL2 (vert) détectés par

immunofluorescence (Mankodi et al., 2005).
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Figure 9 : L’invalidation de Mbnll chez la souris reproduit certains symptomes des DM.
(Kanadia et al., 2003).

A. Marquage a I’hématoxyline-éosine des coupes de muscle des souris MbnlI""" et MbnlI™.
Présence de noyaux centraux dans les myofibres des souris MbnlI”". La fléche blanche
indique un noyau central et la fleche noire indique une myofibre fractionnée.

B. Cataracte dite en « arbre de No&l » chez les souris Mbnll™". La fléche blanche indique une
opacité du cristallin.

C. Electromyographie du muscle quadriceps des souris Mbnll “* et Mbnll”", montrant une

myotonie chez les Mbnll .
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Enfin, des modeles murins de surexpression de CUGBP1 reproduisent une partie des
symptomes musculaires et cardiaques des patients DM1 (tableau 2) (Timchenko et al., 2004 ;
Ho et al., 2005a ; Koshelev et al., 2010 ; Ward et al., 2010). De méme, la surexpression de
CUGBP1 in cellulo reproduit certaines altérations de 1’épissage alternatif observées chez les
patients DMI, telles que les inclusions de l’exon 5 de la troponine T cardiaque
(cTNT/TNNT2), de I’exon 11 du récepteur a I’insuline /NSR, de I’exon 6B de la beta-
tropomyosine et la rétention de I'intron 2 du canal chlore CLCNI (Philips et al., 1998 ;
Savkur et al., 2001 ; Charlet et al., 2002 ; Ho et al., 2005a ; Kalsotra et al., 2008). Cependant,
les épissages de I’exon F de TNNT3, de I’exon 11 de BINI, de I’exon 20 de ATP2A1 (SERCA)
ou encore de I’exon 7a de CLCNI, qui sont altérés chez les patients DM, ne sont pas régulés

par CUGBPI. Ceci suggere qu’un ou plusieurs autres facteurs sont impliqués dans les DM.

2.2.4. La perte de fonction des protéines MBNL

En 2000, I’équipe de Maurice Swanson a découvert une nouvelle protéine grace a des
tests de liaison a des ARNs contenant de longues répétitions CUG. Cette protéine, nommeée
MBNLI1 « Muscleblind like 1 », se lie spécifiquement aux ARNs contenant des répétitions
CUG (Miller et al., 2000). Puis, des expériences d’ARN-FISH couplées a une
immunofluorescence ont montré que MBNLI1 colocalise parfaitement avec les agrégats
d’ARN CUG et CCUG chez les patients DM1 et DM2 (figure 8) (Fardaei et al., 2001 ;
Mankodi et al., 2001 ; Cardani et al., 2006 ; Holt et al., 2009 ; Perdoni et al., 2009). La
séquestration de MBNLI1 par les ARNs contenant les longues répétitions CUG et CCUG a été
alors mise en évidence par des tests d’épissage et des expériences de FRAP (Dansithong et
al., 2005 ; Ho et al., 2005 ; Hino et al., 2007 ; Goers et al., 2010). De plus, la génération de
souris invalidées pour le géne Mbnll (Mbnll"") reproduisant la plupart des symptomes
musculaires et oculaires des DM, a confirmé le role important de la séquestration de MBNL1
dans la pathogénése des DM (figure 9) (Kanadia et al., 2003 ; Matynia et al., 2010). Enfin, la
surexpression de MBNL1 dans les muscles d’un modele murin exprimant 200 répétitions
CUG et mimant la DM (HSA™®) permet de diminuer la myotonie (Kanadia ez al., 2006). La
séquestration de MBNL1 par des ARNs contenant des répétitions CUG ou CCUG s’apparente
donc a une perte de fonction de cette protéine, ce qui conduirait au phénotype des dystrophies
myotoniques.

MBNLI est une protéine d’environ 42 kDa régulant 1’épissage alternatif d’ARNs pré-

messagers spécifiques. Cette protéine appartient a une famille de trois membres : MBNLI,
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Figure 10 : Représentation schématique et structure de MBNLI.

A. Les quatre doigts de zinc (ZnF) présents a I’extrémité N-terminale sont représentés par des
rectangles verts. Les chiffres 14 et 16 correspondent au nombre d’acides aminés séparant les
doigts de zinc ZnF1 et ZnF2 et les doigts de zinc ZnF3 et ZnF4, respectivement. Le motif
d’adressage nucléaire (NLS), codé par I’exon 5, est représenté par un rectangle rose et n’est
présent que dans les isoformes 37, 38, 42 et 43 de MBNLI1 (Tran et al., 2011).

B. Structure cristalline des domaines a doigts de zinc ZnF3 et ZnF4 de MBNL1 en complexe
avec I’ARN r(CGCUGU). Sur les deux représentations, ZnF3 et ZnF4 interagissent avec les
ribonucléotides GC. Les atomes de zinc sont représentés par des boules roses, et les molécules

d’ARN sont représentées en rose et orange (Teplova and Patel, 2008).
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MBNL?2 et MBNL3, dont les expressions sont régulées selon le type tissulaire et le stade de
développement. Ainsi, MBNL1 est principalement exprimé dans les muscles squelettiques et
cardiaque, MBNL2 est principalement exprimé dans le cerveau et le cceur, alors que MBNL3
est principalement exprimé dans le placenta et au stade embryonnaire (Fardaei et al., 2002 ;
Kanadia et al., 2003). De plus, alors que 1’expression de MBNL1 et MBNL2 augmente au
cours du développement, celle de MBNL3 diminue (Kanadia et al., 2003b). D’autre part, la
localisation subcellulaire de MBNLI est tout d’abord cytoplasmique puis devient
majoritairement nucléaire au cours du développement du muscle squelettique (Lin et al.,
2006). Enfin, I’épissage alternatif de MBNL1 donne naissance a plusieurs isoformes de cette
protéine comprises entre 35 et 43 kDa (Kino et al., 2004). Ainsi, la région codée par I’exon 3,
située entre les doigts de zinc Znf2 et Znf3, est importante pour la liaison de MBNL1 a I’ARN
(Kino et al., 2004), et la région codée par 1’exon 5 semble étre impliquée dans la localisation
nucléaire de MBNLI (figure 10A) (Lin et al., 2006 ; Terenzi et al., 2010 ; Fernandez-Costa et
al., 2010 ; Tran et al., 2011). MBNLI1 posséde quatre domaines a doigts de zinc de type
CCCH (3 cystéines et 1 histidine) dans son domaine N-terminal (Miller et al., 2000). Chacun
de ces doigts de zinc reconnait un motif UGC (figure 10B) (Teplova and Patel, 2008), ainsi
chaque molécule de MBNLI1 peut reconnaitre quatre motifs UGC. Ces motifs sont retrouvés
dans les répétitions CUG ou CCUG des patients DM, et dans les ARNs pré-messagers dont
I’épissage alternatif est régulé par MBNL1 (Ho et al., 2004 ; Yuan et al., 2007 ; Warf et al.,
2009a ; Goers et al., 2010 ; Wang et al., 2012). En conséquence, chez les patients DM, la
séquestration de MBNL1 dans les agrégats de répétitions CUG ou CCUG conduit a une
diminution de la concentration de protéine MBNLI1 libre, conduisant a des altérations de
I’épissage alternatif des transcrits régulés par MBNL1 (Ho ef al., 2004 ; Lin et al., 2006 ;
Warf and Berglund, 2007 ; Yuan et al., 2007 ; Kino et al., 2009 ; Fugier et al., 2011). Enfin,
plus de 80% des altérations d’épissage sont communes entre le modéle murin HSA™®
exprimant 200 répétitions CUG, et le modéle MbnlI™" confirmant ainsi le réle de la perte de
fonction de MBNL1 dans la maladie (Du et al., 2010).

Toutefois, des données récentes ont remis en question I’importance de MBNLI1. En
effet, le séquengage a haut débit d’ARN provenant de cerveau, de cceur et de muscle de souris
Mbnll”" montre que si plus d’une centaine d’événements d’épissage alternatif sont altérés
dans le muscle squelettique, trés peu d’épissages sont altérés dans le cceur et le cerveau de ces
souris (Wang et al., 2012). Ces résultats ont ¢ét¢ confirmés par une étude qui montre que les
altérations d’épissage sont plus faibles dans le cerveau des souris MbnlI”" que dans le cerveau

de patients DM1, suggérant ainsi que d’autres facteurs pourraient réguler ces épissages
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Figure 11: L’invalidation de Mbnl2 chez la souris reproduit certains symptomes

neurologiques des patients DM .

(Charizanis et al., 2012).

A. Comparaison de la taille des souris. Les souris Mbnl2”" sont plus petites que les souris

Mbni2*".

B. Analyse des troubles du sommeil. Le nombre de mouvements oculaires rapides (MOR) est

plus important chez les souris Mbnl2”" que chez les souris Mbnl2™".

C. Mesure de I’amplitude de potentiel post-synaptique excitateur (EPSP) dans les souris

Mbnl2"" et les souris Mbnl2™”".
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alternatifs (Suenaga et al., 2012). Ces résultats sont a mettre en perspective avec la faible
expression de MBNLI1 dans le cerveau comparée a I’expression de son paralogue MBNL?2.
Ainsi, des souris invalidées pour le géne Mbnl2 (Mbni2”") développent des altérations
spécifiques de 1’épissage de plus d’une centaine d’exons conduisant a une diminution de la
transmission synaptique médi¢e par le récepteur NMDAR et a des altérations du systéme
nerveux central tels que I’hypersomnie, les mouvements oculaires rapides (REM) et des
déficits de la mémoire spatiale (figure 11) s’apparentant aux symptomes neuronaux des
dystrophies myotoniques (Charizanis et al., 2012).

Concernant le troisieme membre de la famille MBNL, MBNL3, son expression est
détectable chez I’embryon et dans les cellules satellites du muscle mais diminue au cours de la
différenciation. Une premiere étude de la fonction de MBNL3 montre que sa surexpression
entraine [’activation de la différenciation de cellules C2C12 (Lee et al., 2010). Plus
récemment, I’équipe du Dr Swanson a montré que la déplétion de Mbnl3 dans des myoblastes
de souris (C2C12) entraine un retard de leur différenciation (Poulos et al., 2013). De méme,
des souris invalidées pour 1’exon 2 de Mbnl3 présentent une diminution de la capacité de
régénération du muscle suite a une blessure (Poulos et al., 2013). Ces études suggerent que
MBNL3 serait impliqué dans la différenciation des cellules satellites musculaires et pourrait
donc étre impliqué dans le retard de développement observé chez les nouveaux nés CDM.
Toutefois, il est a noter que la perte de 1’exon 2 de Mbni3 ne conduit pas a une perte totale de
I’expression de ce gene et ne permet donc pas de conclure définitivement sur la fonction de
MBNLS3.

L’ensemble de ces études suggere donc pour les dystrophies myotoniques, un
mécanisme dans lequel les expansions de répétitions CUG ou CCUG séquestrent les
différents membres de la famille MBNL, principalement MBNL1 dans le muscle squelettique,
MBNL2 dans le cerveau et peut étre MBNL3 dans I’embryon, conduisant ainsi a des
altérations spécifiques de 1’épissage alternatif. Je vais décrire dans la partie suivante les

conséquences cellulaires et/ou physiologiques de ces altérations de I’épissage.

2.2.5. Les altérations de I’épissage alternatif

En 1996, I’équipe du Professeur Delacourte a identifi¢ la présence de différents
variants de la protéine TAU dans le cerveau de patients DM, suggérant alors que des défauts
d’épissage alternatif pouvaient étre a 1’origine des symptomes des patients DM (Vermersch et

al., 1996). Ces résultats ont ét¢ confirmés en 1998 par 1’équipe de Thomas Cooper, qui a mis
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Organe

Pré-ARNm

Dérégulation exon/intron

Inclusion/ exclusion

Références

Coeur Troponine T cardiaque (TNNT2/cTNT) exon 5 inclusion Philipps et al., 1998
Récepteur a l'insuline (INSR) exon 11 exclusion Savkur et al;, 2001
intron 2 inclusion Charlet et al., 2002 &
Canal chlore (CLCNT) exon 7 inclusion Mankodi et al., 2002
Troponine T squelettique (TNNT3) exon feetal inclusion Kanadia et al., 2003
Amphyphisine 2 (BIN1) exon 11 exclusion Fugier et al., 2011
Récepteur a la Ryanodine (RyR) exon 70 exclusion
Ca2+ ATPase du réticulum endoplasmique/ sarcoplasmique 1 (SERCA1) exon 22 exclusion Kimura et al., 2005
Ca2+ ATPase du réticulum endoplasmique/ sarcoplasmique 2 (SERCA2) intron 19 inclusion
LIM domain binding 3 (LDB3/ZASP/Cypher) exon 11 inclusion
Titine (TTN) Zr4 ?nclus?on
Zr5 inclusion
Protéine d'ancrage affiliée a la nébuline (NRAP) exon 12 inclusion
Qalpa_lne 3 (CAPN3) exon 16 9xclu§non Lin et al,, 2006
Muscle Attractine-like 1 (ATRNL1,ALP) exons 5a et 5b inclusion
Protéine 1 contenant un domaine FH1/FH2 (FHOD1) exon 11a exclusion
Glutamine-fructose 6-phosphate transaminase 1 (GFPT1) exon 10 exclusion
MBNL1 exon 7 inclusion
MBNL2 exon 7 inclusion
Facteur nucléaire 1 exon 123 inclusion
Histone-lysine N-méthyltransférase (SMYD1) exon 39 inclusion Duetal., 2010
Sperme associé antigéne 9 exon 39 inclusion
Protéine affilice a la myotubularine1 (MTMR1) exon 2.1 exclusion Buj-Bello et al., 2002 &
exon 2.3 exclusion Ho et al., 2005
Alpha-dystrobrévine (DTNA) exon 11a inclusion Nakamori et al., 2008
exon 12 inclusion
Canal a Ca2+ de type L Cav1.1 ( CACNA1S/ DHPRaS1) exon 29 exclusion Tang et al., 2012
Chaine lourde de la myosine non musculaire (MYH14) exon 6 exclusion Rinaldi et al., 2011
exon 2 eXCIUS!m Sergeant et al., 2001
Tau (MAPT) exon 3 e>fclu§|on :
exon 6 (6¢/6d) exclusion/inclusion Leroy et al., 2006
exon 10 exclusion Sergeant et al., 2001 & Jiang et al., 2004
Récepteur N-méthyl-D-aspartate (NMDAR1) exon 5 inclusion Jiang et al., 2004
Protéine précurseur de I'amyloide (APP) exon 7 exclusion Jiang et al., 2004
MBNLA exon 5 inclusion Dhaenens et al., 2008
exon 7 inclusion Tran et al., 2011
R orvony TANC2 exon 22a inclusi_on
CACNA1D exon 12 exclusion
CSNK1D exon 9 exclusion
KCNMA1 exon 25a exclusion
CLASP2 exons 23a 23b |nclu3|_on Charizanis et al, 2012
RYR2 exons 4; 5 exclusion
ADD1 exon 15 inclusion
PPP1R12A exon 16 inclusion
ST3GAL3 exon 3 inclusion
LIMCH1 exon 10 exclusion

Tableau 3 : Altérations de I’épissage alternatif mises en évidence chez les patients DM.




Introduction : Chapitre /

en évidence des altérations spécifiques de I’épissage alternatif de la troponine T cardiaque
(cTNT, TNNT?2) dans des échantillons de coeur de patients DM (Philips et al., 1998). Suite a la
découverte de la surexpression de CUGBPI et a la séquestration de MBNL1, ces altérations
sont apparues alors comme spécifiques, voire a 1’origine, des symptomes des DM.

MBNLI1 et CUGBPI régulent 1’épissage de transcrits soit indépendamment 1’un de
I’autre, soit de fagon conjointe et antagoniste. Lors du développement cardiaque, I’expression
de CUGBP1 diminue, tandis que celle de MBNL1 augmente (Lin ef al., 2006 ; Kalsotra et al.,
2008). Ainsi, la balance d’expression entre CUGBP1 et MBNLI1 régule la transition des
formes d’épissage feetales aux formes adultes pour plusieurs régions d’ARNs pré-messagers
telles que I’exon 11 de INSR ou I’exon 5 de TNNT2 (cTNT). De plus, le profil d’épissage
alternatif des patients DM semble mimer un retour a un épissage de type feetal, ce qui est
cohérent avec une séquestration et donc une diminution de MBNL1 libre chez ces patients.

Pour la suite de ce chapitre, j’ai choisi de présenter les différents défauts d’épissage

alternatif selon les symptomes auxquels ils pourraient étre associés.

e Les troubles neurologiques

Le cerveau des patients DM1 présente des agrégats de protéine TAU (MAPT) qui
pourraient €tre associés a une exclusion des exons alternatifs 2 et 3 de son ARNm (Vermesch
et al., 1996 ; Sergeant et al., 2001) (tableau 3). Ces altérations d’épissage sont retrouvées dans
le cerveau de souris MbnlI™" (Suenaga et al., 2012), et MBNLI1 régule directement I’inclusion
des exons 2 et 3 de MAPT (Dhaenens et al., 2008). Toutefois, la fonction des exons 2 et 3 de
MAPT et leur role dans I’agrégation des protéines TAU dans le cerveau des patients DM sont
encore mal connus. Il est a noter que les épissages des exons 6 et 10 sont aussi décrits comme
altérés dans le cerveau des patients DM (Sergeant et al., 2001 ; Leroy et al., 2006b ; Dhaenens
et al.,2011). D’autre part, les épissages alternatifs de I’exon 4 de Grinl et de I’exon 7 de APP
sont altérés dans le cerveau de patients DMI et dans le cerveau de souris Mbnll™", suggérant
ainsi que MBNLI1 joue un role dans la régulation de ces épissages (Jiang et al., 2004 ;
Suenaga et al., 2012). Cependant, le cerveau de patients DM1 présente des altérations
d’épissage alternatif qui sont absentes du cerveau de souris Mbnll™” suggérant qu’un autre
facteur, notamment MBNL2, serait impliqué dans la neuropathologie des patients DM. En
effet, 1’épissage alternatif de I’exon 22 de TANC2, de I’exon 25a de KCNMA 1, de I’exon 9 de
CSNKID, de I’exon 12 de CACNAID et de I’exon 4/5 de RYR2, est altéré dans le cerveau de
patients DM1 et dans le cerveau de souris Mbnl2”, suggérant un role crucial de la

séquestration de MBNL2 dans le cerveau des patients DM (Charizanis et al., 2012). De plus,

36



Introduction : Chapitre /

des expériences de HIT-CLIP sur Mbnl2 montrent que 50% des cibles de Mbnl2 sont des
régions 3’UTR d’ARNm, suggérant que MBNL2 pourrait aussi réguler la stabilité, la
localisation ou la traduction d’ARNm spécifiques (Licatalosi et al., 2008 ; Llioran et al.,
2010).

Plus récemment, 1’étude du cerveau des souris transgéniques exprimant des longues
expansions CTG (CTG>1000) dans le contexte du géne DMPK humain (DMXLS) a montré
une dérégulation des protéines synaptiques et des dysfonctionnements synaptiques chez ces
souris, se traduisant par des troubles comportementaux et des symptdmes neurologiques
semblables a ceux des patients DM1 (Hernandez-Hernandez et al., 2013). En effet, ces souris
transgéniques présentent une augmentation du niveau protéique d’une protéine G impliquée
dans le trafic des vésicules, Rab3A, et une hyperphosphorylation de la synapsine I, une
protéine impliquée dans I’ancrage des vésicules d’endocytose au cytosquelette. Rab3a et la
synapsine I sont toutes deux impliquées dans la plasticité synaptique a court-terme et la
libération de neurotransmetteurs (Rosahl et al, 1993 ; D’Adamo et al., 2004). Ces
dérégulations sont retrouvées spécifiquement dans le cerveau des souris Mbnll”™ et dans le
cerveau de patients DM1, suggérant ainsi une altération de la plasticité synaptique chez ces
patients (Hernandez-Hernandez et al., 2013).

Enfin, pour étudier les événements précoces a 1’origine des symptomes neurologiques
des patients DM, I’équipe du Dr Martinat a généré des motoneurones a partir de cellules
souches embryonnaires (hESC : human Embryonic Stem Cell) provenant de patients DM. Ces
travaux ont montré une diminution de I’expression des genes SLITRK?2 et SLITRK4 dans les
neurones dérivés des cellules hESC DM1 (Marteyn et al., 2011). SLITRK2 et SLITRK4
appartiennent a une famille de protéines impliquées dans la formation des neurites et des
synapses, et la diminution d’expression de ces geénes conduit a une inhibition du
développement des neurites chez la souris (Aruga and Mikoshiba, 2003). Ces résultats
suggerent donc que la voie des SLITRK pourrait contribuer aux symptomes neurologiques
des patients CDM et DM (Marteyn et al., 2011). Enfin, plus récemment, la dérégulation de la
voie de signalisation mTOR, associée a une augmentation de I’autophagie et a une diminution
de la prolifération, a été observée dans les motoneurones dérivés de hESC DM1. Ces résultats
suggerent 1’implication de la voie mTOR, qui serait notamment régulée par MBNLI, dans la

neuropathologie des patients DM1 (Denis ef al., 2013).
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e Les troubles cardiaques

Une augmentation de 1’inclusion de I’exon 5 de ’ARNm de la troponine T cardiaque
(TNNT2/cTNT) a été observée dans le cceur de patients DM1 (Philips et al., 1998). Cet exon,
inclus uniquement dans le cceur feetal, régule la sensibilit¢ de la troponine T au calcium
(Gomes et al., 2004). Toutefois, cette altération ne semble pas pouvoir expliquer, a elle seule,
les troubles de la conduction cardiaque des patients DM. En effet, des souris transgéniques
exprimant 7nnt2 contenant ’exon 5 (forme feetale) au stade adulte ne reproduisent pas les
altérations cardiaques des DM (Feng and Jin, 2010). L’¢épissage alternatif de cet exon est
régulé a la fois par MBNL1 et CUGBP1. CUGBP1 se fixe en aval de I’exon 5 et stimule son
inclusion alors que MBNLI se lie en amont de 1’exon et empéche la liaison d’U2AF65 sur la
séquence de polypyrimidine située en aval de I’exon 5 entrainant son exclusion (Ho et al.,

2004 ; Warf et al., , 2007 ; Warf et al., 2009a).

e Larésistance a I’insuline

L’exon 11 de ’ARNm du récepteur a I'insuline (/NSR) est exclu chez les patients
atteints de DM1 et de DM2, reproduisant une situation de muscle feetal (Savkur et al., 2001 ;
Savkur et al., 2004). Cette altération entraine une diminution de la réponse a I’insuline et
pourrait contribuer a la résistance a 1’insuline observée chez les patients DM (Savkur ef al.,
2001 ; Savkur et al., 2004 ; Sen et al., 2009). MBNL1 et CUGBPI régulent de fagon
antagoniste cet exon. Toutefois, des études de minigeénes in cellulo montrent que la principale
cause de I’altération de I’inclusion de cet exon chez les patients DM semble étre liée a une
perte de fonction de MBNLI1 (Dansithong et al., 2005 ; Sen et al., 2010). Enfin, notons
qu’aucune expérience de surexpression d’un récepteur INSR contenant I’exon 11 dans des
cellules DM n’a été effectuée, laissant ainsi ouverte la possibilité que d’autres altérations
soient impliquées dans la résistance a I’insuline. A ce sujet, I’invalidation de DMPK chez la
souris conduit a une diminution de la translocation du transporteur au glucose GLUT4 induite
par I’insuline et a une augmentation du glucose dans les cellules musculaires et cardiaques.
Ceci entraine une augmentation de I’insuline dans le sang s’apparentant a celle observée chez

les patients DM (Llagostera et al., 2007).
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e La myotonie

La rétention anormale de I’intron 2 et des exons 6b et 7a dans I’ARNm du canal chlore
musculaire (CLCNI) est a ’origine de la myotonie (Charlet et al., 2002 ; Mankodi et al.,
2002). Ces insertions entrainent 1’apparition de codons STOP prématurés dans cet ARN,
conduisant a sa dégradation par le mécanisme de surveillance des ARNm (« Nonsense
Mediated Decay »). L’absence de CLCN1 provoque une myotonie par hypersensibilisation de
la membrane musculaire aux potentiels d’action (Rudel et al., 1989 ; Franke et al., 1991 ;
laizzo et al., 1991). CUGBPI régule 1’épissage de I’intron 2 (Charlet et al., 2002), tandis que
MBNLI régule I’inclusion de I’exon 7a (Kino et al, 2009). Enfin, en 2007, ’équipe de
Charles Thornton a montré que I’injection d’oligonucléotides rétablissant un épissage normal
de Clcenl guérit la myotonie dans un modéle murin de DM, démontrant ainsi qu’une altération
de I’épissage de Clcnl est causale de la myotonie observée dans ce modele (Wheeler et al.,
2007). De plus, I’injection d’oligonucléotides antisens aux répétitions CUG dans le muscle
squelettique de ces souris exprimant 250 répétitions CTG entraine la libération de MBNLI, la
correction des défauts d’épissage du canal chlore Clenl et diminue la myotonie (Wheeler et
al., 2009 ; Wheeler et al., 2012). De méme, la surexpression de MBNL1 dans le muscle
squelettique de ces souris HSA™ corrige les défauts d’épissage de Clenl et diminue la
myotonie (Kanadia et al., 2006). Ces résultats démontrent ainsi que la séquestration de
MBNLI par les expansions de répétitions CUG conduit a des altérations de 1’épissage du

canal chlore CLCN1, qui sont probablement la cause de la myotonie chez les patients DM.

e La faiblesse musculaire

L’exclusion anormale de I’exon 11 dans ’ARNm de I’Amphiphysine 2 (BINI) serait
associ¢e a la faiblesse musculaire. En effet, cet exon code pour un motif de liaison aux
phosphoinositides (PtdIns3P et PtdIns5P) et son absence provoque des défauts de tubulation
des membranes musculaires et une faiblesse musculaire dans un modele murin (Fugier et al.,
2011). I1 est a noter que des défauts similaires des tubules T sont observés dans des biopsies
de muscles squelettiques de patients DM (Lee et al., 2002a). De plus, des mutations du géne
BINI sont responsables de dystrophies centronucléaires (CNM) (Nicot et al., 2007), dont les
caractéristiques histopathologiques sont proches de celles des patients CDM (Jungbluth et al.,
2008). Une étude récente renforce I'importance de 1’épissage de BINI dans la faiblesse
musculaire des patients DM. En effet une mutation du site 3’ accepteur de I’exon 11 conduit a
une perte d’inclusion de cet exon 11, ce qui provoque une myopathie centronucléaire (Bohm
et al., 2013). L’inclusion de I’exon 11 de BINI est régulée par MBNLI1, et non par la
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CUGBPI1, suggérant ainsi que la séquestration de MBNLI serait suffisante pour induire
I’exclusion de cet exon chez les patients DM (Fugier et al., 2011). Enfin, d’autres ARNm
impliqués dans 1’homéostasie calcique et le couplage excitation-contraction tels que RYRI,
DHPR (CACNAIS), ATP2A1 et ATP2A2 (SERCAI et 2) montrent des altérations d’épissage
spécifiques qui pourraient participer a la faiblesse musculaire observée chez les patients DM

(Kimura et al., 2005 ; Tang et al., 2012).

2.2.6. Autres mécanismes

e La dérégulation de la protéine CUGBP2
Bien que I’invalidation des genes Mbnll et/ou Mbnl2 chez la souris conduit aux
symptomes des DM, il n’est pas exclu que d’autres protéines soient aussi impliquées dans
cette pathologie. Ainsi, I’expression de CUGBP2 (ETR3), un paralogue de CUGBPI, pourrait
étre altérée chez les patients DM (Goo and Cooper, 2009 ; Du et al., 2010). Le mécanisme
impliqué pourrait étre, comme pour CUGBPI, une phosphorylation conduisant a une

stabilisation de la protéine CUGBP2, mais ce mécanisme reste a démontrer.

e Les dérégulations transcriptionnelles

Des travaux effectués en 2004 ont proposé que des facteurs de transcription tels que
SP1, STATI1 et STAT3 pourraient étre séquestrés par les longues répétitions CUG, entrainant
alors des altérations de la transcription, notamment du géne CLCN! (Ebralidze et al., 2004).
Cependant, ces résultats ne sont pas supportés par les travaux de 1’équipe de Charles Thornton
qui n’a retrouvé aucune colocalisation de ces facteurs de transcription dans les agrégats
d’ARN CUG (Jiang et al., 2004).

Des altérations de 1’expression de plusieurs génes ont été observées dans des
¢chantillons de muscle de patients DM (Botta et al., 2007). De plus, 1’analyse de I’expression
des genes dans le muscle squelettique de souris Mbnll et de souris exprimant 250 répétitions
CUG (HSA™™®) a montré une dérégulation d’un grand nombre de transcrits impliqués dans
I’homéostasie et la signalisation du calcium (Osborne et al, 2009 ; Du et al., 2010).
Toutefois, aucun motif consensus de facteur de transcription n’a été mis en évidence parmi
ces geénes dérégulés, et le mécanisme conduisant a des altérations transcriptionnelles n’est
toujours pas clair (figure 12) (Dansithong et al., 2011). De plus, des études récentes montrent
que MBNLI1 pourrait réguler spécifiquement la stabilit¢ des ARNm, suggérant ainsi que

I’altération de I’expression de certains genes ne serait pas liée a une altération de leur
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transcription, mais liée a une altération de la stabilité de leurs ARNm (Masuda et al., 2012 ;

Wang et al., 2012).

e Les dérégulations traductionnelles

Chez les patients DM, la stabilit¢ augmentée de CUGBP1 conduit a des anomalies de
la traduction (Timchenko and Caskey, 1999 ; Timchenko et al., 2001 ; Timchenko et al.,
2002 ; Timchenko et al., 2004 ; Timchenko et al., 2005). Ainsi, une augmentation de
I’expression de MEF2A (« Myocyte Enhancer Factor 2A ») et de p2l, deux facteurs
importants pour la régulation du cycle cellulaire et de la myogenése, a été mise en évidence
dans des cellules de patients DM1. Ces dérégulations contribueraient au défaut de
différenciation des cellules musculaires DM1 (Iakova et al., 2004 ; Timchenko et al., 2004).
Plus récemment, des études ont proposé que les répétitions CUG peuvent inhiber la traduction
dans des cellules musculaires de patients DM1 et DM2, mais les mécanismes moléculaires ne

sont pas clairs (Huichalaf ef al., 2009 ; Salisbury et al., 2009 ; Huichalaf et al., 2010).

e [’expression d’'un ARN antisens

Il existe un ARN antisens aux répétitions CUG (Cho et al., 2005 ; Huguet et al.,
2012). Cet ARN est détecté dans le cceur de souris DMSXL exprimant plus de 1000
répétitions CTG, ainsi que dans le cceur, les muscles squelettiques et les reins de patients
DMI. Cependant, I’expression de cet ARN antisens est 2,5 a 100 fois plus faible que
I’expression de DMPK (Huguet et al, 2012). Cette transcription bidirectionnelle
(CTG)*(CAG) aggraverait ’instabilité des répétitions, que ce soit dans le sens de 1I’expansion
ou d’une contraction (Nakamori et al., 2011). De plus, cet ARN antisens, contenant donc des
expansions de répétitions CAG et bien que dépourvu de codon d’initiation de la traduction,
donnerait naissance a de rares agrégats de polyglutamines chez les patients DM1 (Zu et al.,
2011). Ces résultats suggerent que le gain de fonction d’ARN des répétitions CUG pourrait
étre associ¢ a un gain de fonction protéique, ce qui augmenterait encore la complexité des

mécanismes moléculaires a I’origine des DM.

e [’expression de petits ARNs CUG
Une étude a proposé que les répétitions CUG, structurées en épingle a cheveux,
puissent étre clivées par DICER en de petits ARNs CUG se comportant comme des ARNs
interférents et régulant négativement 1’expression de différents transcrits (Krol et al., 2007).
Toutefois, les répétitions CUG ne sont pas exportées dans le cytoplasme, lieu de localisation
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cellulaire de DICER. Enfin, ces petits ARNs CUG n’ont pas été identifiés dans des modeles

cellulaires de la DM (Denis Furling, communication personnelle).

2.3. Les stratégies thérapeutiques

Certains symptomes de la DM, tels que la myotonie, les troubles de la conduction
cardiaque, la somnolence ou la cataracte peuvent étre améliorés par des traitements, des
appareillages ou des opérations spécifiques; mais aucun traitement curatif n’existe.
Cependant, la meilleure compréhension des mécanismes moléculaires a 1’origine des DM a
permis de développer des stratégies thérapeutiques basées soit sur la dégradation des
répétitions CUG ou CCUG, soit sur I’inhibition de la liaison de MBNL a ces répétitions.

Ainsi, plusieurs études ont montré que diminuer 1’expression des répétitions CTG
entraine une diminution des symptomes des DM dans des modéles murins ou cellulaires de
ces maladies (Mahadevan et al., 2006 ; Yadava et al., 2008 ; Mulders et al., 2009 ; Wheeler et
al., 2009 ; Francois et al., 2011 ; Wheeler et al., 2012).

2.3.1. Cibler les transcrits contenant I’expansion de répétitions CUG

Afin de cibler ’ARN pathogene, plusieurs approches thérapeutiques se sont basées sur
la complémentarit¢ entre des acides nucléiques modifiés et ’ARN DMPK contenant les
répétitions CTG. Les approches suivantes peuvent étre citées :

e Réparer PARN muté par substitution de l’expansion par un nombre plus réduit de
répétitions par trans-épissage (Chen et al., 2009).

e Dégrader les transcrits DMPK sans tenir compte du nombre de répétitions. Cette approche
entrailne malheureusement la perte de la protéine DMPK. Il est & noter que seul un léger
phénotype est observé chez les souris invalidées pour le géne Dmpk (Berul et al., 1999 ;
Saba et al., 1999 ; Berul et al., 2000), suggérant ainsi que cette stratégie serait envisageable
(Furling et al., 2003 ; Langlois et al., 2003 ; Krol et al., 2007).

e Faciliter ’export des transcrits DMPK muté dans le cytoplasme. Cette stratégie utilise une
séquence d’export virale de type WPRE (« Woodchick Post-transcriptional Regulator
Element ») incluse dans un transcrit contenant les répétitions CUG (Mastroyiannopoulos et
al., 2005). L’export de ces répétitions ne semble pas avoir d’effet pathogéne (Dansithong
et al., 2008). Cependant, il reste a déterminer comment insérer cette séquence WPRE dans

le locus DMPK chez les patients DM.
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Modéles d'études

Résultats

Références

ARN antisens

Myoblastes de patients DM1

Diminution de 80% de 'ARN DMPK muté

Furling et al., 2003

(CUG)13 infectés par rétrovirus Diminution de 50% de 'ARN DMPK normal
"hammerhead" Myoblastes de patients DM1 Diminution de 63% de 'ARN DMPK muté .
Langl l., 21
ribozymes Diminution de 50% de 'ARN DMPK normal anglois et al., 2003

SIARN (CAG)7

Fibroblastes de patients DM1

Diminution de 'ARN DMPK muté
Peu de diminution de I'ARN DMPK normal

Krol et al., 2007

oligonucléotides
antisens (AON)

Myoblastes et myotubes de patients DM1
modeles murins DM500 et HSA™R

100% de diminution de 'ARN DMPK muté
Diminution des foci nucléaires

Mulder et al., 2009a et 2009b

(CAG)7 Correction des défauts d'épissages
hsnARN U7 Myoblastes de patients DM1 Diminution de 80% de 'ARN DMPK muté
(CAG)15 Diminution du nombre de cellules ayant

des foci nucléaires
Correction des défauts des épissages

Frangois et al., 2011

MOE (20 nucléotides)
ciblant la séquence codante
et la région 3'UTR dehACTA1
flanquant les répétitions CUG

Injection sous-cutanée des souris HSASR

Diminution des foci nucléaires
Libération de MBNL1
Correction des épissages
Correction de la myotonie

Wheeler et al., 2012

MOE/PS
(CAG)14 & 16

Injection intramusculaire de
souris EpA960/HSA-Cre

Diminution de 50% de 'ARN DMPK muté
Diminution de 40% du nombre de foci/noyau
Faible correction des défauts épissages

Lee et al., 2012

2'0 méthyl (CAG)7

Myoblastes de patients DM1

Myotubes de souris DM500

Diminution de 65-95% de 'ARN DMPK muté

Diminution de 80% de I'ARN hDMPK muté

Gonzalez-Barriga et al., 2013

SIARN (CAG)4 & (CAG)5

Injection intramusculaire
suivie d'électroporation des souris HSA-R

Diminution de 70-80% de I'ARN muté
Diminution des foci nucléaires

Correction des épissages dépendant de MBNL1
Correction de la myotonie

Sobczak et al., 2013

Tableau 4 : Stratégies ciblant I’ARN contenant les longues répétitions CUG.
AON: Oligonucléotide antisens; MOE : 2’-O-méthoxyéthyle, PS : phosphorothioate ; LNA:

Locked Nucleic Acid; hACTAL: transgene de 1’actine humaine comportant 250 répétitions
CTG dans la région 3°UTR, chez la souris HSA™®,
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e Eliminer sélectivement les ARNs contenant les expansions de répétitions CUG ou CCUG
et conservant I’expression de ’allele de DMPK contenant un nombre normal de répétitions
CTG. Plusieurs stratégies ont été développées (tableau 4) :

- Ainsi, I’équipe du Dr Furling a développé un ARN complémentaire aux répétitions
CUG inséré dans un snARN U7 artificiel. L’expression de cet ARN hU7-(CAG)15x dans des
cultures primaires de cellules musculaires de patients DM 1 conduit a la dégradation de ’allele
DMPK contenant les longues répétitions CUG, et ceci sans modifier I’expression de 1’all¢le
non muté (Francgois et al., 2011).

- De méme, I’équipe de Rick Wansink a montré qu’un oligonucléotide (CAG)7X
modifié¢ par des groupements 2’-O-méthyl-phosphorathioate diminue de 50% les transcrits
DMPK mutés dans des modeles cellulaires de la DMI1. De plus, I’injection de cet
oligonucléotide dans le muscle de souris HSA™ diminue la quantité de transcrits mutés et
améliore I’épissage, prouvant le potentiel thérapeutique de cette approche (Mulders et al.,
2009). Cependant, les mécanismes moléculaires entrainant la diminution du transcrit muté
restent encore mal compris.

- Toujours en 2009, I’équipe de Charles Thornton a mis au point un oligonucléotide
CAG25 de type morpholino qui inhibe la fixation de MBNLI1 aux agrégats d’ARN CUG dans
le modéle murin HSA™ (Wheeler ef al., 2009). Toutefois, I’incorporation de cette molécule
nécessite une injection intramusculaire suivie d’une électroporation in vivo du muscle de
souris. C’est pourquoi, de nombreuses équipes travaillent sur des modifications chimiques de
ces oligonucléotides pour obtenir une meilleure pénétration tissulaire.

- Ainsi, en 2012, I’équipe de Charles Thornton a généré des oligonucléotides antisens
dirigés contre les régions codantes et 3’UTR du géne hACTA1 (des souris HSA™) flanquant
les répétitions CUG. Ces oligonucléotides antisens sont modifiés par des groupements 2’-O-
méthoxyéthyle a ses extrémités, mais conservant une partie centrale non modifiée. Ce type
d’oligonucléotide (gapmere) permet une dégradation des ARN cibles par la RNAse H. Cet
oligonucléotide, injecté par voie sous-cutanée, dégrade I’ARN muté contenant les longues
répétitions CUG, rétablit un épissage normal et guérit la myotonie dans un modele murin
(HSA™) de la DM1 (Wheeler et al., 2012).

- De méme, 1’équipe de Thomas Cooper a utilis¢ des oligonucléotides antisens CAG
contenant a la fois des modifications phosphorothioates et LNA (« Locked Nucleic Acid ») ou
2’0-méthoxyéthyle qui induisent une dégradation de I’ARN toxique de facon RNAse H
dépendante dans des modeles souris (EpA960/HSA-Cre) (Lee et al., 2012).
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Modeles d'études

Résultats

Références

Morpholino CAG25

Injection intramusculaire
suivie d'électroporation des souris HSA™

Diminution des foci nucléaires
Libération de MBNL1
Correction des épissages
Correction de la myotonie

Wheeler et al., 2009

Diminution des foci

Pentamidine Cellules HeLa et souris HSA'™® Diminution de la liaison de MBNL1 Warf et al., 2009
Correction partielle des épissages
Lee et al., 2009a et 2009b
Molécules Pushechnikov et al., 2009

dérivés de kanamycine, néamines
liés par des liaisons peptidiques

Myoblastes C2C12 et souris HSA'R

Diminution de la liaison de MBNL1/(C)CUG

Gareiss et al., 2008
Childs-Disney et al., 2012
Haghighat Jahromi et al., 2013

D amino-acide hexapeptide

Drosophile et souris HSA'R

Diminution des foci nucléaires
Libération de MBNL1
Correction des épissages

Garcia-Lopez et al., 2011

Tableau 5 : Stratégies visant a libérer MBNL1 des expansions CUG.
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- Enfin, d’autres oligonucléotides antisens du transcrit DMPK et portant différentes
modifications chimiques (PS et 2°-O-methyl ou morpholino phororodiamidate) ont été testés
et diminuent la quantit¢ d’ARNm DMPK muté indépendamment de 1’action de la RNAse H
dans des cellules DM1 en culture (Gonzalez-Barriga et al., 2013).

2.3.2. Stabiliser I’expansion de CTG par un oligonucléotide antisens CAG

L’instabilité des répétitions CTG dans le gene DMPK des patients atteints de DM1 est
un éveénement caractéristique dont les mécanismes moléculaires sont encore mal connus.
Plusieurs études proposent que I’instabilité de ces répétitions pourrait étre lice a la
transcription bidirectionnelle et a la formation de « R loop » (Lin ef al., 2010 ; Nakamori et
al., 2011 ; Reddy et al., 2011). Afin de stabiliser ces expansions et ainsi éviter 1’aggravation
de la maladie, Nakamori et ses collaborateurs ont utilisé¢ un oligonucléotide antisens (CAG)6x
modifié par des phosphorothioates et LNA (« Locked Nucleic Acid ») augmentant la
spécificit¢ de I’hybridation pour les répétitions CTG et la résistance aux nucléases. La
transfection et I’injection intramusculaire suivi d’électroporation in vivo de ces molécules
supprime ’instabilité des répétitions CTG dans des cellules humaines et un modele murin de

DM (DMSXL) (Nakamori et al., 2011).

2.3.3. Rétablir la concentration normale des protéines MBNL1 et CUGBP1

Une approche thérapeutique pourrait consister a libérer MBNL1 des longues
répétitions CUG/CCUG afin de rendre MBNLI1 a nouveau disponible dans la cellule (tableau
5). Cette approche a été validée en 2006 par la surexpression de MBNLI, via des virus de
type AAV, dans des muscles de souris exprimant 250 répétitions CUG (HSA™®). Cette
surexpression de MBNLI1 rétablit un épissage alternatif normal et diminue la myotonie,
démontrant ainsi que MBNLI1 constitue une « cible » thérapeutique (Kanadia et al., 2006).
Puis, en 2009, par un criblage de petites molécules, I’équipe de Andrew Berglund a montré
que la pentamidine est capable de libérer et empécher la liaison de MBNLI1 aux répétitions
CUG dans des cellules en culture et dans un modéle murin mimant la DM (HSA™) (Gareiss
et al., 2008 ; Warf et al., 2009b). De méme, 1’étude structurale et biochimique de I’interaction
entre MBNLI et les répétitions CUG/CCUG a permis de mettre au point des molécules liant
spécifiquement les répétitions CUG et CCUG. En effet, des molécules constituées d’un

squelette peptoide qui affiche de multiples copies de bis-benzimidazole montrent une forte
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affinité pour les répétitions CUG et diminuent les défauts associés a la DM1 dans des modéles
de culture cellulaire (Lee et al., 2009a). De méme, un hexapeptide de type D-amino acide
diminue la séquestration de MBNLI1 et rétablit un phénotype normal dans des modeles
drosophile de la DM1 (Garcia-Lopez et al., 2011). Depuis, plusieurs molécules qui diminuent
la liaison de MBNLI1 aux répétitions CUG et rétablissent un épissage normal en culture
cellulaire ont été identifiées (Gareiss et al., 2008 ; Lee et al., 2009b ; Pushechnikov et al.,
2009 ; Childs-Disney et al., 2012a ; Childs-Disney et al., 2012b ; Childs-Disney et al., 2013 ;
Haghighat et al., 2013). Ces molécules sont particulierement prometteuses mais leur toxicité,
leur disponibilité, leur spécificité et leur efficacit¢ dans des modeles animaux de la DM
restent a définir.

On peut aussi citer plusieurs études ne visant pas spécifiquement MBNLI1, mais
recherchant des molécules qui peuvent rétablir un épissage normal dans des modeles
cellulaires ou murins de la DM (O’Leary et al., 2010 ; Oana et al., 2013). Toutefois, ces
approches ne visent qu’un nombre limité d’épissages alternatifs selon des mécanismes encore

mal identifiés.

Enfin, la protéine CUGBPI1 étant augmentée et hyperphosphorylée par la PKC dans
des modeles de la DM, une étude a montré que ’inhibition de la PKC dans un modéle murin
(EpA960/MCM-Cre) de la DM1 améliore le phénotype cardiaque de ces souris (Wang ef al.,
2009).
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CHAPITRE 11 :

La maturation des miARNSs et des ARNs messagers

1. Les miARN:S : petits par leur taille, grands par leurs fonctions

C’est en 1993 que I’équipe de Victor Ambros a identifié¢ chez C.elegans un petit ARN
non codant, lin-4, qui a conduit a la découverte d’'une nouvelle famille d’ARNs, les micro-
ARNs (miARNs). Ces ARNSs sont capables d’inhiber 1’expression d’un géne de maniére post-
transcriptionnelle en se fixant a leurs ARNm cibles. Ainsi, lin-4 régule I’expression et la
stabilit¢ de ’ARNm /in-14 en se fixant a sa région 3’'UTR (Lee et al., 1993 ; Wightman et al.,
1993). Depuis, il a été¢ démontré que lin-4 régulait aussi négativement /in-28, un gene
impliqué dans le passage du stade L1 au stade L2 lors du développement larvaire du nématode
C.elegans (Moss et al., 1997). Puis en 2000, toujours chez le nématode, un second miARN,
let-7, conservé dans la plupart des espéces a été identifié (Pasquinelli ef al., 2000 ; Reinhart et
al., 2000). Ces travaux fondateurs ont conduit a une série d’études démontrant que lin-4 et let-
7 appartiennent a une famille plus large d’ARNSs, les miARNs, qui sont hautement conservés
et possedent un réle physiologique crucial dans la régulation de 1’expression génique (Lagos-

Quintana et al., 2001; Lau et al., 2001; Lee and Ambros, 2001).

1.1. Les fonctions des miARNs

Les miARNSs sont de petits ARNs non codants d’environ 22 nucléotides présents dans
la plupart des cellules eucaryotes. Ainsi, le génome humain compte plus de 1000 miARNs
dont I’expression varie selon le type cellulaire et le stade de développement. Les miARNs
sont capables de lier des séquences complémentaires situées dans la région 3’UTR de leurs
genes cibles entrainant la régulation de I’expression d’environ 60% des génes humains (Lim
et al., 2003 ; Bartel et al., 2004 ; Bentwich et al., 2005 ; Bartel et al., 2009 ; Friedman et al.,
2009).
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1.1.1. Le complexe miRISC

Afin de réguler les genes cibles, les miARNSs sont incorporés a un complexe protéique
appelé RISC (« RNA Induced Silencing Complex », Hammond et al., 2001 ; Martinez et al.,
2002). Ce complexe miRISC est composé d’un miARN, d’une protéine de type Argonaute
(AGO) et d’une protéine GWI182 (TNRC6) (Eulalio et al., 2008a; Chekulaecva and
Filipowicz, 2009).

Les protéines AGO contiennent trois domaines : un domaine PAZ a I’extrémité N-
terminale, un domaine MID et un domaine PIWI. Les domaines PAZ et MID lient les
extrémités 3’ et 5° du miARN, tandis que le domaine PIWI d’AGO2 porte une activité
endoribonucléase (Liu et al., 2004 ; Meister et al., 2005 ; Peters and Meister, 2007 ; Azuma-
Mukai et al., 2008 ; Landthaler et al., 2008 ; Wu et al., 2008 ; Jinek and Doudna, 2009). Chez
les mammiferes, quatre protéines AGO (AGO1 a AGO4) existent, et leurs expressions varient
selon le type cellulaire et le stade de développement. Les protéines AGO1, AGO3 et AGO4
ont une fonction dans la répression traductionnelle du géne cible tandis que la protéine AGO2
est la seule a posséder une activité enzymatique de type RNAse H-like (Liu et al., 2004).
Cette fonction d’endoribonucléase, qui ne peut étre complémentée par les autres protéines
AGO, confere donc a AGO2 un rdle essentiel dans la dégradation des ARNm ciblés par le
complexe miRISC.

Les protéines GW182 (TNRC6A, B et C) de 182 kDa contiennent des répétitions
glycine-tryptophane (GW) qui interagissent avec les protéines AGO, un domaine PAM2
d’interaction avec la PABP (« poly(A)-binding protein ») et un domaine CIM d’interaction
avec les complexes de déadénylation PAN2-PAN3 et CCR4-NOT. Cette famille de protéines
GW182 est requise pour 1’activité répressive du complexe miRISC (Eulalio et al., 2009). En
effet, la perte de GW182 change I’expression des ARNm de la méme fagcon qu’une déplétion
de la protéine AGO1 (Behm-Ansmant et al., 2006). De plus I’interaction de GW182 avec
AGOL est essentielle a la répression et a la diminution des ARNm par les miARNs (Liu et al.,
2005 ; Jakymiw et al., 2007 ; Eulalio et al., 2008b). Enfin, leurs interactions avec les
protéines PABP, PAN2-PAN3 et CCR4-NOT1, suggerent que ces protéines GW182 recrutent
les complexes de déadénylation conduisant a la dégradation de I’ARNm ciblé par le complexe
miRISC (Behm-Ansmant et al., 2006 ; Fabian et al., 2009 ; Braun et al., 2011 ; Huntzinger et
al.,2013).

Le détail de I’assemblage du miRISC n’est pas encore complétement établi mais

pourrait €tre couplé a I’étape de clivage par DICER et a la sélection du brin mature du
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Figure 13 : Inhibition de ’expression des génes par le complexe miRISC.

(adaptée de Fabian et al., 2012)

A. Inhibition de la traduction médiée par le miARN. Le complexe miRISC inhibe I’initiation
de la traduction (1) en empéchant I’assemblage de la liaison de la sous-unit¢ 60 S bloquant
ainsi la formation du complexe ribosomal 80 S ou (2) I’élongation de la traduction.

B. La dégradation de ’ARNm médiée par le miARN. Le complexe miRISC interagit avec les
complexes déadénylases CCR4-NOT et PAN2-PAN3 pour faciliter la déadénylation de la
queue poly(A). Aprés déadénylation, la coiffe en 5° est enlevée par le complexe DCP1-DCP2,
et la dégradation de ’ARNm s’effectue par la 5’-3’exonucléase XRN1.

40 'S, 60 S : deux sous-unités ribosomales ; eIF4E : facteur d’initiation de la traduction ; m’G :

coiffe ; (A), : queue poly-adénosine ; AUG : codon d’initiation de la traduction.
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miARN. En effet, des études chez la drosophile ont montré qu’une endoribonucléase C3PO
(« Component 3 Promoter of RISC ») composée de 6 sous-unités Translin et de 2 sous-unités
catalytiques Trax, faciliterait I’activation du RISC de maniére Mg®" dépendante en
supprimant le brin passager du duplex miARN (Liu et al., 2009).

Le complexe miRISC est capable de se lier a ’ARNm cible et, selon le degré
d’hybridation du miARN, conduit soit a I’inhibition de la traduction soit a la dégradation de
I’ARNm (Eulalio et al., 2008a ; Filipowicz et al., 2008 ; Chekulaeva and Filipowicz, 2009).
En effet, chez les animaux, I’hybridation partielle du miARN a son ARNm cible conduirait a
I’inhibition de la traduction tandis que I’hybridation parfaite conduit a la dégradation de

I’ARNm cible (Filipowicz et al., 2008 ; Bartel et al., 2009).

1.1.2. L’inhibition de la traduction

L’étude de I’action du miARN let-7 sur des génes rapporteurs montre que ce miARN
inhibe la traduction de la luciférase, sans altérer 1’expression de I’ARNm (Humphreys et al.,
2005 ; Jinek and Doudna, 2009). Depuis, de nombreuses études ont confirmé ces résultats et

ont précisé les étapes de la traduction pouvant tre inhibées :

e Inhibition de I’initiation de la traduction.

Des ¢études in vitro et in cellulo ont proposé que les miARNs empéchent la fonction et
le recrutement du facteur de traduction eIF4E sur la coiffe de ’ARNm, ce qui conduit a la
répression de I’initiation de la traduction. Dans ce modele AGO2 lierait directement la coiffe,
bloquant ainsi 1’acces de celle-ci au facteur elF4E (Kiriakidou et al., 2007 ; Eulalio et al.,
2008b ; Zdanowicz et al., 2009). Toutefois, ce modele a été rapidement remis en question puis
invalidé (Kinch ef al., 2009). Un second modele a alors émergé dans lequel AGO2
interférerait avec la formation du complexe ribosomal 80 S, ceci en interagissant avec le
facteur d’initiation elF6 associ¢ a la sous-unit¢ 60 S du ribosome (Ceci et al., 2003 ;

Thermann et al., 2007 ; Chendrimada et al., 2007) (figure 13A).

e Inhibition de 1’¢longation de la traduction.

L’analyse de la sédimentation de polysomes a montré que le complexe miRISC est
associ¢ aux polysomes suggérant qu’il pourrait également inhiber 1’¢longation de la traduction
(Kim et al., 2004 ; Nelson et al., 2004 ; Nottrott et al., 2006 ; Maroney et al., 2006 ;
Vasudevan et al., 2008 ; Ding et al., 2009 ; Gu et al., 2009).
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Cependant, les travaux de Thermann et Hentze ont invalidé ce modele en montrant que
le complexe miRISC serait retrouvé dans des structures artéfactuelles appelées pseudo-

polysomes (Thermann and Hentze, 2007).

1.1.3. La dégradation de PARNm

Il est maintenant clairement établi que les miARNS initient la dégradation des ARNm
par le raccourcissement de la queue poly(A) grace a deux complexes de déadénylation :
PAN2-PAN3 et CAF1-CCR4-NOT (figure 13B) (Meyer et al., 2004 ; Yamashita et al., 2005 ;
Chen et al., 2009). En effet, une diminution de AGO2 bloque la déadénylation et la
dégradation de I’ARNm. De plus, les proté¢ines GW 182 recrutent le complexe CCR4-NOTT et
peuvent interagir et recruter PAN3, conduisant ainsi a la déadénylation de I’ARNm (Behm-
Ansmant et al., 2006 ; Fabian et al., 2009 ; Kuzuoglu-Oztiirk et al., 2012). Les protéines
GWI182 recrutent également les enzymes de clivage de la coiffe DCP1 et DCP2, ce qui
entraine la dégradation de ’ARNm de 5’ en 3’ par I’exonucléase cytoplasmique XRN1
(Coller and Parker, 2004 ; Liu et al., 2005 ; Behm-Ansmant et al., 2006).

Enfin, un modele propose que I’inhibition de la traduction et la dégradation des
ARNm soient couplées. En effet, en se liant a la protéine PABP, la protéine GW182 empéche
celle-ci d’interagir avec le facteur d’initiation de la traduction elF4G et donc diminue
I’initiation de la traduction, simultanément, la protéine GW182 recrute les exonucléases

CCR4-NOT1, ce qui conduit a la dégradation de I’ARNm (Zekri et al., 2013).

1.1.4. L’activation de la traduction

Les miARNSs sont connus pour se lier a la région 3’UTR de leurs ARNm cibles. De
facon plus rare, ils sont aussi capables de reconnaitre des séquences dans la région 5’UTR
induisant une activation de la traduction (Kloosterman et al., 2004 ; Easow et al., 2007 ;
Henke et al., 2008 ; Orom et al., 2008 ; Gu et al., 2009 ; Rigoutsos, 2009). Enfin, un méme
miARN peut jouer le role d’activateur de la traduction en se liant en 5’UTR ou de répresseur
de la traduction en se liant en 3’UTR de ses ARNm cibles (Bhattacharyya et al., 2006 ;
Jopling et al., 2008 ; Kim et al., 2009).
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Figure 14 : Biogenése des miARNs.

Le transcrit primaire, pri-miARN, est généré par I’ARN polymérase II. Il est ensuite clivé par
le complexe DROSHA-DGCRS générant le pré-miARN. Dans le cas des mirtrons, le pré-
miARN correspondant a un intron est produit par la machinerie d’épissage. Le pré-miARN est
ensuite pris en charge par ’Exportine 5 et exporté dans le cytoplasme ou il est clivé par
DICER associ¢ a TRBP, ce qui génére un duplex miARN/ARN passager. Enfin, le miARN

est incorporé dans le complexe RISC formant ainsi le miRISC.



Introduction : Chapitre Il

1.2. La biogenese des miARNs

Les miARNs matures sont le produit de deux étapes de clivage successives ayant lieu
dans le noyau puis dans le cytoplasme. Ainsi, un transcrit primaire de plusieurs centaines ou
milliers de nucléotides (pri-miARN) est produit par I’ARN polymérase de type II, puis clivé
dans le noyau par le complexe DROSHA-DGCRS8 donnant un miARN précurseur (pré-
miARN) d’environ 60 a 80 nucléotides. Ce dernier est exporté dans le cytoplasme puis clivé
par DICER générant un miARN mature d’environ 20 nucléotides, et enfin incorporé dans le

complexe miRISC (figure 14).

1.2.1. La localisation génique et la transcription

On distingue deux types de miARNs: les miARNs intergéniques qui sont transcrits a
partir de leur propre promoteur et les miARNs intragéniques qui sont situés a 1’intérieur d’un
gene hote, et dont I’expression dépend donc du promoteur de ce géne hote (Lagos-Quintana et
al., 2001 ; Lee et Ambros, 2001 ; Lee et al., 2004). Ainsi, chez les mammiféres, 70% des
miARNSs sont intragéniques, généralement issus d’une région intronique ou non codante d’un
gene hote (Rodriguez et al., 2004 ; Baskerville and Bartel, 2005). De plus, de nombreux
miARNS sont transcrits a partir d’un méme promoteur : ils sont dits polycistroniques (Lagos-
Quintana et al., 2001 ; Lee et al., 2002b).

Les miARNSs intergéniques sont transcrits sous forme d’un long précurseur coiffé en 5’
et polyadénylé en 3’°, indiquant ainsi qu’ils sont transcrits par I’ARN polymérase de type II
(Aukerman and Sakai, 2003). Il est a noter qu’une étude suggérant que les miARNs du locus
C19 soient transcrits par I’ARN polymérase de type III (Borchert et al., 2006) a été invalidée
(Bortolin-Cavaillé et al., 2009). Ainsi, il apparait que I’ARN polymérase II transcrit la

plupart, sinon tous les miARNSs, sous forme d’un long transcrit primaire le pri-miARN.

1.2.2. Le clivage par le complexe DROSHA-DGCRS

Le pri-miARN est clivé en un précurseur, le pré-miARN, ayant une structure en
épingle a cheveux d’environ 70 nucléotides. Le clivage est effectué par un complexe nommé

« microprocesseur » composé de deux protéines : DROSHA, une enzyme RNAse de type III,
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et une protéine liant I’ARN double brin : DGCRS8 (DiGeorge Syndrome Critical Region 8§ ;
Pasha chez la drosophile) (Lee et al., 2003 ; Shiohama et al., 2003).

DGCRS contient deux domaines de liaison a I’ARN double brin (dsRBD) lui
permettant de reconnaitre la jonction entre la région simple brin du pri-miARN et la structure
« tige-boucle » du futur pré-miARN. DROSHA, qui appartient a la classe II de la famille des
RNAses I1I, est caractérisée par deux domaines RNAse III et un domaine de liaison a I’ARN
double brin (dsRBD) inactif (Han et al., 2006). Le domaine RNAse III dans la région C-
terminale de DROSHA clive le brin 5’ du pri-miARN, tandis que le second domaine RNAse
III clive le brin 3’ du pri-miARN a environ 11 paires de bases de la jonction entre la région
simple brin du pri-miARN et la structure « tige-boucle » du pré-miARN (Han et al., 2004 ;
Han ef al., 2006). Ainsi ce clivage génére un pré-miARN sous forme d’une tige boucle
d’environ 70 nucléotides qui contient un groupe phosphate en 5°, deux nucléotides sortants et
un groupement hydroxyle en 3°.

Enfin, il est a noter que de rares miARNs, nommés mirtrons, sont générés a partir de la
machinerie d’épissage de fagon indépendante du complexe DROSHA-DGCRS. La réaction

d’épissage libere alors un court intron qui constitue un pré-miARN (Berezikov et al., 2007).

1.2.3. L’export du pré-miARN

Le pré-miARN est exporté du noyau vers le cytoplasme grace a I’Exportine-5 (Exp5),
une protéine de la famille des karyophérines (Yi et al., 2003 ; Bohnsack et al., 2004 ;
Gwizdek et al., 2004). La liaison de I’exportine 5 au pré-miARN dépend d’un cofacteur
appelé RAN-GTP. La quantit¢ de GTP étant plus ¢élevée dans le noyau que dans le
cytoplasme, 1’exportine 5 lie le pré-miARN dans le noyau et le libére dans le cytoplasme
(figure 14) (Lee et al., 2003 ; Yi et al., 2003)

Enfin, les pré-miARNs sont exportés de fagon indépendante de leurs séquences. En
effet, le complexe RAN-GTP-exportine 5 se lie 2 un ARN double brin dont I’extrémité 3’
contient deux nucléotides sortants, une structure typique du clivage par DROSHA (miARN)
ou par le spliceosome (mirtrons) (Bohnsack et al., 2004 ; Zeng and Cullen , 2004).

Il est a noter que I’Exportine 5 intervient aussi dans I’export de I’ARNm DICER,

toutefois par un mécanisme encore mal compris (Bennasser et al., 2011).
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1.2.4. Le clivage par DICER

Suite a son export dans le cytoplasme, le pré-miARN est reconnu et clivé par DICER,
une RNAse de type III cytoplasmique. Conservée dans tous les organismes eucaryotes,
DICER intervient dans le clivage des pré-miARNs et dans la génération des siARNs a partir
d’ARN double brin cytoplasmique. Cette protéine d’environ 250 kDa, contient un domaine
DEXH-box hélicase, un domaine DUF283, un domaine PAZ, deux domaines RNAse de type
III (RIIIa et RIIIb) et un domaine de liaison a I’ARN double brin (dsRBD). Le domaine PAZ
reconnait I’extrémité 5’-phosphate ainsi que les deux nucléotides sortants de I’extrémité 3’ du
pré-miARN (Lingel et al., 2003 ; Song et al., 2003 ; Park et al., 2011). Le domaine hélicase
reconnait les mésappariements ainsi que la boucle terminale du pré-miARN (Tsutsumi et al.,
2011 ; Gu et al., 2012). Enfin, les deux domaines RNAse III de DICER clivent le pré-miARN
a une distance d’environ 22 nucléotides de I’extrémité 3°, générant ainsi un duplex ARNs de
22 nucléotides ayant deux nucléotides sortants en 3’-OH (Bernstein et al., 2001 ; Ketting et
al., 2001). La faible stabilité¢ thermodynamique de ce duplex d’ARNs permet de sélectionner
le brin guide, qui donnera le miARN mature incorporé dans le complexe miRISC, du brin
passager, qui sera dégradé (Khvorova ef al., 2003 ; Schwarz et al., 2003 ; Krol et al., 2004).
Toutefois, certains duplex d’ARNs donnent naissance a deux miARNs matures, miR-5p et
miR-3p, qui peuvent étre actifs et cibler des ARNm différents (Okamura ef al., 2008). Enfin et
bien que in vitro, DICER puisse agir seule, on le retrouve in cellulo en complexe soit avec la
protéine PACT, soit avec la protéine TRBP. Ces protéines stabilisent DICER et facilitent la
production du miRISC contenant le miARN mature associé¢ aux protéines AGO et GW182
(Chendrimada et al., 2005 ; Lee et al., 2006 ; Kok et al., 2007 ; Melo et al., 2009).

Notons qu’une diminution de DICER est associée a certains cancers et a des cas de
dégénérescence maculaire lice a D’age (Merritt et al, 2008). De méme, la Iétalité
embryonnaire provoquée par 1’invalidation de ce geéne chez la souris prouve 1’importance de

DICER au cours du développement (Bernstein ef al., 2003).

1.2.5. Stabilité des miARNs matures

Les mécanismes de dégradation et de stabilisation des miARNs matures sont encore
peu connus. En effet, si il est clair que les protéines Argonautes stabilisent les miARNs
(Diederichs and Haber, 2007 ; Pasquinelli et al., 2012), et que les exonucléases 3°-5°, XRN2

et SDN, dégradent les miARNSs respectivement chez C.elegans et les plantes (Ramachandran
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Figure 15 : Régulations de la maturation des miARNs.

Les régulateurs positifs (activateurs) et négatifs (inhibiteurs) de la maturation des miARNs
sont respectivement en vert et en rose. La phosphorylation de KSRP est indiquée en jaune.

Au niveau de I’étape effectuée par DROSHA-DGCRS, les protéines p53, p68, p72, SMAD,
ASF/SF2, hnRNP Al, TDP-43 et KSRP phophorylée activent ou inhibent la maturation
spécifique de miARNs. Lin28B inhibe la maturation des pri-let-7.

Au niveau de I’étape effectuée par Dicer, KSRP, TDP-43 et LIN28A activent ou inhibent la

maturation de pré-miARNSs spécifiques.
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and Chen, 2008 ; Chatterjee and Grosshans 2009), les mécanismes conduisant a une
stabilisation ou une dégradation spécifique de certains miARNs ont été peu étudiés. Une des
rares études a ce sujet montre que le miR-122 est stabilisé¢ spécifiquement dans les cellules de
foie par une mono-adénylation due a la poly(A)-polymérase GLD2 (TUTase 2) (Katoh et al.,
2009 ; Burns et al., 2011). Plus récemment, il a ét¢ montré que GLD2 est capable de mono-
adényler une population de miARNs spécifiques, et ceci en fonction de leur séquence 3’

(D’ Ambrogio et al., 2012).

1.3. La régulation de la biogenése des miARNs

Comme la maturation des ARNm, la biogen¢se des miARNs est régulée de fagon
spatio-temporelle par de nombreuses protéines. Cette régulation permet 1’expression

spécifique d’un miARN dans un type cellulaire donné a un moment défini du développement.

1.3.1. Les protéines régulant la biogenese des miARNs

Le premier niveau de régulation de I’expression des miARNSs est leur transcription. En
effet, I’expression de nombreux facteurs de transcription est spécifique d’un tissu ou d’un
stade du développement (Rosenberg et al., 2006 ; Barroso-Del Jésus et al., 2008). De méme,
les régulations épigénétiques affectent aussi ’expression des miARNs (Lujambio et al.,
2008). De plus, le clivage par le complexe DROSHA-DGCRS serait co-transcriptionnel et lié
a la coiffe présente en 5’ du pri-miARN (Pawlicki and Steitz, 2010).

La seconde étape régulée est celle du clivage par le complexe DROSHA-DGCRS. En
effet, des protéines sont capables de réguler positivement ou négativement cette étape en liant
directement DROSHA et/ou le pri-miARN (Krol et al., 2010). Ainsi, de nombreux facteurs
impliqués dans la maturation des ARNm interviennent aussi dans la maturation des miARNSs,
tel que hnRNP A1l qui active le clivage par DROSHA du pri-miR-18a, mais qui inhibe le
clivage du pri-let-7al (figure 15) (Guil et al., 2007 ; Michlewski et al., 2008 ; Michlewski et
al., 2010a). Au contraire, KSRP régule positivement le clivage du pri-let-7al par DROSHA
(Trabucchi et al., 2009 ; Michlewski et al., 2010b), sachant que 1’activité de KSRP est régulée
par sa phosphorylation par la kinase ATM (Zhang et al., 2011). De méme, ASF/SF2 est
capable de lier le pri-miR-7 et d’activer son clivage par DROSHA (Wu et al., 2010). Enfin,
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Figure 16 : LIN28 bloque sélectivement la biogenése des miARNs let-7.

(adaptée de Thornton et al., 2012)

A. LIN28A et LIN28B posseédent un domaine Cold Shock (CSD) et deux domaines doigts de
Zinc CCHC. NoLS : signal de localisation nucléolaire ; NLS : signal de localisation nucléaire.
B. Interactions entre LIN28 et let-7 (pri et pré-let-7). LIN28A lie la boucle terminale du pré-
let-7. Le domaine CSD (en bleu) interagit avec la boucle terminale, tandis que le domaine
CCHC (en vert) se dimérise autour du motif conservé GGAG plus proche du site de clivage
de Dicer.

C. En I’absence de LIN28, les membres de la famille let-7 sont maturés par la voie classique
de biogenése des miARNSs. Dans le cytoplasme, I’expression de LIN28A (jaune) bloque le
clivage par Dicer a travers une interaction entre la boucle terminale du pré-let-7 et le
recrutement de ZCCHC11 (TUT-4) qui uridyle le pré-let-7, le conduisant a sa dégradation.
LIN28B (rouge) lie le pri-let-7, bloquant I’activité du complexe DROSHA-DGCRS, par un
mécanisme indépendant de TUT-4.

Polll : ARN polymérase II ; m7G : N-7-méthylguanine ; (A)n : queue poly-adénosine.

TRBP : TAR-RNA Binding Protein.
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les protéines SMAD, les hélicases p68/p72 et TDP-43 stimulent le clivage par DROSHA de
miARNSs spécifiques (Fukuda ef al., 2007 ; Davis et al., 2010 ; Kawahara et al., 2012).

La derniére étape connue pour étre régulée est celle du clivage par DICER. En effet,
KSRP en se liant a la boucle terminale riche en guanine du pré-let-7a stimulerait son clivage
par DICER (Trabucchi et al., 2009 ; Nicastro et al., 2012). KSRP favoriserait aussi le clivage
par DICER du pré-miR-155 en miR-155 (Bhattacharyya et al., 2013). De méme, TDP-43 se
lierait a la boucle terminale de certains pré-miARNs neuronaux afin de promouvoir leur
clivage par DICER (Kawahara et al., 2012).

Une partie de mon projet de thése a porté sur la régulation de la maturation d’un
miARN spécifique du coeur, miR-1, par une protéine de I’épissage alternatif MBNLI et la
protéine LIN28 qui était déja connue comme un régulateur de la maturation de miARN
spécifiques. C’est pourquoi la partie qui suit est plus particulierement consacrée a la protéine

LIN28.

1.3.2. LIN28 est un régulateur de la biogenése des miARNSs

Lin28 est une protéine de 28 kDa découverte chez C.elegans comme régulant les
¢tapes du développement du nématode (Moss et al., 1997). Chez I’homme, il existe deux
paralogues: LIN28A (qui est I’homologue de Lin28) et LIN28B (figure 16A). Lin28 est un
régulateur de la maturation des miARNs de la famille let-7. En effet, il a été observé que les
pri-let-7 sont fortement exprimés dans les cellules souches embryonnaires, bien que les
miARNs let-7 matures ne soient pas présents, suggerant qu’un mécanisme inhibe la
maturation des pri-let-7 en let-7 matures (Rybak et al., 2008). L’équipe de Narry Kim a alors
montré que les protéines LIN28A et LIN28B sont capables de lier spécifiquement la boucle
des pré-let-7 in vitro (figure 16B), et de recruter la terminal-uridyl-transferase TUT-4
(ZCCHC11/PUP-2) qui poly-uridyle I’extrémité 3’ des pré-let-7, ce qui bloque ainsi le clivage
par DICER (figure 16C) (Heo et al., 2008 ; Heo et al., 2009 ; Lehrbach ef al., 2009). En effet,
I’uridylation des pré-let-7 en 3’ empéche leur reconnaissance par DICER et conduit a leur
dégradation par un mécanisme encore inconnu (Heo ef al., 2008 ; Heo et al., 2009). Plus
récemment, il a été découvert que la TUT-7 (ZCCHC6) peut également étre recrutée et poly-
uridyler les pré-let-7 dans les cellules embryonnaires (Thornton ef al., 2012). En dépit de leur
grande homologie, LIN28A et LIN28B régulent les miARNs let-7 par des mécanismes
distincts. En effet, LIN28A, qui est majoritairement cytoplasmique, bloque le clivage par

DICER en recrutant TUT-4 qui uridyle les pré-let-7 tandis que LIN28B, qui est nucléaire,
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bloque le clivage des pri-let-7 en pré-let-7 effectu¢ par DROSHA (figure 16C) (Piskounova et
al.,2011).

Cette inhibition, spécifique aux membres de la famille de miARNSs let-7, est conservée
du nématode a ’homme et d’autres travaux suggérent que les protéines LIN28 sont des
acteurs importants du maintien de la pluripotence des cellules ES, du développement et de
I’oncogenese (Viswanathan et al., 2008 ; Jones et al., 2009). En effet, il a été observé que
I’expression des protéines LIN28 diminue au cours de la différenciation des cellules ES tandis
que I’expression des miARNs matures de la famille let-7 augmente. De plus, LIN28B fait
partie des quelques protéines dont la surexpression permet de reprogrammer des fibroblastes
en cellules iPS (Yu et al., 2007). Enfin, les miARNs de la famille let-7 régulent les oncogenes
MYC, RAS, cycline D1, HMGA2 et CDC25 (Roush and Slack, 2008 ; Li et al., 2012). C’est
pourquoi les miARNs let-7 sont considérés comme des suppresseurs de tumeurs. Ainsi, en
inhibant 1’expression des miARNs matures let-7, LIN28 agit comme un oncogene (Rybak,
2008 ; Zhou et al., 2013). De plus, I’expression des protéines LIN28 est augmentée dans
certaines tumeurs, et la déplétion de LIN28 dans des cellules cancéreuses humaines conduit a
une diminution de la prolifération cellulaire (Chang et al., 2009 ; Lliopoulos et al., 2009 ;
Viswanathan et al., 2009). Enfin, une récente étude a montré que la surexpression de LIN28
dans des cellules souches hématopoiétiques murines adultes augmente leur capacité d’auto-

renouvellement (Copley et al., 2013).

1.3.3. L’édition des miARNSs

Certains miARNs peuvent étre édités ce qui consiste en une modification post-
transcriptionnelle d’une base nucléotidique de I’ARN, changeant ainsi la séquence de ’ARN
par rapport a la séquence de I’ADN. Ainsi, les protéines ADAR (« Adenosine Desaminases
Acting RNA ») modifient les adénosines (A) en inosines (I) au niveau de certains pri-
miARNs de fagon co- ou post-transcriptionnelle. Cette édition toucherait 16% des pri-
miARNs chez I’homme (Kawahara et al.,, 2008). L’inosine possede des propriétés
d’appariements similaires aux guanosines (G) ce qui peut donc influencer les clivages par
DROSHA et DICER ainsi que la capacit¢ du miARN mature a reconnaitre ses cibles
(Kawahara et al., 2008 ; Heale et al., 2009). En effet, 1’édition des pri-miR-142 et -151
réprime respectivement leur clivage par DROSHA et par DICER (Scadden et al., 2005 ;
Kawahara et al., 2007a). De plus, I’édition de miR-376 au niveau de sa région « seed »

conduit a la reconnaissance d’un nouveau groupe d’ARNm cibles, dont la phosphoribosyl
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pyrophosphate synthétase 1 impliquée dans la synthése d’acide urique (Kawahara et al.,
2007b). Enfin, il a ét¢ montré que le niveau d’édition des miR-376a, -376b, -376¢, -152-3p, -
379 et -381 augmente avec le développement du cerveau, suggérant un role de I’édition au

cours de la maturation de celui-ci (Ekdahl ef al., 2012).

Dans cette partie, j’ai détaillé la maturation des miARNSs ainsi que ses régulations. La
seconde partie de ce chapitre sera consacrée a la maturation et aux différents mécanismes de

régulation des ARNm.

2. Les ARNs messagers : un gene, plusieurs messages

Dans les cellules eucaryotes, les genes codant les protéines sont transcrits par I’ARN
polymérase II sous forme d’ARN pré-messager (pré-ARNm). Celui-ci subit des modifications
afin de donner naissance a des ARNm matures qui seront exportés vers le cytoplasme pour
étre traduits en protéines. Une de ces modifications est 1’épissage des séquences codantes (les
exons) conduisant a 1’¢limination des séquences non codantes (les introns).

En 1977, les travaux des équipes de Phillip Sharp, Pierre Chambon et Richard Roberts
montrent que I’ARN pré-messager issu de la transcription est composé de parties codantes qui
sont interrompues par des parties non codantes (Berget et al., 1977 ; Breathnach et al., 1977 ;
Chow et al., 1977). D’apres la définition de Walter Gilbert, les régions non codantes ont alors
¢té nommeées introns pour « intragenic regions » et les régions codantes épissées : exons
(Tonegawa et al., 1978). L’¢épissage des exons permet donc de conserver uniquement les
séquences donnant naissance a un ARNm mature qui sera exporté dans le cytoplasme et
traduit en protéine. Chez les mammiféres, les ARNs pré-messagers sont classiquement
composés de plusieurs exons, relativement courts qui sont interrompus par de longs introns.
Ainsi, chez ’homme, les ARNs pré-messagers sont en moyenne constitués de 8,8 exons de
moins de 200 nucléotides interrompus par 7,8 introns d’une taille moyenne de 5500
nucléotides (Sakharkar et al., 2004). Toutefois, ces chiffres ne constituent qu’une moyenne et
sont donc a relativiser. Ainsi, le géne de la Titine contient 312 exons tandis que le géne de
I’histone H1 n’en contient que deux. Par ailleurs, I’intron 7 de KCNIP4, codant une protéine
liant le calcium et intéragissant avec les canaux potassiques, mesure 1097903 nucléotides

alors que I’intron 3 de AQP2, codant le canal aquaporine 2, mesure 26 nucléotides.
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Figure 17 : Séquences consensus des sites d’épissage.

(adaptée de Patel and Steitz, 2003)

Les séquences consensus des sites 5’ et 3’ d’épissage des introns de classe majeure sont
indiquées dans la partie supérieure du schéma. La fréquence a laquelle les nucléotides sont
présents a chacune des positions est représentée par la taille des nucléotides. L’adénosine du
site de branchement est indiquée en rouge et encadrée dans la partie supérieure; (Y)n

représente la séquence riche en pyrimidines.
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Figure 18 :Les deux étapes de transestérification de la réaction d’épissage.

(adaptée de Patel and Steitz, 2003)

Les deux étapes de transestérification sont indiquées par les deux fleches horizontales. Les
hydroxyles (OH) réalisant les attaques nucléophiles sont indiqués en rouge. 5’SS: site 5’

donneur d’épissage ; 3°SS : site 3” accepteur d’épissage.
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2.1. L’épissage constitutif

Afin de générer un ARN mature, les exons doivent étre identifiés et assemblés les uns
a la suite des autres de facon précise et efficace. Ce mécanisme, appelé épissage constitutif,
constitue donc une étape clé dans le controle de I’expression génique car elle détermine la

nature de la phase codante du transcrit mature (Black, 2003).

2.1.1. Séquences nécessaires a I’identification des exons et des introns

L’épissage nécessite une reconnaissance précise des exons et des introns, qui dépend
majoritairement de la séquence des sites 5 et 3° d’€épissage, mais aussi de la taille des introns
et des exons (Fox-Walsh et al., 2005). Ainsi, lorsque la taille de I’intron est supérieure a 250
nucléotides, le spliceosome commence a s’assembler autour de 1’exon, et on parle alors de
définition de I’exon (Berget et al., 1995).

Les introns et les exons sont limités par de courts éléments de séquences conservés et
indispensables au recrutement de la machinerie d’épissage (figure 17).

e A DPextrémité 5° de D’intron, la séquence consensus AG/GURAGU (ou « R » définie
un nucléotide A ou G et «/» représente la jonction exon/intron) constitue le site
donneur d’épissage (site 57).

o A lextrémité 3’ des introns se trouvent trois éléments de séquence : le site de
branchement (A), une séquence riche en pyrimidines (Yn) et le site accepteur (ou site
3’), qui est situé a la jonction de I’intron et de I’exon. Le site 3° d’épissage présente
une séquence conservée de type YAG/G (Y définie une pyrimidine, soit les
nucléotides U ou C). La séquence riche en pyrimidines est composée d’un
enchainement de 10 a 30 bases. Elle est limitée en amont par le site de branchement,
situé¢ 18 a 40 nucléotides du site 3” d’épissage. Ce site est caractéris¢ par une séquence
consensus trés dégénérée de type YNYURAC, renfermant une adénosine
indispensable a la réaction de branchement (Patel and Steitz, 2003).

Il est a noter qu’il existe deux classes d’introns : les introns majoritaires délimités par
les di-nucléotides GT/AG qui sont éliminés par la machinerie d’épissage majeure dépendante
de la snRNP U2 ; et des introns beaucoup plus rares, qui sont délimités par les di-nucléotides
AU/AC et qui sont éliminés par la machinerie d’épissage mineure dépendante de la snRNP

U12 (Patel and Steitz, 2003).
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2.1.2. Mécanisme général de la réaction d’épissage

La réaction d’épissage est caractérisée par deux réactions de transestérification (figure
18) (Wahl et al., 2009). La premiére réaction est une attaque nucléophile, par I’hydroxyle en
2’ du résidu adénosine du point de branchement, du phosphate du premier nucléotide de
I’intron. Cette réaction libére 1’exon amont et permet la formation d’une liaison
phosphodiester entre le premier nucléotide de 1’intron (la guanosine du site 5°) et I’adénosine
du site de branchement résultant en un intermédiaire d’épissage formé de 1’intron en lasso lié
a ’exon aval. La seconde réaction est une attaque nucléophile, par I’hydroxyle situé en 3’ de
I’exon amont libre, du phosphate situé a la jonction intron/exon aval de la structure en lasso,
conduisant ainsi a la libération de I’intron sous forme de « lasso » et la liaison des deux exons.
L’intron en lasso est ouvert par une réaction enzymatique de débranchement pour étre ensuite
hydrolysé et dégradé.

Ces deux étapes de transestérification sont catalysées par une macrostructure, la
machinerie d’épissage, aussi nommée « spliceosome ». Cette machinerie est un complexe
composé¢ de cinq particules ribonucléoprotéiques appelées snRNP U (pour « Uridine rich
small nuclear RiboNucleoprotein Particle ») et de plus d’une centaine de protéines. Il est a
noter que les snRNP U1, U2, U4/U6, et U5 constituent le « spliceosome » principal, qui est
responsable de I’élimination des introns de classe GU/AG. Au contraire, les snRNP U11, U12
et Udatac/Ubatac et U5 constituent le « spliceosome » mineur qui élimine les rares introns de
type AU/AC. Chaque snRNP U est composée d’'un ARN de petite taille nommé snARN Ul,
U2, U4, U5 ou U6, d’un ceeur de sept protéines Sm pour les snARN Ul, U2, U4, U5 et LSm
(Sm-Like) pour U6, ainsi que d’un nombre variable de protéines spécifiques (Branlant et al.,

1982).

2.1.3. Les différentes étapes d’assemblage de la machinerie d’épissage

L’assemblage de la machinerie d’épissage sur un pré-ARNm se déroule
séquentiellement selon une dynamique précise d’association et de dissociation des snRNP Ul
a U6 (figure 19). La formation du complexe d’épissage commence ainsi par 1’appariement
entre I'extrémité 5’ de ’ARN Ul a la séquence du site 5° d’épissage. Cette interaction ARN-
ARN est stabilisée par les protéines de la snRNP U1, mais aussi par des protéines auxiliaires,
dite protéines SR, car riches en sérines et arginines (Serine-aRginine) (Boukis et al., 2004 ;

Bourgeois et al., 2004).
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De facon concomitante, la protéine SF1 et le dimere formé des protéines U2AF65 et
U2AF35 (facteur auxiliaire de U2), s’associent respectivement au niveau du point de
branchement et de la séquence polypyrimidine (figure 19). La sous-unité de 65 kDa de U2AF
(U2AF65) reconnait la suite de pyrimidines tandis que la sous-unité de 35 kDa de U2AF
(U2AF35) interagit avec le di-nucléotide AG de I’extrémité 3’ de I’intron. L’ensemble de ces
interactions permet la reconnaissance des extrémités 5’ et 3’ de I’intron et génére le complexe
spliceosomal E.

Suite a la reconnaissance des sites 5” et 3’ d’épissage, la snRNP U2 s’engage dans un
appariement ARN-ARN entre les nucléotides centraux du petit ARN U2 et les nucléotides du
site de branchement. Cette interaction est stabilisée par les protéines de la snRNP U2 et par
les protéines U2AF65 et 35 (Valcarcel et al., 1996). L’association de la snRNP U2 sur le site
de branchement chasse la protéine SF1 et conduit a la formation du complexe A.

La tri-snRNP U4/U6.U5 préassemblée est alors recrutée, pour former le complexe B
inactif. Lors de la conversion du complexe B inactif en complexe B* actif, les snRNP Ul et
U4 sont déstabilisées et libérées et les snRNP U2 U6 et U5 sont remodelées griace a
I’intervention de plusieurs hélicases (figure 19). En effet, D’interaction entre le site 5’
d’¢épissage et le snARN Ul est rompue au profit d’une interaction entre le site 5° et le sSnARN
U6 ; I’interaction entre les snARN U4 et U6 est rompue au profit d’une interaction entre les
snARN U2 et U6et enfin la snRNP U5 se lie a extrémité 3’ de I’exon amont. Ces
changements conduisent a un positionnement de 1’adénosine du point de branchement a
proximité de I’extrémité 3’ de 1’exon amont (Wabhl ef al., 2009). Ce complexe B* catalyse la
premicre réaction de transestérification ce qui génere le complexe C. Des réarrangements des
snRNP U2 U6 et US se produisent, et notamment la snRNP U5 interagit avec I’extrémité 3’
de I’exon amont et I’extrémité 5° de ’exon aval afin de rapprocher les deux exons et
permettre la catalyse de la seconde transestérification. Enfin, le spliceosome se dissocie
libérant I’ARNm sous forme d’une mRNP (messenger RiboNucleoprotein Particle) et les

snRNP U2, U5 et U6 sont recyclées.

2.2. L’épissage alternatif

L’¢épissage alternatif correspond a la sélection de certaines séquences codantes selon le
type cellulaire, le stade de développement ou les signaux recus par la cellule. Cette régulation
de I’épissage conduit donc a 1’obtention de différents ARNm matures et permet donc

I’expression de différentes protéines a partir d’un seul ARN pré-messager. Ce mécanisme
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permet ainsi de générer des ARNm différents codant des protéines différentes a partir d’une
méme séquence génomique et accroit la capacité codante du génome (Graveley, 2001).
L’épissage alternatif permet aussi de moduler I’expression des geénes en fonction du type

cellulaire ou du stade de développement d’un organisme (Black, 2003).

2.2.1. Les différents types d’épissages alternatifs

On distingue plusieurs types d’épissage alternatif (figure 20) :

- Exons dits « cassette » : ’exon concerné est soit inclus soit exclu de ’ARNm ;

- Exons mutuellement exclusifs : les exons ne sont jamais inclus ensemble dans le méme
ARNm. Le choix d’un des couples de sites d’épissage 5’ et 3’ empéche I'utilisation de
I’autre couple et vice versa ;

- Sites 5’ d’épissage alternatif : plusieurs sites 5’ d’épissage sont utilisables pour un
méme exon et sont en compétition les uns avec les autres ;

- Sites 3° d’¢épissage alternatif : plusieurs sites 3’ d’épissage sont utilisables pour un
méme exon et sont donc en compétition les uns avec les autres ;

- Rétention d’introns : 1’absence d’épissage entre un site 5’ et 3° conduit a la rétention de
I’intron ;

- Promoteurs ou sites de polyadénylation alternatifs : 1’utilisation de promoteurs ou de
sites de polyadénylation différents détermine 1’identité des exons terminaux d’un

ARNm.

L’épissage alternatif est généralement un processus hautement régulé qui implique de
moduler la reconnaissance des sites d’épissage 5’ et 3°. L’efficacité de cette reconnaissance
dépend du degré de similitude des sites 5’ et 3* avec les séquences consensus, mais aussi de la
présence de séquences régulatrices introniques et exoniques, de la taille des exons et des
introns, de la présence de structures secondaires d’ARN, ainsi que du couplage avec la

transcription.

2.2.2. Les éléments régulateurs en cis

e La « force » des sites d’épissage.
Les sites d’épissage dits « forts » présentent des séquences fortement similaires aux

séquences consensus des sites 5’ et 3’ d’épissage et une séquence polypyrimidine riche en
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résidus uraciles entrainant une inclusion constitutive de ces exons. Au contraire, les sites
d’épissage alternatif possédent souvent des séquences dégénérées par rapport aux séquences
consensus, une séquence polypyrimidine entrecoupée de purine et/ou un site de branchement
non canonique (Coolidge et al., 1997). Ces caractéristiques entrainent une diminution de
I’interaction avec les snRNP du spliceosome et une augmentation de I’effet des éléments
régulateurs (Garg and Green, 2007). En effet, le recrutement du spliceosome peut étre facilité,
ou au contraire diminué, par des interactions ou des compétitions avec des protéines qui se
lient a des séquences spécifiques. Ces séquences, situées dans les exons ou dans les introns,
peuvent donc é&tre activatrices si elles recrutent des protéines stabilisant ou aidant le
recrutement des composants du spliceosome, on parle alors de séquences ESE (« Exonic
Splicing Enhancer ») ou ISE (« Intronic Splicing Enhancer »). Au contraire, I’assemblage de
la machinerie d’épissage peut étre inhibé par la présence de protéines se liant & des séquences
inhibitrices exoniques, ESS (« Exonic Splicing Silencer »), ou introniques ISS (« Intronic
Splicing Silencer »). Ces séquences sont reconnues par des protéines spécifiques: les protéines
SR sont ainsi majoritairement associées aux séquences activatrices, alors que les protéines

hnRNP sont souvent associées aux séquences inhibitrices (Chen and Manley, 2009).

e Lataille et la structure des exons et des introns.

La taille de I’exon ou de I’intron influence aussi I’épissage alternatif. Ainsi, I’épissage
d’un exon est favorisé¢ quand celui-ci mesure entre 50 et 300 nucléotides (Berget, 1995). Un
exon de moins de 50 nucléotides ou de plus de 300 nucléotides aura tendance a étre exclu et
nécessitera des séquences activatrices pour une reconnaissance correcte. Enfin, la structure
secondaire d’un pré-ARNm peut influencer 1’épissage alternatif. Ces structures permettent
soit d’exposer, ou au contraire de « masquer », des sites 5’ et 3 d’épissage ou des séquences
de régulation (Warf and Berglund, 2010). En effet, pour étre reconnus, les sites d’épissage 5’
et 3’ doivent étre accessibles sous forme de séquence simple brin. Pour exemple, le site
d’épissage 5’ de I’exon 10 de ’ARN MAPT est « dissimulé » dans une structure tige-boucle ;
I’ouverture de cette structure entraine une augmentation de 1’inclusion de cet exon (Varani et

al., 1999).

e Le couplage transcription-€pissage.
En 1997, une étude de 1’équipe d’Alberto Kornblihtt a montré que des modifications
du promoteur provoquent des changements dans le profil d’épissage alternatif de I’exon EDI
du pré-ARNm de la fibronectine (Cramer et al., 1997). Cette étude fondatrice a ainsi
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démontré I’existence d’un couplage entre la transcription et 1’épissage alternatif. Depuis,
plusieurs études ont montré que le domaine C-terminal (CTD) de la grande sous-unité de
I’ARN polymérase II joue un rdle dans ce couplage en agissant comme une plateforme pour le
recrutement des facteurs d’épissage tels que les snRNP U1, U5, les protéines SR, hnRNP A1l
et les facteurs de polyadénylation (Neugebauer, 2002 ; Pandya-Jones, 2011 ; David et al.,
2011). Enfin la vitesse d’¢longation de ’ARN polymérase II joue également un rdle dans
I’épissage alternatif. En effet, il apparait que dans le cas d’une combinaison d’un site
alternatif 3’ faible et d’un site alternatif 3’ fort, la rapide ¢longation de I’ARN polymérase 11
entraine 1’exclusion de 1’exon tandis que la faible ¢longation entraine 1’inclusion (de la Mata

etal.,2010).

2.2.3. Les éléments régulateurs en trans

2.2.3.1. Les protéines hnRNP

Dés leur transcription par ’ARN polymérase II, les ARNm interagissent avec un
groupe de protéines trés abondantes dans la cellule faisant la navette entre le noyau et le
cytoplasme : les membres de la famille des protéines hnRNP (heterogeneous
RiboNucleoprotein Particle). Ces protéines interviennent dans de nombreux processus
cellulaires tels que la transcription, 1’épissage, 1’export, la stabilité, la polyadénylation et la
traduction des ARNm. Elles sont classées par ordre alphabétique de A a U (figure 21). Les
protéines hnRNP possédent un ou plusieurs domaines de liaison a I’ARN de type RRM
(« RNA Recognition Motif ») ou KH (« hnRNP K Homology ») et un ou plusieurs domaines
riches en glycines ou prolines permettant des interactions protéine-protéine. Elles présentent
¢galement des séquences d’export et d’import de ces protéines a travers les pores nucléaires
(Pollard et al., 1996). Ces protéines peuvent subir des modifications post-traductionnelles
telles que la phosphorylation des résidus sérines et thréonines, la méthylation des résidus
arginines et la SUMOylation et acétylation (Martinez-Contreras et al., 2007). Ces
modifications affectent la localisation de ces protéines ainsi que leur capacité a se lier a leurs
ARN:Ss cibles.

Les roles de ces protéines sont multiples. Classiquement, elles étaient considérées
comme des facteurs impliqués dans la répression de 1’épissage, a I’opposé des protéines SR.
Ainsi, hnRNPAI peut se lier a des séquences inhibitrices d’épissage (ESS) dans I’exon 3 de
TAT et empécher ainsi la fixation des protéines Ul-70K et U2AF35, ce qui conduit a
I’exclusion de cet exon (Zhu ef al., 2001). De méme, les protéines hnRNP I (PTB), F et H
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peuvent aussi se lier a des séquences inhibitrices introniques (ISS) et favoriser 1’exclusion
d’un exon (Martinez-Contreras et al., 2006). Cependant, plusieurs études ont montré qu’elles
peuvent étre impliquées dans 1’activation d’un exon (Chou et al., 1999 ; Han ef al., 2010). 11
est a noter que les protéines hnRNP se lient a des motifs ARN souvent dégénérés, qui peuvent
étre reconnus par d’autres protéines hnRNP ou SR, conduisant ainsi a une compétition entre
ces protéines pour se lier aux mémes séquences.

Enfin, les protéines hnRNP (hnRNP A, B, D, E, K, F, H, I, L, Q, et R) régulent aussi
la stabilité, la polyadénylation, I’export, le transport et la traduction des ARNm (LaBranche et
al., 1998 ; Guang et al., 2005 ; Zhang et al., 2006).

2.2.3.2. Les protéines SR

En 1990, les équipes de Adrian Krainer et James Manley identifient la protéine
ASF/SF2, conduisant ainsi a la mise en évidence d’une nouvelle famille de protéines régulant
I’épissage : les protéines SR (Krainer et al., 1990 ; Ge and Manley, 1990). Ces protéines
possédent un ou plusieurs domaines de liaison a ’ARN et un domaine RS, riche en aRginine
et Sérine, et sont divisées en deux sous-groupes : les protéines SR, dites classiques, et les
protéines SR-Like (Long and Caceres, 2009).

Les protéines SR possédent en commun (1) une organisation de leurs domaines, (2) un
role dans I’épissage constitutif et alternatif, (3) un phospho-épitope identique au niveau du
domaine RS reconnu par ’anticorps mAb104 et (4) la particularité¢ d’étre hautement solubles
dans le sulfate d’ammonium a 50-60% de saturation mais insolubles dans le chlorure de
magnésium a 20 mM (Long and Caceres, 2009). Chez I’homme, cette famille de protéines est
constituée de 12 membres (figure 22).

Ces protéines comportent classiquement un ou de deux domaines de liaison a I’ARN
de type RRM (« RNA Recognition Motif »), et un domaine de liaison aux protéines (domaine
SR), contenant plus de 40% de di-peptides arginine-sérine (Manley and Krainer, 2010).

Le domaine RRM de liaison a I’ARN est caractéris€é par une topologie de type
BlalP2B3a2p4 (4 feuillets B anti paralleles et 2 hélices a perpendiculaires 1’une a 1’autre). 11
possede au niveau des brins B1 et B3 deux motifs conservés RNP1 et RNP2 qui incluent les
résidus aromatiques phénylalanine (F) et tyrosine (Y) (Cléry et al., 2008). Au sein de ce
motif, ’ARN adopte une structure spécifique qui dépend des résidus du domaine RRM,
expliquant ainsi comment le domaine RRM d’une protéine SR donnée est capable de

reconnaitre spécifiquement un ensemble de séquences dégénérées.
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Figure 23 : Réles des protéines SR dans la sélection des sites d’épissage.

(Long and Caceres, 2009)

A. Définition de I’exon: les proteines SR se fixent aux éléments activateurs d’épissage
exoniques (ESE), recrutent snRNP Ulet U2AF65 et stabilisent les interactions entre snRNP
Ul et le site 5° d’épissage et celles de U2AF65 et le site 3” d’épissage.

B. Inhibition des protéines hnRNP : les protéines SR se fixent aux éléments ESE et
empéchent la liaison des protéines hnRNP aux éléments inhibiteurs d’épissage exoniques
(ESS) favorisant ainsi I’utilisation des sites d’épissage.

C. Les protéines SR forment un réseau via leur domaine RS, d’interaction protéine-protéine,

permettant de juxtaposer les sites 5’ et 3° d’épissage.
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Enfin, certaines protéines SR possédent un second domaine RRM composé de
différents acides aminés aussi nommé pseudo-RRM de fonction inconnue. Récemment,
I’équipe du Dr Allain a mis en évidence que le domaine pseudo-RRM de ASF/SF2 a un rdle
régulateur de 1’épissage (Cléry et al., 2013).

Le domaine RS, riche en arginine et sérine, permet des interactions protéine-protéine,
et notamment avec le domaine SR d’autres protéines (Wu and Maniatis, 1993). Les protéines
SR sont capables d’interagir entre elles, ou avec le domaine RS des protéines « SR-like »
comme U2AF et U1-70K. Ainsi, les protéines SR peuvent se lier, via leur domaine RRM, a
des séquences exoniques de type « ESE » et recruter, via leur domaine RS, les protéines
U2AF35 et U1-70K (figure 23A). Ces interactions permettent alors de stabiliser la fixation de
la snRNP Ul sur le site 5° d’épissage et la fixation de la sous-unit¢ U2AF35 sur le site 3’
d’épissage, conduisant ainsi a la reconnaissance et donc a I’inclusion de I’exon (Singh and
Valcarcel, 2005). La liaison de ces protéines SR peut aussi inhiber la fixation de protéines
hnRNP a des séquences ESS, et ainsi prévenir la fixation d’un inhibiteur de I’épissage (figure
23B). Les interactions des protéines SR entre elles ainsi qu’avec les protéines U2AF et Ul-
70K permettent la juxtaposition des sites 5° et 3° d’épissage (figure 23C).

Enfin, la phosphorylation des protéines SR au niveau de leurs résidus sérines influence
Iactivité et la localisation de ces protéines (Long and Caceres, 2009). Pour exemple, la
phosphorylation des domaines RS de ASF/SF2 et SC35 par la protéine kinase SRPK1 (SR
Protein Kinase) conduit a I'import de ces protéines SR au sein du noyau, et favorise
I’interaction du domaine RRM avec I’ARN (Lin et al., 2005 ; Cho et al., 2011).

A coté de ces protéines SR classiques, il existe des protéines dites « SR-Like », qui
possédent, elles aussi, un domaine RS et peuvent jouer un rdle de régulation dans 1’épissage,
la transcription et/ou le remodelage de la chromatine (Boucher et al., 2001). Toutefois, ces
protéines « SR-Like » qui ne possédent pas toujours un domaine RRM, ne sont pas
systématiquement reconnues par I’anticorps mAb104 et ne sont pas particuliérement solubles
en sulfate d’ammonium. Parmi ces protéines, on retrouve les protéines U2AF65 et U2AF35,
la protéine U1-70K de la snRNP Ul, les co-activateurs d’épissage SRm160 et SRm300, et les
protéines TRA2a et TRA2B (Dauwalder et al., 1996 ; Beil et al., 1997 ; Blencowe et al.,
1999) (figure 24).

Lors de ma these, j’ai étudi¢ I’'implication de TRA2-f dans la régulation de la

biogeneése de miARNSs spécifiques. Je vais donc présenter succinctement cette protéine.
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Figure 24 : Organisation structurale des protéines SR-like.

(adaptée de Long and Caceres, 2009)
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TRA2-B, qui est codé par le gene SFRSI0, est constitu¢é de deux domaines RS
entourant un domaine RRM. Cette protéine est I’orthologue humain de Tra2, un facteur
d’épissage qui régule la détermination sexuelle de la drosophile (Dauwalder et al., 1996 ;
Nayler et al., 1998). Enfin, TRA2-f est un régulateur de 1’épissage alternatif qui reconnait un
motif ARN de séquence AGAA (Stoilov et al., 2004 ; Cléry et al., 2011).

Ainsi, TRA2-B1 régule positivement I’inclusion de I’exon 10 de MAPT, codant pour la
protéine TAU (Jiang et al., 2003). Chez des patients FTDP-17 (« démences frontotemporales
avec syndrome parkinsonien liées au chromosome 17 »), la délétion de trois nucléotides
génere un site sous-optimal qui n’est plus reconnu par TRA2-B, ce qui conduit a I’exclusion
de cet exon et donc a une protéine TAU altérée.

Enfin, la liaison de TRA2-B & un motif AGAA situé dans I’exon 7 du géne SMN2
stimule I’inclusion de cet exon (Cléry et al., 2011). Cette régulation est importante car la perte
du gene SMNI (Survival Motor Neuron 1) conduit chez ’homme a une amyotrophie spinale
(SMA=Spinal Muscular Atrophy). Il existe un paralogue de SMN1, SMN2, mais qui ne peut
pas compenser la perte de SMN1 suite a un changement de nucléotide (C->T) dans I’exon 7
de SMN2. Cette simple modification de séquence entre SMNI et SMN2 altére une séquence
activatrice d’épissage (ESE) dans SMN2, conduisant a I’exclusion de I’exon 7 et donc a la
production d’une protéine SMN2 tronquée non active (Pellizzoni et al., 1999 ; Hofmann et
al., 2002 ; Young et al., 2002). TRA2-B étant capable de réguler I’inclusion de 1’exon 7 de

SMN?2, il constitue donc une cible thérapeutique potentielle.

2.2.3.3. Les protéines régulatrices non SR et non hnRNP

Enfin, il existe un grand nombre de protéines régulant 1’épissage alternatif qui ne sont
ni classées dans la famille des protéines SR, ni dans le groupe des hnRNP. Durant ma these,
j’ai étudié I’'implication de plusieurs de ces facteurs d’épissage alternatif dans des maladies a
gain de fonction d’ARN. Je décris succinctement ces protéines (NOVA, RBFOX, MBNL et
CUGBP) ci-dessous.

e Les protéines de la famille NOVA

En 1996, 1’équipe de Robert Darnell a identifi¢ NOVA-1 (Neuro-Oncological Ventral
Antigen-1) comme un auto-antigéne présent chez des patients atteints de maladies

neurologiques néoplasiques (POMA « Paraneoplastic psOclonus Myoclonus Syndrome »)
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(Buckanovich et al., 1993 ; Darnell, 1996). Rapidement, NOVA-1, et son paralogue NOVA-2,
sont apparus comme des facteurs d’épissage spécifiques des neurones (Buckanovich et al.,
1996 ; Buckanovich et al., 1997 ; Yang et al., 1998).

NOVA-1 et NOVA-2 possédent trois domaines de liaison a ’ARN de type KH («
hnRNP K Homology ») qui reconnaissent un motif ARN de séquence YCAY (Y : pyrimidine)
(Lewis et al., 1999; Jensen et al., 2000 ; Teplova et al., 2011). La mise au point d’une
technique d’immunoprécipitation de la protéine NOVA-1 liée a ses ARNs par pontage aux
UV appelée CLIP (« crosslinking and immunoprecipitation of in vivo RNA targets of RNA-
binding proteins ») a été fondatrice et a permis pour la premicre fois d’identifier ’ensemble
des cibles endogenes d’une protéine de liaison a I’ARN (Ule et al., 2003 ; Ule et al., 2006).
Parmi ces cibles, les protéines NOVA régulent 1’épissage alternatif des exons Z de ’agrine
(Ruggiu et al., 2009), de I’exon 3A du récepteur a glycine GlyRa2 (Polydorides et al., 2000),
de I’inclusion de I’exon 24a et de 1’exclusion de I’exon 31a des canaux calciques Ca,2.1 et
Ca,2.2 (Allen et al., 2010) et de I’exon 9 du récepteur gamma2 au GABA(A) (Dredge ef al.,
2003). Ces ¢tudes a grande échelle ont permis de déterminer que les effets activateurs et
inhibiteurs de NOVA-1 et NOVA-2 sur I’épissage dépendent de la localisation du site de
fixation de NOVA sur I’ARN pré-messager. Ainsi, les protéines NOVA induisent 1’inclusion
de I’exon cible lorsqu’elles se fixent en aval de cet exon. Au contraire, les protéines NOVA
inhibent I’inclusion de leur exon cible lorsqu’elles se fixent en amont de cet exon (Ule et al.,
2006). De plus, les protéines NOVA peuvent réguler I’expression d’un ARNm spécifique. En
effet, I’inclusion, régulée par NOVA-1, d’un exon cassette contenant des codons d’arrét
prématurés dans un ARNm conduit a la dégradation de cet ARNm par le mécanisme de
surveillance des ARNs (NMD « Nonsens-Mediated mRNA Decay ») (Eom et al., 2013).

Enfin, des souris invalidées pour le géne Nova-I meurent deux semaines apres leur
naissance suite a une dégénérescence du tronc cérébral indiquant que Nova-1 est
indispensable a la survie neuronale lors du développement post-natal (Jensen et al., 2000). La
double invalidation de Nova-1 et Nova-2 chez la souris conduit a la mort des souris a la
naissance montrant ainsi en partie le role redondant de NOVA-1 et NOVA-2 (Ruggiu et al.,
2009).
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e Les protéines de la famille RBFOX

La protéine Fox-1 (Feminizing Locus On X 1) a été initialement découverte chez C.
elegans comme étant un géne impliqué dans la détermination sexuelle (Hodgkin et al., 1994).
Chez I’homme, cette famille est composée de trois membres : RBFOX1, aussi appelé A2BP1
(Ataxin-2 Binding Protein 1), RBFOX2, aussi appelé RBM9 (RNA Bindind Motif protein 9)
et RBFOX3, aussi appelé NeuN. RBFOX3 est exprimé spécifiquement dans les neurones
(Tang et al., 2009). RBFOX1 est détecté dans le cerveau, les muscles squelettiques et le coeur
(Shibata et al., 2000 ; Jin et al., 2003), alors que RBFOX2 est exprimé dans la plupart des
tissus (Underwood et al., 2005 ; Baraniak et al., 2006 ; Yeo et al., 2009). 11 est aussi a noter
que des isoformes de RBFOX1 et RBFOX2 dont le domaine RRM est délété (FOX1ARRM ;
FOX2 ARRM) ont été identifiées dans les muscles et le cceur (Nakahata et al., 2005 ; Yang et
al., 2008 ; Damianov et al., 2010). Enfin, I’expression de RBFOX1 augmente fortement au
cours de la différenciation des cellules musculaires et cardiaques (Kalsotra et al., 2008).

Ces trois protéines possédent une structure similaire, avec un domaine central de
liaison aux ARNs de type RRM et un signal de localisation nucléaire (NLS) hydrophobique
de type PY (proline, tyrosine) localisé¢ a I’extrémité C-terminale (Nakahata et al., 2005). Les
protéines RBFOX lient spécifiquement le motif ARN de séquence YGCAUG (Ponthier ef al.,
2006 ; Auweter et al., 2006). Ce motif UGCAUG est enrichi a proximité d’exons cassettes de
genes musculaires et neuronaux (Minovitsky et al., 2005 ; Brudno et al., 2009). Tout comme
les protéines NOV A, des expériences de CLIP montrent que les protéines RBFOX activent ou
répriment 1’inclusion d’exons alternatifs suivant la position de leur site de fixation. En effet,
les protéines RBFOX inhibent I’inclusion d’un exon lorsqu’elles se lient en amont de celui-ci.
Au contraire, les protéines RBFOX activent 1’inclusion d’un exon quand elles se fixent en
aval de cet exon (Zhang et al., 2008 ; Venables et al., 2009 ; Sun et al., 2012). Parmi ces
exons, on peut noter I’exon 18 du canal Na,1.6 (Zubovic et al., 2012), ’exon 9 de la sous-
unit¢é gamma de I’ATP synthetase (Hayakawa et al., 2002), I’exon N1 du gene c-src
(Underwood et al., 2005), les exons 9 et 33 du canal Ca,1.2 (Tang et al., 2009), et I’exon 16
de la protéine 4.1R (Ponthier et al., 2006 ; Yang et al., 2008). Enfin I’invalidation des genes
Rbox1 et Rbfox2 spécitfiquement dans le cerveau de souris conduit & une dégénérescence des
motoneurones et des cellules de Purkinje (Gehman et al., 2011 ; Gehman et al., 2012),

démontrant ainsi I’importance de ces facteurs d’épissage dans la survie de ces neurones.
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e Les protéines de la famille CELF

En 1996, a été découverte la protéine CUGBPI1, premier membre de la famille CELF
(« CUGBP and ETR-3 Like Factor »), aussi appelée Bruno-like (Timchenko et al., 1996 ;
Good et al., 2000 ; Ladd et al., 2001). Cette famille est composée de six membres CELF1
(CUGBP1), CELF2 (CUGBP2/ETR3/NAPOR), CELF3, CELF4, CELF5 et CELF6.

De nombreuses ¢tudes montrent que CELF1 est exprimé de maniére ubiquitaire avec
une expression plus forte dans le ceeur, les muscles squelettiques et le cerveau. Au contraire,
ETR3 (CELF2) est spécifiquement exprimée dans le coeur, les muscles squelettiques et le
cerveau. De plus, ’expression d’ETR3 augmente fortement au cours de la différenciation des
cellules musculaires ou neuronales. Les protéines CELF3, -4, -5 et -6 sont, elles,
spécifiquement exprimées dans le systeme nerveux (Lu et al., 1999 ; Ladd et al., 2001 ;
Levers et al., 2002 ; Ladd et al., 2004 ; Dasgupta et al., 2013).

Les protéines CELF contiennent trois domaines de liaison a I’ARN de type RRM
(deux en position N-terminale et un en C-terminale) (Timchenko et al., 1999 ; Good et al.,
2000). Des expériences de SELEX (« Systematic Evolution of Ligands by EXponential
enrichment »), montrent que CUGBP1 et ETR3 lient des motifs ARN de type UGU (Faustino
et al., 2005 ; Marquis et al., 2006). Ces données ont été¢ confirmées par plusieurs études
(Charlet et al., 2002 ; Paillard et al., 2002 ; Ho et al., 2004 ; Vlasova et al, 2008 ;
Rattenbacher et al, 2010 ; Sureau et al, 2011), et la structure résolue en résonance
magnétique nucléaire (RMN) confirme ’interaction spécifique de CUGBP1 avec un motif
ARN de type UGUU (Teplova et al., 2010 ; Edwards et al., 2011).

Les protéines de la famille CELF interviennent dans de nombreux processus
cellulaires tels que la régulation de [D’épissage alternatif, 1’é¢dition des ARNSs, Ila
polyadénylation, la stabilité des ARNm et leur traduction. Ainsi, CUGBP1 régule I’inclusion
de I’exon 5 de hcTNT, de I’exon 11 de INSR, de I’exon 6B de la B-tropomyosine et de I’exon
10 de MAPT (Philips et al., 1998 ; Savkur et al., 2001 ; Dhaenens et al., 2011 ; Sureau et al.,
2011). CUGBPI favorise aussi la déadénylation d’ARNm conduisant a leur dégradation dans
le cytoplasme (Paillard et al., 2003 ; Vlasova et al., 2008 ; Rattenbacher et al., 2010 ), tandis
que CELF2/ETR3, en liant la région 3’'UTR de ’ARNm COX2, le stabilise et inhibe sa
traduction (Mukhopadhyay et al., 2003). De plus, CUGBP1 régule la traduction de p21,
CEBPB, de la cycline A2 et de p27Kipl (lakova et al., 2004 ; Timchenko et al., 2006 ; Horb
etal., 2010 ; Zheng et al., 2011).
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Comme nous ’avons vu dans le chapitre consacré aux dystrophies myotoniques,
CUGBP1 est phosphorylée par la PKC («Protein Kinase C») ce qui entraine une
augmentation de sa demi-vie dans des modeles cellulaires ou murins de DM (Kuyumuku-
Martinez et al., 2007). Toutefois, le mécanisme d’activation de la PKC par les répétitions
CUG reste mal compris, et il est possible que cette activation soit un artefact di a des
constructions contenant des répétitions CUG interrompues (DT960) (Gwendal Dujardin,
communication personnelle).

Enfin, les souris invalidées pour le géne Celf] montrent un grand taux de mortalité, un
retard de croissance et des défauts de spermatogenése suggérant un rdle crucial de CUGBP1

dans une variété de processus cellulaires (Kress et al., 2007).

e Les protéines de la famille MBNL

La famille de protéines humaines MBNL (MuscleBliNd-Like) est composée de trois
paralogues, MBNL1, MBNL2 et MBNL3. Ces protéines sont les orthologues de la protéine
Muscleblind (Mbl), découverte chez la drosophile comme étant impliqué dans la
différenciation des photorécepteurs et des muscles (Begemann et al, 1997 ; Artero et al.,
1998). Chez I’homme et la souris, MBNLI est principalement exprimée dans les muscles
squelettiques, le cceur et plus faiblement dans le cerveau. Lors du développement du muscle
squelettique, son expression augmente et sa localisation subcellulaire est tout d’abord
cytoplasmique puis devient majoritairement nucléaire (Lin et al., 2006). Enfin, I’épissage
alternatif de MBNLI donne naissance a 8 isoformes de tailles comprises entre 35 et 43 kDa,
dont les expressions sont régulées selon le type tissulaire et le stade de développement (Kino
et al., 2004 ; Tran et al., 2011). MBNL2 est, quant a elle, principalement exprimée dans le
cerveau et le ceeur, et plus faiblement dans le muscle squelettique. MBNL3 est principalement
exprimée dans le placenta et lors du développement (Fardaei et al., 2002). De plus, alors que
I’expression de MBNLI1 et MBNL2 augmente au cours du développement, celle de MBNL3
diminue (Kanadia et al., 2003b).

Les protéines MBNL contiennent, a I’extrémité N-terminale, quatre domaines a doigts
de zinc de type CCCH (3 cystéines et 1 histidine) organisés en deux couples de CX;CXcCX3H
(X : acide aminé) et de type CX;CX4CX3H (Miller et al., 2000). Ces couples de doigts de zinc
sont hautement conservés du nématode a I’homme, suggérant que la présence du second
couple proviendrait d’une duplication en tandem d’un couple de doigts de zinc de type

CX;7CXsCX3H + CX7CX4CX3H au cours de I’évolution (Pascual et al., 2006). L’analyse de la
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structure cristallographique des domaines a doigts de zinc Znf3 et Znf4 révele que ces doigts
de zinc présentent leurs surfaces d’interaction a I’ARN en miroir, et lient deux chaines d’ARN
simple brin orientés de facon anti-paralléle (Teplova and Patel, 2008). Ainsi, Znf3 et Znf4
lient respectivement le tri-nucléotide YGC simple brin et le tétra-nucléotide YGCU simple
brin. Chacun des doigts de zinc de MBNL1 reconnait donc un motif de type UGC ou CGC,
ainsi chaque molécule de MBNL1 peut reconnaitre quatre motifs YGC. Ces motifs sont
retrouvés dans les ARNs pré-messagers dont 1’épissage alternatif est régulé par MBNL1 (Ho
et al., 2004 ; Yuan et al., 2007 ; Warf et al., 2009a ; Goers et al., 2010 ; Wang et al., 2012).
Un signal de localisation nucléaire (NLS), codé par I’exon 5, est présent en aval des doigts de
zinc (Lin et al., 2006 ; Fernandez-Costa et al., 2010 ; Terenzi et al., 2010 ; Tran et al., 2011).
De plus, I’exon situé entre les deux couples de doigts de zinc, et dont I’inclusion est régulée
par épissage alternatif, module I’affinité¢ de la liaison de MBNLI1 a ses ARNs cibles (Kino et
al., 2004 ; Teplova and Patel., 2008 ; Tran et al., 2011). Les trois protéines MBNL
contiennent également des sites de phosphorylation pour CK2 (« Caseine Kinase 2 ») et PKC
(« Protein Kinase C ») conservés au niveau des doigts de zinc (Kino et al., 2004 ; Trembley et
al., 2005 ; Monferrer and Artero, 2000).

Concernant ’'implication des membres de la famille MBNL dans les dystrophies
myotoniques, leur role dans les altérations de 1’épissage alternatif est maintenant bien
caractérisé. En effet, chez les patients atteints de DM, les répétitions CUG et CCUG, qui
contiennent autant de motif UGC reconnus par MBNL, séquestrent ces protéines et
conduisent a la perte de protéines MBNL libres, ce qui entraine des défauts d’épissage
alternatif des transcrits régulés par MBNL et les symptomes des dystrophies myotoniques (Ho
et al., 2004 ; Lin et al., 2006 ; Warf and Berglund, 2007 ; Yuan et al., 2007 ; Kino et al.,
2009 ; Fleming et al., 2012 ; Gooding et al., 2013). 11 est intéressant de noter que I’hélicase a
ARN p68 augmente I’affinit¢ de MBNL pour les répétitions CUG, suggérant ainsi qu’elle
pourrait entrainer des changements structuraux des ARNs contenant de longues répétitions
CUG et promouvoir leur interaction avec MBNL1 (Laurent et al., 2012). Enfin, et comme vu
précédemment dans la partie consacrée aux dystrophies myotoniques, des souris invalidées
pour Mbnll (Mbnll”) ou Mbnl2 (Mbnl2”) reproduisent la plupart des symptomes
musculaires, oculaires et neuronaux des DM, confirmant ainsi le role important de la perte de
fonction des protéines MBNL dans la pathogenése des DM (Kanadia et al., 2003 ; Martynia et
al., 2010 ; Charizanis et al., 2012).

Plus récemment, des expériences de HIT-CLIP montrent que, comme pour les

protéines NOVA ou RBFOX, la localisation du site de liaison des protéines MBNL

70



Introduction : Chapitre Il

conditionne le type de régulation. Les protéines MBNL sont activatrices de 1’inclusion d’un
exon quand elles se fixent en aval de cet exon ; au contraire, elles sont répressives quand elles
se fixent en amont de cet exon (Charizanis et al., 2012 ; Wang et al., 2012 ; Han et al., 2013).
De plus, ces expériences démontrent que 50% des cibles de MBNL1, MBNL2 et MBNL3
sont situées dans des régions 3’'UTR d’ARNm suggérant que ces protéines régulent aussi la
stabilité, la localisation ou la traduction d’ARNm (Licatalosi et al., 2008 ; Xue et al., 2009 ;
Charizanis et al., 2012 ; Masuda et al., 2012 ; Wang et al., 2012 ; Poulos et al., 2013). Ce role
a ¢été initialement proposé dans une étude démontrant que MBNL2 était capable de lier la
région 3’UTR de I’ARNm de I’intégrine a3 et de favoriser sa localisation et sa traduction
(Adereth et al., 2005).

Enfin, des expériences a partir de cellules iPS ont mis en évidence le rdle crucial des
protéines MBNL dans la répression de 1’épissage alternatif spécifique aux cellules non
différenciées (Han et al., 2013). Ainsi, la surexpression de MBNLI induit la différentiation
des cellules iPS en modifiant entre autre I’épissage du facteur de totipotence FOXP1 (Han et
al., 2013). 11 reste toutefois a déterminer si cette nouvelle fonction des protéines MBNL est

importante dans la dystrophie myotonique, notamment pour sa forme congénitale.
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CHAPITRE III :
Les miARNs, SCN5A et le ceeur

Dans le chapitre 1, j’ai présenté brievement les « propriétés générales du coeur » ainsi
que les symptomes cardiaques des patients atteints de DM. Dans ce chapitre 11, je présenterai
plus en détail la structure et les fonctions des différents composants du cceur, puis j’aborderai
les roles de régulateurs cardiaques des miARNs. Enfin, je présenterai le role incontournable

du canal sodique Na,1.5 (SCN54) dans la contraction du tissu cardiaque.

1. Le cceur a ses fonctions que les expansions ignorent

1.1. Les fonctions et régulations cardiaques
1.1.1. Structure du ceeur

Le cceur est un organe musculaire creux comportant 4 cavités : les oreillettes gauche et
droite et les ventricules gauche et droit qui sont reliés par des valves. Le cceur est divisé en
deux par un mur musculaire épais, le septum auriculo-ventriculaire, empéchant le sang de
passer du cceur droit dit veineux au cceur gauche dit artériel. De fagon ordonnée et
séquentielle, I’ouverture et la fermeture de ces valves permettent un passage unidirectionnel
du sang depuis les oreillettes vers les ventricules. L’expulsion du sang vers les organes ou les
poumons se fait respectivement grace aux valves aortique et pulmonaire.

Le cceur est un organe musculaire intra-thoracique constitué de 3 structures :
I’endocarde, qui est une mince membrane endothéliale qui tapisse la face interne du
myocarde, I’épicarde, qui est une membrane séreuse de tissu conjonctif formant la couche
externe du cceur, et le myocarde, qui est la partie musculaire active du cceur et qui est
constitu¢ de trois types cellulaires : les cellules musculaires myocardiques, les cellules

nodales et les cellules endocrines.
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Figure 25 : Modéle du fonctionnement de la contraction musculaire.

Au repos, la tropomyosine, protéine fibreuse liée a la troponine, cache le site de fixation de la
téte de myosine sur 1’actine. Lorsque I’influx nerveux arrive au muscle, des ions calcium
péneétrent dans les cellules musculaires et se fixent sur la troponine (trois sous-unités en rose
I : inhibitrice ; T : liée a la tropomyosine ; C : liant le calcium) qui change de conformation et
déplace la tropomyosine. Le site de fixation de la myosine est libéré et peut se fixer a 1’actine.
Grace a I’ATP, la téte de myosine tourne et entraine avec elle le filament d’actine. Les deux
filaments coulissent 1’'un sur ’autre et la myofibrille raccourcit. Lorsque ce phénomene se
produit dans toutes les fibres musculaires simultanément, le muscle se contracte. Puis les ions

calcium ressortent de la cellule et le muscle se relache.
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1.1.2. Les différents types de cellules cardiaques

1.1.2.1. Les cellules contractiles

Les cellules musculaires cardiaques, ou cardiomyocytes, sont des cellules striées
riches en mitochondries et ne possédent qu’un seul noyau. Elles constituent des fibres
allongées, ramifiées et présentent des bandes transversales identiques aux cellules musculaires
striées. Ces cellules sont soudées les unes aux autres grace aux disques intercalaires et
forment un syncytium grace aux jonctions communicantes, permettant ainsi la transmission
du potentiel d’action et la contraction musculaire.

Le sarcomére cardiaque a une structure similaire au sarcomere stri¢ du muscle
squelettique, et est constitu¢ de deux types de filaments : fins et épais. Les filaments épais
sont composés de plusieurs centaines de molécules de myosine, constituées de chaines lourdes
et chaines légeres. Les dimeres de chaines lourdes, longues de 2 000 acides aminés, présentent
des extrémités C-terminales en hélice a surenroulée, ce qui confére a la myosine une forme
rigide en batonnet de 180 nm, et des extrémités N-terminales de 190 acides aminés, qui
constituent les domaines moteurs portant [’activité ATPasique et forment deux tétes
globulaires responsables de ’interaction avec I’actine (figure 25). Les deux chaines lourdes
sont stabilis€ées par deux paires de chalnes légeres: une paire de chaines légeres dites
essentielles (ELC) et une paire de chaines légeres dites régulatrices (RLC), qui se fixent pres
du domaine N-terminal des chaines lourdes.

Les filaments fins sont composés d’actine, de tropomyosine et de troponine. L’actine
forme une double hélice stabilisée par des diméres de tropomyosine logés dans ses sillons. La
troponine est constituée de trois sous unités: la troponine-T, la troponine-C et la troponine-I.
La troponine-T interagit avec la tropomyosine, la troponine-C possede 4 sites de fixation au
calcium et la troponine-I est la sous-unité responsable de l'inhibition de la liaison entre la
myosine et I'actine. Une fois le calcium li¢ a la troponine-C, le complexe troponine-calcium se
déplace et la troponine-I cesse d'empécher la liaison entre la myosine et l'actine en
démasquant le site de fixation de la myosine sur I'actine (figure 25).

Au sein des cardiomyocytes adultes, deux myosines cardiaques sont principalement
exprimées. L’a-MHC (Myosin Heavy Chain), codée par le gene MYH6 est une forme de
myosine a activité ATPasique rapide. La f-MHC, codée par le géne MYH?7, est une forme a
activit¢ ATPasique lente. Au niveau feetal, la forme a-MHC est prédominante dans les
ventricules tandis que la forme B-MHC est prédominante dans les oreillettes. Apres la

naissance, la forme f-MHC diminue (Morkin, 2000).
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Figure 26 : lllustration de activité électrique du coeur humain.

(adapté de Sorensen et al., 2012)

A. Activité électrique cardiaque.

B. Potentiel d’action des cardiomyocytes et des cellules pacemaker. Les chiffres au-dessus
des courbes de courants correspondent aux différentes phases du potentiel membranaire (0 :
dépolarisation ; 1 : repolarisation initiale ; 2 : plateau ; 3 : repolarisation ; 4 : repos)

Neeud SA : Neeud Sinuso-Auriculaire ; Neeud AV : Neeud Auriculo-Ventriculaire

C. Tableau récapitulant les canaux a 1’origine des différents courants ioniques. L’astérisque

devant HCN signifie que ce n’est pas une sous-unité alpha.
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1.1.2.2. Les cellules pacemaker

Certaines cellules cardiaques sont capables de se contracter spontanément en I’absence
de stimulation nerveuse : ce sont les cellules nodales appelées aussi cellules pacemaker. Elles
ne contiennent que trés peu de myofibrilles et sont donc peu contractiles. Ces cellules sont a
’origine de la contraction automatique du myocarde en initiant une impulsion ¢électrique mais
aussi en régulant le potentiel d’action. On distingue trois types de cellules nodales :

- Les cellules du nceud sinusal, génératrices du rythme cardiaque, sont situées a 1’apex de
I’oreillette droite.

- Les cellules du nceud auriculo-ventriculaire qui se terminent par les branches de His
(faisceau de His). Le faisceau de His transmet les impulsions électriques des oreillettes aux
ventricules.

- Les fibres de Purkinje qui sont les ramifications terminales des branches droite et gauche du
faisceau de His, transmettent 1’influx électrique aux ventricules et donc sont indispensables a
la conduction cardiaque.

La dépolarisation spontanée de ces cellules nodales est le résultat de 1’activité des
canaux pacemaker HCN (« Hyperpolarization and Cylic Nucleotide-gated channels »), qui

génerent un courant activé par I'hyperpolarisation de la membrane des cellules nodales.

1.1.3. Activité électrique des cellules cardiaques

1.1.3.1. L activité électrique des cellules contractiles

L’excitabilité des cardiomyocytes est possible grace a de nombreux canaux ioniques.
En effet, le potentiel d’action (PA) est généré par des changements cycliques des courants
ioniques entrant et sortant durant la dépolarisation (In,, Ica) et la repolarisation (Ix),
respectivement. Cinq phases définissent le PA des cardiomyocytes auriculaires et
ventriculaires (figures 26A et 26B a gauche). La phase de repos est caractérisée par un
courant sortant (Ix;) d’ions potassiques (K") a travers les canaux a K (Kir2.1, KCNJ2) grice
auquel le potentiel membranaire au repos est maintenu (phase 4). Quand un cardiomyocyte est
excité par les cellules adjacentes, une dépolarisation initiale provoque I’ouverture des canaux
a sodium voltage-dépendants, Na,1.5 codé¢ par le gene SCN54 (« Sodium ChaNnel voltage
gated type V Alpha subunit »). Ceci conduit @ un courant entrant de sodium (In,) durant
quelques millisecondes, ce qui initie le PA ascendant (phase 0). Cette dépolarisation de la

membrane désactive rapidement la majorité des canaux Na,l1.5 et active les canaux
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potassiques voltage-dépendant (K,1.4/KCNA4 ; K,4.3/KCND3; K.4.2/KCND2), ce qui
génere un rapide courant transitoire repolarisant (I,) (phase 1). Une fraction de canaux Na,1.5
montre une cinétique plus lente d’inactivation (100 a 200 ms), ces canaux restant actifs durant
les phases 2 et 3 du PA. Ceci génére un courant persistant de Na' contribuant & maintenir le
plateau observé dans la phase 2 du PA cardiaque. L’activation des canaux a calcium Ca,1.2
(CACNAIC) permet I’entrée de Ca>* (Ica). Elle est électriquement compensée par des sorties
de K" trés rapide, rapide, et lente (Ixyr, Ikr, Iks, respectivement) qui résultent de 1’activation
respective des canaux a K" K,1.4 (KCNA4), K,11.1 (hRERG/KCNH?2), K,7.1 (KCNQI), se
traduisant par un plateau dans le PA (phase 2). La fermeture des canaux calciques conduit a
des courants sortants prédominants en K, entrainant la repolarisation (phase 3). Enfin, la
réinitialisation du courant Ix; passant par I’activation de Kir2.1 (KCNJ2) conduit a un retour
au potentiel de repos membranaire.

Notons que les canaux potassiques s’assemblent en tétraméres pour étre fonctionnels
et des associations de canaux de familles différentes sont possibles telles que KCND3 en
complexe avec KCNE1, et KCNJ2 (Amin et al., 2010 ; Sorensen et al., 2013).

Tous ces canaux sont a 1’origine du potentiel d’action cardiaque et donc du rythme
cardiaque (Wang et al., 2008 ; Yang et al., 2008). Ainsi, des mutations affectant ces différents
canaux conduisent & des troubles é€lectriques et a des arythmies qui seront présentés plus en
détail dans la prochaine partie de ce chapitre. Enfin, ’expression de ces différents canaux est

régulée par des miARNSs spécifiques (Yang et al., 2007).

1.1.3.2. L activité ¢€lectrique des cellules pacemaker

Contrairement aux cardiomyocytes auriculaires et ventriculaires, les cellules du nceud
sinusal et du nceud auriculo-ventriculaire ne présentent pas de potentiel de repos stable.
Cependant, elles montrent une lente dépolarisation caractéristique de leurs propriétés
pacemaker (phase 4). Aucun courant Ig; n’apparait, ce qui permet aux principaux canaux
pacemaker cardiaques HCN2 et HCN4 perméables aux ions Na™ et K' (« Hyperpolarization
Cylic-Nucleotide-gated channel ») de conduire un courant entrant nommé « funny » (Iy)
dépolarisant lentement la membrane. Cette lente dépolarisation inhibe les canaux Na,l.5
(SCN54) d’une part, et active les canaux a Ca®" de type L (lent), Cay1.2 (Icar, CACNAIC), et
de type T (transitoire), Ca,3.1 (Icar, CACNAIG) d’autre part (phase 0) (Grant et al., 2009 ;
Amin et al., 2010 ; Sorensen et al., 2013) (figure 26B, a droite).
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Figure 27 : Séquence et expression tissulaire des miARNs miR-1/206 et miR-133.

A. Les genes miR-1-1/miR-133a-2, miR-1-2/miR-133a-1 et miR-206/miR-133b sont situés
respectivement dans des unités bicistroniques au niveau des chromosomes 20, 18 et 6.

B. Les séquences des miARNs appartenant a la méme famille sont similaires. La région
« seed », composée de 6 a 8 nucléotides localisés a I’extrémité 5’ du miARN mature et qui

permet le ciblage spécifique des ARNm, est identique.
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1.1.4. La conduction cardiaque

Les cardiomyocytes ont la capacité de propager I’influx électrique qu’ils recoivent a
leurs voisins : ce phénoméne se nomme la conduction cardiaque. Elle est possible grace a la
présence de jonctions communicantes, qui sont des groupes de canaux transmembranaires
reliant directement les cytoplasmes de deux cellules voisines et assurant ainsi la
communication intercellulaire. Au niveau cardiaque, les jonctions communicantes forment
une voie laissant passer [’onde électrique excitatrice responsable des contractions
synchronisées d’une cellule a une autre, permettant ainsi le couplage électrique entre les
cardiomyocytes (Severs et al., 2004a ; Severs et al., 2004b). Dans le cceur, chaque jonction
communicante est constituée de deux connexons (un par cellule), eux-mémes composés de six
molécules de connexines (Cx). Chez ’homme, les connexines forment une famille de 21
membres. Les cardiomyocytes humains expriment principalement la Cx43 (GJAI) au niveau
des ventricules et la Cx40 (GJAS) et Cx43 au niveau des oreillettes (Severs et al., 2001).

Enfin, la Cx45 (GJA7) est détectée au nceud auriculo-ventriculaire.

2. Intervention musclée de 3 familles de miARNSs cardiaques

Dans cette partie, je vais présenter I’importance de certains miARNs dans le
développement et le fonctionnement du cceur. En effet, de nombreuses études ont révélé le
role crucial de trois familles de miARNs « miR-1/miR-206 », « miR-133 » et « miR-
208/499 », exprimées spécifiquement dans le cceur et le muscle squelettique (Kwon et al.,
2005 ; Zhao et al., 2005 ; Chen et al., 2006 ; van Rooij and Olson, 2007 ; Zhao et al., 2007 ;
Wilson et al., 2010). Ces « myomiRs » régulent la prolifération et la différenciation des
cardiomyocytes, ainsi que 1’expression des canaux ioniques et des jonctions communicantes,
orchestrant ainsi la contraction et la conduction cardiaque (Wang et al., 2008 ; Yang et al.,

2008).

2.1. La famille miR-1/miR206

La famille miR-1/miR206 est composée de trois membres miR-1-1, miR-1-2 et miR-
206 issus de trois loci différents (figure 27). Les membres de cette famille font partie des
miARNSs les plus conservés et sont trouvés du nématode aux vertébrés. Ainsi, les genes

codant miR-1-1 et miR-1-2 sont situés sur deux loci mais génerent des miARNs matures
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Figure 28 : Boucles de régulation des miARNs.

(adaptée Liu and Olson et al., 2010)

A. MiR-1 réprime un répresseur de son activateur MEF2 conduisant a une amplification de
I’expression de miR-1. La boucle formée entre miR-1, HDAC4 et MEF2 amplifie les
régulations effectuées par miR-1 et correspond a une boucle de régulation positive.

B. MiR-133 réprime le facteur de transcription SRF (Serum Response Factor) nécessaire a
son expression, ce qui conduit & une diminution de I’expression de miR-133. La boucle

formée entre miR-133 et SRF correspond a une boucle de régulation négative.
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identiques. Ils sont exprimés dans le coeur et le muscle squelettique tandis que miR-206 est
spécifiquement détecté dans le muscle squelettique. Comme la plupart des génes musculaires,
les facteurs de transcription SRF (« Serum Response Factor ») et MEF2 (« Myocyte Enhancer
Factor 2 ») régulent la transcription de ces miARNS, et il est intéressant de noter qu’il existe
une boucle d’autorégulation de ces miARNs. En effet, MEF2 et SRF régulent la transcription
des miR-1 et miR-133, qui régulent respectivement SRF et HDAC (inhibant 1’expression de
MEF2) (figure 28) (Chen et al., 2006).

Ces miARNSs sont exprimés sous forme d’unité bi-cistronique : miR-1-1/miR-133a-2
et miR-1-2/miR-133a-1 (Liu et al., 2007) (figure 27). Le transcrit primaire de miR-1-1/miR-
133a-2 dérive d’un ARN non codant, tandis que celui de miR-1-2/miR-133a-1 provient du
brin opposé du géne MIBI, codant une ubiquitine ligase E3. Toutefois, le cluster miR-1-
2/miR-133a-1 posséde son propre promoteur et est exprimé de fagon indépendante de MIB].
Plus récemment, une étude a décrit la présence d’un promoteur régulé par MEF2 situé¢ entre
miR-1-2 et miR-133a-1, contredisant ainsi une co-transcription de ces deux miARNs (Callis
et al., 2009). Enfin, malgré une co-expression transcriptionnelle, 1’expression de ces miARNs
matures serait subtilement régulée au cours du développement. Ainsi, les miARNs de la
famille miR-133 réguleraient la prolifération et ceux de la famille miR-1 réguleraient la

différenciation cardiaque (Zhao et al., 2005 ; Chen et al., 2006).

2.1.1. Le réle de miR-1 dans le développement cardiaque

En 2005, Zhao et ses collaborateurs ont montré que la surexpression de miR-1 dans le
ceeur embryonnaire de souris inhibe la prolifération des cardiomyocytes en inhibant la
traduction de HAND?2 qui est un facteur de transcription indispensable au développement
ventriculaire (Srivastava et al., 1995 ; Zhao et al., 2005). En 2007, I’invalidation de miR-1-2
chez la souris a mis en évidence une augmentation de 4 fois de I’expression de HAND?2 et une
augmentation de 3 fois de la prolifération des cellules cardiaques (Zhao et al., 2007). Enfin,
Chen et ses collaborateurs ont renforcé 1’idée du role régulateur de miR-1 dans la
différenciation cardiaque par une injection de miR-1 au stade unicellulaire chez le xénope qui

conduit a 1’absence compléte de cellules cardiaques (Chen ef al., 2006).
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Figure 29 : Fonction de miR-1 dans les muscles squelettique et cardiaque.
(adaptée de Liu and Olson, 2010)

DII1 : Notch ligand Delta-Like-1; HDAC4 : Histone Deacetylase 4; MEF2 : Myocyte
Enhancer Factor 2; HAND2 : bHLH transcrition factor nécessaire a la croissance des
cardiomyocytes ; Kir3.1 : potassium inwardly-rectifying channel, subfamily J, member 3
(KCNJ3) ; HCN2 ; HCN4 : potassium/sodium Hyperpolarisation-activated Cylic Nucleotide-

gated channel.
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2.1.2. Le role de miR-1 dans le fonctionnement cardiaque

Afin d’étudier le role de miR-1 dans le fonctionnement cardiaque, Zhao et ses
collaborateurs ont généré des souris invalidées pour le géne miR-1-2 et ont observé des
anomalies de la conduction cardiaque, caractérisées par une faible diminution de 1’intervalle
PR et des arythmies avec une prolongation du complexe QRS provoquant une mort subite
(Zhao et al., 2007). De plus, la surexpression et la diminution de miR-1 dans un modele de rat
ayant des prédispositions a I’infarctus du myocarde, conduisent respectivement a des
arythmies et a une réduction de la prédisposition de ces rats aux arythmies (Yang et al., 2007).
D’autres études renforcent cette fonction de miR-1, notamment |’observation d’une
diminution de I’expression de miR-1 dans des mode¢les d’hypertrophies cardiaques, mais aussi
des expériences de surexpression de miR-1 dans des cceurs adultes murins qui diminue
I’hypertrophie cardiaque (Ikeda et al., 2009). MiR-1 jouerait ce role en régulant 1’expression
de MEF2 (Potthoff and Olson, 2007). De plus miR-1 inhibe I’expression de la calmoduline, ce
qui diminue I’activation de la voie de signalisation calmoduline-calcineurine-NFAT dans la
prolifération cardiaque (Crabtree and Olson, 2002 ; Ikeda et al., 2009). Enfin, I’expression de
nombreux canaux ioniques et des protéines des jonctions communicantes responsables du
rythme et de la conduction cardiaque, est régulée par miR-1. Ces différentes régulations par

miR-1 sont présentées ci-dessous (figure 29).

e Larégulation de la conduction cardiaque par miR-1

La conduction cardiaque s’effectue grace aux jonctions communicantes,
principalement constituées de Cx43 dans les ventricules. En 2012, une équipe a montré que la
Cx43 est régulée par miR-1 chez la souris (figure 29) (Xu et al., 2012). Ainsi les variations de
miR-1 dans le cceur entraineraient des variations d’expression de cette protéine cruciale pour

la conduction cardiaque.

e Larégulation de la repolarisation cardiaque par miR-1

Le repolarisation de la membrane des cardiomyocytes est possible grace au
fonctionnement des canaux potassiques codés par les génes KCND2, KCNEI, KCNQI,
KCNH?2 et KCNJ2 et du canal calcique cardiaque codé par le géene CACNAIC.
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Figure 30 : Fonction de miR-133 dans les muscles squelettique et cardiaque.

(adapté de Liu and Olson, 2010)

SRF : Serum Response Factor ; RhoA : GTPase Ras Homolog family member A (GTPase)
Cdc42 : Cell division control 42 ; WHSC?2 : Wolf-Hirschhorn Syndrome Candidate 2; MEF2 :
Myocyte Enhancer Factor 2 ; HAND2 : bHLH transcrition factor (nécessaire a la croissance
des cardiomyocytes) ; Kir3.1 : potassium inwardly-rectifying channel, subfamily J, member 3
(KCNJ3); HCN2, HCN4 : potassium/sodium Hyperpolarisation Cylic Nucleotide-gated

channel.
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En 2007, il apparait que I’expression des canaux potassiques codés par les genes
KCNE] et KCNJ2 est régulée par miR-1 (Yang et al., 2007). Toutefois, en 2012, ces résultats
ont été discutés. Dans la méme année, une autre équipe a mis en évidence, dans des cellules
progénitrices humaines stimulées par hyperglycémie, une augmentation de miR-1 ainsi
qu’une diminution de KCNE1 suggérant que miR-1 pourrait réguler 1’expression de KCNEI
(Lietal., 2012).

De plus, lors de I’étude de I’invalidation de miR-1-2 chez la souris, Zhao et al ont mis
en évidence que miR-1 réprime 1’expression du facteur de transcription IRXS, qui, lui, inhibe
I’expression de KCND2 (Zhao et al., 2007). Ainsi, la diminution de miR-1 chez ces souris
conduit a une augmentation de IRXS, entrainant une diminution de KCND2 et donc des
défauts de repolarisation conduisant a des arythmies (Costantini et al., 2005 ; Zhao et al.,
2007). D’autres études confirment le role anti-arythmique des canaux a K. Effectivement, les
syndromes du QT long de type 1 et 2 sont respectivement dus a des mutations dans les geénes
codant les canaux potassiques KCNQI et KCNH2 (Zimmer et al., 2008). Enfin, des analyses
par puces a ADN montrent une augmentation du niveau d’expression de ’ARNm du canal
calcique cardiaque, Cacnalc, dans des souris invalidées pour miR-1-2, suggérant ainsi un role
de miR-1 dans I’expression de Cacnalc et ainsi dans la signalisation cellulaire dépendante du

calcium (Zhao et al., 2007).

2.2. La famille miR-133

La famille miR-133 est également composée de trois membres miR-133-al, miR-133-
a2 et miR-133-b (figure 27). Les miARNs miR-133-al et miR-133-a2 sont exprimés dans le
ceeur et le muscle squelettique tandis que miR-133-b n’est détecté que dans le muscle
squelettique. Care¢ et ses collaborateurs ont montré que la diminution de miR-133 chez la
souris provoque une hypertrophie cardiaque (Car¢ ef al., 2007). Ce résultat est en accord avec
I’observation d’une réduction de miR-133 dans des échantillons de patients présentant une
hypertrophie cardiaque (Car¢ et al, 2007). Enfin, ces résultats sont confirmés par
I’invalidation des génes miR-133-al et miR-133-a2 chez la souris qui conduit a des défauts
ventriculaires entrainant une Iétalit¢ embryonnaire (Liu et al., 2008). Les rares souris
atteignant 1’age adulte présentent des cardiomyopathies dilatées, une fibrose cardiaque, une
prolifération et une apoptose excessive des cardiomyocytes. Cette prolifération excessive

serait due a une augmentation de la cycline D1, qui est une cible de miR-133-a.
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Figure 31 : Localisation chromosomique, séquence et expression tissulaire des miARNs de
la famille miR-208/499.

A. Les genes miR-208a, miR-208b, miR-499 sont situés dans des régions introniques des
genes codant les chaines lourdes de la myosine MYH6 (o), MYH7 () et MYH7b (f) au niveau
des chromosomes 14, 14 et 20, respectivement.

B. La région « seed » soulignée, composée de 6 a 8 nucléotides localisée a I’extrémité 5° du
miARN mature permettant le ciblage spécifique des ARNm, est pratiquement conservée chez

les 3 miARNS.

E aMhc
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Fonction ‘.iu systé_me I - I ? l miR-208a = I Hypertrophie
de conduction cardiaque et fibrose
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Figure 32 : Fonction de miR-208 dans les muscles squelettique et cardiaque.

(adapté de Liu and Olson, 2010)

GATAA4: transcriptional factor 4 binding to GATA sequence ; HOP: Homeodomain Only
Protein; Thrap: Thyroid Hormon T3 Receptor Auxiliary Protein; Sox6: SRY (Sex
determining Region Y)-box 6 ; Purf: Purine-rich element-binding protein p.

Sox6, Purf et Sp3 sont des répresseurs transcriptionels de fMhc (MYH?7)

Mhc: Myosin heavy chain (MYH); HP1: Heterochromatin Protein 1
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MiR-133-a régule aussi le fonctionnement cardiaque (figure 30). En effet, miR-133-a
contrdlerait 1’expression du canal pacemaker HCN2, et des canaux potassiques KCNQI1 et
KCNH2 régulant la repolarisation. Ces canaux sont impliqués dans la prolongation de I’onde
QT et sont associés a des arythmies et des fibrillations auriculaires. Cependant, ces résultats
sont discutés. Aucune variation d’expression de Kcnh2 n’est observée chez les souris
invalidées pour les génes miR-133-a (Liu et al., 2008). Toutefois, une autre équipe a mis en
¢évidence, dans des cellules progénitrices humaines stimulées par hyperglycémie, une
augmentation de miR-133 ainsi qu’une diminution de KCNQI suggérant que miR-133
pourrait réguler I’expression de KCNQ1 (Li et al., 2012).

Enfin, miR-133 affiche également un rdle dans le métabolisme des cardiomyocytes.
En effet, miR-133 réprime 1’expression du facteur KLF15 (« Kruppel-Like Factor 15 ») qui

régule I’expression de GLUT4, transporteur de glucose dans le cceur (Horie et al., 2009).

2.3. La famille miR-208/miR-499

Comme les familles miR-1/miR-206 et miR-133, la famille miR-208/miR-499 est
composée de trois membres possédant une région « seed » identique (figure 31). Ces miARNs
sont impliqués dans le développement cardiaque, 1’identité de la fibre musculaire (rapide ou
lente) ainsi que la performance musculaire (van Rooij et al., 2007 ; Callis ef al., 2009 ; van
Rooij et al., 2009).

Les miR-208a, miR-208b et miR-499 sont localisés respectivement dans les geénes
MYH6, MYH7 et MYH7b. L’expression de ces miARNs est étroitement liée a celle de leurs
genes hotes. Ainsi, miR-208a est exprimé dans le tissu cardiaque adulte (van Rooij et al.,
2007). MiR-208b est exprimé dans les fibres musculaires lentes et dans le cceur embryonnaire,
et miR-499 est exprimé dans les fibres musculaires lentes et le cceur adulte (Rossi et al.,
2009).

L’invalidation de miR-208a chez la souris conduit a une résistance a la fibrose et a
I’hypertrophie cardiaque suite a un stress (van Rooij et al., 2007 ; Callis et al., 2009 ; van
Rooij et al., 2009). Au contraire, la surexpression de miR-208a chez la souris entraine une
diminution de THRAP1 (« T3 receptor auxiliary protein 1»), qui régule le récepteur a
I’hormone thyroidienne T3, et une diminution de la myostatine, un répresseur de
I’hypertrophie du muscle squelettique et cardiaque, conduisant & une hypertrophie cardiaque
et des arythmies (Callis et al., 2009) (figure 32). De plus, miR-208a régulerait 1’expression de

la connexine 40, de la protéine HOP (« Homeodomain-Only Protein ») et du facteur de
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Figure 33 : Structure de la sous-unité o du canal a sodium Na,l.5.

Le canal est composé de 4 domaines I a IV, composés de 6 segments transmembranaires de 1
a 6. Les segments S4 des trois premiers domaines sont sensibles au voltage. Les signes « + »
indiquent que les segments contiennent un bandeau d’acides aminés chargés positivement.

Le segment S4 du domaine I en rouge correspond a la partie du canal codée par I’exon 6A
dans la forme néonatale et par I’exon 6B dans la forme adulte. Les parties en trait noir épais
sont codées par les exons alternatifs 17, 18 et 24. « Q1077 » correspond a 1’isoforme issue
de I'utilisation d’un site 3’ d’épissage alternatif de I’exon 18 conduisant a I’inclusion de trois
nucléotides CAG codant une glutamine supplémentaire. Le motif IFM (Isoleucine,
Phénylalanine, Méthionine) est nécessaire a la boucle d’inactivation. CaMBD et le motif 1Q

(Isoleucine Glutamine) sont des domaines de liaison a la Calmoduline.
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transcription GATA4. A ces régulations, s’ajoute celle des génes codant les myosines MYH?7
et MYH7b, et donc les deux autres membres de la famille, miR-208b et miR-499. Ainsi, suite
a des signaux tels que le stress, I’augmentation de miR-208a entraine une augmentation de
I’expression des myosines MYH7 et MYH7b et des miARNs, miR-208b et miR-499 (van
Rooij et al., 2009).

3. Le canal a sodium SCN5A/Na,1.5 au cceeur des troubles cardiaques

3.1. Généralités sur les canaux sodiques

Les canaux sodiques voltage-dépendant (« VGSC : Voltage-Gated Sodium Channel »)
sont constitués d’une large sous-unité principale o d’environ 230 kDa associée a une ou
plusieurs sous-unités auxiliaires § de 33 a 38 kDa (Catterall, 2000 ; Schroeter et al., 2010). La
sous-unité a, formant le pore, est responsable de I’activation et I’inactivation du canal et de la
sélection ionique, tandis que les sous-unités B peuvent modifier la dépendance au voltage et
les cinétiques de la sous-unité a. Les canaux a sodium possedent la caractéristique de s’activer
rapidement puis de s’inactiver en fonction du voltage et du temps, conduisant ainsi a une

inactivation rapide ou lente.

3.1.1. La sous-unité alpha des canaux sodiques

La sous-unité a du canal (VGSCa) est formée de quatre domaines homologues (DI a
DIV). Chaque domaine est composé de six segments transmembranaires (S1 a S6) (figure 33).
Le repliement des quatre domaines sur eux-mémes forme un pore central. Les boucles P
(Pore) situées entre les segments S5 et S6 de chaque domaine constituent la partie centrale du
pore. Les segments S4, structurés en hélices a, sont dits « sensible au voltage » et détectent
ainsi les variations de voltage membranaire et les transmettent au reste du canal. Les boucles
extracellulaires connectant les différents segments entre eux peuvent étre glycosylées. Enfin,
la boucle intracellulaire qui relie les domaines DIII et DIV constitue la boucle d’inactivation
qui est capable de se replier sur le canal et ainsi fermer le pore (Stuhmer et al., 1989). Les
extrémités amino- et carboxy-terminales du canal sont cytoplasmiques et contribuent a la

formation de la face intracellulaire du canal.
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Introduction . Chapitre Il

Chez I’homme, dix geénes codant pour différentes sous-unités o du canal sodique ont
été identifiés. Le nom de chaque sous-unité o est défini selon le symbole chimique de I’ion
perméant (Na), I’initiale du principal régulateur en indice, le voltage (Nay) et le chiffre
correspondant a la famille de géne (Nay1). Dans le cas des canaux sodiques, une seule famille
a ¢été décrite (Goldin, 2001). Le second chiffre apparaissant apres le point correspond a la
sous-famille du géne (Nay1.X). Par exemple, la sous-unité Na,1.5 correspond au cinqui¢me
geéne de la famille 1 des canaux a sodium. Ces différents canaux peuvent étre regroupés en
fonction de leur sensibilité a la tétrodoxine (TTX), un bloqueur sélectif des canaux sodiques
qui condamne de facon rapide et réversible le pore du canal. Ainsi, les canaux dits « TTX-
sensibles » (TTX-S) sont Na,l.1 a Na,1.4, Na,1.6, Na,1.7 et les canaux « TTX-résistantes »
(TTX-R) sont Na,1.5, Na,1.8 et Na,1.9. Cette résistance serait due a la substitution d’un seul
acide aminé au niveau du domaine I : un résidu phénylalanine aromatique des formes TTX-S
est remplacé par un résidu cystéine polaire dans les canaux TTX-R, réduisant ainsi d’environ
200 fois la sensibilité a la TTX (Satin et al., 1992). L’expression de ces différents génes varie
selon les tissus. Par exemple, les canaux Na,l.1, Na,1.2, Na,1.3, et Na,1.6 sont fortement
exprimés au niveau du systéme nerveux central (SNC). Les canaux Na,1.7, Na,1.8 et Na,1.9
sont principalement exprimés dans le systéme nerveux périphérique (SNP). Le canal Na,1.4
(SCN4A4) est, quant a lui, spécifique aux muscles squelettiques et sa quantité augmente au
cours du développement. Le canal Na,1.5 (SCN5A4) est lui retrouvé faiblement dans le muscle
squelettique embryonnaire ou dénervé, mais est fortement exprimé dans le muscle cardiaque.
Enfin, des protéines apparentées aux canaux sodiques voltage-dépendant, ont été retrouvées
chez la souris, le rat et ’homme et forment une sous famille : Nay (Eijkelkamp et al., 2012).
Ces protéines possedent environ 50% d’identité avec la famille de canaux Na,1 mais montrent
des différences au niveau de motifs cruciaux tels que le détecteur au voltage (segment S4), la
boucle d’inactivation (boucle reliant les domaines DIII et DIV), le motif IFM (isoleucine,
phénylalanine, méthionine) et la région du pore. Ces variations de séquences suggerent que
ces canaux sont plutdt régulés par la concentration de Na' extracellulaire que par le voltage
(Grob et al., 2004). Le tableau 6 récapitule les différentes formes de canaux sodiques voltage-
dépendant et Nay détectés chez I’homme, leur sensibilité a la TTX ainsi que leur distribution

tissulaire.
e Activation des canaux sodiques

Les canaux sodiques présentent une sélectivité pour le sodium cent fois plus élevée

que pour les autres ions, avec un débit d’ions par canal ouvert de 10 ions par seconde. Cette
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Figure 34 : Modéles moléculaires des mouvements des segments S4, détecteurs de voltage,
du canal sodique Na,l.5.

(adapté de Elinder et al., 2007)

Les segments S4 sont en rose. Les fleches noires indiquent les mouvements effectués par les
segments. Les charges négatives et positives intracellulaires correspondent respectivement a
la charge globale intracellulaire avant et apres dépolarisation de la membrane.

Le mode¢le a gauche est nommé « helical screw » (mouvement de tire-bouchon).

Le mode¢le au centre est nommé « helical twist » (torsion hélicoidale).

Le mod¢le a droite est nommé « paddle » (pagaie).
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spécificité est due aux boucles P, reliant les segments S5 et S6 de chaque domaine, qui
forment un pore aqueux sélectif. Un modele (Lipkind and Fozzard, 2000) propose qu’un filtre
de sélectivité serait formé par I’arrangement de résidus d’acides aminés chargés négativement
en deux anneaux (un externe et un interne) au niveau de ce pore. L’anneau externe comprend
le motif d’acides aminés EEDD et I’anneau interne est constitué du motif DEKA (Lipkind and
Fozzard, 2000). Dans ce mod¢le, intervient une molécule d’eau qui est stabilisée par les deux
résidus K et E du motif DEKA, I’ion Na" déplace la molécule d’eau et lie les résidus D et E
du motif DEKA, tandis que la lysine se rapproche de I’alanine pour former une loge pour le
sodium. Dans un second mode¢le (Vora et al., 2005), deux ions Na' occuperaient en continu le
filtre de sélectivité, et un troisiéme ion entrant du coté extracellulaire propulserait 1’un des
deux ions a travers le canal (Vora et al., 2005).

Les segments S4 de chaque domaine contiennent des motifs répétés, constitués
d’acides aminés positivement chargés (lysine ou arginine), séparés par deux résidus non
polaires. La structure des segments S4 forme une hélice amphiphile présentant un bandeau de
charges positives. Ces dernicres seraient stabilisées par des charges négatives, principalement
portées par les segments transmembranaires S2 et S3 (figure 34). Le segment S4 du domaine
DI serait le premier a percevoir les variations de voltage. La localisation des segments S4
ainsi que leur mouvement lors du passage des ions Na' sont encore controversés. Ainsi, un
premier modele connu sous le nom de «helical screw » (mouvement de tire-bouchon)
propose que lors d’une dépolarisation membranaire, sous 1’effet du champ électrique, les
liaisons ¢lectrostatiques des segments S4 avec les segments S2 et S3 sont rompues et les
segments S4 effectuent un mouvement de rotation et de soulévement vers le milieu
extracellulaire. Ceci provoque un changement de conformation du canal qui permet le passage
des ions Na'. Au contraire, un second modéle suggére que les segments S4 seraient en contact
avec des lipides, et effectueraient un mouvement de pagaie (modele « paddle ») entrainant
I’ouverture du canal. Enfin, il émerge un troisieme mode¢le dit « helical twist » selon lequel les
segments S4 sont diagonalement insérés dans la membrane et effectueraient un mouvement de

rotation de 180°, sans mouvement de translation (figure 34) (Elinder et al., 2007).
e Inactivation des canaux sodiques

Aux structures sensibles au voltage entrainant I’activation du canal, s’ajoutent des
structures d’inactivation. Cette inactivation s’effectue lors de la dépolarisation, quelques
millisecondes apres 1’ouverture. Ainsi, I’inactivation ferme le canal et empéche sa réouverture

avant un certain temps de réactivation. Ce mécanisme joue un réle important dans les cellules

83



Fermé Activé Inactivé

Figure 35 : Modéle des 3 états du canal a sodium.

(adapté de Eijkelkampel et al., 2013)

Le pore du canal peut étre divis¢é en deux parties: la porte d’activation et la porte
d’inactivation (respectivement au centre et en bas du canal sur le schéma). A gauche, le canal
est dit « fermé » avec la porte d’activation fermée et la porte d’inactivation ouverte. Au
centre, le canal est dit « ouvert » ou « activé » avec les portes d’activation et d’inactivation
ouvertes. A droite, le canal est dit « inactivé » avec la porte d’activation ouverte et la porte

d’inactivation fermée car obstruée par la boucle d’inactivation.
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excitables en déterminant la fréquence maximale de décharge des potentiels d’action et leur
propagation. Trois types d’inactivation ont été caractérisés en fonction de leur cinétique :
rapide, lente et ultra-lente (Goldin, 2003).

L’inactivation débute a la réception du voltage par le segment S4 du domaine IV.
Celui-ci affiche un délai de réponse et change de conformation seulement apres le passage des
ions Na' a travers le pore. L’inactivation rapide du canal s’effectue par la boucle
intracellulaire reliant les domaines III et IV, qui vient se fixer a une région dite site de garage
(« docking site »). Ce mécanisme d’inactivation se déroule par un mécanisme de boule et de
chaine (« ball and chain »). Dées I’ouverture du pore, cette boucle se mettrait en mouvement et
un motif hydrophobe IFM constitu¢ de trois acides aminés (isoleucine, phénylalanine,
méthionine) viendrait obstruer le pore. Le « docking site » serait constitu¢ des boucles qui
relient les segments S4 et S5 des domaines III et IV contenant des résidus hydrophobes et la
partie C-terminale du segment S6 du domaine IV (Catterall, 2000). L’extrémité C-terminale
du canal interagirait avec la boucle d’inactivation, permettant de maintenir le canal sous
forme inactivée pendant une dépolarisation prolongée.

L’inactivation lente et I’inactivation ultra-lente, quant a elles, seraient le résultat d’un
réarrangement de la structure du pore. En effet, des mutations dans les boucles P du pore,
dans le motif EEDD de I’anneau externe et dans le motif DEKA de I’anneau interne modifient

ces deux types d’inactivation.
e Mod¢ele du mécanisme général d’ouverture et fermeture des canaux sodiques

Dans ce modeéle, le pore du canal peut étre divisé en deux parties : la porte d’activation
(« activation gate ») située dans le pore et regardant vers le milieu extracellulaire, et la porte
d’inactivation (« inactivation gate ») formée de la boucle d’inactivation intracellulaire (figure
35). Au repos, le canal est sous sa forme « fermée » avec la porte d’activation fermée et la
boucle d’inactivation dans le milieu intracellulaire « ouverte ». Lors d’une dépolarisation
membranaire, les changements de conformation des segments S4 vers le milieu extérieur
entrainent 1’ouverture de la porte d’activation. Ainsi, le canal est dit « ouvert » ou « activé ».
Lors de I’inactivation par le mécanisme « ball and chain », la boucle d’inactivation vient
obstruer le pore avec la porte d’activation ouverte mais la porte d’inactivation fermée : le
canal est dit «inactivé ». Enfin, quand la membrane est repolarisée, le pore retrouve son état

dit « fermé » (figure 35).
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3.1.2. Les sous-unités beta des canaux sodiques

Les sous-unités auxiliaires B (VGSCP) des canaux sodiques sont des glycoprotéines
d’environ 30 a 40 kDa. Elles sont constituées d’un segment transmembranaire unique, d’un
segment N-terminal extracellulaire possédant un domaine immunoglobuline-like, et d’une
petite chaine C-terminale intracellulaire. Souvent par deux, les sous-unités B sont associées a
une sous-unité o, de mani¢re non-covalente ou covalente en fonction des différents canaux
(Catterall, 1986 ; Isom, 2001).

Les sous-unités 1, B2, B3 et f4 sont codées par les génes SCNIB, SCN2B, SCN3B et
SCN4B (tableau 7). Il existe deux isoformes d’épissage de la sous-unité 1 : B1 et B1B. Les
profils d’expression de ces sous-unités [ varient en fonction des tissus et au cours du
développement embryonnaire. Par exemple, le niveau d’expression cardiaque de la sous-unité
B1 augmente au cours du développement cardiaque (Dominguez ef al., 2005). Les sous-unités
B1, B2 et B4 sont exprimées dans les ventricules et oreillettes cardiaques, tandis que la sous-
unité B3 est exprimée dans les ventricules et les fibres de Purkinje mais pas dans les
oreillettes. Les sous-unités 1 et B3 interagissent avec la sous-unité o par des liaisons non-
covalentes, tandis que les sous-unités B2 et B4 sont reliées a la sous-unité o par des ponts
disulfure. De plus, les fonctions de ces sous-unités sont multiples. D’une part, elles modulent
les propriétés électrophysiologiques et I’expression a la membrane des sous-unités o des
canaux sodiques. D’autre part, elles jouent le role de molécules d’adhésion en interagissant
avec la matrice extracellulaire, en régulant la migration et 1’agrégation cellulaire et en
interagissant avec le cytosquelette (Isom, 2001). La sous-unité B1 régule I’activité de Na,1.1
et de Na,1.5 (Isom et al., 1992 ; Qu et al., 1995). La sous-unité B3, quant a elle, est impliquée
dans I’augmentation du courant sodique persistant (Qu et al., 2001). La sous-unité 34 joue un
role dans I’inactivation du canal Na,1.1 (Aman ef al., 2009). Ces différentes régulations de la
sous-unité o des canaux sodiques par les sous-unités B sont présentées plus en détail dans la

partie « Régulations du canal Na,1.5 ».

3.1.3. Molécules bloquant les canaux sodiques

Les canaux sodiques sont les cibles de toxines naturelles provenant de différentes
especes (scorpions, serpents, araignées, mollusques et végétaux, etc.), de molécules

thérapeutiques, d’agents anesthésiants et d’insecticides. Ces molécules se fixent a différents

85



Site Toxines Effet physiologique

tétrodoxine (TTX)
1 saxitoxine blocage de la perméabilité au sodium
y-conotoxine
batrachotoxine (BTX)
vératridine

2 aconitine activation persistante
grayanotoxine
N-alkylamides
toxines a de scorpion

3 toxine d'anémone de mer (ATXII) ouverture prolongée du canal
d-atracotoxine

4 toxines B de scorpion déplacement de la courbe d'activation

5 br evetox.mes déplacement de la courbe d'activation
ciguatoxines

6 8-conotoxines ouverture prolongée du canal

7 DDT et analogues pyréthroides activation persistante

8 toxines de cones ouverture prolongée du canal

9 anesthésiques locaux blocage de la perméabilité au sodium

anticonvulsants dihydropyrazoles

Tableau 8 : Toxines et insecticides liant et bloquant les canaux sodiques voltage-dépendant.

(adapté de Anger et al., 2001)

Mus musculus Rattus norvegicus
Sus scrofa domesticus Homo sapiens

- Na,1.1
B v 10021
[ naa2

Figure 36 : Niveaux d’expression cardiaque de différentes isoformes Na,l dans les coeurs

de mammiferes.

(adapté de Blechschmidt et al., 2008)

Les profils d’expression des transcrits de différentes isoformes de Na,1 dans le muscle

cardiaque de la souris, du rat, du cochon et de I’humain, présentés sous forme de diagramme

circulaire.
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sites de la sous-unité a. A ce jour, neuf sites de liaison de ces molécules ont été identifiés et

sont récapitulés dans le tableau 8 (Anger ef al., 2001).

3.2. Caractéristiques du canal a sodium Na,1.5

Durant ma these, j’ai étudié¢ I’épissage alternatif d’un des canaux sodiques, Na,1.5, en
rapport avec les origines des symptomes cardiaques des patients DM. C’est pourquoi, parmi

les canaux sodiques connus, une partie de ce chapitre est consacré au canal Na,1.5.

3.2.1. Expression du canal a sodium Na,1.5

Les canaux sodiques voltage-dépendant cardiaques ont été initialement identifiés chez
le rat, le lapin et le poulet (Colatsky et al., 1979 ; Rogart et al., 1983 ; Cruz et al., 1985 ;
Rogart et al., 1986). En 1992, le principal homologue cardiaque de ces canaux chez ’homme,
SCN5A, a été localisé sur le chromosome 3 puis cloné et caractérisé (Gellens ef al., 1992). La
protéine Na, 1.5/ SCNS5A est composée de 2016 acides aminés. Elle est localisée au niveau de
la membrane latérale et des disques intercalaires des cardiomyocytes et représente le canal
sodique le plus abondant dans le cceur humain (figure 36 ; Blechschmidt et al., 2008). Enfin,
I’invalidation du géne Scn5a chez la souris est létale a I’état embryonnaire (Papadatos et al.,
2001). Les embryons de souris Scn5a” montrent des contractions cardiaques non coordonnées
jusqu’au stade E10,5, puis aucune contraction au-dela de E11,5. De plus, 1’étude des
embryons Scn5a” a révélé une réduction de la taille du cceur et des chambres ventriculaires,
tandis que le développement des oreillettes paraissait normal. Au contraire, les souris Scna™”
se développent normalement et ne montrent pas de mortalité précoce par rapport aux souris
sauvages. Cependant, les expériences de patch clamp mettent en évidence une réduction du
courant sodique de 50% dans les cardiomyocytes de souris ScnSa™ par rapport aux souris
Sen5a™". De plus, les ECG effectués sur les souris ScnSa™ montrent des défauts de
conduction cardiaque s’apparentant a des retards de conduction cardiaque progressifs
(« CCD : Cardiac Conduction Delay » ou maladie de Lev-Lenégre) avec une prolongation de
I’onde P et de I'intervalle PR. Ceci indique une faible conduction cardiaque au niveau des
oreillettes et du systéeme de conduction auriculo-ventriculaire, et des blocs de branche droit
indiquant des défauts de conduction du faisceau de His. Ces souris présentent également des
tachycardies ventriculaires rappelant le syndrome de Brugada (Papadatos et al., 2002 ;
Jeevaratnam et al., 2010). Enfin, une étude longitudinale récente a montré que ces souris
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Figure 37 : Différents variants d’épissage alternatif de SCN5A.

(Schroeter et al., 2010)

A. Structure des variants du canal Na,1.5. Les zones en noir sont les parties codées par 1’'un
des exons alternatifs notés : E6, E17, E18, E24 et E28. +Q1077 correspond a I’utilisation d’un
site 3> d’épissage alternatif de I’exon 18 conduisant a I’inclusion de trois nucléotides CAG
codant une glutamine supplémentaire.

B. Epissages alternatifs de SCN5SA conduisant aux isoformes protéiques.

Les noms des variants protéiques sont indiqués a gauche. Les exons constitutifs, alternatifs et
les parties d’introns retenues sont représentés respectivement par des rectangles gris, noirs, et

mosaiques de blanc et noir. Les codons d’arrét sont indiqués par des astérisques.
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présentent une diminution progressive de la conduction cardiaque et une apparition de fibrose
cardiaque progressant avec 1’age. Il est intéressant de noter que les CCD s’aggravent avec
I’age et sont souvent associés a une fibrose interstitielle progressant avec le temps
(Jeevaratnam et al., 2011 ; Jeevaratnam et al., 2012). Ces données suggerent donc que la perte
de fonction d’une partie des canaux Na,1.5 chez les souris Scn5a™ provoque des défauts
cardiaques s’apparentant au syndrome de retard de conduction cardiaque progressif et au

syndrome du Brugada, deux maladies génétiques observées chez ’homme.

3.2.2. Les différents variants d’épissage de Na,1.5

A D’instar de la majorité¢ des 20 000 génes humains, 1’épissage alternatif de I’ARN pré-
messager de SCN5A donne naissance a plusieurs variants de ce canal (Schroeter et al., 2010).
Parmi les 28 exons de SCN34, les exons 6A, 6B, 17, 18 et 28 ainsi que I’intron 27 sont
soumis a I’épissage alternatif générant dix ARNm et donc théoriquement au moins dix
isoformes protéiques (Na,1.5; Nayl.5a; Na,1.5b; Na,l.5¢c; Na,1.5d; Na,1.5¢; Na,1.5f;
E28B ; E28C ; E28D). Ces variants sont présentés dans la figure 37. Ils peuvent étre séparés
en deux groupes : les isoformes fonctionnelles (Nay1.5a ; Nay1.5¢ ; Na,1.5d ; Na,1.5¢) et les
isoformes non-fonctionnelles (Na,1.5b ; Na,1.5f; E28B ; E28C ; E28D). Il est important de
noter que plusieurs événements d’épissage alternatif peuvent se produire dans un méme
transcrit augmentant ainsi le nombre de variants de Na,1.5 et modifiant les propriétés de ce

canal.
e Les variants fonctionnels

Le premier variant de Na,1.5, découvert dans le cerveau et le coeur de rat, est le canal
Nay1.5a. Cette isoforme due a I’exclusion de I’exon 18 présente une cinétique d’activation
plus rapide que Na,l1.5 ; toutefois, elle n’est pas exprimée dans le cceur humain. Une autre
isoforme liée a I’exon 18 est Na,1.5c. En effet, le choix du site accepteur d’épissage distal de
I’exon 18 conduit & I’inclusion de 3 nucléotides CAG entrainant 1’insertion d’une glutamine.
Il est a noter que la forme incluant ce triplet CAG (+Q1077) est la forme commune dans le
ceeur adulte. De plus I’'insertion de cette glutamine ne modifie pas les caractéristiques
¢lectrophysiologiques du canal Na,1.5. Cependant des études récentes montrent que la
présence ou l’absence de cette glutamine (+Q1077 ou AQ1077) affecte les cinétiques

d’activation et d’inactivation du canal lorsqu’elle est associée a d’autres mutations conduisant
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au syndrome du QT long de type 3 et au syndrome de Brugada (Tan ef al., 2005 ; Tan ef al.,
2006 ; Wang et al., 2007).

La délétion dans le cadre de lecture d’un fragment de 120 nucléotides de 1’exon 17
(codant les résidus 961 a 1000) donne naissance au variant Na,1.5d. Des expériences de patch
clamp montrent que Na,1.5d entraine une plus faible activation et inactivation du canal ainsi
qu’une plus faible probabilité d’ouverture du canal comparé a Na,1.5 (Camacho et al., 2006).
Toutefois, le niveau d’expression de cette isoforme Na,1.5d est trés faible dans le coeur
humain.

Enfin, le dernier variant fonctionnel de Na,1.5, Na,1.5¢, sujet de mon travail de thése,

sera décrit dans la partie 3.2.3.
e Les variants non-fonctionnels

Na,1.5b, identifi¢ par RT-PCR dans le cceur de souris, est un variant non fonctionnel
caractérisé par une délétion des exons 17 et 18. Il est exprimé faiblement dans le cceur de
souris et est absent dans le coeur humain. Un second variant non-fonctionnel, Na,1.5f, a été
identifié¢ dans le cerveau et le cceur de rat. Ce variant est le résultat d’une délétion de I’exon
24 codant 18 acides aminés (position : 1416-1433) dans la région du pore en DIII. Des études
¢lectrophysiologiques dans des ovocytes de xénope et des cellules HEK293 montrent que ce
canal Na,1.5f est non fonctionnel. De plus, il peut se détecter dans le cerveau chez I’homme.
Enfin, les variants d’épissage E28B, E28C et E28D sont des formes tronquées en C-terminale
de Nay1.5. Leur expression protéique est limitée a des cas d’arrét cardiaque (Schroeter ef al.,
2010). Notons que ces variants ont été détectés par RT-PCR et peuvent étre des artéfacts de

PCR dus a la structure répétée de ’ARNm SCNS5A.

3.2.3. Le variant d’épissage néonatal : Na,1.5¢

En 2005, deux <¢tudes indépendantes menées sur une lignée cellulaire de
neuroblastome et sur une lignée cellulaire de cancer du sein ont montré I’existence d’un
variant dit « néonatal », nommé Na,1.5¢e (Fraser et al., 2005 ; Ou et al., 2005). Ce variant est
le résultat de I’épissage alternatif de I’exon 6 du gene SCN54, qui a été dupliqué en tandem au
niveau de six genes de la famille Nay,1 (SCNIA4; SCN24 ; SCN3A4 ; SCN5A4 ; SCN8A ;
SCN94). Cette duplication conduit a la présence de deux exons, appelés exon 6A et exon 6B,
dans le geéne. Ces deux exons sont mutuellement exclusifs et codent la région correspondant a
la fin du segment S3 et a la totalit¢ du segment S4 du domaine DI (acides aminés 205 a 234).
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EX 6B ATACACAACTGAATTTGTGGACCTGGGCAATGTCTCAGCCTTACGCACCTTCCGAGTCCTCCGGGCCCTGAAAACTATATCAGTCATTTCAG
EX 6A GTATGTATCAGAAIATATAMAACTAGGCAATTTGTCGGCTCTT CGAACTTTCAGAGTCCTGAGAGCT CTAAAAACTATTTCAGTTATCCCAG

EX 6B YTTEFVDLGNVSALRTFRVLRALKTISVIS

EX 6A YVSENIKLGNLSALRTFRVLRALKTISVIP

Figure 38 : Les exons 6A et 6B mutuellement exclusifs de SCN5A.

A. Schéma des exons 6A et 6B mutuellement exclusifs.

B. Séquences nucléotidiques des exons 6A et 6B de SCN5A. Les nucléotides différents sont
indiqués en rouge.

C. Séquences protéiques des exons 6A et 6B de SCN5A4. Les acides aminés différents sont

indiqués en rouge.
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L’épissage alternatif de ces exons est régulé au cours du développement cardiaque. En effet,
I’exon 6A amont, appelé aussi exon néonatal codant pour le canal Na,1.5¢, est remplacé apres
la naissance par I’exon 6B aval, appelé exon adulte codant pour le canal Na,1.5. Ainsi, une
¢tude récente montre que I’exon 6A est respectivement exprimé 1,5 fois et 7,5 fois plus dans
le cceur de feetus que dans le cceur de nouveau-nés et d’adultes (Murphy et al., 2012),
suggérant que l’expression de Na,l.5¢ diminue lors du développement conduisant a
I’expression exclusive de Na,1.5 dans le coeur adulte.

Cependant, cette régulation développementale est spécifique du muscle cardiaque et
n’existe pas dans le cerveau. En effet, Na,1.5e, qui est le principal variant de Na,1.5 dans le
cerveau, ne diminue que légérement chez 1’adulte (Wang et al., 2009 ; Schreeter, 2010).

Les exons 6A et 6B sont de taille identique (92 paires de bases), mais différent par 31
nucléotides (figure 38), générant deux canaux (Na,1.5 et Na,1.5¢) qui différent par 7 acides
aminés. Parmi ces 7 résidus, la lysine K211 de Na,1.5e, qui remplace ’acide aspartique D211
de Na,1.5, jouerait un role important dans les propriétés électrophysiologiques du canal. En
effet, il a été proposé que la lysine K211, chargée positivement et située au niveau du lien
extracellulaire S3-S4 du domaine DI, soit responsable du décalage des courbes d’activation du
canal feetal Nay1.5¢ par rapport a I’isoforme adulte Na,1.5 (Onkal et al., 2008). Ce travail a
été confirmé par une seconde étude, qui a mis en évidence un retard d’activation de +9 mV du
canal Nayl.5e, mais sans modification de son inactivation ou de sa récupération apres
inactivation (Walzik et al., 2011). Enfin, en accord avec cette étude, une troisiéme équipe a
¢galement montré un retard d’activation du canal Na,1.5¢e (décalage de +10 mV) par rapport a
Nay 1.5, et ceci sans modification de son inactivation ou de sa récupération apres inactivation

(Murphy et al., 2012).

3.2.4. Régulations de I’activité du canal a sodium Na,1.5

e Régulation lors de sa synthese

La synthése de ’ARNm SCN54 est régulée. En effet, le traitement par la mexiletine de
cardiomyocytes de rat en culture augmente I’expression d’ARNm de SCN54, (Kang et al.,
1997). De méme, I’augmentation de la concentration en calcium intracellulaire par un
ionophore calcique conduit & une diminution de la quantité de SCN54 (Duff et al., 1992)
(figure 39).
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Figure 39 : Régulation de D’expression et du trafic intracellulaire du principal canal a
sodium cardiaque Na,l.5.

(adapté de Herfst et al., 2004)

A. Topologie de la sous-unité a de Nayl.5 présentant les motifs de régulation, les sites de
fixation potentiels des protéines accessoires et les sites de phosphorylation par les PKA.

B. Représentation schématique du transport et des principaux événements de régulation. Les
isoformes mineures cardiaques Na,1.1, Na,1.3 et Na,1.6, responsables de moins de 5% du
courant sodique cardiaque, sont aussi indiquées au niveau de la membrane.

Bx: sous-unité¢ B; Cv: cavéoles; IcD: disques intercalaires; Ls: lysosome ; N-glyc: N-
glycosylation ; Nu: noyau ; phos: phosphorylation ; RER: réticulum endoplasmique rugueux ;

TE: éléments tubulaires ; TT: tubule transverse ; TV: vésicule de transport.
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Le transport du réticulum endoplamique (RE) a I’appareil de Golgi de la protéine
Nay1.5 (SCN5A) fait également I’objet d’une régulation. En effet, la présence de trois motifs
de rétention au RE de type RXR au niveau de la principale boucle cytoplasmique reliant DI a
DII de Na,1.5 peut conduire a une inhibition du transport de ce canal vers le Golgi (Zhou et
al., 2002) (figure 39). De plus, la phosphorylation du second motif RXR par la protéine
Kinase A (PKA) augmente le courant sodique, suggérant que cette phosphorylation du canal
abolit sa rétention au niveau du RE. Cependant, la suppression du site RXR conduit a une
diminution du courant sodique suggérant une fonction différente de ce site. Il pourrait alors
réguler le recrutement du canal au niveau des cavéoles. D’autres motifs a I’extrémité C-
terminale, tels que le motif DXE ou le motif liant le domaine PDZ, pourraient aussi &tre
impliqués dans le transport du canal du RE au Golgi. En effet, le motif de Na,1.5, liant le
domaine PDZ, pourrait lier le domaine PDZ de la syntrophine Y2, lui permettant ainsi
d’interagir avec le cytosquelette d’actine (Herfst et al., 2004). Il est a noter que des mutations
des sites de régulation du trafic de Na,l1.5, qui entrainent un déficit en canal a la surface
cellulaire, peuvent conduire a des défauts cardiaques tels que le syndrome de Brugada ou des
troubles de la conduction cardiaque (CCD) (Baroudi et al, 2001 ; Baroudi et al., 2002 ;
Bezzina et al., 2003 ; Herfst et al., 2003 ; Probst et al., 2003).

Enfin, le nombre de canaux a la surface de la cellule peut étre régulé par
ubiquitinylation. En effet, il a ét¢ montré que I’expression de I'ubiquitine ligase Nedd4 réduit
de 40% le courant sodique dans des cardiomyocytes de rat. Via son domaine WW (contenant
deux tryptophanes), Nedd4 interagirait avec le motif PY (riche en proline) de Na,l.5,
entrainant son ubiquitinylation puis son internatisation, ce qui conduirait a sa dégradation ou a
son recyclage (Abriel et al., 2000). L’observation d’une fraction de canaux Nayl.5

ubiquitinylés dans le coeur de souris renforce ce modele (van Bemmelen ef al., 2004).

e Régulation de I’activité du canal Na,1.5 au niveau de la membrane

La concentration de calcium intracellulaire [Ca®"] régule P’activité¢ des canaux Na,l1.5
via la calmoduline (CaM) et la CaMKII. En effet, la calmoduline peut interagir avec Nay1.5
au niveau de deux sites : le motif IQ localisé en C-terminal de Na,1.5, et le domaine CaMBD
(CalModulin Binding Domain) localisé au niveau de la boucle intracellulaire reliant DIII a
DIV. Lorsque la concentration de calcium intracellulaire est a un niveau basal, la CaM est en
interaction avec le motif IQ du canal. Cependant, lorsque cette concentration augmente, le

Ca”" se fixe a la CaM entrainant des changements conformationnels et la CaM se lie alors aux
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Motifs de liaison sur Na,1.5

Protéine Effets sur Na, 1.5
Syntrophine adaptation au complexe dystrophine/ utrophine motif en C-ter liant le domaine PDZ
SAP97 ancrage a la membrane plasmique motif en C-ter liant le domaine PDZ
Ankyrine-G ciblage a la membrane plasmique boucle intracellulaire DII-DIII
MOGH1 implication dans le transport & la membrane plasmique boucle intracellulaire DII-DIII
a-actinine 2 implication dans le transport a la membrane plasmique boucle intracellulaire DIII-DIV
Plakophiline-2 sa déplétion induit une réduction du courant sodique ND
réduction du courant sodique ND

Desmogléine-2
PTPH1
Nedd4-like E3 ubiquitine ligase
Calmoduline kinase Il
Protéines FGF
Calmoduline
14-3-3n
Cavéoline-3
GPD1-L
Téléthonine

ZASP

phosphorylation et modulation de I'activité du canal
ubiquitinylation et internalisation
phosphorylation et modulation de I'activité du canal
modulation de I'activité du canal et de la densité des canaux a la membrane
modulation de l'activité du canal en fonction de la [Caz*]
modulation de l'inactivation du canal

mutation de la cavéoline-3 induit un courant sodique persistant

mutation de GPD1-L induit une diminution du courant sodique
modulation de l'activation dépendante du voltage

mutation de ZASP induit un retard d'activation du canal

motif en C-ter liant le domaine PDZ
motif PY en C-ter
boucle intracellulaire DI-DII
C-ter
motif IQ en C-ter et domaine CaMBD
boucle intracellulaire DI-DII
ND
ND
ND

ND

Tableau 9 : Récapitulatif des protéines régulant I’expression ou lactivité de SCN5A.
(adapté de Shy et al., 2013)

Les sous-unités  n’apparaissent pas dans ce tableau.

SAP97: Synapse-Associated Protein 97 ; PTPHI: Protein Tyrosine Phosphatase ; MOGI:
Multi-copy suppressor Of Gspl ; FGF: Fibroblast Growth Factor ; GPDI1-L: Glycerol-3-
Phosphate Dehydrogenase-Like protein; ZASP: Z-band-Alternatively Spliced-PDZ motif

protein ; ND: Non Déterminé.
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deux motifs IQ et CaMBD de Na,1.5. Ceci réduit la capacité d’inactivation du canal Na,1.5,
augmentant ainsi le courant sodique (Sarhan et al., 2009 ; Chagot et al., 2011 ; Sorensen,
2013).

De méme, la sérine-thréonine kinase dépendante de Ca**/Calmoduline (CaMKII)
régule le fonctionnement de Na,1.5. En effet, a faible concentration de calcium intracellulaire,
la CaMKII est sous forme d’holoenzyme inactive; mais lorsque cette concentration
augmente, le calcium se fixe a la CaM, qui interagit alors avec le domaine régulateur de la
CaMKII et I’active. La CaM s’autophosphoryle puis phosphoryle la sérine S571 de la boucle
reliant DI a DII de Nay1.5, réduisant ainsi le courant sodique (Rokita and Anderson, 2012).
Une augmentation de la phosphorylation de CaMKII et de Nay1.5 a été observée dans des
¢chantillons de cceur provenant de personnes atteintes d’insuffisance cardiaque (Koval et al.,
2012).

La protéine 14-3-3, connue pour étre impliquée dans le transport a la membrane
cellulaire de protéines membranaires, ne jouerait pas de role dans le transport de Na,l.5.
Cependant, cette protéine est capable d’interagir avec la partie N-terminale de la boucle
intracellulaire liant DI a DII de Na,1.5 et d’affecter ses propriétés biophysiques telles que son
inactivation et son retour apres inactivation (Abriel, 2010). De méme, d’autres protéines telles
que la Cavéoline 3, I’ al syntrophine, la GPDIL (« glycerol-3-phosphate deshydrogenase
like »), la PTPHI1 (« Protein tyrosine phosphatase 1 »), la téléthonine et la plakophiline-2
interagiraient et réguleraient 1’activité du canal Na,1.5. Par exemple, la plakophiline-2,
localisée au niveau des desmosomes des disques intercalaires, interagirait avec le canal
Na, 1.5 et la connexine 43, servant ainsi d’intermédiaire entre ces deux protéines. Toutefois, le
role physiologique de ces interactants reste a démontrer (Abriel, 2010).

Enfin, il a été retrouvé chez un patient atteint du syndrome de Brugada, une mutation
de Na,1.5 au niveau de son domaine de liaison a 1’ankyrine-G (ANK3), conduisant a la perte
de liaison entre ces deux protéines. De plus, la déplétion de I’ankyrine-G, une protéine
permettant ’attachement d’une protéine membranaire a la membrane plasmique, entraine une
diminution de I’expression de Nay1.5 (Mohler et al., 2004). L’ensemble de ces protéines

régulant le canal Nay1.5 est présenté dans le tableau 9.

e Régulation de I’activité du canal Na,1.5 par les sous-unités 3

Les quatre sous-unités B modulent I’expression a la membrane plasmique ainsi que

I’activité du canal Na, 1.5, d’ou leur nom de sous-unités auxiliaires. En effet, il a ét¢ décrit que
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Figure 40 : Mutations de SCN5A associées au syndrome du QT long de type 3.

(adapté de Zimmer et al., 2008)

De nombreuses mutations conduisant & un courant persistant touchent des résidus au niveau
du segment S4 du domaine IV (recevant le signal électrique qui permet le début de
I’inactivation), de la boucle d’inactivation reliant le domaine DIII a DIV, et de la partie C-

terminale intracellulaire du canal a sodium.
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des mutations des sous-unités § conduisent a des troubles cardiaques liés a une altération de
I’expression et 1’activité du canal sodique. Les sous-unités f1 et B1B, interagissent avec la
boucle reliant S5 et S6 des domaines DI et DIV de la sous-unité a du canal et augmenteraient
le courant sodique. Ainsi, des mutations dans le géne SCNIB, conduisent a des CCD, des
fibrillations auriculaires (AF) et au syndrome de Brugada (SB). Des mutations dans le géne
SCN2B conduisent a des AF, celles dans le gene SCN3B a des fibrillations ventriculaires et
SB, et celles dans le géne SCN4B conduisent au syndrome du QT long (Medeiros-Domingo et
al., 2007 ; Watanabe et al., 2008 ; Watanabe et al., 2009 ; Valdivia et al., 2010 ; Rook et al.,
2012). En accord avec ces observations, les expériences de patch clamp montrent que la co-
expression de la sous-unit¢ Bl avec Nayl.5 entraine une augmentation de la densité de
courant, un déplacement négatif de la courbe d’activation (indiquant un gain de fonction de
I’activité du canal), ainsi qu’un retard de la courbe d’inactivation (indiquant un gain de
fonction de I’activité du canal). De méme, la sous-unité B3 conduit & une augmentation de la
densité de courant passant par Na,1.5. Au contraire, les sous-unités 2 et f4 ne présentent pas

d’effet sur la densité de courant passant par Nay.1.5.

3.3. Les mutations de SCN5A a I’origine de symptomes cardiaques

Plus d’une centaine de mutations du gene SCN5A4 sont associées a des troubles du
rythme et de la conduction cardiaque divers tels que le syndrome du QT long, certaines
formes de fibrillation auriculaire, le syndrome de Brugada et des blocs sino-auriculaires
congénitaux. Dans ce manuscrit, j’aborderai principalement les trois types de maladies les
plus classiquement associées a des mutations de SCN5A : le syndrome du QT long de type 3,
le syndrome de Brugada et le retard de conduction cardiaque (syndrome de Leév-Lenégre ou

CCD : « Cardiac Conduction Disease »).

e Le syndrome du QT long de type 3

Plus de quatre-vingt mutations dans SCN5A4 sont connues pour étre reliées au
syndrome du QT long de type 3 (LQT3) (figure 40). Comme son nom I’indique, le LQT3 est
détectable au niveau de I’ECG par une prolongation de I’intervalle QT, et est caractéris¢ par
une repolarisation ventriculaire prédisposant a des torsades de pointes. Les patients atteints de
LQT3 présentent donc des syncopes récurrentes dues a des tachycardies ventriculaires qui
peuvent conduire a une mort soudaine. Le syndrome du LQT3 est di a des mutations au
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niveau de la boucle d’inactivation reliant les domaines DIII et DIV et la partie C-terminale du
canal Na,1.5. Ces mutations sont dites a « gain de fonction» du canal et empéchent
I’inactivation de celui-ci, conduisant ainsi a une prolongation du courant sodique alors nommé

« persistant » (Zimmer et al., 2008).

e Le syndrome de Brugada

Le second groupe, composé de plus de 100 mutations dans le géne SCN5A4, conduit au
syndrome de Brugada (SB) (Wilde and Brugada, 2011; Lippi, 2012). Celui-ci est caractérisé
par des tachycardies ventriculaires entrainant des syncopes et une mort soudaine, souvent lors
du sommeil. Ce trouble cardiaque est caractérisé sur un ECG par une élévation du segment ST
au niveau des dérives précordiales droites V1, V2 et V3. Les mutations de SCN54 a I’origine
de ce syndrome sont réparties de facon homogeéne au niveau du canal (figure 41). Ces
mutations sont dites a « perte de fonction » du canal, et altérent soit 1’activation du canal, soit
la capacité¢ d’inactivation du canal, conduisant ainsi a une réduction du courant sodique
entrant (Zimmer et al., 2008). Notons que le syndrome de mort subite inexpliquée (SUNDS :
« Sudden Unexpected Nocturnal Death Syndrome »), touchant principalement des jeunes
hommes d’origine asiatique, est caus¢ par des mutations similaires de SCN5A4, et il est
probable que ces deux appellations, le syndrome de Brugada dans des populations d’origine
européenne, et le syndrome de mort subite inexpliquée en Asie, décrivent une pathologie
similaire (Vatta et al., 2002). De méme, le syndrome de mort subite du nourrisson (« SUDC
Sudden Unexplained Death in Childhood » et « SIDS Sudden Infant Death Syndrome »)

pourrait représenter des formes juvéniles du syndrome de Brugada.

e Le syndrome de Lev-Lenegre

Le dernier groupe de mutations de SCN5A4 est a 1’origine de retard de conduction
cardiaque, aussi appelé syndrome de Lev-Lenegre ou CCD (« Cardiac Conduction Disease »).
Ce syndrome est caractérisé par des défauts de conduction du courant électrique au niveau des
oreillettes et des ventricules. Ces mutations sont dites de « perte de fonction » du canal
Na,1.5 et entrainent soit une réduction drastique du courant sodique, soit une réduction du
courant sodique associée a des déplacements des courbes d’activation ou d’inactivation. Cette
maladie est définie comme une prolongation des parameétres de conduction dans le systéme de

conduction His-Purkinje avec une prolongation de D’intervalle PQ et un étalement du
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complexe QRS mais pas d’¢lévation du segment ST ou de prolongation de QT sur
I’¢lectrocardiogramme. Signalons qu’une méme mutation de SCN5A peut conduire, dans la
méme famille, a des troubles de la conduction cardiaque chez certains patients, et a un

syndrome de Brugada chez d’autres patients (Kyndt ef al., 2001 ; Probst et al., 2006).

Pour conclure, le canal sodique cardiaque Nayl.5, est soumis a de nombreuses
régulations, notamment par épissage alternatif, et des mutations de ce geéne conduisent a des
troubles du rythme et de la conduction cardiaque proches de ceux observés chez les patients

atteints de dystrophie myotonique.
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A mon arrivée au laboratoire, les mutations et les mécanismes moléculaires a 1’origine
des dystrophies myotoniques étaient €tablis. En effet, les DM sont des maladies a gain de
fonction d’ARN dont le modele proposé fait intervenir respectivement une perte et un gain de
fonction des facteurs d’épissage alternatif MBNL1 et CUGBPI. Ainsi, la dérégulation de ces
deux protéines conduit a des altérations de 1’épissage alternatif dont certains expliquent des
symptomes des patients DM. Ainsi, [’altération de 1’épissage alternatif du canal chlore
(CLCN1) est responsable de la myotonie, tandis que celles de I’amphyphisine 2 (BINI) et du
canal calcique squelettique Cavl.1 (CACNAIS) sont associées a la faiblesse musculaire.

Cependant, les causes moléculaires a 1’origine des atteints cardiaques des patients DM
¢taient inconnues. En effet, et bien qu’une altération de I’épissage alternatif de la troponine T
cardiaque (c¢TNT) ait été identifiée deés 1999 dans le coeur des patients DM, celle-ci ne permet
pas d’expliquer les défauts de conduction et de rythme cardiaques. C’est pourquoi, durant ma
theése, nous avons tenté de comprendre les causes moléculaires a 1’origine de ces atteintes
cardiaques. Pour cela, nous avons identifi¢ par des approches de puces a ADN et de
séquengage a haut débit de nouveaux ARNs codants et non codants dérégulés dans le coeur
des patients DM.

Parmi ces différents ARNs, nous nous sommes plus particulierement intéressés a
I’ARNm SCN5A4 et au miARN, miR-1. En effet, le role essentiel des miARNs dans le
développement et le fonctionnement de différents tissus, dont le cceur, nous a conduits a
orienter nos recherches sur les mécanismes moléculaires et les conséquences physiologiques
de la dérégulation de miR-1.

Puis, je me suis intéressée a I’épissage alternatif des exons 6A/6B du principal canal
sodique cardiaque SCN5A4. Ce geéne est particulierement intéressant pour 1’étude des DM car
des mutations de SCN54 sont associées a des troubles de la conduction et du rythme
cardiaque, qui s’apparentent aux signes cliniques observés chez les patients DM. J’ai alors
¢tudi¢ le mécanisme moléculaire de régulation de 1’épissage des exons 6A et 6B de SCN5A,

puis les conséquences physiologiques de cette altération pour le coeur des patients DM.
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Misregulation of miR-1 processing is associated with heart
defects in myotonic dystrophy

Frédérique Rau'™4, Fernande Freyermuth!~#, Charlotte Fugier' %, Jean-Philippe Villemin®, Marie-Christine Fischer!,
Bernard Jost! 4, Doulaye Dembele! 4, Genevié¢ve Gourdon®-8, Annie Nicole®-8, Denis Duboc®?, Karim Wahbi!®-13,
John W Day'4, Harutoshi Fujimura!®, Masanori P Takahashi'®, Didier Auboeuf!?, Natacha Dreumont!~4,

Denis Furling!%-13 & Nicolas Charlet-Berguerand!

Myotonic dystrophy is an RNA gain-of-function disease caused by expanded CUG or CCUG repeats, which sequester the RNA
binding protein MBNL1. Here we describe a newly discovered function for MBNLT1 as a regulator of pre-miR-1 biogenesis and
find that miR-1 processing is altered in heart samples from people with myotonic dystrophy. MBNL1 binds to a UGC motif located
within the loop of pre-miR-1 and competes for the binding of LIN28, which promotes pre-miR-1 uridylation by ZCCHC11 (TUT4)
and blocks Dicer processing. As a consequence of miR-1 loss, expression of GJA1 (connexin 43) and CACNA1C (Cav1.2), which
are targets of miR-1, is increased in both DM1- and DM2-affected hearts. CACNA1C and GJA1 encode the main calcium- and
gap-junction channels in heart, respectively, and we propose that their misregulation may contribute to the cardiac dysfunctions

observed in affected persons.

Myotonic dystrophy, which is the most common muscular dystrophy
in adults, is characterized by multiple symptoms that include muscle
weakness, myotonia, cardiac defects, cataracts, insulin resistance and
neuropsychiatric impairment. Myotonic dystrophy type 1 (DM1) is
caused by an expansion of CTG repeats located within the 3" noncod-
ing region of the DMPK gene!=3, whereas myotonic dystrophy type 2
(DM2) is caused by an expansion of CCTG repeats located within the
first intron of the ZNF9 (also known as CNBP) gene*. The mutant
RNA, which contains 100 to several thousand CUG or CCUG repeats,
is retained in nuclear aggregates that sequester the MBNL1 RNA bind-
ing protein®-8. Furthermore, the expression of CUGBP1(also known
as CELFI) is increased in some tissues of DM1-affected people®1°,
MBNLI and CUGBP1 are splicing regulators, and their alterations
in people with myotonic dystrophy result in misregulation of the
alternative splicing of several pre-mRNAs!!~13, including those
encoded by the muscle chloride channel gene CLCNI and the insu-
lin receptor gene INSR, resulting in myotonia and insulin resistance,
respectively!417. However, the molecular mechanisms underlying
the cardiac defects, which affect 80% of people with DM1 and DM2
and represent the second most common cause of their death, are
unclear. Cardiac involvements in affected persons!3-2! and in mouse
models?>?3 are characterized by nonspecific changes such as
interstitial fibrosis and fatty infiltration, which lead to degenera-
tion of the conduction system and to fatal atrioventricular blocks.

Furthermore, people with myotonic dystrophy are also characterized
by atrial and ventricular tachyarrythmias of unknown causes, which
may explain the occurrences of sudden cardiac death observed in
these people despite pacemaker implants!8-21,

MicroRNAs (miRNAs) are small, conserved, noncoding RNAs that
are important components of post-transcriptional gene regulation and
are involved in the control of many fundamental processes, including
cardiac development and function. In particular, the expression of
the miR-1 family, which comprises miR-1-1 and miR-1-2, is altered
in mouse models and people with heart diseases?*~%’. Furthermore,
overexpression of miR-1 in normal or infarcted rat heart exacerbates
electrophysiological abnormalities?®, whereas ablation of the miR-1-2
(Mirla-2) gene in mice results in arrhythmias, cardiac conduction
defects and sudden cardiac death?’, demonstrating that the heart
needs tight regulation of miR-1. Here we set out to test whether or
not miRNAs are misregulated in myotonic dystrophies.

RESULTS

The processing of miR-1 is altered in myotonic dystrophy

In a preliminary profiling analysis of the expression of miRNAs in
primary differentiated muscle cells isolated from unaffected persons
and those with DM1 (Supplementary Fig. 1a,b and Supplementary
Data), we identified a robust misexpression of miR-1. Because inac-
tivation of miR-1-2 in mice did not result in an overt phenotype in
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nonregenerating skeletal muscle but did cause cardiac dysfunction?’,
we quantified miR-1 expression in heart samples from people with
DM1 and in unaffected individuals. Quantitative RT-PCR demon-
strated a significant reduction in expression of miR-1 (P=1.8 x 1075)
in DM1 heart tissue (Fig. 1a), whereas the expression of miR-126,
miR-138, miR-199, miR-208, miR-499 and Let-7-f2 was not altered.
Additional northern blot analysis confirmed decreased expression
of miR-1 in DM1 heart tissue (Supplementary Fig. 1¢). Next, miR-1
expression was examined in myotonic dystrophy type 2, which under-
goes cardiac alterations similar to those in DM1 (ref. 28). Quantitative
RT-PCR demonstrated a significant (P < 0.001) reduction in expres-
sion of miR-1 in heart samples from people with DM1 and DM2 but
no alteration in heart samples from those with amyotrophic lateral
sclerosis (Fig. 1a), suggesting that the expression of miR-1 is specifi-
cally altered in both forms of myotonic dystrophy.

miRNAs are initially transcribed by RNA polymerase II as pri-
mary miRNAs (pri-miRNAs), which are processed into precursor
miRNAs (pre-miRNAs) by Drosha complexed with DGCR8 (also
called Pasha)?®-3! and exported from the nucleus to the cytoplasm
by exportin 5 (XPO5)3%33, Pre-miRNAs are hairpin-shaped RNAs
of approximately 70 nucleotides (nt) that are processed into mature
miRNAs by Dicer*3%, a cytoplasmic endoRNase of the RNase
type III family. Expanded CUG or CCUG repeats interfere in trans
with the alternative splicing of other pre-messenger RNAs!4"17. To
investigate whether expanded CUG or CCUG repeats also interfere
in trans with the processing of miR-1 in myotonic dystrophic heart
tissues, we quantified the expression of pre-miR-1 and mature miR-1.
Whereas the levels of pre-miR-1 were normal or slightly increased,
the quantities of mature miR-1 were decreased in heart samples of
people with DM1 and people with DM2 (Fig. 1b), suggesting that pre-
miR-1 is normally produced but incorrectly processed in individu-
als with myotonic dystrophy. In contrast, the expression of pre- and
mature miR-138 and pre- and mature Let7-f2 were normal, indicating
that the misregulation of the processing of pre-miR-1 was specific
and was not the result of a global alteration of miRNA biogenesis
(Supplementary Fig. 1d).

To test whether the expression of expanded CUG repeats directly
altered the processing of pre-miR-1, we engineered an adenovirus
expressing 960 expanded CUG repeats and infected rat HOC2

ARTICLES

Figure 1 The processing of miR-1 is altered in myotonic dystrophies.
(a) Quantitative real-time PCR (qRT-PCR) analysis of the expression of
mature miR-1, miR-126, miR-138, miR-199 and miR-499 relative to
the U6 small nuclear (sn) RNA in heart samples of adults with DM1 or
DM2 and in control (CTL) heart samples from 2 unaffected persons,

1 person with dilated cardiomyopathy and 5 people with ALS.
***P < 0.001. (b) gRT-PCR analysis of the expression of pre-miR-1
and mature miR-1 relative to the U6 snRNA in heart samples of
control (2 unaffected, 1 with dilated cardiomyopathy and 5 with ALS),
DM1-affected and DM2-affected subjects. *P < 0.05, ***P < 0.001.
(c) gRT-PCR analysis of the expression of pre-miR-1 and mature miR-1
in H9C2 rat cardiomyocytes differentiated for 6 days and infected with
recombinant adenovirus (MOl 100) expressing GFP (CTL) or 960 CUG
repeats (CUG). The mean of at least three independent infections is
depicted as the percentage of mature or pre-miR-1 relative to the U6
snRNA. Error bars indicate s.d. ***P < 0.001. (d) 5 ug of total RNA
extracted from Hela cells co-transfected with ectopic pri-miR-1-1 or
pri-miR-1-2 minigenes and a plasmid expressing either no (CTL) or
960 CUG repeats (CUG) were analyzed by northern blot analysis using
an antisense miR-1 [y-32P]-labeled probe. The mean of at least three
independent transfections is depicted as the percentage of mature
miR-1 relative to pre-miR-1. Ethidium bromide staining demonstrates
equal loading. Error bars indicate s.d.

cardiomyocytes, which express endogenous miR-1. RNA FISH
coupled to immunofluorescence analysis confirmed that >90% of
the cardiomyocytes were infected and expressed expanded CUG
repeats, which sequestered endogenous Mbnl1 within nuclear aggre-
gates (Supplementary Fig. le). In CUG-infected cardiomyocytes,
the expression of mature miR-1 was decreased, whereas that of pre-
miR-1 was not altered (Fig. 1¢). This misregulation of pre-miR-1
processing was specific, as the expression of mature and pre-miR-138
or of mature and pre-Let7-f2 was normal (Supplementary Fig. 1f).
The miR-1 family includes two paralogs expressed in heart tissue,
miR-1-1 and miR-1-2, encoded by two different genes but expressing
identical mature miRNAs, which cannot be differentiated by north-
ern blot or quantitative PCR with reverse transcription (RT-qPCR)
(Supplementary Fig. 1g). To rule out any transcriptional regulation
and to determine whether expanded CUG repeats alter the processing
of pre-miR-1-1, pre-miR-1-2 or both, we cloned human pri-miR-1-1
and pri-miR-1-2 under the control of a cytomegalovirus (CMV)
promoter. Coexpression of ectopic pri-miR-1-1 or pri-miR-1-2 mini-
gene in HeLa cells, which do not express endogenous miR-1, with a
vector expressing expanded CUG repeats altered both pre-miR-1-1
and pre-miR-1-2 processing, resulting in decreased expression
of mature miR-1-1 and miR-1-2 (Fig. 1d). As a negative control,
expression of expanded CUG repeats had no substantial effect on the
processing of the ectopically expressed pre-miR-16 (Supplementary
Fig. 1h). Overall, these data demonstrate that the processing of the
miR-1 family is altered in the hearts of people with DM1 or DM2,
and that expression of expanded CUG repeats is sufficient to trigger
that alteration.

MBNL1 regulates the processing of miR-1

Because expanded CUG repeats alter MBNL1 and CUGBP1 func-
tions, we tested whether these proteins regulate the processing of
pre-miR-1. Depletion of MBNLI by short hairpin RNA (shRNA)
mimicked the action of CUG repeats and altered the processing
of ectopically expressed pri-miR-1-1 or pri-miR-1-2 minigenes,
resulting in lower quantities of mature miR-1-1 or miR-1-2 (Fig. 2a
and data not shown). These results were confirmed with two other
shRNAs directed against MBNLI (Supplementary Fig. 2a). In con-
trast, overexpression or depletion of CUGBPI had little effect on
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pre-miR-1 processing, suggesting that the sole depletion of MBNL1
is sufficient to mimic the action of expanded CUG repeats and to
alter the processing of pre-miR-1. To test whether MBNLI regu-
lates the processing of endogenous pre-miR-1, we engineered an
adenovirus expressing an shRNA directed against MbnlI to trans-
duce rat H9C2 cardiomyocytes. Depletion of Mbnll in cardiomyo-
cytes resulted in a significantly decreased quantity of mature miR-1
(P < 0.01), whereas the expression of pre-miR-1 was not altered
(Fig. 2b), suggesting that MBNLI1 regulates the processing of endo-
genous pre-miR-1. Levels of endogenous miR-126, miR-138, miR-199
and Let-7-f2, which were tested as negative controls, were not altered,
suggesting that MBNLI specifically regulates the processing of pre-
miR-1 (Supplementary Fig. 2b). Next, we found that recombinant
purified glutathione S-transferase (GST)-tagged MBNLI1 binds to
pre-miR-1-1 and to pre-miR-1-2 RNAs, and—consistent with previ-
ous studies3®3’ —mutation of a UGC motif (Fig. 2¢), which is located
within the loop of pre-miR-1 and is conserved among species and
miR-1 family members (Supplementary Fig. 2c), was sufficient to
reduce MBNLI binding in UV-cross-linking experiments (Fig. 2d),
and in gel-shift analysis (Supplementary Fig. 2d). Finally, the bind-
ing of MBNLLI to pre-miR-1-1 RNA was outcompeted by an excess
of unlabeled expanded CUG repeats (Fig. 2e), in accordance with
the proposed model'*17 of myotonic dystrophy pathogenesis, in
which an excess of expanded CUG repeats reduces the quantity
of free MBNLI1 and consequently the binding of MBNLI to its
physiological targets.

LIN28 regulates the processing of miR-1

To determine the mechanism underlying the alteration of pre-miR-1
processing, we examined pre-miR-1 localization and cleavage
but found that neither expanded CUG repeats nor MBNLI had a
detectable effect on pre-miR-1 export or on Dicer localization and
activity (Supplementary Fig. 3a and data not shown). Recent reports

demonstrated that the LIN28 and LIN28B RNA binding proteins
regulate the expression of the Let-7 family of miRNA38-41, raising the
question of whether LIN28 may also regulate miR-1. Overexpression of
LIN28 inhibited the processing of ectopically expressed pre-miR-1-1
or pre-miR-1-2, resulting in lower expression of mature miR-1-1
and miR-1-2 (Fig. 3a). Similar experiments conducted in the
presence of actinomycin D, which inhibited de novo production of
pre-miR-1, suggested that LIN28 blocked the processing of
pre-miR-1 at the Dicer step (Supplementary Fig. 3b). To test whether
LIN28 regulates the processing of endogenous pre-miR-1, rat HOC2
cardiomyoblastes were infected with lentiviral particles expressing
an shRNA directed against Lin28B (Lin28b). Depletion of Lin28B
stimulated the expression of endogenous mature miR-1, whereas
the expression of pre-miR-1 was not substantially altered (Fig. 3b),
confirming that LIN28 regulates the processing of pre-miR-1. Effect
of Lin28B depletion was also tested on the expression of endog-
enous Let-7-f2 and miR-199, which were used as positive’®3® and
negative controls, respectively (Supplementary Fig. 3¢). Similar to
pre-Let7 miRNAs**41, recombinant purified histidine (His)-tagged
LIN28 promoted in vitro uridylation of pre-miR-1 by immunopre-
cipitated Flag-tagged ZCCHCI11 (also called TUT4) (Fig. 3¢ and
Supplementary Fig. 3d). Consistent with the discovery that uridyla-
tion of pre-Let-7 blocks Dicer processing?!, uridylated pre-miR-1
was not cleaved by immunoprecipitated Myc-tagged Dicer, whereas
control nonuridylated pre-miR-1 was processed into mature miR-1
(Fig. 3d). Next, using UV-cross-linking assays (Fig. 3e) and gel-shift
analysis, we found that recombinant purified His-tagged LIN28 pro-
tein binds to pre-miR-1-1 and to pre-miR-1-2 RNAs, (Supplementary
Fig. 3e). The pre-miR-1-1 loop possesses G- and A-rich motifs
similar to the sequences recognized by LIN28 in the pre-Let-7-A1
loop38, and mutation of an AAG motif in the pre-miR-1-1 loop
reduced LIN28 binding (Fig. 3e). These data suggest that LIN28 and
MBNLI1 may bind the pre-miR-1 loop in a mutually exclusive pattern.
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Figure 3 LIN28 regulates the processing of miR-1. (a) Northern
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ectopic pri-miR-1-1 or pri-miR-1-2 and a plasmid expressing either MENL1
GFP (CTL) or Flag-LIN28. The mean of at least three independent
transfections is depicted as the percentage of mature miR-1 relative T . SR LIN28

to pre-miR-1. Error bars indicate s.d. (b) Top, gRT-PCR analysis
of the expression of endogenous pre-miR-1 and mature miR-1 in

undifferentiated H9C2 rat cardiomyoblastes infected with recombinant lentivirus expressing an shRNA against Gapdh (shCTL) or against Lin28B
(shLIN28B). The mean of at least three independent infections is depicted as the percentage of mature or pre-miR-1 relative to the U6 snRNA.

Error bars indicate s.d. **P < 0.01. Bottom, Lin28B depletion was confirmed by western blotting. (c) Immunoprecipitated Flag-TUT4 uridylates
pre-miR-1-1 in presence of [o-32PJUTP and 100 nM of His-LIN28. Pre-miR-16 and pre-Let-7-Al are negative and positive controls, respectively.

(d) Immunoprecipitated Myc-Dicer processes [y-32P]-labeled pre-miR-1 into mature miR-1 but does not cleave pre-miR-1 that was previously uridylated
by TUT4 and LIN28. The asterisk (*) indicates a nonspecific degradation product. (e) Top, sequence of human pre-miR-1-1. Mature miR-1 is indicated

in italics. Mutated UGC and AAG motifs are indicated in upper case (MUT).

Bottom, UV-cross-linking analysis of pre-miR-1-1, pre-miR-1-2 and mutated

pre-miR-1-1 (MUT) was conducted using purified His-LIN28 and uniformly [a-32P]CTP-labeled RNAs. (f) UV-cross-linking binding of GST-MBNL1ACter
to uniformly [0-32P1CTP-labeled pre-miR-1-1 RNA is competed by the indicated increasing amounts of His-LIN28.

We confirmed this hypothesis and found that increasing amounts of
recombinant purified LIN28 outcompeted MBNL1 binding to pre-
miR-1-1 RNA (Fig. 3f). Both LIN28 and MBNLI have been reported
to be expressed in adult heart tissue*?43, suggesting that competition
may arise in vivo. Finally, we found that regulation of the processing
of pre-miR-1 is a physiological process, which is controlled dur-
ing rat H9C2 cardiomyocytes differentiation and correlates with a
decreased expression of Lin28B (Supplementary Fig. 3f). This is
consistent with splicing misregulation in myotonic dystrophy, which
copies a undifferentiated state. Together, these data suggest that the
LIN28 and ZCCHCI11 pathway regulates the expression of miR-1
and that LIN28 and MBNL1 compete for binding to pre-miR-1-1,
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which implies that a reduction of free MBNLI in myotonic dystrophy
would enable LIN28 to bind and to downregulate pre-miR-1.

Targets of miR-1 are upregulated in myotonic dystrophy

Finally, miR-1 regulates the post-transcriptional expression of vari-
ous targets?>44-47_ which brings into question the consequences and
importance of misregulation of miR-1 for myotonic dystrophy. Analysis
with miRanda (http://www.microrna.org/) predicted various targets of
miR-1, including the cardiac L-type calcium channel gene CACNAIC
(CAV1.2) (Fig. 4a). CACNAI1C is the main calcium channel in heart
tissue, and gain-of-function mutations in the CACNA1C gene result in
arrhythmias and sudden death*3. We confirmed that CACNAI1C is reg-
ulated by miR-1, as co-transfection of miR-1 reduced the expression of
aluciferase reporter plasmid containing part of the 3" UTR sequences
of CACNAIC (Fig. 4b). In addition, overexpression of miR-1 in H9C2
cardiomyoblasts reduced the level of endogenous CACNA1C protein,
whereas an antisense RNA oligonucleotide directed against miR-1

Figure 4 Targets of miR-1 are upregulated in myotonic dystrophies.

(a) Sequence alignments between miR-1 and the 3 UTR of human
CACNAIC. (b) Luciferase activity of HelLa cells co-transfected with either
no (CTL) or 40 nM of miR-1 mimic and a plasmid expressing no, CACNAIC
or GJAI miR-1 binding sites (3x) cloned within the Renilla luciferase 3’
UTR. The mean of at least three independent transfections is depicted as
the luciferase activity. Error bars indicate s.d. **P < 0.01, ***P < 0.001.
(c) Western blot analysis of the expression of endogenous Cacnalc, Gjal
and calnexin in H9C2 rat cardiomyoblasts transfected with 50 nM of miR-1
mimic or 50 nM of anti-miR-1. (d) gRT-PCR analysis of the expression of
CACNA1C and GJAI relative to RPLPO mRNA in heart samples of control
(2 unaffected, 1 with dilated cardiomyopathy and 5 with ALS), DM1- and
DM2-affected subjects. Error bars indicate s.d. (e) Western blot analysis of
the expression of CACNA1C, GJA1 and calnexin in membrane extracts from
heart samples of control (2 unaffected, 1 with dilated cardiomyopathy and
5 with ALS), DM1- and DM2-affected subjects.
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Figure 5 Model of miR-1 alteration in myotonic dystrophies. (a) MBNL1
and LIN28 compete for binding to pre-miR-1 loop. In presence of
MBNL1, the processing of pre-miR-1 in mature miR-1 is favored and
results in regulated expression of miR-1 targets. (b) In people with
myotonic dystrophy, the sequestration of MBNL1 by expanded CUG or
CCUG repeats allows LIN28 or LIN28B to bind to pre-miR-1, which
promotes its consequent uridylation by TUT4. Uridylated pre-miR-1 is
resistant to Dicer cleavage, which results in lower amounts of miR-1 and
increased levels of its targets, GJA1 and CACNA1C.

increased the expression of endogenous CACNA1C (Fig. 4¢). Notably,
expression of CACNA1C protein was upregulated in DM1 and DM2
heart samples compared to control, whereas CACNA IC mRNA levels
were not altered (Fig. 4d,e). Similarly, the expression of connexin 43
(GJA1), which is a known target of miR-1 (ref. 26) and is responsible
for intracardiomyocyte conductance, was also upregulated at the pro-
tein level in heart samples of persons with DM1 or DM2 (Fig. 4d,e).
These data demonstrate a post-transcriptional upregulation of miR-
1 targets GJA1 and CACNAIC in people with myotonic dystrophy,
which is consistent with a downregulation of the inhibitor, miR-1.

DISCUSSION

Our results suggest that mutant RNAs containing expanded CUG
or CCUG repeats, which are known to modify the maturation of
several pre-mRNAs, can also alter the processing of a pre-miRNA.
Furthermore, we describe a previously unidentified function for
MBNLI as a cytoplasmic regulator of the biogenesis of pre-miR-1.
Whether MBNLI regulates the processing of other miRNAs remains
to be determined, but we noted that UGC motifs are conserved in the
loop of various pre-miRNAs (Supplementary Table 1). Furthermore,
consistent with a report of LIN28 presence in the adult heart*?, our
data suggest that the LIN28 and ZCCHCI11 pathway regulates the
processing of miR-1. We propose a model (Fig. 5) in which depletion
of free MBNL1 by expanded CUG or CCUG repeats enables LIN28
and ZCCHCI11 to uridylate pre-miR-1, which blocks Dicer process-
ing, resulting in decreased expression of mature miR-1 and increased
levels of its targets, including CACNAI1C and GJAl1, in the heart of
people with myotonic dystrophy. GJA1 and CACNA1C encode the
main gap junction and calcium channels in the heart, respectively,
and we propose that their misregulation may contribute to the cardiac
conduction defects and arrhythmias observed in people with DM1
or DM2 (Fig. 5). Whether other known (calmodulin*4, MEF2A%4,
PP2A%, IGF1 (ref. 46), TWF1 (ref. 47), etc.) or predicted (KCNAS5,
triadin, CUGBP?2, etc.) targets of miR-1 are also upregulated in people
with myotonic dystrophy remains to be determined. Furthermore,
the miR-1 family regulates muscle-cell differentiation**~>3, which
is delayed in the severe congenital DM1 form>+3°, suggesting that

the alteration of pre-miR-1 processing may be involved in the mani-
festation of other symptoms of myotonic dystrophy. Finally, this
work opens the possibility that the processing of specific miRNAs,
which is highly regulated®®=>?, can be altered and is involved in the
development of human genetic diseases.

METHODS
Methods and any associated references are available in the online
version of the paper at http://www.nature.com/nsmb/.

Note: Supplementary information is available on the Nature Structural & Molecular
Biology website.
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ONLINE METHODS

Samples. All samples were from heart left ventricles. Heart samples from unaf-
fected persons (CTL #1 and #2) were purchased at Ambion and Stratagene,
respectively. CTL #3 was from a person suffering from familial dilated cardio-
myopathy. CTL #4-8 were from ALS-affected subjects described previously®°.
DMI1 #1 was from a 45-year-old patient suffering from DM1 with an expansion
of 166 CTG repeats in the blood who underwent a cardiac transplantation for
end-stage heart failure and dilated cardiomyopathy with conduction system
disease. DM1 #2-5 were from previously described subjects (DM1 #9-11 in
ref. 60) with expansion of 4,300 (female, 58 years), 4,800 (male, 63 years), 5,800
(female, 56 years) and ~6,000 CTG repeats in the heart. Subjects with DM2 were
described previously?S.

RT-qPCR. miRNAs RT-qPCR analyses were conducted using the miScript
reverse transcription kit (Qiagen), the specific miScript primer and precursor
assays (Qiagen) and an miScript Sybr green PCR kit (Qiagen) in a Lightcycler
480 (Roche) for 15 min at 94 °C, followed by 50 cycles of 15 s at 94 °C, 20 s
at 55 °C and 20 s at 72 °C. U6 snRNA was used as the standard. GJA1 (fwd:
5"-TTTCCATCCACTTGCACAATA3Z, rev: 5-GGCTTGATTCCCTGACT-3")
and CACNAIC (fwd: 5-TTCGTGTCCCTCTTCAACC-3, rev: 5-GTTGCT
CAAGGAGTTCCAGTA-3") RT-qPCR analyses were conducted using the
Transcriptor Reverse Transcriptase Kit (Roche) and the QuantiTect SYBR Green
PCR kit (QIAGEN) in a Lightcycler 480 (Roche) for 15 min at 94 °C, followed
by 50 cycles of 15 s at 94 °C, 20 s at 58 °C and 20 s at 72 °C. RPLPO (fwd: 5’
GAAGTCACTGTGCCAGCCCA-3',rev: 5-GAAGGTGTAATCCGTCTCCA-3")
was used as the standard. Data were analyzed using Lightcycler 480 analysis
software and the 2ACt method.

Northern blotting. HeLa cells were co-transfected using JetPei (Polyplus)
in DMEM, 1 g 1! glucose, 5% fetal calf serum and gentamycin at 37 °C, 5%
(v/v) CO,. 24 h after transfection, total RNA was extracted using Tri Reagent,
treated with DNase, extracted with phenol-chloroform and precipitated with
ethanol. 5 ug of RNA were electrophoresed on a 12% acryl-urea gel, transferred
on nylon membrane, prehybridized 90 min at 42 °C in 6x SSPE, 0.1% (v/v)
SDS, 2x Denhardt, hybridized overnight at 42 °C with 50 ng of antisense
miR-1 (5-ATACATACTTCTTTACATTCCA-3") or U6 snRNA (5-ATA
TGGAACGCTTCACGAATT-3’) [y-32P]ATP-labeled probe, washed three times
in SSPE 6x, SDS 0.1% (v/v), and revealed using a Typhoon scanner.

Lentiviral and adenoviral infection of H9c2 cells. Lentivirus expressing an
shRNA against LIN28B were ordered from OpenBiosystems (V3LHS_327847)
HO9C2 cells were grown in DMEM, 1 g1~ glucose, 10% (v/v) fetal calf serum and
gentamycin at 37 °C, 5% (v/v) CO, and infected at a multiplicity of infection
(MOI) of 20 during 48 h. Adenovirus expressing shtMBNLI1 or 960 CUG repeats
were cloned into pAD-DEST (Invitrogen) and produced according to manu-
facturer’s instructions. H9C2 cells were grown in DMEM, 1 gl™! glucose, 10%
fetal calf serum and gentamycin at 37 °C, 5% (v/v) CO,. Confluent H9C2 cells
were differentiated for 6 d in DMEM, 1 gl™! glucose, 2% v/v) horse serum and

gentamycin at 37 °C, 5% (v/v) CO, and transduced with recombinant CUG)960x
or shMBNLL1 adenovirus (MOI 100). Medium was replaced 24 h after infection,
and cells were analyzed 48 h after infection.

Invitro uridylation. HeLa cells were collected 24 h after transfection with Flag-
TUT4, incubated at 4 °C in 300 mM Nacl, 10 mM Tris, pH 8.0, 1% (v/v) Triton
X-100 for 20 min, sonicated and centrifuged 10 min at 21,000g at 4 °C.
Supernatant was incubated with 30 pl of anti-Flag M2 affinity gel (Sigma) with
constant rotation for 2 h at 4 °C. Beads were washed 3 times in 200 mM KClI,
10 mM Tris, pH 8.0, and incubated with 5 pmol of synthetic pre-miR-16, pre-
miR-1-1 or pre-Let-7a-1 RNA (Sigma), 3.2 mM MgCl, and 125 nM [0-**P]UTP
at 37 °C for 1 h and analyzed on 12% (v/v) acryl, 8 M urea gel.

In vitro Dicer processing. HeLa cells were harvested 24 h after transfection with
Myc-Dicer, incubated at 4 °C in lysis buffer (150 mM NaCl, 10 mM Tris, pH 8.0,
0.1% (v/v) Triton X-100) for 20 min, sonicated and centrifuged for 10 min at
21,000g. Supernatant was incubated with 30 ul of anti-Myc antibody bound to
protein G-Sepharose with constant rotation for 2 h at 4 °C. Beads were washed
three times in lysis buffer and incubated with [y-3?P]ATP-labeled pre-miR-1-1
or previously uridylated pre-miR-1-1 in 6.4 mM MgCl,, 1 mM DTT, for 30 min
at 37 °C and analyzed in 12% (v/v) acrylamide, 8 M urea gel.

Luciferase assays. 40-nt fragments encompassing miR-1 binding sites within the
3’ UTR of human CACNA1C or GJA1 were inserted in triplicate within the Xbal-
NotlI sites of pRLTK. HeLa cells were plated in a 24-well plate and transfected
with 100 ng of luciferase vectors and 20 pmol of mimic miR-1 (Qiagen), using
Lipofectamine2000 and assayed for luciferase activities 24 h after transfection,
using the Dual Luciferase Reporter Assay kit (Promega).

Western blotting. Total- and membrane-protein extraction were done as previously
described!”, and the product was separated on 7% (v/v) or 10% (v/v) SDS-PAGE
gel, transferred onto nitrocellulose membranes, blocked with 5% (v/v) nonfat dry
milk (NFM) in TBS, incubated with GJA1 (rabbit polyclonal, Sigma, 1:20,000),
CACNAIC (rabbit polyclonal, Alomone, 1:100), MBNLI (rabbit polyclonal,
1:100, gift from C. Thornton), LIN28B (rabbit polyclonal ab71415, Abcam) or
calnexin (rabbit polyclonal, Stressgen, 1:1,000) antibody overnight in TBS and
5% (v/v) NFM, washed and incubated with Donkey anti-rabbit peroxidase anti-
body (Jackson Immunoresearch, 1:10,000) for 1 h in TBS and 5% (v/v) NEM,
0.1% (v/v) Tween 20, which was followed by autoradiographic revelation.

Additional methods. Information on miRNA expression profiling, bioinformatic
analysis, RNA fluorescence in situ hybridization (FISH), immunofluorescence,
recombinant protein production and purification, UV-cross-linking assays,
gel-shift assay constructions and primer sequences is available in the
Supplementary Methods.

60. Nakamori, M. et al. Aberrantly spliced a-dystrobrevin alters o-syntrophin binding
in myotonic dystrophy type 1. Neurology 70, 677-685 (2008).
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Supplementary Figure 1.

The processing of miR-1 is altered in Myotonic Dystrophic patients. (a) Cultures of primary
skeletal muscle cells isolated from control and DM1 (2000 CTG repeats) muscle biopsies
were differentiated into myotubes for 10 days. RNA was extracted from three independent
cultures, hybridized on Agilent miRNA microarrays and revealed that miR-1, miR-126, miR-
138, mir-146, miR-199 and miR-499 were significantly mis-regulated (Fold change > 2,
corrected P value <0.05). (b) qRT—PCR analysis confirmed mis-expression of miR-1, miR-
126, miR-138, mir-146, miR-199 and miR-499 relative to U6 snRNA in 10 days
differentiated control and DM1 muscle cells. Mature Let-7-f2 was tested as a negative
control. * p<0.05, *** p<0.001. (¢) 5 pg of total RNA extracted from control or DM1 heart
samples were analyzed by Northern-blotting using antisense miR-1 and U6 snRNA yP**-
labeled probes. (d) qRT—PCR analysis showed mis-expression of mature miR-1 relative to U6
snRNA in heart samples of control, DM1 and DM2 patients. In contrast, expression of pre-
miR-1 was normal, suggesting an alteration of pre-miR-1 processing. Mature and pre-mir-138
and Let-7-f2 were tested as negative control. gPCR for pre-miR-126, pre-miR-146, pre-miR-
199 and pre-miR-499 were not successful due to low specificity or efficiency of the
corresponding primers. *** p<0.001. (e) RNA FISH using a Cy3-(CAG)10x DNA probe
demonstrate formation of CUG aggregates in ~90% of rat H9C2 cardiomyocytes infected
(MOI 100) by an adenovirus expressing 960 CUG repeats. RNA FISH coupled to
immunofluorescence using a monoclonal antibody against MBNL1 (clone 3A4, Sigma)
demonstrate co-localization of endogenous MBNL1 with CUG aggregates. Scale Bar: 10 um.
(f) qRT-PCR analysis demonstrated mis-expression of mature miR-1 in rat H9C2
cardiomyocytes infected (MOI 100) by an adenovirus expressing 960 CUG repeats. In
contrast, expression of pre-miR-1, pre-miR-138, pre-Let-7-f2 and mature miR-126, miR-138,
miR-199, miR-499 and Let-7f2 were unchanged. *** p<0.001. (g) Sequence of the pre-miR-1
family, which comprises pre-miR-1-1, pre-miR-1-2 and pre-miR-206. All three are expressed
in skeletal muscles, where there are crucial for the differentiation of skeletal muscle cells and
satellite muscle cells (Chen et al., Nat. Genet. 2006; Chen et al., JCB 2010). In contrast, only
miR-1-1 and miR-1-2 are expressed in the cardiac muscle. (h) 5 pg of total RNA extracted
from HeLa cells co-transfected with an ectopic pri-miR-16 minigene and a plasmid
expressing either GFP (CTL), 960 CUG repeats, a shRNA directed against MBNLI
(shMBNL1 #1) or LIN28 were analyzed by northern-blotting using an antisense miR-16 yP**-
labeled probe.
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Supplementary Figure 2.

MBNLI1 regulates the processing of miR-1. (a) Left panel: northern-blotting analysis of 5 pg
of total RNA extracted from HeLa cells co-transfected with a pri-miR-1-1 minigene and a
plasmid expressing either a control shRNA directed against LacZ or a shRNA directed against
MBNLI. shMBNL1 #1 is directed against the MBNLI sequence 5’-aacacggaatgtaaatttgca-3’
(from a siRNA used in Ho et al., EMBO 2004), ssMBNL1 #2 is directed against the MBNL1
sequence 5’-aacactggaagtatgtagaga-3’ (from a siRNA used in Paul et al., EMBO 2006) and
shMBNL1 #3 is directed against the MBNLI sequence 5’-ggaattcctcaagcetgtact (from a siRNA
used in Vajda et al., Dev. Dyn. 2009). Right panel: the efficiency of MBNLI depletion was
confirmed by western-blotting using a polyclonal antibody against MBNL1 (gift from Charles
Thornton). (b) qRT—PCR analysis demonstrated mis-expression of mature miR-1 in rat H9C2
cardiomyocytes infected (MOI 100) by an adenovirus expressing an shRNA against MBNL1
(shMBNLI1 #1). In contrast, expression of pre-miR-1, pre-miR-138, pre-Let-7-f2 and mature
miR-126, miR-138, miR-199 and Let-7f2 were unchanged. *** p<0.001. (¢) Sequence
alignment of human (hsa), mouse (mmu) and rat (rno) pre-miR-1-1, pre-miR-1-2 and pre-
miR-206. The mature miRNA is indicated in italic, while the UGC motif required for MBNLI1
binding is indicated in bold. (d) Left panel: gel-shift analysis of recombinant purified GST-
tagged MBNLIACter to 5000 cpm of aP*?-CTP-labeled pre-miR-1-1, pre-miR-199 and
mutant pre-miR-1-1 in which the UGC motif in pre-miR-1-1 loop was replaced by a UAC
motif. Right panel: quantification of the gel-shifts. Note that similar results were obtained
with pre-miR-1-1 and pre-miR-1-2. Estimation of the apparent KD suggest a low affinity of
MBNLI1 for pre-miR-1-1 or pre-miR-1-2 compared to other targets of MBNL1 (Goers et al.,
NAR 2010), which is consistent with one UGC motif located in pre-miR-1 loop compared to
two or more UGC motifs found in other targets of MBNL1 (Goers et al., NAR 2010).
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Supplementary Figure 3.

LIN28 regulates the processing of miR-1. (a) RNA FISH using a Cy3-(CAG)10x DNA probe
coupled to immunofluorescence against Dicer demonstrate formation of CUG aggregates,
which do not co-localize with Dicer, in Hela cells transfected with a plasmid expressing 960
CUG repeats. Scale Bar: 10 pm. (b) Northern-blotting analysis of 5 pug of total RNA extracted
from HeLa cells co-transfected with ectopic pri-miR-1-1 and a plasmid expressing either GFP
(CTL) or Flag-LIN28. Cells were treated with actinomycin D 12 hours after transfection and
RNA was collected at the indicated time point after actinomycin treatment. Actinomycin D
blocks transcription and allows the study of ectopic pre-miR-1 processing in absence of de
novo production of pre-miRNA. (¢) qRT-PCR analysis demonstrated mis-expression of
mature miR-1 and Let-7-f2 in rat HOC2 cardiomyoblastes infected (MOI 20) by an lentivirus
expressing a shRNA directed against LIN28B (pGIPZ V3LHS 327847, OpenBiosystems). In
contrast, expression of pre-miR-1, pre-miR-199, pre-Let-7-f2 and mature miR-199 were
unchanged. ** p<0.01. (d) Left panel: immunoprecipitated Flag-TUT4 (ZCCHC11) adds 1 to
3 uridines to pre-miR-1-1 in presence of aP**-UTP and 100 nM of purified bacterial
recombinant HIS-LIN28. Right panel, negative control: immunoprecipitated Flag-TUT4 did
not uridylate pre-miR-16 in presence of aP*>-UTP and 100 nM (+), 200 nM (++) or even 400
nM (+++) of purified recombinant HIS-LIN28. (e) Gel-shift analysis confirmed that
recombinant purified HIS-tagged LIN28 binds to pre-miR-1-1 and premiR-1-2. Pre-miR-16
was used as negative control. (f) Left panel: Western blotting analysis of LIN28B, MBNLI1
and Actin during H9C2 differentiation. No detectable level of LIN28 (LIN28A4) was found in
HO9C2 cells (data not shown). Right panel: qRT—PCR analysis of the expression of pre-miR-1

and mature miR-1 in H9C2 rat cardiomyocytes during differentiation.



Supplementary Table 1

Name pre-miRNA loop sequence mature miRNA sequence Name pre-miRNA loop sequence mature miRNA sequence
rno-miR-1 AUAUGAACAUAGAAUGCUA | UGGAAUGUAAAGAAGUGUGUAU rno-miR-500 UGCUAUCUCAAUGC AAUGCACCUGGGCAAGGGUUCA
mmu-miR-1-1 UGAACCUGCUAAGCUA UGGAAUGUAAAGAAGUAUGUAU mmu-miR-500 GCUAUCUCAAUGC AAUGCACCUGGGCAAGGGUUCA
hsa-miR-1-1 AUAUGGACCUGCUAAGCUA | UGGAAUGUAAAGAAGUAUGUAU hsa-miR-500a GUGCUGUCUGAAUGCA UAAUCCUUGCUACCUGGGUGAGA
mmu-miR-1-2 UGAACAUUCAGUGCUA UGGAAUGUAAAGAAGUAUGUAU hsa-miR-500b | GAGAGUGCUUUCUGAAUGCAGUGC AAUCCUUGCUACCUGGGU
hsa-miR-1-2 AUAUGAACAUACAAUGCUA UGGAAUGUAAAGAAGUAUGUAU
rno-miR-501 AAAUGCUAUUUGUAUGC AAUCCUUUGUCCCUGGGUGA
rno-miR-9-3 GUGCCACAGAGCCGUC UCUUUGGUUAUCUAGCUGUAUGA mmu-miR-501 AUGCUAUUUGUAUGC AAUCCUUUGUCCCUGGGUGAAA
mmu-miR-9-3 GUGCCACAGAGCCGUC UCUUUGGUUAUCUAGCUGUAUGA hsa-miR-501 GUGCUUUCUGAAUGC AAUCCUUUGUCCCUGGGUGAGA
hsa-miR-9-3 GUGCCACAGAGCCGUC UCUUUGGUUAUCUAGCUGUAUGA
rno-miR-503 UGAGUGUUUGGUGCCCU UAGCAGCGGGAACAGUACUGCAG
rno-miR-17-1 UGGUGUGUGCAUCU CAAAGUGCUUACAGUGCAGGUAG mmu-miR-503 UGAGUGUUUGGUGCCCUG UAGCAGCGGGAACAGUACUGCAG
mmu-miR-17 UGAUGUGUGCAUCU CAAAGUGCUUACAGUGCAGGUAG hsa-miR-503 UGAGCGAUCGGUGCU UAGCAGCGGGAACAGUUCUGCAG
hsa-miR-17 UGAUAUGUGCAUCU CAAAGUGCUUACAGUGCAGGUAG
rno-miR-505 UCUGCCAGGUUAGC GUCAACACUUGCUGGUUUCC
rno-miR-19b-1 CUGUAUAAUAUUCUGC UGUGCAAAUCCAUGCAAAACUGA mmu-miR-505 UCUGCCAGGUUAG GGGAGCCAGGAAGUAUUGAUGUU
mmu-miR-19b-1 UGUAUAAUAUUCUGC UGUGCAAAUCCAUGCAAAACUGA hsa-miR-505 UUCUGCCAGUUUAG GGGAGCCAGGAAGUAUUGAUGU
hsa-miR-19b-1 UGUGUGAUAUUCUGC UGUGCAAAUCCAUGCAAAACUGA
rno-miR-542 GAUACCACUGCGCACU CUCGGGGAUCAUCAUGUCACGA
mo-miR-23a GAUGCCAGUCACAA AUCACAUUGCCAGGGAUUUCC mmu-miR-542 GAUACCACUGUGCCCU CUCGGGGAUCAUCAUGUCACGA
mmu-miR-23a GAUGCCAGUCACAA AUCACAUUGCCAGGGAUUUCC hsa-miR-542 UACCAGUGUGCACU UCGGGGAUCAUCAUGUCACGAGA
hsa-miR-23¢c UCAUGCCCAUAC AUCACAUUGCCAGUGAUUACCC
rno-miR-598 CUGAAAAUGGGCUGC GCGGUGAUGCCGAUGGUGCGAG
mo-miR-25 UGGACGCUGCCCUGGG CAUUGCACUUGUCUCGGUCUGA mmu-miR-598 UGAAAAUGGGCUGC GCGGUGAUGCCGAUGGUGCGAGC
mmu-miR-25 UGGACGCUGCCCUGGG CAUUGCACUUGUCUCGGUCUGA hsa-miR-598 AGCUGGAAAUGGGGUGC UACGUCAUCGUUGUCAUCGUCA
hsa-miR-25 CUGGACGCUGCCCUGGG CAUUGCACUUGUCUCGGUCUGA
rno-miR-615 UCGAGGGUGCUUAUUGUUC GGGGGUCCCCGGUGCUCGGAUC
mo-miR-26a GUGCAGGUCCCAAGGGG UUCAAGUAAUCCAGGAUAGGCU mmu-miR-615 UCGAGGGUGCUUAUUGUUCGG GGGGGUCCCCGGUGCUCGGAUC
mmu-miR-26a-1 GUGCAGGUCCCAAGGGG UUCAAGUAAUCCAGGAUAGGCU hsa-miR-615 UCGAGGGUGCUUAUUGUUCGG GGGGGUCCCCGGUGCUCGGAUC
hsa-miR-26a-1 GUGCAGGUCCCAAUGGG UUCAAGUAAUCCAGGAUAGGCU
rno-miR-26b UGUGGUGCUGGCCAG UUCAAGUAAUUCAGGAUAGGU rno-miR-708 GGUAGAUGACUUGCACUUGAACA | AAGGAGCUUACAAUCUAGCUGGG
mmu-miR-26b UGUGGUGCUGACCAG UUCAAGUAAUUCAGGAUAGGU mmu-miR-708 | GGUAGAUGACUUGCACUUGAACA | AAGGAGCUUACAAUCUAGCUGGG
hsa-miR-26b UGUGUGCUGUCCAG UUCAAGUAAUUCAGGAUAGGU hsa-miR-708 GGUAAAUGACUUGCACAUGAACA | AAGGAGCUUACAAUCUAGCUGGG
rno-miR-103-1 UGCAUAUGGAUCA AGCAGCAUUGUACAGGGCUAUGA rno-miR-758 CUAUAUUUGUGCCG UUUGUGACCUGGUCCACUAACC
mmu-miR-103-1 UUGCAUAUGGAUCA AGCAGCAUUGUACAGGGCUAUGA mmu-miR-758 CUAUAUUUGUGCCG UUUGUGACCUGGUCCACUA
hsa-miR-103-1 UUGUUGCAUAUGGAUCA AGCAGCAUUGUACAGGGCUAUGA hsa-miR-758 CGCUUUAUUUGUGCCG UUUGUGACCUGGUCCACUAACC
mo-miR-105 GGCUGCUUAUGU CAAGUGCUCAGAUGUCUGUGGU rno-miR-764 UGCCUACACAUACAUG GGUGCUCACAUGUCCUCCUCCA
mmu-miR-105 GGCUGCUUAUGC CCAAGUGCUCAGAUGCUUGUGGU mmu-miR-764 CCAUGCUUAUAAAUACAUGG GGUGCUCACAUGUCCUCCU
hsa-miR-105-1 GGCUGCUCAUGCACC UCAAAUGCUCAGACUCCUGUGGU hsa-miR-764 CCAUGCUUGGAAAAUGCAGGG GCAGGUGCUCACUUGUCCUCCU
rno-miR-106b AGUGGUCCUCUCUGUGCUA UAAAGUGCUGACAGUGCAGAU rno-miR-218-1 GCUUGCGAGGUAUGAGUA UUGUGCUUGAUCUAACCAUGU
mmu-miR-106b | AGUGGUCCUCUCUGUGCUA UAAAGUGCUGACAGUGCAGAU mmu-miR-218-1 GCUUGCGAGGUAUGAGAA UUGUGCUUGAUCUAACCAUGU
hsa-miR-106b AGUGGUCCUCUCCGUGCUA UAAAGUGCUGACAGUGCAGAU hsa-miR-218-1 GGUUGCGAGGUAUGAGUAAAAC UUGUGCUUGAUCUAACCAUGU
mo-miR-134 CGUGCACUUUGUUCACC UGUGACUGGUUGACCAGAGGGG rno-miR-219-2 UGUACGAGUCUGCGGCCAACCG UGAUUGUCCAAACGCAAUUCU
mmu-miR-134 CGUGCACUCUGUUCACC UGUGACUGGUUGACCAGAGGGG mmu-miR-219-2 |  UGUACGAGUCUGCGGCCAACCG UGAUUGUCCAAACGCAAUUCU
hsa-miR-134 CAUGCACUGUGUUCA UGUGACUGGUUGACCAGAGGGG hsa-miR-219-2 UGUACGAGUCUGCGGCCAACCG UGAUUGUCCAAACGCAAUUCU
mmu-miR-135a-1 UUCUAUUGCUCGCUCA UAUGGCUUUUUAUUCCUAUGUGA rmo-miR-224 | AGUAGAUGGUUUUUGCAUUGUUUCA | CAAGUCACUAGUGGUUCCGUUU
hsa-miR-135a-1 UUCUACUGCUCACUCA UAUGGCUUUUUAUUCCUAUGUGA mmu-miR-224 |UAGUAGAUGGUUUGUGCAUUGUUUCA| UAAGUCACUAGUGGUUCCGUU
rno-miR-135b UUGCUGUUCCGAACUC UAUGGCUUUUCAUUCCUAUGUGA hsa-miR-224 | UAGUAGAUGAUUGUGCAUUGUUUC | CAAGUCACUAGUGGUUCCGUU
mmu-miR-135b UUGCUGCUCCGAACUC UAUGGCUUUUCAUUCCUAUGUGA
hsa-miR-135b UUGCUGUCCCAAACUC UAUGGCUUUUCAUUCCUAUGUGA rno-miR-300 GUGUUUGCUUUACGCGAAAUGAA | UUGAAGAGAGGUUAUCCUUUGU
mmu-miR-300 | GUGUUUGCUUUACGCGAAAUGAA | UUGAAGAGAGGUUAUCCUUUGU
rno-miR-138-1 UUGCCAAUCAGAGAA AGCUGGUGUUGUGAAUCAGGCCG hsa-miR-300 UUUGCUUUACUUGCAAUGAU UAUACAAGGGCAGACUCUCUCU
mmu-miR-138-1 UUGCCAAUCAGAGAA AGCUGGUGUUGUGAAUCAGGCCG
hsa-miR-138-1 UUGCCAAUCAGAGAACG  |AGCUGGUGUUGUGAAUCAGGCCG rno-miR-301b GUGCUGUGGAAAG CAGUGCAAUGGUAUUGUCAAAGC
mmu-miR-301b GUGCUGUGAGAAG CAGUGCAAUGGUAUUGUCAAAGC
rno-miR-140 GUUACAUCAUGCUGUUC CAGUGGUUUUACCCUAUGGUAG hsa-miR-301b UGCUCUGAGAAG CAGUGCAAUGAUAUUGUCAAAGC
mmu-miR-140 GUUACGUCAUGCUGUUC CAGUGGUUUUACCCUAUGGUAG
hsa-miR-140 GUUACGUCAUGCUGUUC CAGUGGUUUUACCCUAUGGUAG rno-miR-326 GGCGGGUUAUGCUCAGAUCG CCUCUGGGCCCUUCCUCCAGU
mmu-miR-326 GGUUAUGCUCAGAUCG CCUCUGGGCCCUUCCUCCAGU
mo-miR-145 UGGAUGCUAAGAUGG GUCCAGUUUUCCCAGGAAUCCCU hsa-miR-326 AAGGCGGGUGGUGCUCAGAUCG CCUCUGGGCCCUUCCUCCAG
mmu-miR-145 UGGAUGCUAAGAUGGGG GUCCAGUUUUCCCAGGAAUCCCU
hsa-miR-145 UAGAUGCUAAGAUGG GUCCAGUUUUCCCAGGAAUCCCU rno-miR-337 UGCACAGCCA UUCAGCUCCUAUAUGAUGCCUUU
mmu-miR-337 GAUUGCACAGCCA GAACGGCGUCAUGCAGGAGUU
rno-miR-187 CGGGCGCUGCUCUGACCCC | UCGUGUCUUGUGUUGCAGCCGG hsa-miR-337 GAUGCACAGUUAUCCAG GAACGGCUUCAUACAGGAGUU
mmu-miR-187 CGCUGCUCUGACCCC UCGUGUCUUGUGUUGCAGCCGG
hsa-miR-187 GCUGCUCUGACCCC UCGUGUCUUGUGUUGCAGCCGG rno-miR-339 UAUGCCUGCCUG UCCCUGUCCUCCAGGAGCUCACG
mmu-miR-339 UAUGCCUGCCUG UCCCUGUCCUCCAGGAGCUCACG
rno-miR-194-2 AGUGCCCACUGAUU UGUAACAGCAACUCCAUGUGGA hsa-miR-339 UGUGCCUGCCUG UCCCUGUCCUCCAGGAGCUCACG
mmu-miR-194-1 CUGUGCUCGGAUU UGUAACAGCAACUCCAUGUGGA
mmu-miR-194-2 AGUGCCCACUGGUU UGUAACAGCAACUCCAUGUGGA rno-miR-346 CUGUUGCUCUGAA UGUCUGCCUGAGUGCCUGCCUCU
hsa-miR-194-2 AGUGCCCACUGGUU UGUAACAGCAACUCCAUGUGGA mmu-miR-346 CUGUUGCUCUGAAGG UGUCUGCCCGAGUGCCUGCCUCU
hsa-miR-346 CUGUUGCUCUGAA UGUCUGCCCGCAUGCCUGCCUCU
rno-miR-199a AGGACAAUGCCGUUGU CCCAGUGUUCAGACUACCUGUUC
mmu-miR-199a-2 AGGACAAUGCCGUUGU CCCAGUGUUCAGACUACCUGUUC rno-miR-362 GCUGCUUCAGUGC AAUCCUUGGAACCUAGGUGUGAAU
hsa-miR-199a-2 AGGACAAUGCCGUUGU CCCAGUGUUCAGACUACCUGUUC mmu-miR-362 GCUGCUUCAGUGC AAUCCUUGGAACCUAGGUGUGAAU
hsa-miR-362 GCUAUUUCAGUGC AAUCCUUGGAACCUAGGUGUGAGU
rno-miR-200c GGUGCUGGUUGGGAGUCUC | UAAUACUGCCGGGUAAUGAUG
mmu-miR-200c GUGCUGGUUGGGAGUCUC | UAAUACUGCCGGGUAAUGAUGGA rno-miR-487b CUUCACUUAUGCCG AAUCGUACAGGGUCAUCCACUU
hsa-miR-200c GUGCGGUUGGGAGUCUC | UAAUACUGCCGGGUAAUGAUGGA mmu-miR-487b CUUCACUCAUGCCG AAUCGUACAGGGUCAUCCACUU
hsa-miR-487b CGUUUUGCUCAUGUCG AAUCGUACAGGGUCAUCCACUU
rno-miR-206 AGAUAUCACUGCGCUA UGGAAUGUAAGGAAGUGUGUGG
hsa-miR-206 AUAUGGAUUACUUUGCUA UGGAAUGUAAGGAAGUGUGUGG rno-miR-493 CAUUGUUUGCACAUUCGG UGAAGGUCUACUGUGUGCCAG
mmu-miR-493 AUUCAUUUUUUGCACAUUCGG UGAAGGUCCUACUGUGUGCCAGG
rno-miR-210 CGUUGCUCCGGACCCA CUGUGCGUGUGACAGCGGCUGA hsa-miR-493 CAUUCGUUUGCACAUUCGG UGAAGGUCUACUGUGUGCCAGG
mmu-miR-210 CGUUGCUCCGGACCCA CUGUGCGUGUGACAGCGGCUGA
hsa-miR-210 UGCGCUGCCCCAGACCCA | CUGUGCGUGUGACAGCGGCUGA

UGC motifs in pre-miRNA loops.
Bio-informatics analysis revealed that 42 miRNAs possess at least one UGC motif in the loop of
their pre-miRNAs, which is conserved among human, mouse and rat.




SUPPLEMENTARY DATA (excel file).

Microarray data. (a) Analysis using the Agilent GeneSpring GX Software of miRNA
microarray performed on RNA extracted from three independent cultures of primary muscle
cultures (differentiated 10 days) derived from controls and age-matched DMI1 patients.
Among the various miRNA with a mis-regulation of fold change >2 only, miR-1, miR-126,
miR-138, miR-146, miR-199 and miR-499 had a corrected p value < 0.05. (b) Raw data and
crude analysis using excel. Data are accessible through NCBI GEO GSE24109.



SUPPLEMENTARY METHODS.

miRNA expression profiling. Control or DM1 myoblasts (2000 CTG repeats) were grown
and differentiated 10 days as previously described (Furling D. et al., 2001). Total RNA was
extracted using Trizol reagent and samples were prepared using the miRNA Complete
Labeling and Hyb Kit (Agilent, 5190-0456). Briefly, 100 ng of total RNA was
dephosphorylated with Calf Intestinal Alkaline Phosphatase at 37°C for 30 min, denatured
with DMSO at 100°C for 10 min, and labelled with Cy3-pCp using T4 RNA ligase at 16°C
for 2 h. The labeled RNAs were hybridized to Human miRNA V2 8x15K microarrays
(G4470B, Agilent) at 55°C for 20 h in a Agilent rotating oven. After washing, the arrays were
scanned with an Agilent Microarray Scanner (G2565B) using extended dynamic range as
specified by the manufacturer. Agilent Feature Extraction 9.5 Software was used to extract

the microarray data. Data are accessible through NCBI GEO GSE24109.

Bio-informatic analysis. miRNA hairpins and mature miRNA sequences from human, mouse
and rat were downloaded from miRBase (http://www.mirbase.org/ftp.shtml) and stored in a
MySQL Database. UGC motifs were searched in the miRNA hairpin sequences being flanked
by the corresponding mature miRNA sequences. Among 947 human (hsa), 575 mouse (mmu),
and 375 rat (rno) analyzed sequences, 205, 136, and 84, respectively, contain at least one
UGC motif, among which 42 were conserved in all three species. Putative targets of miR-1,

including CACNAI1C, were identified using miRanda 09/2008 (http://www.microrna.org).

Constructions. Human pri-miR-1-1 was PCR amplified from human genomic DNA using the
oligonucleotides FWD: ggatccgtcttggaactgeatgcagactgcec and REV:
gaattcggtgtggagteccectcagtgeggegag. Human pri-miR-1-2 was PCR amplified from human
genomic DNA using the oligonucleotides FWD: ggatccgctgaatgtttcactaacaaataaga and REV:
gaattcggtcattcacgtagaaagaagce. Pri-miR-1-1 and pri-miR-1-2 were inserted within the BamH]1
and EcoR1 restriction sites of pcDNA3.1. shRNA against MBNLI or CUGBP1 mRNAs were
cloned in the pBlockit vector (Invitrogen). shMBNL1 #1 is directed against the MBNLI
sequence 5’-aacacggaauguaaauuugca-3’, shMBNL1 #2 is directed against the MBNLI
sequence 5’-aacacuggaaguauguagaga-3’, shMBNL1 #3 is directed against the MBNLI
sequence 5’-ggaauuccucaagcuguacu-3’ and shCUGBPI1 is directed against the CUGBPI
sequence 5’-guuacgacaauccuguuuc-3’. The cDNA of human MBNLI (isoform 40kDa) was
inserted in pEGFP (Clontech), the plasmids expressing expanded CUG repeats (DT960) and
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ABSTRACT:

Myotonic dystrophy (DM) is the most common muscular dystrophy in adults and the first
recognized example of a RNA-mediated disease. DM is caused by the expression of mutant
RNAs containing expanded CUG or CCUG repeats. These mutant RNAs sequester the
splicing regulator Muscleblind-like-1 (MBNL1), resulting in misregulation of alternative
splicing of pre-mRNAs targets of MBNLI. Cardiac involvement, which is the second cause of
death of DM patients, is characterized by cardiac conduction delays and tachyarrhythmia of
unknown causes. Using massive parallel sequencing, we identified various novels splicing
alterations in heart samples of DM patients, among which, a robust alteration of the
alternative splicing of the sodium channel SCN54 pre-mRNA. Mutations in SCN5A4 cause a
variety of arrhythmic disorders, including Cardiac Conduction Disease and Brugada
Syndrome, two features of myotonic dystrophy. We found that MBNL1 binds to the SCN5A4
pre-mRNA and regulates its alternative splicing. Depletion of MBNL1 activity reproduces the
misregulation of SCN5A splicing observed in DM. The splicing isoform of SCN5A produced
in DM presents a pronounced shift of steady-state activation towards depolarized potentials
and reduced peak current densities. These results demonstrate that altered splicing of SCN54
mRNA results in expression of a less active form of this channel, resulting in reduced sodium
current, which may contribute to the cardiac dysfunctions observed in patients with myotonic

dystrophy.
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TEXT:

INTRODUCTION:

Myotonic dystrophy is the most common adult-onset muscular dystrophy and comprises two
genetically distinct forms. Myotonic dystrophy of type 1 (DMI1) and its severe congenital
form (CDM1) are caused by an expansion of CTG repeats in the 3’-untranslated region of the
DMPK gene'”. In contrast, myotonic dystrophy of type 2 (DM2) is caused by an expansion of
CCTG repeats within the first intron of the ZNF9 (also known as CNBP) gene”.

The molecular mechanism of DM pathologies involves a RNA gain-of-function mechanism
caused by expression of mutant RNAs containing hundred to thousand of CUG or CCUG
repeats that interfere with the splicing of other pre-mRNAs through dysfunction of two
classes of RNA binding proteins’’. Muscleblind-like proteins (MBNLI, MBNL2 and
MBNL3) are sequestered within nuclear RNA aggregates formed by expanded CUG and
CCUG repeats®™'’, whereas expression and phosphorylation of CUG-binding protein 1
(CUGBP1) are increased in DM1 heart samples''. MBNL and CUGBP1 proteins are RNA
splicing factors, and alterations of their functional levels in myotonic dystrophic tissues
results in reversion to embryonic splicing patterns for several mRNAs, such as the insulin
receptor (INSR)', the muscle chloride channel (CLCNI)"*' and key components of the
skeletal muscle excitation-contraction coupling process, including Amphiphysin2 (BINI)",
ryanodine receptor 1 (RYRI)'®, sarcoplasmic/endoplasmic reticulum Ca’>~ATPase SERCAI
(ATP2A1)'® and the muscle calcium channel CAV1.l (CACNAILS)". Misregulation of the
alternative splicing of the chloride channel CLCN1 is responsible for the myotonia'*'*';
while alterations of the alternative splicing of BINI, RYRI, ATP2A1 and CACNAIS contribute

to the skeletal muscle weakness observed in DM patients'> ™.

In contrast, the molecular mechanisms underlying the cardiac defects, which affect 80% of
DM patients and represent the second cause of their death, are unclear. Cardiac involvements
in patients with myotonic dystrophy are characterized by cardiac conduction delay resulting in
fatal atrio-ventricular blocks, and by atrial or ventricular tachycardia resulting in sudden death

of these patients'”**

. Both aspects are reminiscent of Cardiac Conduction Disease (also
known as Lev-Lenégre disease) and Brugada Syndrome®, which are caused by mutations in
the SCN5A4 gene®*?’. Navl.5, encoded by SCN54, is the alpha-subunit of the cardiac voltage-

gated Na™ channel and plays a key role in the excitability of cardiomyocytes and for rapid
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propagation of the impulse through the cardiac conduction system. Mutations in SCN54 lead
to a variety of arrhythmic disorders, including long QT, atrial standstill, Sick Sinus Syndrome,
Sudden Unexplained Death Syndrome, progressive and non-progressive Cardiac Conduction

24-27

Disease, Brugada Syndrome and numerous overlapping syndromes Furthermore,

alterations in SCN5A4 expression and/or sodium current density have been frequently noticed

- - ST 2427
in acquired cardiac disorders™ ",

Using transcriptomic approaches, we identified various novel splicing changes in heart
samples of DM1 patients, which present enrichment for MBNL binding sites, but not for
CUGBPI1 binding sites. Among these novel splicing alterations, we identified a robust
misregulation of alternative splicing of SCN54 pre-mRNA in CDM1, DM1 and DM2 heart
samples. MBNL1 binds to SCN54 pre-mRNA and depletion of MBNLI1 activity recapitulates
the misregulation of SCN54 splicing observed in DM patients. This splicing alteration results
in expression of a less active form of SCNS5SA, presenting a pronounced shift of steady-state
activation towards depolarized potentials and reduced peak current densities. Of importance,
these alterations are similar to that of loss-of-function mutations of SCN5A4 causing Cardiac
Conduction Disease or Brugada Syndrome. These results suggest that altered splicing of
SCN54 mRNA may contribute to cardiac conduction delay and arrhythmias observed in

patients with myotonic dystrophy.

RESULTS:

Identification of splicing changes in heart samples of myotonic dystrophy.

To determine novel splicing abnormalities in heart samples of myotonic dystrophic patients,
we first used whole-genome microarrays (GeneChip Human Exon 1.0 ST array) on left
ventricle samples of three DM1 patients compared to three controls. Paired comparisons
predicted 25 significant (PSI >2, p-value <0.1) alternative splicing changes between controls
and DM1 (Supplemental Table 1), including a splicing alteration in SCN5A4, the main sodium
channel in heart whose alterations lead to cardiac conduction defects and heart arrhythmias®*
%7 Additional analysis using Genespring software resulted in similar prediction, with 24
significant (Fold Change >1.5, p-value <0.001) exons altered between control and DM
samples (Supplemental Table 2). To extend this analysis, we performed paired-end RNA
sequencing (RNA-seq) on the same DMI1 and control heart samples, yielding 1,990 million
uniquely mapped 100-base reads. DEXSeq”®, which tests differential exon usage between two

conditions, predicted 61 significant (Fold Change >1.5, p-value <0.1) splicing changes
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between control and DM1 samples (supplemental Table 3). MISO*’, which computes the
fraction of mRNA that include a given cassette alternative exon, predicted 259 significant
(APSI >0.3; Z-score >1.2) changes between DM1 and control heart samples (Figure 1A and
supplemental Table 4), including some that have been previously identified in heart
(TNNT2)’, skeletal muscle (TNNT3, LDB3, PDLIM3, MYOMI, NCOR2, MBNLI, MBNL2)*"
33 and brain (CLASP, MAPT)***® of DM patients, and thus validated our method. MISO and
DEXSeq predictions largely overlapped, with some rare exceptions, such as the skipping of
the consecutive exons 18, 19 and 20 of CAMK?2B determined by DEXSeq but not by MISO;
or the shift of SCN54 exon 6B toward exon 6A identified by MISO but not by DEXSeq.
These differences are inherent to their computation models, since MISO does not detect
alterations of successive exons and DEXSeq does not identify mutually exclusive exons.
Overall, RNA-seq analyzes confirmed microarrays data and predicted numerous novels
splicing alteration in heart of DM patients, including a robust splicing misregulation of
SCN5A (Figure 1B). RT-PCR analyzes confirmed these predictions and revealed various

novels splicing alterations in heart samples of DM patients (Figure 1C).

Exons alternatively spliced in DM patients are enriched for MBNL binding sites.

Mutants RNAs containing expanded CUG or CCUG repeats interfere with the functional
levels of CUGBP1 and MBNL proteins. Earlier studies determined that MBNL proteins bind
to YGC RNA motifs (where Y is a pyrimidine)’”*', while CUGBP1 binds to UGU-enriched
sequences’>**. To determine whether these RNA motifs are indeed present in the vicinity of
exons mis-regulated in DM patients, we determined all 4-mere RNA motifs enriched within,
upstream or downstream of the top 400 exons found mis-regulated in DM1 heart samples,
compared to 2000 control exons (Figure 2A). Most RNA motifs significantly enriched (p-
value <1.0 107) contained YGC sequences, while none were found to contain UGU
sequences. Furthermore, YGC sequences were enriched upstream of exons abnormally
included in DM1, while YGC motifs were enriched downstream of exons repressed in DM1.
These results matched MBNL splicing regulatory map determined by CLIP experiments and
where binding of MBNL upstream of an exon tend to inhibit exon inclusion, whereas binding

of MBNL downstream of an exon generally stimulate exon inclusion®®*’

. These data suggest
that the principal component of splicing misregulation in DM patients is the sequestration of
MBNL proteins, while CUGBP1 overexpression misregulates only a sub-set of splicing

events.
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Previous analyzes indicated that alternative splicing changes in mouse models DM resume a
fetal splicing pattern that persist in adult tissues’®*™*’. Thus, splicing misregulations identified
in heart of adult DM1 patients were tested in fetal and adult control heart samples (Figure
2B). Similarly to mouse models, alternative splicing changes in adult DM1 resume a fetal
pattern of splicing. Overall, these data confirm, in human samples, a model in which DM is

due to loss-of-function of a developmental splicing regulator binding to YGC RNA motifs.

Alternative splicing of SCN5A4 is misregulated in heart of DM patients.
Both microarrays and RNA-seq identified a misregulation of alternative splicing of SCN5A4
pre-mRNA in heart samples of DM1 patients. Splicing of SCN54 is developmentally

regulated*®*

such as exon 6A, which is included in fetal heart, is rapidly replaced by exon 6B
after birth (Figure 3A). Exons 6A and 6B are mutually exclusive exons encoding the voltage
sensor segment 4 located in the domain I of the sodium channel (Figure 3B). This is a key
segment for the electrical activity of SCN5A, and inclusion of either exon 6A or exon 6B
results in channel variants with different electrophysiological properties™ 2. RT-PCR
confirmed that SCN54 exon 6B is replaced by its mutually exclusive exon 6A in heart
samples of individuals with myotonic dystrophy (Figure 3C). SCNS5SA misregulation
correlated with disease severity, since adult exon 6B was mostly replaced by fetal exon 6A in
severe congenital CDMI, but partially replaced in the milder adult DM1 and DM2 forms
(Figure 3D). Misregulation of SCN5A splicing was specific to myotonic dystrophy, as we did
not observe inclusion of exon 6A in heart samples from people with amyotrophic lateral
sclerosis (Figure 3D). Finally, quantitative RT-PCR analysis showed no alteration of the
global level of SCN5A expression (data not shown). Overall, these results indicate a specific

misregulation of alternative splicing of SCN54 resulting in expression of a fetal form of this

channel in DM patients.

Alternative splicing of SCN5A is regulated by MBNLI1.

To determine the mechanisms underlying misregulation of SCN5A4 splicing, we first
determined its splicing pattern in primary cultures of differentiated muscle cells from control
and DM1 patients. RT-PCR experiments determined a switch of exon 6B toward exon 6A in
DM1 muscle cells compared to control (Figure 4A). Depletion of MBNL1 by an siRNA-
mediated approach mimicked the effect of CUG repeats and repressed exon 6B inclusion,
recapitulating the misregulation observed in DM cells and patients (Figure 4B). As controls

for reduction in MBNLI activity, we determined MBNL1 expression by western blotting, as
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well as the splicing pattern of ATP2A1 (SERCA), DMD and BINI, which are physiological

targets of MBNL1 and are misregulated in DM'>'

MBNLI is a regulator of SCN5A4 exons 6A/6B splicing. Next, to determine whether MBNLI1

(Figure 4C). These results indicate that

regulation is direct or indirect, we constructed a minigene containing exons 6A and 6B of
SCN5A bordered by their intronic regions. Expression of this construct in mouse C2C12
myoblasts reproduced a fetal pattern with inclusion of exon 6A. Since exon 6B was repressed,
reduction of Mbnll activity through siRNA or expression of expanded CUG repeats had no
further repressive effect on exon 6B. In contrast, expression of GFP-tagged MBNLI1
promoted inclusion of exon 6B, while expression of CUGBP1 or CUGBP2 (ETR3/CELF2)
had no effect (Figure 4D). Next, gel-shift assays determined that recombinant purified GST-
tagged MBNL1 bound to UGC RNA motifs located upstream of exon 6A (Figure 4E). Of
interest, this YGC stretch was not conserved in mouse, suggesting that alternative splicing of
exons 6A/6B is not regulated by Mbnl proteins in mice (data not shown). Mutation of these
UGC motifs abolished MBNLI1 binding (Figure 4F), as well as the regulatory effect of
MBNLI1 on a mutant SCN54 minigene (Figure 4F). Mutations of MBNL1 binding sites also
reduced the regulatory effect of expanded CUG repeats, indicating that the trans-dominant
effect of expanded CUG repeats on SCN5A4 splicing requires functional MBNL1 binding sites.
Overall, these results established that MBNLI1 regulates directly alternative splicing of
SCN54 exons 6A/6B.

Alternative splicing of SCN5A4 generates isoforms with different properties.

SCNS5A is the main cardiac voltage-gated sodium channel and mutations of SCN54 lead to a
variety of arrhythmic disorders, including Cardiac Conduction Disease and Brugada
Syndrome; two features identified in DM patients. Furthermore, exons 6A and 6B differ at
seven amino acid positions, resulting in channel variants with different electrophysiological

932 To investigate the consequences of SCN54 exon 6B switch to exon 6A for

properties
myotonic dystrophy, we first examined the Na' currents generated by SCNS5A splice variant
containing either exon 6A or exon 6B (Figure 5A and supplemental Table 5). Quantifications
of the peak current indicated a 50% decrease of current amplitude for the splicing isoform of
SCNS5A found in myotonic dystrophic patients compared to the normal SCN5A exon 6B form
(Figure 5B). Since, the extend of splicing misregulation varies according patients, with some,
typically CDM1, presenting little exon 6B left, while other, such as DM2, present milder

splicing changes; we tested the voltage current generated by a mix of SCNSA forms (Figure

5A). Expression of an equimolar mix of each channel resulted in a reduction of 30% of the
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current amplitude compared to the normal SCN5A exon 6B form (Figure 5B). Quantification
of the current-voltage relationships confirmed that the sodium channel expressed in DM is a
lesser active form (Figure 5C). Next, patch-clamp recording confirmed previous studies™ >
and revealed that the steady-state activation of the SCN5SA splicing isoform expressed in DM
and containing exon 6A was shifted towards hyperpolarized potential compared to the control
SCNSA exon 6B form (Figure 5D). An equimolar mix of DM (exon 6A) and control (exon
6B) SCNS5A isoforms, which more faithfully reflects the situation in adult DM1 and DM2
patients, confirmed that the splicing form expressed in DM present a reduced excitability
(Figure 5D). A result confirmed by measure of the inactivation time constants (Figure SE). In
contrast, no significant differences were obtained regarding steady-state inactivation and
recovery from inactivation whether SCN5A contained exon 6A or exon 6B (data not shown).
Overall, these results demonstrate that the splicing form of the sodium channel expressed in

DM patients, SCN5A exon 6A, presents a reduced excitability, which is consistent with

conduction delay and ventricular fibrillation observed in these patients.

DISCUSSION:

In patient and mouse models of DM, expansions of CUG or CCUG repeats interfere with the
splicing of other pre-mRNAs through increase expression of CUGBP1 and sequestration of
the  MBNL proteins®!!. Using RNA-seq we identified numerous novels splicing
misregulations in heart samples of DM1 patients. Identification of RNA motifs enriched in
vicinity of these misregulated exons revealed presence of YGC motifs located upstream and
within exons abnormally included in DM, while these motifs are located downstream of exons
excluded in DM. UGC and CGC RNA motifs are known binding sites for MBNL proteins® !
and their localization, downstream or upstream of misregulated exons, match Mbnl splicing

36,45
2. We also noted

regulatory maps determined by CLIP experiments in mouse cells or tissues
an enrichment for a CCCC RNA sequence upstream of exons enhanced in DM. PolyC are
binding sites for hnRNP K, a RNA binding protein involved in Spinocerebellar ataxia 10
(SCA10), an RNA gain-of-function disease caused by expansion of AUUCU repeats™.
However, we found no significant enrichment of CCC sequences downstream of excluded
exons in DM patients, no colocalization of hnRNP K within CUG or CCUG RNA aggregates
(data not shown) and CCC RNA motifs were not reported enriched in RNA-seq analyzes of
DM models*®*, thus relevance of hnRNP K for DM pathology remains to be determined. In

contrast to YGC sequences, no enriched motifs contained UGU sequences, which are

CUGBPI1 binding sites****. Similarly, no enrichment for binding site to hnRNP H, rbFOX or
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PTB proteins was identified. These results support a model in which the main cause of
splicing change in DM is the sequestration of MBNL proteins, while the overexpression of
CUGBP1 misregulates only a subset of splicing. This model, supported by minigene analyzes

36,45,46

in cell models™, by transcriptomic data in mouse models and by rescue experiments

also in mice, is now verified by RNA-seq results in human patients.

Cardiac defects affect 80% of DM patients and represent the second cause of their death.
However, the molecular mechanisms responsible of cardiac conduction delay and/or
ventricular tachycardia in DM are unclear. Using microarrays and RNA-seq we identified
various novels splicing misregulations in heart samples of DMI1 patients. Among these
changes, the splicing switch from adult exon 6B to fetal exon 6A in SCN54 mRNA is of
special interest. Mutations in SCN5A lead to a variety of cardiac disorders, including Cardiac
Conduction Disease and Brugada Syndrome®*’. Cardiac Conduction Disease, also known as
Lev-Leneégre disease, is characterized by prolongation of the P wave and PR segment duration
associated with ventricular fibrosis of the His-Purkinje system conduction system resulting in
fatal atrio-ventricular and bundle branch blocks. Brugada Syndrome is characterized by
ventricular conduction abnormalities and covered-type ST-segment elevation in the anterior
precordial leads resulting in high risk for sudden cardiac death secondary to ventricular
tachycardia or fibrillation. Of interest, an overlap exists between Cardiac Conduction Disease
and Brugada Syndrome, since (1) decreased sodium conductance accounts for both clinical

56,57

entities” ", (2) conduction defect is a striking feature of patients carrying a mutation of

SCN35A responsible of Brugada Syndrome™ and (3) an identical mutation in SCN54 can lead
either to Brugada Syndrome or to Cardiac Conduction Disease depending on individuals™®.
Cardiac defects in DM patients are characterized by cardiac conduction delay and by atrial or

1922 Both aspects are

ventricular tachycardia resulting in sudden death of these patients
evocative of a dysfunction of the SCNS5SA channel in DM patients. Electrophysiological
studies confirm that hypothesis and reveal that the splicing isoform of SCN5A found in DM
and that contains the fetal exon 6A, possesses a reduced excitability compared to the normal
adult SCN5A isoform. Of importance, electrophysiological features of the isoform of SCN5A
expressed in DM are similar to that of mutations of SCN5A causing Brugada Syndrome or
Cardiac Conduction Disease. These results suggest that misregulation of splicing of SCN5SA
in heart of DM patients results in expression of a lesser active channel, which is associated

with the cardiac symptoms observed in these patients. A model also supported by clinical

evidences, such as similarities in electrocardiogram recording between individuals affected by
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DM, Brugada Syndrome and Cardiac Conduction Disease; or by the remarkable higher
prevalence of Brugada Syndrome in DM individuals compared to general population®?.
Also, these finding may have some clinical importance such as reconsidering treatment with
pharmaceutical agents reducing SCNSA activity, such as mexiletine or flecainide
antiarrhythmic, in DM; or suggesting implantation of cardioverter defibrillator acting both as

pacemaker and defibrillator, since SCN5SA dysfunction may results in atrial and ventricular

tachyarrhythmias causing sudden death despite pacemaker implants in DM patients.

Finally, RNA-seq predicts various other splicing misregulations, including some that can be
of interest for DM pathology beyond heart defects. For example, invalidation of the Socs7
gene in mouse results in insulin resistance®’; whether splicing change of SOCS7 in DM
patients is also involved in insulin resistance is an attractive hypothesis that remains to be
tested. Similarly, SUNI and SUN2 proteins® represent interesting candidates to the central
localization of nuclei in DM skeletal muscles. FCGRT (also named FCRN) is involved in
IGG recycling®, RNA-seq predicts an increased intron retention in FCGRT; whether this may
contribute to the decreased IGG level in blood of DM patients remains to be tested. Also,
RNA-seq predicts a misregulation of CUGBP1 splicing, which may contribute to the increase
expression of CUGBP1 in DM1 hearts.
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FIGURE LEGENDS:

Figure 1.

Identification of novel splicing misregulations in DM hearts. (A) A-PSI versus Z-score
plot of exon cassettes misregulations predicted by MISO analysis. (B) Exons structure and
coverage of RNA-seq reads across SCN5A4 exon 5 to 7 show increased inclusion of exon 6A
and decreased inclusion of exon 6B in heart samples of DM patients (bottom, blue) versus
control (top, red). (C) Validation of RNA-seq predictions by RT-PCR analyzes of various
mRNAs from human heart samples of normal adult individuals (CTL, black) versus adult

DM1 patients (red).

Figure 2.

MBNL binding sequences are enriched in vicinity of misregulated exons. (A) Sequence
and p-value of 4-mere RNA motifs enriched downstream, within and upstream of exons
misregulated in DM1 heart samples. Sequences enriched in exons excluded in DM are
indicated in red, while sequences enriched in exons included in DM are indicated in blue. (B)
Representative RT-PCR analyzes of various mRNAs from human heart samples of non-DM

fetuses (20, 24 and 35 weeks, red) versus adult control individuals (black).

Figure 3.

SCN5A exon 6A is abnormally included in myotonic dystrophic patients. (A) Schematic
representation of mutually exclusive exons 6A and 6B of SCN54. SCN5A mRNA includes
exon 6A (red) in fetal heart, while SCN54 mRNA expresses exon 6B (blue) in adult heart. (B)
Schematic presentation of SCNS5A topology expressing exon 6A (red). Exon 6A or 6B
encodes part of segment 3, connecting loop between S3 and S4 and most part of the voltage-
sensitive segment 4 of domain 1 of SCNS5A. (C). Representative RT-PCR analysis of
endogenous SCN54A mRNA from human heart samples of normal adult individuals (Control),
CDM1 fetuses, DM1 and DM2 adult patients. (D) Graphical representation of RT-PCR
analysis depicting the percentage of SCN54 mRNA including exon 6A in heart samples from
normal adults, non-DM myopathies (amyotrophic lateral sclerosis), non-DM fetuses (20, 24
and 35 weeks), CDM1 (fetuses from 22, 25 and 28 weeks), DM1 and DM2 (adults)

individuals.
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Figure 4.

MBNLI1 regulates alternative splicing of SCN5A4. (A) Upper panel, RT-PCR analysis of
endogenous SCN5A mRNA from primary cultures of muscle cells from control or DMI
individuals differentiated 7 days. Lower panel, quantification of the percentage of SCN54
mRNA including exon 6A. (B) Upper panel, RT-PCR analysis of endogenous SCN54 mRNA
from primary cultures of muscle cells from control individuals differentiated 5 days and
transfected with a scrambled siRNA (siCTL) or a siRNA targeting MBNLI mRNA
(siMBNLI). Lower panel, percentage of SCN5A mRNA including exon 6A. (C) Upper
panels, control immunoblots for MBNL1 and GAPDH of panel B. Lower panels, control RT-
PCR assays for alternative splicing of SERCA (ATP2A41) exon 22, BINI exon 11 and DMD
exon 78. Same RNA than in B. (D) Upper panel, RT-PCR analysis of exogenous SCN5A4
mRNA from C2C12 muscle cells differentiated 2 days and co-transfected with a SCN5A4
minigene containing exons 6A and 6B bordered by their introns and with either a plasmid
expressing 960 CTG repeats, GFP-MBNL1, GFP-CUGBP1 or GFP-CUGBP2, or with a
siRNA directed against MBNLI, CUGBPI or CUGBP2. # Indicates an artificial PCR band
due to usage of a cryptic splice site inherent to the minigene. Lower panel, percentage of
SCN54 mRNA including exon 6A. (E) Upper panel, schematic representation of SCNSA
minigene, including the UGC rich sequence used for binding assays. Lower panel, Gel-shift
assays were performed using 5 to 1000 nM of purified bacterial recombinant GST-MBNL1A
and a uniformly **P-CTP labeled RNA. (F) Upper panel, schematic representation of mutant
SCNSA minigene, including the mutant sequence used for binding assays. Lower panel, Gel-
shift assays performed as in panel E. (G) Upper panel, RT-PCR analysis of exogenous SCN54
mRNA from C2C12 muscle cells differentiated 2 days and co-transfected with mutant SCN5A4
minigene, presented in F, and with a plasmid expressing 960 CTG repeats or GFP-MBNL1 or
with a siRNA directed against MBNLI. # Indicates an PCR band due to usage of a cryptic
splice site inherent to the minigene. Lower panel, percentage of SCN54 mRNA including

exon 6A. Bars indicate s.e.m. *** indicates p<0.001.

Figure 5.

The splicing form of SCNSA expressed in myotonic dystrophic patients is less active.

(A) Representative Na' currents generated by expression of SCN5A containing exon 6A or
exon 6B or by expression of a mix of SCNSA isoforms (50% SCNSA expressing exon 6A and
50% expressing exon 6B) in Xenopus oocytes. (B) Peak current amplitudes at the test

potential of -10 mV of cRNA injected as in panel A. (C) Current-voltage relationships. (D)
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Steady-state activation curves. (E) Inactivation time constants (ms) at different test pulses.

Bars indicate s.e.m. *** indicates p<0.005.

Supplemental Table 1.
Alternative splicing changes predicted by paired comparisons analysis of GeneChip Human
Exon 1.0 ST array of 3 controls and 3 DM1 heart samples. Only the most significant (PSI >2,

p-value <0.1) misregulations are presented.

Supplemental Table 2.
Alternative splicing changes predicted by Genespring analysis of GeneChip Human Exon 1.0
ST array of 3 controls and 3 DM1 heart samples. Most significant (Fold Change >1.5, p-value

<0.001) misregulations are presented.

Supplemental Table 3.
Alternative splicing changes predicted by DEXSeq analysis of paired-end RNA sequencing of
3 controls and 3 DM1 heart samples. Most significant (Fold Change >1.5, p-value <0.1)

misregulations are presented.

Supplemental Table 4.
Alternative splicing changes predicted by MISO analysis of paired-end RNA sequencing of 3
controls and 3 DM1 heart samples. Most significant (APSI >0.3; Z-score >1.2) misregulations

are presented.
Supplemental Table 5.
Electrophysiological properties of SCN5A channel containing either exon 6A or exon 6B

expressed in Xenopus oocytes.

Supplemental Table 6.

Human primers used to analyze the alternative spliced exons in human heart samples.

111



Résultats

METHODS

Samples

All samples were heart left ventricles. Non affected heart samples (CTL #1 and #2) were
purchased at Ambion and Stratagene, respectively. CTL #3 was a patient suffering from
familial dilated cardiomyopathy of uncharacterized genetic origin. CTL #4 to #6 were ALS
patients described previously (Nakamori et al., Neurology 70(9):677-685, 2008). DM1
patient #1 and 2 were from cardiac transplantation for end stage heart failure with conduction
system disease in a 45-year-old male and a 48-year-old female suffering from DM1. DM1
patient #3 to #5 have been described previously (Nakamori et al., Neurology 70:677—-685,
2008) with expansion of 4300 (female, 58 years), 4800 (male, 63 years), 5800 (female, 56
years) and ~6000 CTG repeats in heart. DM2 patients were described previously (Schoser et
al., Neurology 63(12):2402-4, 2004).

mRNA sequencing

After isolation of total cellular RNA from human heart samples, libraries of template
molecules suitable for high throughput DNA sequencing were created using “TruSeq™ RNA
Sample Preparation v2 Kit” (Illumina). Briefly, mRNA was purified from 1 pg total RNA
using poly-T oligo-attached magnetic beads and fragmented using divalent cations at 94°C for
8 minutes. The cleaved mRNA fragments were reverse transcribed to cDNA using random
primers then the second strand of the cDNA was synthesized using DNA Polymerase I and
RNase H. The double stranded cDNA fragments were blunted using T4 DNA polymerase,
Klenow DNA polymerase and T4 PNK. A single ‘A’ nucleotide was added to the 3 ends of
the blunt DNA fragments using a Klenow fragment (3' to 5'exo minus) enzyme. The cDNA
fragments were ligated to double stranded adapters using T4 DNA Ligase. The ligated
products were enriched by PCR amplification (30 sec at 98°C; [10 sec at 98°C, 30 sec at
60°C, 30 sec at 72°C] x 12 cycles; 5 min at 72°C). Then surplus PCR primers were removed
by purification using AMPure XP beads (Agencourt Biosciences Corporation). DNA libraries
were checked for quality and quantified using 2100 Bioanalyzer (Agilent). The libraries were
loaded in the flow cell at 7pM concentration and clusters were generated in the Cbot and
sequenced in the Illumina Hiseq 2000 as paired-end 2x100 base reads. FASTQ files were
generated with CASAVA v1.8.2.
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RT-PCR analysis of SCN5A.

Total RNA isolated from samples of control and DM1 ventricular heart was subjected to RT-
PCR analysis using primers located within human SCN5A exon 5 (FWD: 5°-
CTTCTGCCTGCACGCGTTCAC-3") and SCNSA exon 7 (REV: 5’-
CAGAAGACTGTGAGGACCATC-3")/ The PCR products were digested by BstBI enzyme,
resulting in PCR products of 240 bp (+ex6B) and 115 bp + 125 bp (+ex6A).

SCNSA minigene construction and analysis.

The exons 5, 6A, 6B and 7 were PCR amplified from human DNA (Clontech) with FWD : 5°-
AAAAGCTAGCGTACACCTTCACCGCCATTTACACC-3’ and REV: 5’-
AAAAGCGGCCGCGGATCACTGAGGTAAAGGTCCAGG-3’, and inserted between the
Nhel and Notl restriction sites of pCDNA3.1+ Neo (Invitrogen). Mutations in SCN54 intron
5 were introduced by primer-directed PCR mutagenesis. C2C12 cells plated in 6-well plates
were co-transfected with Lipofectamine 2000 (Invitrogen) according to the manufacturer’s
instructions with SCN5A minigene and DMPKS DT960, V5-CUGBP1, V5-MBNLI1 40 kDa
(NM_207292) and siRNA directed against MBNLI (5°-
CACGGAAUGUAAAUUUGCAATAT-3’; Eurogentec) or against CUGBP1 (NM_198700;
NM 006560; NM 001025596; NM_001172640; NM_001172639; Thermo Scientific), or
against CUGBP2 ( NM 001110228, NM 001110230; NM_001110232; NM_001160292;
NM 010160; NM _001110231; NM _001110229; NM_001160293; Thermo Scientific) in
DMEM medium containing 1g/l1 glucose and 2% horse serum (37°C, 5% CO;) during 24
hours. Total RNAs were extracted using Tri Reagent (MRC) and subjected to reverse-
transcription using Transcriptor Reverse Transcriptase kit (Roche). PCR were performed
using Taq polymerase (Roche), one denaturation step at 94°C for 2 min, 26 cycles of
amplification 94°C for 1 min, 58°C for 30 sec., 72°C for 45 sec., and a final step at 72°C for 7
minutes using the forward primer (5’- CTTCTGCCTGCACGCGTTCAC-3") and the reverse
(5’-acgggccctctagactcg-3’) specific to pCDNA3.1- SCNSA minigene. The PCR products were
digested by BstBI enzyme. PCR products of mRNAs including exon 6A and 6B are of 116 +
71 bp and 187 bp, respectively. PCR products were precipitated, analyzed by electrophoresis
on 6,5% polyacrylamide gel, BET labeled and quantified using Typhoon scanner.
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Recombinant protein production and purification.

E. coli BL2I(RIL) pRARE competent cells (Invitrogen) were transformed with peGEX-
MBNLI1-A101 (MBNLI1Acter, gift from Dr C. Branlant), grown at 37°C in 400 ml of LB
medium supplemented with Kanamycin until OD600=0.5, 0.5 mM IPTG was added and the
culture was further incubated 4 hours at 30°C. Harvested cells were sonicated in 50 mM Tris-
CIl pH 7.5, 300 mM NaCl, 5% glycerol, 1 mM DTT, 5 mM EDTA, centrifuged 20 min at
20000 g and recombinant GST-MBNLI1-A101, protein was purified using GST-Kits
(Novagen) and store in 20% glycerol.

in vitro RNA transcription.

Templates for transcription were obtained by PCR with pCDNA3.1-SCN5A or pCDNA3.1-
SCNSA mutant minigenes and the primers (FWD:
TAATACGACTCACTATAGGGCCATGGAACTGGCTGGACTTT and REV:
AGAAAGAGAGGGGTGGTCG). Transcription reaction was performed using T7
transcription kit (Ambion) in presence of 1 ul of aP**-CTP (10uCi, 800 Ci/mmole, Perkin
Elmer), analyzed on 8% denaturing polyacrylamide and quantified with LS-6500 counter
(Beckman). After transcription, 1 unit of DNase I (Invitrogen, Carlsbad, CA) was added, and
the sample was incubated for additional 30 min at 37°C. Transcribed RNAs were then
purified by micro Bio-Spin 6 chromatography columns (Bio-rad) according to the
manufacturer’s instructions. The sizes of RNAs were checked by gel electrophoresis on a

denaturing 6% polyacrylamide gel.

Gel Shift assays.

1 pL of labeled RNA was annealed in binding buffer (BB, 50 mM Tris-HCI (pH 7.0), 75.0
mM NaCl, 37.5 mM KCI, 5.25 mM DTT, 0.1 mg/mL BSA, 0.1 mg/mL Bulk tRNA) at 90°C
for 5 min. and allowed to cool to room temperature by placing on a bench top. After cooling,
MgCl, and RNAsin were added to a final concentration of 0.75 mM and 0.4 U/uL
respectively. GST-MBNL1-A101 protein was then added to the above solution and the
mixture was incubated on ice for 20 min. The solution mixture was loaded onto a non-
denaturing 6.0% (w/v) polyacrylamide gel (acrylamide/bisacrylamide, 40:1, w/w) containing
0.5X TBE (1X TBE is 90 mM Tris-base, 89 mM Boric acid and 2 mM EDTA (pH 8.0)),
which had been pre-electrophoresed at 110 V for 20 min. at 4°C. The gel was electrophoresed
at 110 V at 4°C for 3 hours. The gel was then dried and exposed to a phosphorimager screen

and imaged using a Typhoon 9410 variable mode imager. The data were fit to the following
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equation: y=min-+((max-min))/(1+(x/IC50)™"'5°P9) where y is the percentage of RNA bound
to MBNLI, x is the concentration of MBNLI1, min and max are the minimum and maximum

percentage of RNA bound to MBNLI (0-100%) and IC50 is the concentration where 50% of

maximum binding is achieved.
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Expression in Xenopus laevis oocytes.

For in vitro transcription, the coding regions of all constructs were recloned into the
pSP64Poly(A) vector (Promega, WI, USA). The preparation of oocytes from Xenopus laevis,
in vitro transcription and cRNA injection were performed according to established procedures
[Zimmer T, Benndorf K (2002) The human heart and rat brain IIA Na" channels interact with
different molecular regions of the betal subunit. ] Gen Physiol 120: 887-895]. For current
comparisons, the cRNA concentration for each variant was adjusted to ~0.04 pg/uL (40 and
60 nL per oocyte) by dilution. After 3 days of incubation at 18°C in Barth medium, the
whole-cell hNay1.5 peak current amplitude was usually between 0.5 and 6.0 pA.
Measurements were repeated for at least 5 different batches of oocytes. Whole-oocyte Na"
currents were recorded with the two-microelectrode voltage clamp technique using an
OC725C amplifier (Warner Instruments, Hamden, CT, USA). The glass microelectrodes were
filled with 3 mol/L KCIl. The microelectrode resistance was between 0.2 and 0.5 MQ. The
bath solution contained (in mmol/L): NaCl 96, KCI 2, CaCl, 1.8, HEPES 10, pH 7.2 (KOH).
All experiments involving Xenopus laevis oocytes were prior-approved by the local
government office (Thiiringer Landesamt Weimar, Fachgebiet Tierschutz, no. 740-2684-04-
02-73/96), and conformed to both institutional and NIH guidelines.

Pulse protocols and evaluation of electrophysiological data from oocytes

Steady-state activation was determined by applying test potentials from —120 to 50 mV in 5
mV or 10 mV increments at a pulsing frequency of 0.5 Hz. Data were fitted to the Boltzmann
equation Gy, = [1+exp(\/1/2—\/)/k]_1 where V), is the half-maximal voltage, k is the slope
factor, and the Na' conductance Gy, is defined by Gna = INanorm/(V—Viev). Here, Ing porm 18 the
normalized peak current, and V.., is the reversal potential.

Steady-state inactivation was determined with a double pulse protocol consisting of 500 ms
prepulses from the holding potential of —120mV (or —140mV for R1632H only) to voltages
between —140 and —20 mV (or —160 and —20mV for R1632H only), followed by a constant
test pulse of 20 ms duration to —20 mV at a pulsing frequency of 0.5 Hz. The amplitude of
peak current Iy, during the test pulse was normalized to the maximum peak current Iy, . and
plotted against the prepulse potential. Data were fitted with the Boltzmann function Iy, =
Ingmax[ 1+exp(V) /Z—V)/k]fl, where V is the test potential, and V|, and k are as defined above.
Recovery from inactivation was determined with a double pulse protocol consisting of 500 ms

prepulses to —20 mV, followed by variable recovery intervals at =120 mV, and a constant 20
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ms test pulse to —20 mV at a pulsing frequency of 0.25 Hz (or 0.15 Hz for R1632H only). The
normalized peak current amplitude (/g norm = Ina/INamayx) €licited by the test pulse was plotted
against the recovery interval. Data were fitted with 2 exponentials: Iyguorm = Ag
[1—exp(—t/tr) |+ As[1—exp(—t/t5)], where t is the recovery time interval, tr and 15 represent fast
and slow time constants respectively, and Ay and A represent fractional amplitudes of fast

and slow recovery components, respectively.
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Supplemental Table 1

Gene Symbol PSl-value P-value

ABLIM1
MYOM1
SORBS2
LDB3
NCAM1
MBNL2
MBNL2
CECR1
TPM2
GLT8D2
CAMK2B
MBNLA1
INMT

SCN5A
PAM
CAMK2B
TNNT2

SMARCAD1
LMO7
GOLGA4
PDLIM5
SYNE2
SH3RF2

PPFIBP1
PDE4D
PRSS50

PFKFB2
CPXM2
AKAP13
H2AFY
INMT
FN1
KIF1B

SGIP1
RABGAP1L
TBC1D14
FNDC1

RMND1
PDE7B
TMEM49
AQP1
ITGA1
JAK2
ANK3
INMT
SNX27
NPNT
SYNE2
CCL15
TMEM49
TCF12
GLS
SYNE2
PINX1
PSD3
AQP1

RARRES1
ADCY6
SORBS1
MFF
MAP4
LRRC49
KIF16B

MS4A6A
MYH14
HERCS
ARPC2
CELF1
ADAMTSL3
ANK3

4,27
4,13
3,67
3,28
2,94
2,78
2,67
2,67
2,64
2,47
2,43
2,28
2,26

2,20
2,11
2,08
2,07

2,05
2,04
1,99
1,99
1,99
1,97

1,96
1,95
1,93

1,92
1,92
1,92
1,92
1,91
1,91
1,89

1,88
1,88
1,88
1,86

1,85
1,85
1,84
1,83
1,82
1,82
1,82
1,81
1,80
1,78
1,77
1,77
1,76
1,76
1,76
1,75
1,75
1,75
1,74

1,74
1,73
1,73
1,72
1,71
1,71
1,71

1,70
1,70
1,70
1,70
1,69
1,69
1,69

3,5E-02
2,8E-04
2,0E-02
8,3E-02
5,1E-02
1,1E-01
9,2E-02
1,3E-01
1,8E-02
1,1E-01
4,2E-03
3,8E-02
1,2E-01

1,4E-01
4,9E-02
1,0E-01
7,4E-02

1,4E-01
1,4E-01
1,8E-02
5,9E-02
1,1E-01
2,1E-02

5,9E-02
1,4E-01
6,0E-05
4,6E-02
9,1E-02
9,6E-02
1,3E-01
5,6E-02
1,3E-01
1,1E-01
1,1E-02
1,2E-01
1,2E-01
1,4E-01

1,2E-01
1,2E-01
3,0E-02
6,1E-02
9,1E-02
1,1E-01
1,3E-01
4,4E-02
1,0E-01
1,4E-01
2,6E-02
9,2E-02
1,5E-02
3,8E-02
1,1E-01
3,8E-03
4,5E-02
9,6E-02
4,8E-02

8,3E-02
6,4E-03
4,4E-02
8,4E-02
5,5E-03
1,8E-02
1,1E-01

1,0E-01
1,1E-01
1,2E-01
1,4E-01
7,1E-03
7,2E-02
1,0E-01

Gene Description

actin binding LIM protein 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:78]

myomesin 1, 185kDa [Source:HGNC Symbol;Acc:7613]

sorbin and SH3 domain containing 2 [Source:HGNC Symbol;Acc:24098]

LIM domain binding 3 [Source:HGNC Symbol;Acc:15710]

neural cell adhesion molecule 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:7656]

muscleblind-like 2 (Drosophila) [Source:HGNC Symbol;Acc:16746]

muscleblind-like 2 (Drosophila) [Source:HGNC Symbol;Acc:16746]

cat eye syndrome chromosome region, candidate 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:1839]
tropomyosin 2 (beta) [Source:HGNC Symbol;Acc:12011]

glycosyltransferase 8 domain containing 2 [Source:HGNC Symbol;Acc:24890]
calcium/calmodulin-dependent protein kinase Il beta [Source:HGNC Symbol;Acc:1461]
muscleblind-like (Drosophila) [Source:HGNC Symbol;Acc:6923]

indolethylamine N-methyltransferase [Source:HGNC Symbol;Acc:6069]

sodium channel, voltage-gated, type V, alpha subunit [Source:HGNC Symbol;Acc:10593]
peptidylglycine alpha-amidating monooxygenase [Source:HGNC Symbol;Acc:8596]
calcium/calmodulin-dependent protein kinase Il beta [Source:HGNC Symbol;Acc:1461]
troponin T type 2 (cardiac) [Source:HGNC Symbol;Acc:11949]

SWI/SNF-related, matrix-associated actin-dependent regulator of chromatin, subfamily a, containing DEAD/H box
1 [Source:HGNC Symbol;Acc:18398]

LIM domain 7 [Source:HGNC Symbol;Acc:6646]

golgin A4 [Source:HGNC Symbol;Acc:4427]

PDZ and LIM domain 5 [Source:HGNC Symbol;Acc:17468]

spectrin repeat containing, nuclear envelope 2 [Source:HGNC Symbol;Acc:17084]

SH3 domain containing ring finger 2 [Source:HGNC Symbol;Acc:26299]

PTPRF interacting protein, binding protein 1 (liprin beta 1) [Source:HGNC Symbol;Acc:9249]
phosphodiesterase 4D, cAMP-specific [Source:HGNC Symbol;Acc:8783]
protease, serine, 50 [Source:HGNC Symbol;Acc:17910]

6-phosphofructo-2-kinase/fructose-2,6-biphosphatase 2 [Source:HGNC Symbol;Acc:8873]
carboxypeptidase X (M14 family), member 2 [Source:HGNC Symbol;Acc:26977]

A kinase (PRKA) anchor protein 13 [Source:HGNC Symbol;Acc:371]

H2A histone family, member Y [Source:HGNC Symbol;Acc:4740]

indolethylamine N-methyltransferase [Source:HGNC Symbol;Acc:6069]

fibronectin 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:3778]

kinesin family member 1B [Source:HGNC Symbol;Acc:16636]

SH3-domain GRB2-like (endophilin) interacting protein 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:25412]
RAB GTPase activating protein 1-like [Source:HGNC Symbol;Acc:24663]

TBC1 domain family, member 14 [Source:HGNC Symbol;Acc:29246]

fibronectin type Il domain containing 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:21184]

required for meiotic nuclear division 1 homolog (S. cerevisiae) [Source:HGNC Symbol;Acc:21176]
phosphodiesterase 7B [Source:HGNC Symbol;Acc:8792]

transmembrane protein 49 [Source:HGNC Symbol;Acc:29559]

aquaporin 1 (Colton blood group) [Source:HGNC Symbol;Acc:633]

integrin, alpha 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:6134]

Janus kinase 2 [Source:HGNC Symbol;Acc:6192]

ankyrin 3, node of Ranvier (ankyrin G) [Source:HGNC Symbol;Acc:494]
indolethylamine N-methyltransferase [Source:HGNC Symbol;Acc:6069]

sorting nexin family member 27 [Source:HGNC Symbol;Acc:20073]

nephronectin [Source:HGNC Symbol;Acc:27405]

spectrin repeat containing, nuclear envelope 2 [Source:HGNC Symbol;Acc:17084]
chemokine (C-C motif) ligand 15 [Source:HGNC Symbol;Acc:10613]
transmembrane protein 49 [Source:HGNC Symbol;Acc:29559]

transcription factor 12 [Source:HGNC Symbol;Acc:11623]

glutaminase [Source:HGNC Symbol;Acc:4331]

spectrin repeat containing, nuclear envelope 2 [Source:HGNC Symbol;Acc:17084]
PIN2/TERF1 interacting, telomerase inhibitor 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:30046]
pleckstrin and Sec7 domain containing 3 [Source:HGNC Symbol;Acc:19093]
aquaporin 1 (Colton blood group) [Source:HGNC Symbol;Acc:633]

retinoic acid receptor responder (tazarotene induced) 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:9867]
adenylate cyclase 6 [Source:HGNC Symbol;Acc:237]

sorbin and SH3 domain containing 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:14565]

mitochondrial fission factor [Source:HGNC Symbol;Acc:24858]

microtubule-associated protein 4 [Source:HGNC Symbol;Acc:6862]

leucine rich repeat containing 49 [Source:HGNC Symbol;Acc:25965]

kinesin family member 16B [Source:HGNC Symbol;Acc:15869]

membrane-spanning 4-domains, subfamily A, member 6A [Source:HGNC Symbol;Acc:13375]
myosin, heavy chain 14, non-muscle [Source:HGNC Symbol;Acc:23212]

hect domain and RLD 5 [Source:HGNC Symbol;Acc:24368]

actin related protein 2/3 complex, subunit 2, 34kDa [Source:HGNC Symbol;Acc:705]

CUGBP, Elav-like family member 1 [Source:HGNC Symbol;Acc:2549]

ADAMTS-like 3 [Source:HGNC Symbol;Acc:14633]

ankyrin 3, node of Ranvier (ankyrin G) [Source:HGNC Symbol;Acc:494]



Supplemental Table 2

Gene Symbol p-value Gene Description
MYH14 4,60E-16 myosin, heavy chain 14, non-muscle | myosin, heavy chain 14
KIF1B 1,34E-12 kinesin family member 1B
MYOF 1,07E-08 myoferlin
ABLIM1 1,73E-08 actin binding LIM protein 1
MYOM1 2,00E-08 myomesin 1, 185kDa

CAMK2B 1,59E-07 calcium/calmodulin-dependent protein kinase Il beta
CP 4,67E-07 ceruloplasmin (ferroxidase)
SORBS2 4,97E-07 sorbin and SH3 domain containing 2
STAB1 4,97E-07 stabilin 1
MBNL2 7,72E-07 muscleblind-like 2
SCN5A 7,72E-07 sodium channel, voltage-gated, type V, alpha subunit
LDB3 1,01E-06 LIM domain binding 3
NCAM1 1,56E-05 neural cell adhesion molecule 1
ELP5 4,21E-05 elongator acetyltransferase complex subunit 5
FN1 4,57E-05 fibronectin 1
GOLGA4 1,73E-04 golgin A4 | golgi autoantigen, golgin subfamily a, 4
RABGAP1L 1,97E-04 RAB GTPase activating protein 1-like
ASPH 2,67E-04 aspartate beta-hydroxylase
PLCB4 3,51E-04 phospholipase C, beta 4
chemokine (C-X-C motif) ligand 12 | chemokine (C-X-C motif) ligand 12
CXCL12 3,51E-04 (stromal cell-derived factor 1)
MBNL1 3,75E-04 muscleblind-like (Drosophila)
TPM2 3,83E-04 tropomyosin 2 (beta)
ABCA1 4,80E-04 ATP-binding cassette, sub-family A (ABC1), member 1
MACF1 6,63E-04 microtubule-actin crosslinking factor 1
OLFM1 1,29E-03 olfactomedin 1
AOX1 1,50E-03 aldehyde oxidase 1
C1QB 2,59E-03 complement component 1, g subcomponent, B chain
TXNIP 3,20E-03 thioredoxin interacting protein
TMLHE 4,72E-03 trimethyllysine hydroxylase, epsilon
NR5A2 4,72E-03 nuclear receptor subfamily 5, group A, member 2
CECR1 5,17E-03 cat eye syndrome chromosome region, candidate 1
CPXM2 7,34E-03 carboxypeptidase X (M14 family), member 2
ZNF385B 7,46E-03 zinc finger protein 385B
PLTP 7,62E-03 phospholipid transfer protein
BMPS8A 8,95E-03 bone morphogenetic protein 8a
PLSCR4 1,00E-02 phospholipid scramblase 4
ERG 1,02E-02 v-ets erythroblastosis virus E26 oncogene homolog (avian)
PSMC4 1,04E-02 proteasome (prosome, macropain) 26S subunit, ATPase, 4
MAN1A1 1,06E-02 mannosidase, alpha, class 1A, member 1
PDLIM5 1,13E-02 PDZ and LIM domain 5
CYBB 1,13E-02 cytochrome b-245, beta polypeptide
PPP1R16A 1,21E-02 protein phosphatase 1, regulatory (inhibitor) subunit 16A
PLSCR1 1,36E-02 phospholipid scramblase 1
SCP2 1,37E-02 sterol carrier protein 2
TOE1 1,42E-02 target of EGR1, member 1 (nuclear)
DMPK 1,66E-02 dystrophia myotonica-protein kinase
CKMT2 1,68E-02 creatine kinase, mitochondrial 2 (sarcomeric)
NRP2 1,83E-02 neuropilin 2
PTPRS 1,88E-02 protein tyrosine phosphatase, receptor type, S
ACTA1 1,88E-02 actin, alpha 1, skeletal muscle
VNN3 1,88E-02 vanin 3
CD8A 1,95E-02 CD8a molecule
GYS1 1,95E-02 glycogen synthase 1 (muscle)
DHX8 1,95E-02 DEAH (Asp-Glu-Ala-His) box polypeptide 8
C100rf137 1,96E-02 chromosome 10 open reading frame 137
prostaglandin-endoperoxide synthase 2 (prostaglandin G/H synthase and
PTGS2 1,98E-02 cyclooxygenase)
PDK4 2,18E-02 pyruvate dehydrogenase kinase, isozyme 4
IGFBP4 2,18E-02 insulin-like growth factor binding protein 4
IP6K3 2,50E-02 inositol hexakisphosphate kinase 3
PLCZ1 2,51E-02 phospholipase C, zeta 1
RARRES1 2,53E-02 retinoic acid receptor responder (tazarotene induced) 1
LAS1L 2,53E-02 LAS1-like (S. cerevisiae)
TMEM2 2,55E-02 transmembrane protein 2
VCAM1 2,74E-02 vascular cell adhesion molecule 1
RNF220 2,85E-02 ring finger protein 220
GLS 3,19E-02 glutaminase
GBE1 3,22E-02 glucan (1,4-alpha-), branching enzyme 1
IRAK4 3,44E-02 interleukin-1 receptor-associated kinase 4

DPT 3,64E-02 dermatopontin
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Gene Symbol
EPN2
TNNT2
MYOM1
PDLIM3
CLASP1
MAPT
MBNL2
MBNL1
FUBP3
MEF2D

CAMK2B

ARHGEF7
TNNT3
BIN1
MEAF6
NBEAL1
SORBS2
CLTB
NCOR2
UNC13B
ZFYVE21
LIMCH1
MBD2
SGIP1
GOLGA4
FAM154B
SMG1
THNSL2
SSBP3
ARVCF

SLC6A6

DOCK9
ZC3HAV1
PKP4
ANK3
FAM169A

SORBS1
ATP5J

FAM190B
LRP11
PDLIM5
MYH11
CRTC2
NUMA1
ARHGEF10L
PTPN20A
FKBPIL

SLC25A17

TPM2
PML
ADD3
TPM1
MSI2
PTPRB
TTN
ITGB6
ZNRF2P1
SSH1
MBD1
FCGRT

USP9Y

KY
ATP6V1F
FEZ2
PLEKHA7
FBLN1
DMXL1
METRN
MXRA7
DUOX2

CXCL12

TLL2
LDB3

Fold Change
5,21
4,68
4,45
3,80
3,44
3,33
3,25
3,22
2,73
2,72

2,68

2,62
2,61
2,60
2,60
2,58
2,51
2,49
2,42
241
2,40
2,39
2,36
2,33
2,27
2,26
2,24
2,18
2,18
2,14

2,13

2,09
2,04
2,03
2,01
1,98
1,95
1,94
1,92
1,90

1,90

1,89
1,88
1,88
1,85
1,83
1,83
1,81
1,81
1,79

1,76

1,69
1,69
1,63
1,63
1,59
1,59
1,57
1,57
1,53
1,53
1,63
1,63

1,52

1,48
1,45
1,38

1,34
1,34
1,33
1,32
1,31

1,24

1,21
1,12

p-value
5,01E-02
3,20E-02
2,44E-02
1,87E-02
4,11E-02
7,62E-02
9,45E-02
9,02E-02
1,14E-01
6,13E-02

5,73E-02

8,34E-02
5,60E-02
1,46E-01
5,93E-02
1,39E-01
7,13E-02
5,52E-02
1,29E-01
1,49E-01
5,50E-02
4,63E-01
7,82E-02
1,25E-01
1,11E-01
9,44E-02
1,53E-01
1,38E-01
2,52E-01
1,65E-01

1,70E-01

1,10E-01
1,03E-01
6,82E-02
1,08E-01
2,69E-01
6,39E-02
1,11E-01
7,96E-02
7,27E-02

1,22E-01

8,65E-02
1,17E-01
1,07E-01
6,95E-02
7,66E-02
5,47E-02
8,05E-02
9,78E-02
9,10E-02

1,07E-01

5,45E-02
7,48E-02
7,51E-02
7,74E-02
8,25E-02
5,63E-01
1,47E-01
7,74E-02
7,24E-02
7,52E-02
6,71E-02
5,93E-02

4,99E-02

6,77E-02
8,75E-02
6,05E-02
6,29E-02
4,94E-02

7,40E-02
5,00E-02

2,37E-01
5,05E-02

Gene Description
Epsin 2
Troponin T type 2 (cardiac)
Myomesin 1, 185kDa
PDZ and LIM domain 3
Cytoplasmic linker associated protein 1
Microtubule-associated protein tau
Muscleblind-like 2 (Drosophila)
Muscleblind-like (Drosophila)
Far upstream element (FUSE) binding protein 3
Myocyte enhancer factor 2D

Calcium/calmodulin-dependent protein kinase (CaM kinase) Il beta
Rho guanine nucleotide exchange factor (GEF) 7

Troponin T type 3 (skeletal, fast)

Bridging integrator 1

MYST/Esa1-associated factor 6

Neurobeachin-like 1

Sorbin and SH3 domain containing 2

Clathrin, light chain (Lcb)

Nuclear receptor co-repressor 2

Unc-13 homolog B (C. elegans)

Zinc finger, FYVE domain containing 21

LIM and calponin homology domains 1

Methyl-CpG binding domain protein 2

SH3-domain GRB2-like (endophilin) interacting protein 1
Golgi autoantigen, golgin subfamily a, 4

family with sequence similarity 154, member B
PI-3-kinase-related kinase SMG-1

Threonine synthase-like 2 (S. cerevisiae)

Single stranded DNA binding protein 3

Armadillo repeat gene deletes in velocardiofacial syndrome

Solute carrier family 6 (neurotransmitter transporter, taurine), member 6
Dedicator of cytokinesis 9

Zinc finger CCCH-type, antiviral 1

Plakophilin 4

Ankyrin 3, node of Ranvier (ankyrin G)

family with sequence similarity 169 member A

Signal-regulatory protein alpha

Calcium channel, voltage-dependent, L type, alpha 1C subunit

Fibrillin 1

Sorbin and SH3 domain containing 1

ATP synthase, H+ transporting, mitochondrial FO complex, subunit F6
family with sequence similarity 190 member B

Low density lipoprotein receptor-related protein 11
PDZ and LIM domain 5

Myosin, heavy chain 11, smooth muscle

CREB regulated transcription coactivator 2

Nuclear mitotic apparatus protein 1

Rho guanine nucleotide exchange factor (GEF) 10-like
Protein tyrosine phosphatase, non-receptor type 20A
FK506 binding protein 9-like

Solute carrier family 25 (mitochondrial carrier; peroxisomal membrane
protein, 34kDa),

Tropomyosin 2 (beta)

Promyelocytic leukemia

Adducin 3 (gamma)

Tropomyosin 1 (alpha)

Musashi homolog 2 (Drosophila)

Protein tyrosine phosphatase, receptor type, B

Titin

Integrin, beta 6

zinc and ring finger 2 pseudogene 1

Slingshot homolog 1 (Drosophila)

Methyl-CpG binding domain protein 1

Fc fragment of IgG, receptor, transporter, alpha

Ubiquitin specific peptidase 9, Y-linked (fat facets-like, Drosophila)
Kyphoscoliosis peptidase

ATPase, H+ transporting, lysosomal 14kDa, V1 subunit F
Fasciculation and elongation protein zeta 2 (zygin Il)

Pleckstrin homology domain containing, family A member 7
Fibulin 1

Dmx-like 1

Meteorin, glial cell differentiation regulator

Matrix-remodelling associated 7

Dual oxidase 2

Chemokine (C-X-C motif) ligand 12 (stromal cell-derived factor 1)
Tolloid-like 2
LIM domain binding 3
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Gene Symbol A-PSI
MYH11 0,74
MYOM1 0,64
SOCSs7 0,58
PTPN20B 0,57
ZNF619 0,56
ZNF195 0,55
NCOR2 0,55
ZFYVE21 0,55
ARVCF 0,53
CATSPER2 0,49
LGALS9 0,48
HHLA3 0,47
MYH10 0,47
MYH10 0,47
COPZ2 0,46
CDK10 0,46
CBR4 0,46
MYH10 0,46
MEAF6 0,45
FANCA 0,45
SCN5A 0,44
MEAF6 0,44
BC038570 0,44
CDC42BPA 0,43
GUCA1C 0,43
SNX22 0,42
MEAF6 0,42
P2RY6 0,42
LPHN2 0,42
C160rf93 0,42
COL11A2 0,42
FYN 0,42
SORBS2 0,41
FEZ2 0,41
FBXW7 0,41
ABI2 0,40
ESRRG 0,40
TJAP1 0,40
BBX 0,40
ANGPTL2 0,39
LGALS9 0,39
PMM2 0,39
CD47 0,39
ARHGEF10L 0,39
C8orf83 0,39
PMM2 0,39
CRIM1 0,39
DPEP2 0,39
BNC2 0,38
TRAF3IP2-AS1 0,38
CMPK2 0,38
ZNF655 0,38
PTPN4 0,38
LGALS9 0,38
OSBPL6 0,37
MUC1 0,37
BNC2 0,37
LYGE 0,37
PFKFB4 0,37
SUN2 0,37
MUC1 0,37
MBNL2 0,36
CXorf23 0,36
SOCS7 0,36
LDB3 0,36
FAM188A 0,36
PHTF1 0,36
MAST4 0,36

TMEM68 0,36

Z-score
2,24
2,28
2,30
2,27
1,79
2,25
2,16
2,01
1,98
1,40
2,02
2,22
1,66
1,21
2,18
2,07
1,75
1,63
2,01
1,88
2,10
2,07
2,02
1,89
1,46
2,23
2,09
1,99
1,95
1,86
1,63
1,59
2,15
1,99
1,44
2,35
2,07
2,07
1,66
2,39
2,37
2,37
2,13
2,04
2,01
1,42
1,35
1,31
2,12
1,83
1,81
1,81
1,76
1,71
2,54
2,33
1,80
1,53
1,44
1,39
1,23
2,16
2,14
2,12
2,03
1,80
1,77
1,66
1,64

Gene Description
Myosin, heavy chain 11, smooth muscle
Myomesin 1, 185kDa
Suppressor of cytokine signaling 7
Protein tyrosine phosphatase, non-receptor type 20B
Zinc finger protein 619
Zinc finger protein 195
Nuclear receptor co-repressor 2
Zinc finger, FYVE domain containing 21
Armadillo repeat gene deletes in velocardiofacial syndrome
Cation channel, sperm associated 2
Lectin, galactoside-binding, soluble, 9 (galectin 9)
HERV-H LTR-associating 3
Myosin, heavy chain 10, non-muscle
Myosin, heavy chain 10, non-muscle
Coatomer protein complex, subunit zeta 2
Cyclin-dependent kinase 10
Carbonyl reductase 4
Myosin, heavy chain 10, non-muscle
MYST/Esa1-associated factor 6
Fanconi anemia, complementation group A
Sodium channel, voltage-gated, type V, alpha subunit
MYST/Esa1-associated factor 6
IncRNA
CDC42 binding protein kinase alpha (DMPK-like)
Guanylate cyclase activator 1C
Sorting nexin 22
MYST/Esa1-associated factor 6
Pyrimidinergic receptor P2Y, G-protein coupled, 6
Latrophilin 2
Chromosome 16 Open Reading Frame 93
Collagen, type XI, alpha 2
FYN oncogene related to SRC, FGR, YES
Sorbin and SH3 domain containing 2
Fasciculation and elongation protein zeta 2 (zygin II)
F-box and WD repeat domain containing 7
Abl interactor 2
Estrogen-related receptor gamma
Tight junction associated protein 1 (peripheral)
Bobby sox homolog (Drosophila)
Angiopoietin-like 2
Lectin, galactoside-binding, soluble, 9 (galectin 9)
Phosphomannomutase 2
CD47 molecule
Rho guanine nucleotide exchange factor (GEF) 10-like
Triple QxxK/R Motif Containing
Phosphomannomutase 2
Cysteine rich transmembrane BMP regulator 1 (chordin-like)
Dipeptidase 2
Basonuclin 2
TRAF3IP2 Antisense RNA
Cytidine Monophosphate (UMP-CMP) Kinase 2, Mitochondrial
Zinc finger protein 655
Protein tyrosine phosphatase, non-receptor type 4 (megakaryocyte)
Lectin, galactoside-binding, soluble, 9 (galectin 9)
Oxysterol binding protein-like 6
Mucin 1, cell surface associated
Basonuclin 2
Lymphocyte antigen 6 complex, locus E
6-phosphofructo-2-kinase/fructose-2,6-biphosphatase 4
Sad1 And UNC84 Domain Containing 2
Mucin 1, cell surface associated
Muscleblind-like 2 (Drosophila)
Chromosome X open reading frame 23
Suppressor of cytokine signaling 7
LIM domain binding 3
Family With Sequence Similarity 188, Member A
Putative homeodomain transcription factor 1
Microtubule associated serine/threonine kinase family member 4
Transmembrane protein 68
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Gene symbol A-PSI Z-score Gene description
MUC1 0,36 1,57 Mucin 1, cell surface associated
ANKAR 0,36 1,53 Ankyrin and armadillo repeat containing
FOXP2 0,36 1,43 Forkhead box P2
GHRL 0,36 1,34 Ghrelin/obestatin preprohormone
VAV2 0,35 2,29 Vav 2 guanine nucleotide exchange factor
SSBP3 0,35 2,04 Single stranded DNA binding protein 3
AGBL4 0,35 1,67 ATP/GTP binding protein-like 4
CPNE3 0,35 1,67 Copine lll
GNG2 0,35 1,57 Guanine nucleotide binding protein (G protein), gamma 2
ST5 0,35 1,41 Suppression of tumorigenicity 5

SERPINA3 0,35 1,40 Serpin peptidase inhibitor, clade A (alpha-1 antiproteinase, antitrypsin)
FAM115C 0,35 1,39

MUC1 0,35 1,07 Mucin 1, cell surface associated
MBD1 0,34 2,32 Methyl-CpG binding domain protein 1
ENAH 0,34 2,18 Enabled homolog (Drosophila)

SORBS2 0,34 2,12 Sorbin and SH3 domain containing 2
IL12RB2 0,34 1,75 Interleukin 12 receptor, beta 2

SYTL2 0,34 1,74 Synaptotagmin-like 2
MYO15A 0,34 1,74 Myosin XVA

SUN1 0,34 1,64 Sad1 And UNC84 Domain Containing 1
ZNF385D 0,34 1,57 Zinc Finger Protein 385D

PRIM2 0,34 1,54 Primase, DNA, polypeptide 2 (58kDa)

MYCBPAP 0,34 1,47 MYCBP associated protein
ANGPTL1 0,34 1,13 Angiopoietin-like 1
FAM86B1 0,34 1,07 Family with sequence similarity 86, member B1

TCF12 0,33 2,12 Transcription factor 12 (HTF4, helix-loop-helix transcription factors 4)
FBXL13 0,33 2,04 F-box and leucine-rich repeat protein 13

ABI2 0,33 2,00 Ablinteractor 2
MXRA7 0,33 1,97 Matrix-remodelling associated 7

Solute carrier family 16, member 11 (monocarboxylic acid transporter
SLC16A11 0,33 1,97 1)
NFASC 0,33 1,89 Neurofascin homolog (chicken)
ARHGAP17 0,33 1,82 Rho GTPase activating protein 17
VPS13D 0,33 1,72 Vacuolar protein sorting 13 homolog D (S. cerevisiae)

EPSTHI 0,33 1,70 Epithelial stromal interaction 1 (breast)

RGR 0,33 1,67 Retinal G protein coupled receptor

TRIM6 0,33 1,66 Tripartite Motif Containing 6

PAK6 0,33 1,46 P21(CDKN1A)-activated kinase 6

AGXT2L2 0,33 1,42 Alanine-Glyoxylate Aminotransferase 2-Like 2

DOK1 0,33 1,41 Docking protein 1, 62kDa (downstream of tyrosine kinase 1)
MUC1 0,33 1,40 Mucin 1, cell surface associated

MUC1 0,33 1,35 Mucin 1, cell surface associated

CEP164 0,33 1,19 Centrosomal protein 164kDa
ARHGEF7 0,32 2,32 Rho guanine nucleotide exchange factor (GEF) 7

SNX22 0,32 2,23 Sorting nexin 22
PGAP1 0,32 1,92 GPI deacylase
MBNL1 0,32 1,84 Muscleblind-like (Drosophila)
INPP1 0,32 1,80 Inositol polyphosphate-1-phosphatase
JMJD5S 0,32 1,79 Jumonji domain containing 5
HDAC9 0,32 1,72 Histone deacetylase 9
GZMB 0,32 1,62 granzyme 2, cytotoxic T-lymphocyte-associated serine esterase 1
RSP 032 147 TRAF3IP2 Antisense RNA f
CCT6P1 0,32 1,46 Chaperonin Containing TCP1, Subunit 6 (Zeta) Pseudogene 1
UBXN11 0,32 1,36 UBX Domain Protein 11
LST1 0,32 1,19 Leukocyte specific transcript 1
NBPF10 0,32 1,17 Neuroblastoma Breakpoint Family, Member 10
AURKC 0,32 1,14 Aurora kinase C
SCRIB 0,32 1,13 Scribbled homolog (Drosophila)
WARS 0,32 1,11 Tryptophanyl-tRNA synthetase
PCBP1-AS1 0,32 1,09 PCBP1 Antisense RNA 1
POLE2 0,32 1,09 Polymerase (DNA directed), epsilon 2 (p59 subunit)
CMTM1 -0,32 1,87 CKLF-like MARVEL transmembrane domain containing 1
CLIC6 -0,32 1,86 Chloride intracellular channel 6
C110rf80 -0,32 1,73 Chromosome 11 open reading frame 80
TBC1D5 -0,32 1,65 TBC1 domain family, member 5
MACF1 -0,32 1,50 Microtubule-actin crosslinking factor 1
MYO5B -0,32 1,47 myosin VB

NEO1 -0,32 1,41 Neogenin homolog 1 (chicken)
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Gene symbol A-PS|  Z-score Gene description
ITGA6 -0,33 2,36 Integrin, alpha 6
PALM -0,33 2,33  Paralemmin
ADHFE1 -0,33 2,03  Alcohol dehydrogenase, iron containing, 1
AGXT2L2 -0,33 1,87  Alanine-Glyoxylate Aminotransferase 2-Like 2
CATSPER3 -0,33 1,75 Cation channel, sperm associated 3
TEAD1 -0,33 1,72 TEA domain family member 1 (SV40 transcriptional enhancer factor)
R3HDMA1 -0,33 1,64 R3H domain containing 1
MAK -0,33 1,59 Male germ cell-associated kinase
MUC1 -0,33 1,49  Mucin 1, cell surface associated
PVRIG -0,33 1,48  Poliovirus receptor related immunoglobulin domain containing
GNG2 -0,33 1,47  Guanine nucleotide binding protein (G protein), gamma 2
PPP2R3C -0,33 1,32  Protein phosphatase 2 (formerly 2A), regulatory subunit B", gamma
RUNX2 -0,33 1,30 Runt-related transcription factor 2
DAG1 -0,33 1,29  Dystroglycan 1 (dystrophin-associated glycoprotein 1)
ODZz3 -0,33 1,19  Odz, odd Oz/ten-m homolog 3 (Drosophila)
ESR1 -0,33 1,05 Estrogen receptor 1
SYNE1 -0,34 2,50 Spectrin repeat containing, nuclear envelope 1
FMNL2 -0,34 2,50 Formin-like 2
SPAG9 -0,34 2,50 Sperm associated antigen 9
DEM1 -0,34 1,90 Exonuclease 5
TPD52L2 -0,34 1,87  Tumor protein D52-like 2
SLC39A11 -0,34 1,58  Solute carrier family 39 (metal ion transporter), member 11
NOD2 -0,34 1,56  Nucleotide-binding oligomerization domain containing 2
HMGN2P46 -0,34 1,32 high mobility group nucleosomal binding domain 2 pseudogene 46
MYH11 -0,35 2,10  Myosin, heavy chain 11, smooth muscle
LMF1 -0,35 2,08 Lipase maturation factor 1
MKNK1 -0,35 1,95 MAP kinase interacting serine/threonine kinase 1
USP1 -0,35 1,66  Ubiquitin specific peptidase 1
HOTAIRM1 -0,35 1,58 HOXA transcript antisense RNA, myeloid-specific 1
EXOSC8 -0,35 1,65 Exosome component 8
ZNF345 -0,35 1,50  Zinc finger protein 345
COL11A2 -0,35 1,49  Collagen, type XI, alpha 2
ENTPD4 -0,35 1,48 Ectonucleoside triphosphate diphosphohydrolase 4
TAC4 -0,35 1,47  Tachykinin 4 (hemokinin)
BNIPL -0,35 1,38  BCL2/adenovirus E1B 19kD interacting protein like
MDH1B -0,35 1,33  Malate dehydrogenase 1B, NAD (soluble)
TPPP2 -0,35 1,29  Tubulin polymerization-promoting protein family member 2
HOXB3 -0,35 1,25 Homeobox B3
MTA1 -0,36 2,49 Metastasis associated 1
SUN1 -0,36 2,11 Sad1 and UNC84 domain containing 1
SLC26A1 -0,36 2,03  Solute carrier family 26 (sulfate transporter), member 1
CD37 -0,36 1,89  CD37 molecule
CCNB2 -0,36 1,58 Cyclin B2
DNM1P46 -0,36 1,42 DNMT1 pseudogene 46
ARHGAP44 -0,37 2,45 Rho GTPase activating protein 44
KIFC3 -0,37 2,15  Kinesin family member C3
CCBL1 -0,37 2,06 Cysteine conjugate-beta lyase; cytoplasmic (glutamine transaminase K, kyneurenine aminotransferase)
uUspP47 -0,37 2,03  Ubiquitin specific peptidase 47
MUC1 -0,37 1,99  Mucin 1, cell surface associated
MAK -0,37 1,66 Male germ cell-associated kinase
HOTAIRM1 -0,37 1,57 HOXA transcript antisense RNA, myeloid-specific 1
LDLRAD3 -0,37 1,52 Low density lipoprotein receptor class A domain containing 3
NPNT -0,37 1,00  Nephronectin
ARHGEF11 -0,38 2,28  Rho guanine nucleotide exchange factor (GEF) 11
CELF1 -0,38 1,95 CUGBP, Elav-Like Family Member 1
HDAC9 -0,38 1,79  Histone deacetylase 9
RGMA -0,38 1,78 RGM domain family, member A
SERINC4 -0,38 1,69  Serine incorporator 4
MUC1 -0,38 1,61 Mucin 1, cell surface associated
MBNL1 -0,39 1,81 Muscleblind-like (Drosophila)
ZNF519 -0,39 1,68  Zinc finger protein 519
BBX -0,39 1,61 Bobby sox homolog (Drosophila)
IKZF3 -0,39 1,58 IKAROS family zinc finger 3 (Aiolos)
MUC1 -0,39 1,32 Mucin 1, cell surface associated
CT7orf44 -0,40 2,24  Chromosome 7 open reading frame 44
SORBS2 -0,40 2,22  Sorbin and SH3 domain containing 2
SLC22A4 -0,40 2,16  Solute carrier family 22 (organic cation transporter), member 4
THOC5 -0,40 2,02 THO complex 5

MEF2D -0,40 1,91  Myocyte enhancer factor 2D
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Gene symbol
SULT4A1
ZNF212
NEU4
C1lorf144
MUC1
MAP1LC3B
RAD51D
STAG2
DMD
SUN1
DNM1P46
MCF2L
MUC1
SGIP1
SLC25A17
HHAT
TPPP2
DHRS4L2
EPN3
PLD1
GNG2
IKZF1
WASH3P
MFSD1
LDB3
DCLK2
MUC1
IKZF3
MAPK10
ADCYAP1R1
MUC1
FLNB
FAM193B
SLC25A17
FLNB
UBAC2
TRAF3IP2-AS1
MBNL2
MBD2
PLEKHG1
MYOCD
PCF11
GNG2
SORBS2
ABLIM1
DIDO1
SUN1
PDLIM3
PDLIM3
MAPT
CLASP1

A-PSI
-0,40
-0,40
-0,40
-0,40
-0,40
-0,40
-0,41
-0,41
-0,41
-0,41
-0,41
-0,42
-0,42
-0,42
-0,42
-0,42
-0,42
-0,43
-0,43
0,43
-0,43
0,43
-0,43
0,43
0,45
0,45
0,45
0,45
-0,45
0,45
-0,46
-0,46
0,47
-0,49
0,49
-0,49
-0,49
-0,49
-0,50
-0,50
-0,51
-0,52
-0,53
-0,56
-0,58
-0,58
0,59
0,71
-0,76
-0,81
-0,88

Z-score Gene description

1,90
1,83
1,55
1,43
1,42
1,03
2,04
1,99
1,67
1,64
1,49
2,36
2,34
2,27
1,91
1,59
1,42
2,47
2,07
1,93
1,82
1,36
1,30
1,23
2,52
2,28
1,92
1,90
1,86
1,66
2,33
2,00
1,33
2,10
2,06
2,04
1,95
1,75
2,18
1,76
2,17
2,20
1,94
2,36
2,01
1,80
2,06
2,14
1,86
2,44
2,20

Sulfotransferase family 4A, member 1

Zinc finger protein 212

Sialidase 4

Chromosome 1 open reading frame 144

Mucin 1, cell surface associated

Microtubule-associated protein 1 light chain 3 beta

RAD51 Homolog D

Stromal antigen 2

Dystrophin (muscular dystrophy, Duchenne and Becker types)
Sad1 and UNC84 domain containing 1

DNM1 pseudogene 46

MCEF .2 cell line derived transforming sequence-like

Mucin 1, cell surface associated

SH3-domain GRB2-like (endophilin) interacting protein 1
Solute carrier family 25 (mitochondrial carrier; peroxisomal membrane protein, 34kDa), member 17
Hedgehog acyltransferase

Tubulin polymerization-promoting protein family member 2
Dehydrogenase/reductase (SDR family) member 4 like 2
Epsin 3

Phospholipase D1, phosphatidylcholine-specific

Guanine nucleotide binding protein (G protein), gamma 2
IKAROS family zinc finger 1 (lkaros)

WAS protein family homolog 3 pseudogene

Major facilitator superfamily domain containing 1

LIM domain binding 3

Doublecortin-like kinase 2

Mucin 1, cell surface associated

IKAROS family zinc finger 3 (Aiolos)

Mitogen-activated protein kinase 10

Adenylate cyclase activating polypeptide 1 (pituitary) receptor type |
Mucin 1, cell surface associated

Filamin B, beta (actin binding protein 278)

family with sequence similarity 193, member B

Solute carrier family 25 (mitochondrial carrier; peroxisomal membrane protein, 34kDa), member 17
Filamin B, beta (actin binding protein 278)

UBA domain containing 2

TRAF3IP2 Antisense RNA 1

Muscleblind-like 2 (Drosophila)

Methyl-CpG binding domain protein 2

Pleckstrin homology domain containing, family G (with RhoGef domain) member 1
Myocardin

PCF11, cleavage and polyadenylation factor subunit, homolog (S. cerevisiae)
Guanine nucleotide binding protein (G protein), gamma 2
Sorbin and SH3 domain containing 2

Actin binding LIM protein 1

Death inducer-obliterator 1

Sad1 and UNC84 domain containing 1

PDZ and LIM domain 3

PDZ and LIM domain 3

Microtubule-associated protein tau

Cytoplasmic linker associated protein 1



Supplemental Table 5

Channel Peak current

Steady-state activation N

at-10 mV (uA) S (mV) V,, (mV)
SCNS5A Exon 6B 3.67+0.35 5.3+0.2 -31.0%=0.9 24
SCN5A Exon 6A 2.10%0.20 6.0+0.2 -23.6*=0.9 26
Exon 6A + exon 6B 2.69+0.29 6.2+0.2 -26.4%=0.8 25
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gene

ABLIM1
ADD3
ANK3

ARHGEF10L
CACNA1C
CLASP1
CLTB
CRTC2
CAMK2B
EPN2
GOLGA4
MBNL2
MXRA7
MYH11
NUMA1
SCN5A(6)
TECR
TNNT2 (cTNT)
TPM2
UNC13B

exon

14
ex16
ex40
ex8
ex9
ex22
ex6
ex13
ex18 19 20
ex5
ex24
ex11
ex4
ex6
ex20
6 & 7 (BstBlI)
ex2
ex5
ex 6/7
ex38

primer FW

GTTTGGCATCCCGACTGTAAG
CCACCAGCTCCTCCTAACC
CCCTGTGGTCGTCTGTCTTT
CGAGAGCTACAGCGAGGACT
TCATCTTTGGATCCTTTTTCG
TGCCAAATCCAAAGTCTCCT
AAGGTCACGGAACAGGAATG
CATTATGGGACACCGTACCC
TGACAGTGCCAATACCACCA
AGCAACCAGATCACCTTTGG
AGAGAAGATGCTCGGCTGAT
TACCAGCGCGGTCTTTAAC
GGCTTCTCCTTCAAATACAGC
CACCAAGAAGGTCATTCAGTACC
GGAGGTGATGACTGCCAAGT
CTTCTGCCTGCACGCGTTCAC
CTGTAGGGAGCCTGTGCTGT

ATAGAAGAGGTGGTGGAAGAGTAC

GAAGCTGGTGATCCTGGAAG
CTCTCATCAAGACCTTTGTGC

primer REV

GAGCCAGGAATACTGGAGCCTGG
TACCATGACAGGCACTTCCA
CCAGGCTCAGTCAAGTAGCTG
GTGCAGGAAGGAGACTTTGC
CTTGGCCTTCTCCCTCTCTT
CCCCGGTTATCAGGTGTAGA
CTGCTCTTGGGGTTGAAGTC
CCTAAAAATCCAGGCCCTTC
GCCTCAAAGTCACCGTTGTT
CTGCAGCTGAAGCTCCTCTT
TTCTCAAAGAGTAGCAAGTGTGG
TTATTCTCAATGCAGATTCTTGG
AAGATGCCAAAAGGAAAAGC
CTCCAGAATCGGGTTTGCT
CTTCTGCTGCTGCACCTTG
CAGAAGACTGTGAGGACCATC
CCTTGTCTTTGCGTCCAGA
GTCTCAGCCTCTGCTTCAGCATC
TCCTTCAGCTTCTCCTCCAA
CCCCAGTACCAGGGTGTGTA
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Figure 42 : Altération de I’épissage alternatif de I’exon 5 de la Troponine T cardiaque dans
les échantillons de cceurs de patients DM1, DM?2 et CDM.

Analyse par RT-PCR de I’exon 5 de cTNT humain endogene sur des échantillons cardiaques
d’individus contrdles, ALS, contrdles feetaux (20, 22, 35 semaines), de patients DM1, CDM
feetaux (20, 22 et 28 semaines) et DM2. ALS : Amyotrophic Lateral Sclerosis.
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Figure 43 : Analyse de ’expression de SCN5A dans des échantillons de caeurs DM.
Analyse par qRT-PCR de I’expression de I’ARNm SCN54 dans des échantillons cardiaques
de patients contrdles adultes et ALS (CTL), DM1 et DM2. Les oligonucléotides utilisés
s’hybrident a 1’exon 15 constitutif de SCN5A4. L’expression de SCN5A4 est normalisée a
I’expression de I’ARNm de RLPO.



Résultats

RESULTATS SUPPLEMENTAIRES

1. Vérification de I’altération de I’épissage alternatif de cTNT dans les

échantillons de cceurs de patients DM.

Afin de vérifier ’altération cardiaque des échantillons de cceurs dont nous disposions,
j’ai analysé 1’épissage alternatif de I’exon 5 foetal de la Troponine T cardiaque (cTNT). En
effet, ’'inclusion anormale de cet exon a été découverte initialement dans les coeurs de patients
DMI1 (Philips et al., 1998). Nous avons ainsi confirmé 1’altération de 1’épissage de I’exon 5
dans les échantillons CDM, DMI1 et un des deux échantillons DM2 (figure 42). Nous avons
¢galement observé que 1’échantillon DM?2 sans altération de ’exon 5 de ¢7NT ne présente pas

d’altération d’épissage des exons 6A/6B de SCNS5A.

2. Analyse de ’expression de PARNm SCN5A4 dans les échantillons de

cceurs de patients DM.

Afin de vérifier I’absence de variation d’expression de ’ARNm SCN54, j’ai effectué
une qRT-PCR a partir d’échantillons cardiaques d’individus contrdles et atteints de sclérose
latérale amyotrophique (ALS), DM1, et DM2. Aucune variation significative n’a été observée
dans les échantillons de cceurs de patients DM par rapport aux échantillons controles (figure
43). On peut noter une tendance a la diminution qui est non significative dans les cceurs de
patients DM2. Une quantification de I’expression de ’ARNm SCN5A4 sur un plus grand
nombre d’échantillons DM2 est donc nécessaire pour conclure quant a une éventuelle

diminution de la quantit¢ d’ARNm SCN54 chez les patients DM2.
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DISCUSSION ET PERSPECTIVES

1. Les causes et les conséquences de la dérégulation de miR-1 dans le cceur

des patients DM

1. 1. Les causes de la dérégulation de miR-1

Les dystrophies myotoniques sont connues comme étant des maladies associées a des
altérations de 1’épissage alternatif. En effet, ’expression des expansions CUG et CCUG induit
des changements de I’expression ou de la disponibilit¢ de facteurs d’épissage alternatif
spécifiques. Ainsi, les expansions CUG/CCUG séquestrent les protéines de la famille MBNL
(MBNLI1, 2 et 3), et induisent une augmentation de la demi-vie de CUGBP1. Ces altérations
conduisent a des modifications spécifiques de 1’épissage alternatif, qui sont directement
associées aux symptomes des DM. Ainsi, les épissages du récepteur a I’insuline (/NSR), du
canal chlore (CLCNI), de I’amphiphysine (BINI) et du canal a calcium voltage-dépendant
Cay1.1 (CACNAIS) sont associés aux symptomes de résistance a 1’insuline, de myotonie et de
faiblesse musculaire (Savkur ef al., 2001 ; Charlet et al., 2002 ; Mankodi et al., 2002 ; Fugier
et al., 2011 ; Tang et al., 2012). Toutefois, de nombreux épissages alternatifs ne sont pas
corrélés a des symptdmes. Inversement, les causes moléculaires de nombreux symptomes, tels
que la cataracte ou les troubles de la conduction et du rythme cardiaque, sont encore
inexpliquées.

L’importance des miARNs dans de nombreux processus cellulaires et pathologies
humaines nous a conduit a étudier ceux-ci dans des cultures primaires de muscles
squelettiques de patients atteints ou non atteints de CDM (collaboration avec I’équipe du Dr.
Denis Furling, Institut de myologie, Paris). Parmi ’expression de huit cents miARNs étudiés
par puce a ADN, seuls sept (miR-1, miR-126, miR-138, miR-146b, miR-199b, miR-208 et
miR-499) ont été identifiés et confirmés par qRT-PCR comme altérés dans les cellules DM.

Le role crucial de miR-1 dans le développement et le fonctionnement cardiaque faisant
de lui un bon candidat a analyser dans I’étude des mécanismes moléculaires conduisant aux
troubles cardiaques chez les patients DM. En effet, I’invalidation de miR-1-2 chez la souris
conduit & un phénotype cardiaque, incluant des défauts de conduction cardiaque et des
arythmies (Zhao et al., 2007). De plus, miR-1 régule des protéines nécessaires au
fonctionnement cardiaque telles que la connexine 43 (GJAI), qui est un composant majeur

des jonctions communicantes ; ou encore le canal potassique KCNEI, essentiel a la
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Figure 44 : Niveau d’expression de miR-1 dans les échantillons de cceurs de patients DM.
Analyse par qRT-PCR de I’expression de miR-1 a partir d’échantillons de cceurs contrdles
feetaux (20, 24, 35 semaines), adultes, DM1 et DM2. Le niveau d’expression de miR-1 est

normalisé par rapport a celui de I’expression du snARN U6.
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repolarisation de la membrane des cardiomyocytes (Li ef al., 2012 ; Xu et al., 2012). Nous
avons donc entrepris d’analyser I’expression de miR-1 dans le cceur de patients DM. Des
expériences de qRT-PCR montrent une diminution de I’expression de miR-1 dans des
¢chantillons cardiaques de patients DM1 et DM2. Comme de nombreuses altérations de
I’épissage alternatif, I’expression de miR-1 chez les patients DM se rapproche de son niveau
d’expression feetale (figure 44). Au contraire et de fagon intéressante, le niveau d’expression
du précurseur de miR-1, pré-miR-1, est inchangé dans les échantillons de cceur de patients

DM. Ceci suggere donc un défaut de la maturation de miR-1 chez les patients DM.

1.1.1. La régulation de la biogenése de miR-1 par CUGBP1

MBNLI1 et CUGBP1 sont connus comme étant deux facteurs régulant 1’épissage
alternatif de facon antagoniste. Plusieurs études ont montré que le niveau d’expression de
CUGBPI1 est augmenté chez les patients atteints de DM, tandis que cette altération est
discutée chez les patients atteints de DM2 (Roberts et al., 1997 ; Savkur et al., 2001 ;
Timchenko et al., 2001 ; Wang et al., 2007). L’analyse de la séquence de miR-1-1 et de miR-
1-2 montre la présence de motifs UGU, pouvant étre reconnus par CUGBP1, dans la séquence
des pri-, pré- et miARN-1-1 et miARN-1-2 matures, suggérant ainsi que CUGBP1 pourrait
lier miR-1 et réguler sa biogenése ou sa stabilité (Teplova et al., 2010). C’est pourquoi, nous
avons souhaité tester 1’éventuelle implication de CUGBP1 dans la régulation de la maturation
de miR-1 par des expériences de maturation in cellulo. Toutefois, la surexpression et la
déplétion de CUGBPI1 dans des cellules HeLa exprimant pri-miR-1 de maniére exogeéne n’ont
pas affect¢ la quantité de miR-1 mature, suggérant que la CUGBPI1 ne régule pas la
maturation de miR-1. Ainsi, ces résultats couplés a la diminution de miR-1 observée dans les
ceeurs de patients DM1 et DM2, et a I’absence de surexpression de CUGBP1 chez les DM2,

indique que CUGBP1 n’est pas un régulateur majeur de la maturation de miR-1.

1.1.2. La régulation de la biogenése de miR-1 par LIN28 et TUT-4

Des ¢études ont mis un évidence un role inhibiteur des protéines LIN28 et TUT-4 dans
la biogenese des miARNSs de la famille let-7 (Heo ef al., 2009). LIN28 lie le motif GXGAY
présent au niveau de la boucle du pré-let-7 via son domaine CSD, et lie le motif GGAG via
ses deux domaines a doigts de zinc CCHC (Nam et al., 2011). Nous avons observé des
séquences similaires a ces deux motifs de liaison dans le pré-miR-1 : le premier site « GGA »
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est au niveau de la boucle du pré-miR-1 et le second site « GGAA » est proche du site de
clivage de pré-miR-1 par DICER. C’est pourquoi nous nous sommes demandés si LIN28 et
TUT-4 inhibaient la maturation de pré-miR-1. Des expériences de transfection cellulaire, de
retard sur gel et d’uridylation in vitro, nous ont alors permis de montrer que LIN28 régule la
biogenése de miR-1 in vivo et que LIN28 lie et TUT-4 uridyle le pré-miR-1 in vitro (cf
publication). Nous avons également montré une compétition entre MBNL1 et LIN28 pour la
liaison au pré-miR-1 in vitro. De plus, des expériences de maturation in cellulo montrent que
la biogenése de miR-1 est régulée par une balance entre les niveaux cellulaires d’expression
de LIN28 et MBNLI.

LIN28A et TUT-4 sont localisés dans le cytoplasme tandis que LIN28B est localisé
dans le noyau, et plus précisément dans le nucléole (Piskounova et al., 2011). De plus, il est
intéressant de noter que LIN28A et LIN28B inhibent la maturation des let-7 entre le pré-
miARN et le miARN mature, c’est a dire I’étape régulée par DICER (Heo ef al., 2008; Heo et
al., 2009), tandis que LIN28B peut aussi inhiber la maturation entre le pri-miARN et le pré-
miARN, c’est a dire 1’étape régulée par le complexe DROSHA-DGCRS, par un mécanisme
encore inconnu (Piskounova et al., 2011). Ainsi, plusieurs mécanismes de régulation de la

maturation de miR-1 par LIN28 peuvent étre envisageés.
e Régulation nucléaire : LIN28B

MBNLI1, qui est majoritairement nucléaire, entrerait en compétition avec LIN28B
dans le noyau et empécherait 1’inhibition de la maturation du pri-miR-1 en pré-miR-1 par
LIN28B. L’analyse de I’expression de LIN28 dans différents tissus humains montre que
LIN28B est fortement exprimé dans le placenta et les cellules germinales (Guo et al., 2006)
tandis que I’analyse de son expression chez la souris montre une diminution de son expression
au cours du développement ainsi qu’une persistance de son expression dans le myocarde et les
muscles squelettiques (Yang and Moss, 2003). Ces données suggerent que LIN28B est
¢galement exprimée dans le cceur humain adulte et pourrait ainsi réguler la maturation de pri-
miR-1. Cependant et au contraire de LIN28B, la localisation nucléaire de la protéine MBNL1
n’est pas nucléolaire, et nous n’avons pas observé d’altération de la quantité de pri-miR-1

dans les cceurs de patients DM, invalidant ainsi cette hypothése.
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e Régulation cytoplasmique : LIN28A

MBNLI entrerait en compétition avec LIN28A ou LIN28B dans le cytoplasme et
empécherait I’inhibition de la maturation du pré-miR-1 en miR-1 mature par LIN28 et TUT-4.
Toutefois, des études de I’expression de LIN28A montrent que cette protéine est
spécifiquement exprimée au stage embryonnaire et dans les cellules non différenciées,
suggérant donc que LIN28A n’est pas exprimé significativement dans le cceur adulte (Yang
and Moss, 2003 ; Richards et al., 2004 ; Polesskaya et al., 2007 ; El-Khairi et al., 2012).
TUT-4 est, quant a elle, faiblement détectée dans le coeur de souris adulte suggérant qu’elle
serait aussi faiblement exprimée dans le cceur humain adulte (Jones et al., 2012). Enfin,
compte tenu du fait que la déplétion de LIN28B dans des cardiomyocytes de rat induit une
augmentation de la maturation de miR-1 (cf publication), il est probable que ce soit la fraction
cytoplasmique de LIN28B qui lie le pré-miR-1 et recrute ainsi TUT-4, qui uridyle le pré-miR-
1 empéchant alors sa maturation par DICER. De plus, ces résultats suggerent que dans le cceur
adulte, MBNLI1 est plus fortement exprimé que les protéines LIN28 et TUT-4, empéchant
ainsi la liaison des protéines LIN28 et le recrutement de TUT-4, ce qui permet la maturation
de miR-1. Chez les patients DM, les expansions CUG ou CCUG séquestrent MBNLI1, ce qui
inverse la balance d’expression des protéines LIN28/TUT-4 et MBNLI et permet ainsi a
LIN28 de lier et d’inhiber la maturation de pré-miR-1.

Pour confirmer ce modéle, il serait intéressant d’effectuer des expériences de CLIP de
LIN28A et/ou LIN28B a partir de cardiomyocytes de rat en culture (H9C2) infectés par un
adénovirus exprimant des ARNs contenant des longues répétitions CUG ou CCUG. Ainsi,
nous pourrions déterminer laquelle de ces deux protéines lie le pré-miR-1 in vivo, et ceci dans
des conditions DM. Enfin, la récente découverte du recrutement de TUT-7 (ZCCHC6) par
LIN28 et de sa fonction d’uridylation des pré-let-7 (Thornton et al., 2012), suggére que
LIN28 pourrait inhiber la maturation du pré-miR-1 en recrutant d’autres membres de la
famille des TUTases, tel que TUT-7. Afin de répondre a cette question, nous pourrions
analyser I'uridylation du pré-miR-1 dans des cardiomyocytes en culture déplétés par les
différents membres de la famille des TUTases. En paralléle, nous pourrions tester I’activité de

chacune des TUTases en effectuant des tests d’uridylation in vitro.
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Figure 45 : Expression de pré-miR-1 et de miR-1 dans le ceeur de souris Mbnll™",
Les qRT-PCR ont été effectuées a partir de 6 échantillons de ceeur de souris contrdles (Mbnl™") et 6
échantillons de cceur de souris invalidées pour le géne Mbnll (Mbnl™). Les expressions de pré-miR-1

et miR-1 mature ont été normalisées a I’expression de snARN U6. * : p<0,05.
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1.1.3. La régulation de la biogenese de miR-1 par MBNL1

La maturation de miR-1 est régulée positivement par MBNL1. En effet, la diminution
de la maturation du pré-miR-1 en miR-1 en I’absence de MBNLI1 in cellulo, ainsi que
I’interaction entre MBNLI1 et le pré-miR-1 démontrent que MBNL1 est impliqué dans la
biogeneése de miR-1 (cf publication). C’est pourquoi, nous avons souhaité étudier si MBNL1
pouvait avoir une fonction autre que celle de protéger le pré-miR-1 de la liaison de LIN28.
Les quantités de pri- et de pré-miR-1 n’étant pas altérées chez les patients DM, il s’agirait
probablement d’une régulation en aval de DROSHA. Nous avons donc testé les effets de
MBNL1 sur I’export et sur le clivage du pré-miR-1.

L’analyse par ARN-FISH de la localisation du pré-miR-1 dans des cardiomyocytes de
rat HO9C2 exprimant ou non des ARN contenant de longues répétitions CUG (DT960) montre
que la localisation du pré-miR-1 dans le noyau ou le cytoplasme est inchangée. La
séquestration de MBNL1 n’entraine donc pas d’altération de 1’export de miR-1. Nous avons
alors émis I’hypothése que MBNLI jouerait un role activateur, tel TRBP, dans la réaction de
clivage du pré-miR-1 par DICER. Toutefois, des expériences de clivage in vitro montrent que
I’ajout de protéine MBNL1 ne modifie pas le clivage de pré-miR-1 par DICER.

Ces expériences ont donc montré que MBNLI1 n’intervient ni dans la régulation de
I’export du précurseur de miR-1, ni dans son clivage par DICER. MBNL1 pourrait alors jouer
un rdle dans la stabilit¢é du miARN mature en le protégeant de la dégradation. Toutefois,
aucun motif UGC, pouvant étre reconnu par MBNLI1, n’apparait au niveau de la séquence de
miR-1 mature, suggérant que cette régulation est peu probable. Il semblerait donc que le role

de MBNLI soit essentiellement de protéger ce miARN de la voie LIN28/TUT-4.

1.1.4. Conservation de la régulation de la biogenése de miR-1 par MBNL1

Le motif UGC, qui est reconnu par MBNLI et qui est situé dans la boucle terminale de
pré-miR-1 est conservé chez la souris, le rat et I’homme (cf publication), suggérant que
Mbnll pourrait réguler la maturation de miR-1 chez les rongeurs. Cependant, I’analyse par
qRT-PCR de I’expression de miR-1 dans des échantillons de cceurs de souris invalidées pour
Mbnll ne montre pas de réduction de la maturation de miR-1 (figure 45). Ces résultats
renforcent 1’hypothése d’une régulation de miR-1 spécifique a ’homme. En effet, il a été
montré que certaines altérations de 1’épissage, comme la dérégulation de I’exon 29 de

CACNAILS, de I’exon 11 de BINI ou de I’exon 5 de TNNT2 (cTNT), sont spécifiques a
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I’homme (Phillips et al., 1998 ; Fugier et al., 2011 ; Tang et al., 2012). Cependant, dans le cas
de BINI ou de TNNT2, les motifs de liaison de MBNLI1 sont présents chez I’homme mais
absents chez la souris, tandis que dans le cas de miR-1, les motifs UGC sont conservés chez la
souris. C’est pourquoi, je propose la piste d’une régulation de la maturation de miR-1 par un
autre membre de la famille MBNL, qui compenserait la perte de MBNLI. Il est intéressant de
noter que MBNL2 est fortement exprimé dans le cceur et qu’aucune donnée sur le phénotype
cardiaque des souris Mbnll”" n’a été publiée depuis la génération de ce modéle en 2003,
suggérant que la perte de Mbnll et Mbnl2 peut étre nécessaire pour observer un phénotype
cardiaque. De plus, il est intéressant de noter que I’invalidation de Mbn/2 chez le zébrafish
conduit a un dysfonctionnement progressit du coeur (Machuca-Tzili ef al., 2011). L analyse
du niveau d’expression de miR-1 dans le cceur de souris invalidées pour les genes Mbnll et
Mbnl?2 serait donc particulierement intéressant. De méme, la surexpression et la déplétion de
MBNL?2 dans des cardiomyocytes en culture, nous permettrait de savoir si MBNL2 régule la
maturation de miR-1.

Enfin, il serait intéressant d’étudier d’autres modeles cardiaques de la dystrophie
myotonique. L’équipe de Many Mahadevan a décrit un modele de souris surexprimant
fortement un ARN contenant 5 répétitions CUG et qui présente un phénotype cardiaque, avec
notamment une cardiomyopathie dilatée associée a une altération de 1’expression du facteur
de transcription Nkx2.5 (Mahadevan et al, 2006 ; Yadava et al., 2008). Cependant, les
cardiomyopathies dilatées sont rares chez les patients DM, suggérant que ce modéle murin
puisse mimer une forme rare ou extréme de la maladie DM. L’équipe de Tom Cooper a elle
aussi généré un modele murin, celui-ci exprimant plus de 900 répétitions CUG interrompues
(EpA960) spécifiquement dans le cceur. Ces souris développent des problémes de conduction
cardiaque caractérisés par une prolongation de I’intervalle PR et ’apparition de fibrose (Wang
et al., 2007). Nous avons pu analyser le niveau d’expression de miR-1 et de son précurseur
dans le cceur de ces souris, et mettre en évidence une diminution de miR-1 et de son
précurseur suggérant donc une diminution transcriptionnelle de miR-1 et non un défaut de
biogenése de ce miARN. Notons toutefois que ces souris présentent une cardiomyopathie
dilatée et une hypertrophie des cardiomyocytes, deux caractéristiques non détectées dans les
cceurs de patients atteints de DM. Il est probable que ces défauts soient diis & une expression
trop forte de répétitions interrompues conduisant a une dégénerescence du cceur, ce qui
entraine une dérégulation transcriptionelle de nombreux geénes, dont miR-1.

Enfin, notons que des modeles drosophile exprimant des répétitions CUG ou un

shARN dirigé contre Mbl (I’orthologue de MBNLI chez la drosophile) présentent une
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expression diminuée de miR-1 mais une quantité inchangée de son précurseur, suggérant ainsi

une altération de la biogenése de miR-1 dans ces modéeles (Fernandez-Costa et al., 2013).

1.2. Conséquences de la diminution de miR-1 dans le ceeur des patients DM

Dans le cceur, de nombreux genes sont régulés par miR-1. Lors de cette étude, nous
avons montré que miR-1 régule I’expression de la connexine 43 et de Ca,1.2, et que ces deux

cibles sont altérées dans le coeur des patients DM.

1.2.1. Conséquences physiologiques de la surexpression de la connexine 43

La connexine 43 (Cx43) est la connexine la plus abondante du cceur humain et forme
les jonctions communicantes. Celles-ci sont principalement composées de la Cx43 dans les
ventricules, de la Cx40 et la Cx43 dans les oreillettes et de la Cx45 dans les noeuds sinusal et
auriculo-ventriculaire. Ces protéines sont indispensables au bon fonctionnement cardiaque.
C’est pourquoi des variations de leur expression engendrent de nombreuses maladies
cardiaques (Severs et al., 2008 ; Fontes et al., 2012). Une diminution de ’expression de la
Cx43 au niveau du ventricule est associée a des défauts de conduction cardiaque ainsi qu’a
des arythmies ventriculaires. L’augmentation de la Cx43 dans les oreillettes, quant a elle,
provoque des fibrillations auriculaires (Elvan ef al., 1997 ; Sakabe et al., 2004 ; Wetzel et al.,
2005 ; Severs et al., 2008). Enfin, en 1997, des souris transgéniques surexprimant la Cx43
sous la dépendance d’un promoteur fort (CMV) ont été générées et présentent des anomalies
cardiaques (Ewart et al., 1997). Ces souris, qui meurent de fagon subite, présentent un
¢largissement du systéme de conduction auriculo-ventriculaire indiquant des anomalies du
développement du systéme de conduction, des anomalies du ventricule droit surtout au niveau
de la portion apicale du cceur et une hypertrophie du septum inter-ventriculaire.

Nous avons observé une augmentation de la Cx43 dans des échantillons provenant de
ventricules gauches de patients DM. Cependant, aucun défaut de conduction ventriculaire n’a
encore €té associé¢ a une augmentation de I’expression de la Cx43. En effet, la surexpression
auriculaire de la Cx43 est principalement associée a des fibrillations auriculaires, symptome
que présentent 5% des patients DM1 (Petri et al., 2012). Il serait donc intéressant d’analyser
I’expression de la Cx43 et de son régulateur post-transcriptionnel miR-1 dans des échantillons
d’oreillettes de patients DM.

Enfin, la localisation de la Cx43 au niveau de la membrane est un aspect déterminant
pour sa fonction. En effet, la Cx43 est majoritairement localisée au niveau des disques
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intercalaires des poles de la cellule cardiaque, et a plus faible densité au niveau latéral
permettant ainsi une propagation de [D’influx ¢électrique principalement de manicre
longitudinale (van Kempen et al., 1991 ; Saffitz et al., 1994). Une délocalisation de la Cx43
vers la membrane latérale des cardiomyocytes entraine des défauts de la propagation
longitudinale de I’influx électrique conduisant a des anomalies de la conduction cardiaque
(Spach et al., 2000 ; Polontchouk et al, 2001). 1l serait donc intéressant de localiser par

immunofluorescence la Cx43 sur des coupes de tissus cardiaques de patients DM1.

1.2.2. Conséquences physiologiques de la surexpression de Ca,1.2

Au cours de cette étude, nous avons aussi observé une augmentation de 1’expression
du principal canal calcium voltage-dépendant cardiaque : Ca,l1.2 (CACNAIC). Ce canal
permet I’entrée du calcium dans les cardiomyocytes au niveau de la phase 2 du potentiel
d’action cardiaque permettant ainsi de prolonger la dépolarisation de la cellule et d’engendrer
la contraction des cardiomyocytes. Le Ca®’, qui pénétre dans le cardiomyocyte, peut se fixer a
la troponine C et induire la contraction musculaire. Par sa fonction permettant I’entrée du
Ca®", ce canal Ca,1.2 joue donc un réle crucial dans le couplage excitation-contraction du
muscle cardiaque. Toutefois, I’augmentation de I’expression de Ca,l.2 résulterait en une
augmentation de I’entrée de Ca”" dans la cellule. Les conséquences physiologiques d’une telle
augmentation ne sont pas clairement définies, méme s’il est admis que les variations dans
I’homéostasie du Ca*" peuvent altérer la fonction cardiaque (Bodi et al., 2005). De plus, des
¢tudes montrent que I’activité des canaux calciques est augmentée en cas de crises cardiaques
(Schroder et al., 1998). Au contraire, une diminution de 1’expression de Ca,1.2 a été mise en
¢vidence dans des cas de fibrillations auriculaires (Brundel ef al., 2001 ; Klein et al., 2003).
Enfin, en 2004, des mutations du géne codant Ca,1.2 ont déja été associées au syndrome de
Timothy, celui-ci est caractérisé par des arythmies cardiaques pouvant conduire a une syncope
et une mort subite (Splawski ef al., 2004). Ces mutations conduisent a une diminution de
I’inactivation entrainant une augmentation de 1’excitabilité des cellules et a une élongation de
I’onde QT donnant le syndrome du QT long (Splawski et al., 2004). 1 est intéressant de noter
que 22% des patients DM présentent une augmentation de 1’onde QT (Petri et al., 2012),
suggérant que 1’augmentation de 1’expression de Cay1.2 puisse entrainer une augmentation de
I’entrée calcium dans les cardiomyocytes et ainsi retarder la repolarisation de la cellule

conduisant une prolongation de I’onde QT chez les patients DM.
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1.2.3. Conséquences de la surexpression d’autres cibles de miR-1

Comme exposé précédemment, miR-1 régule de nombreuses cibles impliquées dans le
développement et le fonctionnement cardiaques. C’est pourquoi I’analyse d’autres cibles de
miR-1 nous permettrait de connaitre 1’étendue des conséquences de la dérégulation de miR-1
dans le cceur des patients DM. En effet, I’expression d’un important médiateur calcique, la
calmoduline (CaM), est régulée par miR-1 (Ikeda et al., 2009). Lors de la contraction du
muscle cardiaque, aprés ouverture des canaux calciques Ca,1.2, le calcium entre dans la
cellule, et vient se fixer a la CaM ; celle-ci change de conformation et module le potentiel
d’action (PA) des cardiomyocytes en agissant au niveau de plusieurs étapes. Notamment, la
CaM lie le principal canal a sodium cardiaque Nayl1.5 (SCN5A4) et régule son activité en
empéchant son inactivation, ce qui entraine une augmentation de I’entrée du sodium dans la
cellule (phases 0 et 1 du PA), et donc une augmentation de la dépolarisation de la cellule
(Sarhan et al., 2009). De plus, la CaM active aussi la CaMKII qui phosphoryle Na,1.5 et
conduit a une augmentation de ’entrée du sodium dans les cardiomyocytes, entrainant a
nouveau une augmentation de la dépolarisation de la cellule. De méme, la CaMKII
phosphoryle les canaux potassiques cardiaques K4.3 et K,1.4, conduisant a une faible
inactivation et donc a une prolongation du PA (Grant, 2009). Enfin, la CaM régule le canal
RYR2 (« RYanodine Receptor 2 ») qui permet la sortie de Ca®" du réticulum sarcoplasmique,
ce qui augmente la concentration en Ca’" intracellulaire et conduit & la contraction musculaire
(Sorensen et al., 2013). Récemment, il a ét¢ découvert que des mutations de la CaM
entrainant la perte de son interaction avec le Ca*" sont associées a des arréts cardiaques
touchant les enfants (Crotti ef al., 2013). De plus, des mutations de la CaM, augmentant son
interaction avec RYR2 a faible concentration de Ca’", et conduisant & I’augmentation de
I’ouverture de RYR2, sont associées a des tachycardies ventriculaires et a des morts subites
(Nyegaard et al., 2012).

La diminution de miR-1 pourrait conduire a une augmentation de la CaM, qui
conduirait a une augmentation de 1’activation de canaux sodiques, potassiques et calciques
responsables du potentiel d’action des cardiomyocytes. De plus, une augmentation de la CaM
activerait aussi le canal RYR2, entrainant une sortie de Ca*" du réticulum sarcoplasmique et
provoquant ainsi des tachycardies ventriculaires et des morts subites, deux événements qui
touchent les patients DM. Il serait donc particuliérement intéressant d’analyser 1’expression

de la CaM dans des échantillons de coeurs de patients DM.
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Figure 46 : Expression de pré-miR-1 et miR-1 dans le muscle squelettique de patients DM.
A. Analyse de I’expression de pré-miR-1 et miR-1 par qRT-PCR a partir d’ARN provenant de
cultures primaires de cellules musculaires controles (CTL) et CDM (CDM).

B. Analyse de I’expression de pré-miR-1 et miR-1 par qRT-PCR a partir d’ARN provenant de
muscles squelettiques d’individus adultes non atteints (CTL) et atteints de DM1 (DM1).

Les expressions de pré-miR-1 et miR-1 mature ont été¢ normalisées a 1’expression de snARN

U6. * : p<0,05 ; ** : p<0,001, au test de Student.
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1.3. Variation de miR-1 dans le muscle squelettique de patients DM 1

Les miARNSs de la famille miR-1 sont spécifiquement exprimés dans le ceeur et dans le
muscle squelettique, ou ils jouent un role crucial dans la différenciation (Kwon et al., 2005 ;
Chen et al., 2006 ; Kim et al., 2006 ; Mishima et al., 2009 ; Zhang et al., 2012 ).

L’¢tude de miR-1 dans des échantillons de cceur de patients DM1 a été initiée grace a
I’analyse de cultures primaires de cellules musculaires de patients CDM. Cette expérience a
mis en évidence une diminution de 5 fois de miR-1 mature par rapport aux cultures primaires
de cellules musculaires d’individus non atteints (figure 46). Nous nous sommes donc
demandé¢ si cette diminution était aussi due a un défaut de maturation de miR-1 comme
observée dans le cceur. La quantification par qRT-PCR du pré-miR-1 montre une diminution
de son niveau d’expression de deux fois suggérant que la diminution de miR-1 est due a une
diminution de la transcription et de la maturation de miR-1. Les cellules musculaires CDM
présentent un retard de différenciation par rapport aux cellules musculaires contrdles (Furling
et al., 200la; Furling et al, 2001b), ce qui pourrait expliquer cette diminution
transcriptionnelle de miR-1 (Chen ef al., 2006). De plus, ’analyse de 1’expression de miR-1 a
partir de biopsies de muscles squelettiques de patients DM montre une grande variabilité dans
I’expression de miR-1 mature suivant les échantillons, indiquant qu’il est nécessaire
d’effectuer cette analyse sur un plus grand nombre d’échantillons (figure 46). Enfin, ’analyse
de D’expression de miR-206, un miARN appartenant a la famille de miR-1 mais
spécifiquement exprimé dans le muscle squelettique, montre également une grande variabilité
d’expression dans les échantillons de muscles squelettiques contrdles et DM1, avec une
tendance a I’augmentation chez les patients DM 1, comme observé dans une étude précédente
(Gambardella et al., 2010).

Concernant les conséquences d’une éventuelle dérégulation de I’expression de miR-1
et/ou miR-206 dans le muscle squelettique de patients DM, il est important de noter que
I’invalidation de miR-1-2 ou de miR-206 chez la souris ne conduit & aucune altération
¢vidente du phénotype musculaire, suggérant soit que les membres de la famille miR-1 se
compensent, soit que ces miARNs ne sont importants que lors de la différenciation des
cellules musculaires (Zhao et al., 2007 ; Liu et al., 2012). En effet, miR-1 et miR-206 activent
la différenciation des cellules musculaires en réprimant 1’expression de ’ADN polymérase
alpha, de HDAC4 et de la connexine 43 (Anderson ef al., 2006 ; Chen et al., 2006 ; Kim et
al., 2006). En corrélation avec ce résultat, il a ét¢ montré que les cellules musculaires DM

présentent un retard de différenciation (Furling ef al., 2001a ; Furling et al., 2001b). Enfin,
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Figure 47 : Expression de miR-1 humain dans des souris via des virus AAV.

A. Analyse de I’expression de pri-miR-1 (A) et de pré-miR-1 et miR-1 (B) par qRT-PCR a
partir de souris auxquelles ont ét¢ injectés des AAV2/9 exprimant pri-miR-1 humain sous le
controle du promoteur MLC (AAV2/9 MLC miR-1) ou cTNT (AAV2/9 ¢cTNT miR-1).

Les expressions de pri-miR-1, pré-miR-1 et miR-1 mature sont normalisées par 1’expression

de snARN U6.
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miR-1 et miR-206 régulent I’expression de deux facteurs de transcription Pax3 et Pax7 dans
les cellules satellites (Chen et al., 2010 ; Hirai et al., 2010). Les cellules satellites sont des
cellules souches présentent dans le muscle squelettique adulte qui régulent le développement
post-natal et la régénération du muscle. Ces cellules expriment Pax3 et Pax7 qui sont requis
pour la survie, la prolifération et la prévention de la différenciation des cellules myogéniques
progénitrices (Oustanina et al., 2004 ; Kuang et al., 2006 ; Buckingham et al., 2007 ; Luo,
2013). Ces cellules satellites sont altérées chez les patients DM (Thornell et al., 2009). Ainsi,
I’éventuelle altération de miR-1 ou de miR-206 dans le muscle squelettique des patients DM
pourrait engendrer une diminution de Pax3 et Pax7 conduisant a une diminution de la
prolifération des cellules satellites chez les patients DM. Il serait donc intéressant de vérifier
I’expression des cibles de miR-1 et miR-206 dans les biopsies de patients DM1 et DM2 ainsi

que dans les cultures primaires de muscles squelettiques DM.

1.4. miR-1 : une cible thérapeutique ?

Le role clé de miR-1 dans la fonction cardiaque suggere que rétablir une expression
normale de miR-1 chez les patients DM, pourrait engendrer une diminution de ses cibles, dont
la Cx43 et Cay1.2, et restaurer ainsi un fonctionnement cardiaque normal. C’est pourquoi, en
collaboration avec le Dr Denis Furling, nous avons souhaité tester I’augmentation de miR-1
dans des souris en utilisant des virus de type adéno-associés (AAV). Ceux-ci sont de petits
virus @ ADN non pathogénes pouvant infecter I’homme et les primates sans provoquer de
réponse immunitaire importante. Nous avons alors choisi d’utiliser un AAV2/9 exprimant le
pri-miR-1-1 humain sous le contréle du promoteur MLC (« Myosin Light Chain ») ou du
promoteur TNNT2 (« cardiac Troponin T »). Apres injection des virus, les expressions du
pri-miR-1, du pré-miR-1 et du miR-1 mature humain ont été quantifiées par qRT-PCR (figure
47). Le pré-miR-1 est exprimé fortement dans le cceur, les muscles squelettiques et le foie. Par
contre, I’expression de miR-1 mature est détectée dans le coeur, les muscles mais pas dans le
foie. Ceci suggere que la maturation du pré-miR-1 est spécifique aux muscles squelettiques et
cardiaque, peut-€tre du fait de la présence de protéines régulatrices spécifiquement exprimées

dans ces organcs.

En conclusion, I’expression de miR-1 dans le cceur de souris sans affecter d’autres
organes est une approche complexe qui demande [’utilisation de virus ayant une
biodistribution plus spécifique au muscle cardiaque. Ainsi, 1’utilisation de miR-1 comme
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agent thérapeutique contre les troubles cardiaques chez les patients DM est clairement une

perspective a long terme.

2. Une multitude d’altérations d’épissage dans le cceur de patients DM

Les dystrophies myotoniques sont décrites comme des maladies associées a des
altérations de 1’épissage alternatif. Ainsi, des altérations de 1’épissage du canal chlore
(CLCNI), de I’amphiphisine 2 (BINI) et du canal a calcium voltage-dépendant Ca,l.1
(CACNAIS) sont associées aux symptomes de myotonie et de faiblesse musculaire (Charlet et
al., 2002 ; Mankodi et al., 2002 ; Fugier et al., 2011, Tang et al., 2012). Toutefois, de
nombreux épissages alternatifs ne sont pas associés directement a des signes cliniques, et
inversement, des symptomes comme les troubles de la conduction et du rythme cardiaque ne

sont pas encore expliqués.

2.1. Découverte de nouvelles altérations d’épissage alternatif

A mon arrivée au laboratoire, a part celle de I’exon 5 de TNNT2 (cTNT), peu
d’altérations de I’épissage étaient connues dans le muscle cardiaque des patients DM. C’est
pourquoi nous avons entrepris des analyses transcriptomiques a partir d’échantillons de
ventricule gauche de patients DM1. Pour ces ¢études, nous avons souhaité utiliser deux
techniques différentes : des puces a ADN spécifiques des exons (« GeneChip Human Exon
1.0 ST array ») et le séquencage a haut débit (« Whole Transcriptome Shotgun Sequencing »).
L’utilisation de puces spécifiques des exons est classique et permet de mettre en évidence les
exons dérégulés d’un groupe d’échantillons (DM1) par rapport a un groupe contrdle.
Toutefois, les exons analysés sont des exons bien caractérisés, a partir desquels des sondes
spécifiques ont été générées. Il en résulte un biais important, et les exons non connus ou mal
annotés, trop petits pour contenir une sonde, les ARN non codants, les rétentions d’introns et
les sites de polyadénylation alternatifs ne sont pas analysés. Le séquencage a haut débit est
une technique a la fois plus exhaustive et plus fine, car elle permet d’obtenir la séquence et
une estimation de la quantit¢ de chaque ARN. La contrepartie étant qu’il s’agit d’une
technique onéreuse et que la somme de données générées rend les analyses bioinformatiques
difficiles. Ces analyses ont été effectuées en collaboration avec le Dr. Auboeuf (INSERM,

Lyon), le Dr. Navratil (PRABI, Villeurbanne) et le Dr Eric Wang (MIT, Cambridge, USA).
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Ainsi, plus d’une centaine d’éveénements d’altération d’épissage ont été identifiés dans les
¢chantillons de cceurs de patients DM. Certaines de ces cibles (TNNT2, BINI, MAPT, LDB3,
MYOMT) ont déja été trouvées dérégulées dans d’autres tissus, tels que le muscle squelettique
ou le cerveau. Il est important de noter que les échantillons analysés sont des biopsies
ventriculaires de personnes atteintes et non atteintes de DM. Ces échantillons sont
principalement composés de cardiomyocytes, mais peuvent contenir des cellules conductrices
du faisceau de His-Purkinje, des cellules adipeuses et des cellules provenant de tissu fibreux
interstitiel.

Je vais décrire ci-dessous succinctement les altérations qui pourraient étre associées a
des signes cliniques, ce qui me conduira a discuter de 1’épissage du canal sodique SCNSA et

de son réle potentiel dans les troubles cardiaques des patients DM.

2.2.1. Altérations des protéines de structure

Nous avons identifié de nombreuses altérations de I’épissage alternatif d’ARNm
codants des protéines de structure. Ainsi, nous retrouvons dans le muscle cardiaque de
patients DM1, des altération de 1’épissage alternatif de Cypher/ZASP1/PDLIM6 (LDB3), de
PDLIM3 (PDLIM3), de la titine (77N), de la myosine (MYH14), de la myomésine (MYOM1)
et de la dystrophine (DMD), déja identifiées dans le muscle squelettique (Nakamori et al.,
2007 ; Koebis et al., 2011 ; Rinaldi et al.,, 2012 ; Yamashita et al., 2012). Mais nous
retrouvons aussi des altérations de ’épissage de la protéine TAU (MAPT) précédemment
identifiée dans le cerveau de patient DM (Sergeant et al., 2001 ; Leroy et al., 2006 ; Dhaenens
et al., 2008). Nous identifions aussi de nouvelles altérations, notamment dans les ARNm
MYHI1, ABLIM1, PDLIM5, ANK3, ADD3, CLASP, SUNI et SUN2.

Ces protéines structurent les cellules musculaires et permettent le fonctionnement des
unités contractiles musculaires. Par conséquent, des altérations de ces protéines pourraient
contribuer aux atteintes du muscle squelettique et cardiaque des patients DM. On a ainsi
identifier des altérations de 1’épissage de la myomésine, qui est une protéine reliant les
filaments de myosine en faisceau ; de la dystrophine, qui est une protéine sub-sarcolemmique
qui maintient I'architecture des fibres musculaires en servant de point d'ancrage aux protéines
extra- et intracellulaires ; de la titine, qui permet 1’assemblage des protéines de structures des
sarcomeres ; et de ABLIM I, fortement exprimée au niveau du cceur, du cerveau, des muscles
squelettiques, et qui régule les interactions entre les filament d’actines (Roof et al., 1997). De
méme, des altérations de I’épissage de la famille des protéines PDLIM : PDLIM3 (ALP),
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PDLIMS et LDB3 (Cypher/ ZASP1/ PDLIM6) pourraient conduire a une désorganisation des
myofibrilles des cardiomyocytes et altérer la fonction cardiaque. En effet, des mutations de
ZASP1, composant majeur des disques Z des sarcomeres cardiaques désorganisent la structure
de la myofibrille et diminue le courant ionique de SCN5A, ce qui conduit a des défauts de
conductions cardiaques ventriculaires (Xi et al., 2012). L’adducine 3 (ADD3) est une protéine
du cytosquelette, dont certaines mutations sont associées a de nombreux troubles notamment
des troubles de diastole des ventricules et de 1’hypertension (Bianchi, 2005 ; Kuznetsova et
al., 2006). L’ankyrine G (ANK3) est indispensable a la localisation membranaire et au
fonctionnement de SCN5A (Lowe et al., 2008), et des mutations de SCN5A4 abolissant
I’interaction avec 1’ankyrine G sont associées au syndrome de Brugada (Mohler et al., 2004).
On peut alors émettre ’hypothése qu'une altération d’épissage de ANK3 touchant le domaine
de liaison a SCNS5A pourrait contribuer aux défauts cardiaques des patients DM.

Notons que nous avons aussi identifi¢ des altérations de 1’épissage des ARNm
codants les protéines CLASP et NUMAI, qui interagissent et régulent la stabilité¢ des
microtubules, suggérant ainsi un lien fonctionnel possible avec la protéine TAU, et une
dérégulation des microtubules chez les patients DM.

Enfin, une dérégulation de 1’épissage alternatif de SUNI et SUN2 est prédite par les
analyses bio-informatiques. SUN1 et SUN2 sont des composants majeurs du complexe LINC
(« LInker Nucleoskeleton Cytoskeleton ») qui lie le cytosquelette au nucléosquelette composé
notamment de lamine A (LMNA), et régule le positionnement du noyau dans la cellule (Chen
et al., 2012 ; Liu, 2012). Récemment, il a ét¢ montré que la délétion de Sunl chez la souris
Lmna-/- restaure une morphologie nucléaire normale (Chen et al., 2012). Au contraire la
déplétion de Sun2 chez la souris conduit a des noyaux anormaux et centraux dans les fibres
musculaires (Lei et al., 2009). Une des caractéristiques histopathologiques du muscle
squelettique des patients DM est la présence de noyaux centraux (Brooke and Engel, 1969 ;
Schroder and Adam, 1968). Ainsi, I’analyse de 1’épissage, de la localisation et de la quantité
des protéines SUN1 et SUN2 dans des biopsies de patients DM indiquerait si ces protéines

sont impliquées dans le positionnement anormal des noyaux des fibres musculaires.

2.2.2. Altérations des protéines de signalisation cellulaire

Des protéines telles que 1’epsine 2 (EPN2) qui régule la vascularisation, montrent
aussi un épissage altéré chez les patients DM, indiquant que les échantillons cardiaques sont

constitués de nombreux types cellulaires autres que les cardiomyocytes. DIDO1 qui régule
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I’apoptose est aussi prédit comme altéré chez les patients DM. De méme, SLITRK2, une
protéine de guidage des neurones est aussi identifiée et évoque les altérations de
différenciation de motoneurones dérivés de cellules ES de patients DM (Marteyn et al., 2011).
ARVCEF (« Armadillo Repeat gene deleted in VeloCardioFacial syndrome ») est une protéine
de la famille des caténines qui pourrait jouer un rdéle dans 1’adhésion cellulaire et serait
impliqué dans le syndrome velocardiofacial, qui associe une dysmorphie faciale plus ou
moins marquée a une cardiopathie. Une cible qui pourrait aussi €tre intéressante est SOCS7
(« Suppressor Of Cytokine Signaling 7 »), impliquée dans I’homéostasie du glucose (Banks e?
al., 2005 ; Capuano et al., 2013). 1l serait donc intéressant de tester si I’altération de I’épissage
SOCS?7 pourrait contribuer a la résistance a 1’insuline observée chez les patients DM. Enfin,
les patients DM présentent une exclusion des exons 18, 19 et 20 de ’ARNm de la protéine
kinase a serine/thréonine, CaMKIIPB (« Calcium/Calmodulin-dependent protein Kinase II
Beta »). Cette kinase joue un réle important dans la régulation des échanges calciques dans le
cerveau et les muscles (van Woerden et al., 2009). De plus, suite & son activation par la
calmoduline liée au calcium, la CaMKIIB s’oligodimérise et régule par phosphorylation les
canaux CACNAI1C, SCNS5A et RYR2, ce qui augmente le passage des ions calcium et sodium
(Rokita and Anderson, 2012). Ainsi la dérégulation de I’épissage alternatif des exons 18, 19 et
20, codant pour son domaine d’oligomérisation, pourrait contribuer a une altération du

métabolisme calcique chez les patients DM.

2.2.3. Altérations d’épissage des facteurs de transcription ou d’épissage

Des facteurs de transcription spécifiques des muscles squelettiques et cardiaque, tels
que la myocardine (MYOCD), MBD2, MEAF6, NCOR2 et MEF2D, présentent aussi des
dérégulations de leur épissage alternatif. MEF2D est particulierement intéressant car la
régulation de 1’épissage alternatif des exons mutuellement exclusifs al et a2 conduit a des
isoformes possédant des activités opposées sur la différentiation des cellules musculaires
(Sebastian ef al., 2013). En effet, MEF2D contenant I’exon al est phosphorylé par la PKA,
conduisant a une forme de MEF2D qui inhibe la transcription de nombreux genes
responsables de la différenciation musculaire, tandis que MEF2D contenant I’exon a2 n’est
pas régulé par la PKA et active la transcription et la différentiation musculaires (Sebastian et
al., 2013). Ainsi, I’altération de 1’épissage alternatif des exons al et a2 de MEF2D pourrait
conduire a un retard de la différenciation musculaire chez les patients DM. Des analyses de

I’épissage de MEF2D ainsi que de D’expression des genes régulés par MEF2Dal ou
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MEF2Da2 dans des cellules et des biopsies musculaires de patients DM pourraient donc étre
particulierement instructives.

Enfin, nous avons observé des altérations déja connues de 1’épissage de MBNLI et
MBNL?2 (Tran et al., 2011), mais aussi identifi¢ pour la premicre fois une dérégulation de
I’épissage de CUGBP1, dont I’expression est augmentée dans des échantillons de cceur de
patients DM1 (Philips et al, 1998). 1l serait intéressant de poursuivre 1’étude de cette
altération d’épissage pour identifier si elle contribue a I’augmentation de I’expression de la

CUGBPI.

2.2.4. Régulation par MBNL1 ou CUGBP1 et retour aux isoformes feetales

Les expansions de répétitions CUG et CCUG agissent sur 1’épissage alternatif via la
séquestration des protéines MBNL et une augmentation de la protéine CUGBP1. Toutefois
des résultats sur des minigenes en modele cellulaire (Dansithong et al., 2005) et des analyses
transcriptomiques de modeles murins (Du ef al., 2010 ; Charizanis et al., 2012 ; Wang et al.,
2012) suggerent que la perte de 1’activité des protéines MBNL serait déterminante comparée a
I’augmentation de la CUGBP1. Il nous apparaissait donc intéressant de vérifier si des sites de
liaisons pour les protéines MBNL et CUGBPI1 pouvaient étre présents autours des exons
altérés chez les patients DM. L’analyse bioinformatique des motifs ARN enrichis dans et
autour des exons dérégulés dans les échantillons cardiaques de patients DM montre que les
séquences les plus souvent retrouvées contiennent des motifs UGC et CGC, mais pas de
motifs UGU. Nos données, obtenues chez des patients, confirment donc les résultats obtenus
en modeles cellulaires et murins, c’est a dire que la perte de MBNL serait déterminante pour
les altérations de I’épissage alternatif, alors que I’augmentation de CUGBP1 ne contribuerait
qu’a un nombre limité¢ d’altérations de 1’épissage. Ce modele est appuyé€ par des expériences
de surexpression de MBNLI qui corrige la myotonie dans des souris HSA™® exprimant des
répétitions CUG (Kanadia ef al., 2006).

Enfin, de nombreux épissages alternatifs dérégulés chez les patients DM apparaissent
comme des formes d’épissage feetales. Ainsi I’exon 5 de ¢TNT (Ryan et al., 1996 ; Philips et
al., 1998), I’exon 3 de MAPT (Sergeant et al., 2001), ’exon 6A de SCN54 (Murphy et al.,
2012), ’exon 29 de CACNAILS (Tang et al., 2012), I’exon 11 de BINI (Fugier et al., 2011)
sont des exons régulés lors du développement. Ce retour a 1’état feetal observé dans des
modeles murins de la DM (Charizanis et al., 2012 ; Wang et al., 2012) est confirmé par notre

analyse d’échantillons de cceur de patients DM1. Ces résultats pourraient s’expliquer par une
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augmentation de 1’expression de MBNL1 et MBNL2 au cours du développement. Ainsi, les
patients DM, qui présentent une séquestration de MBNL, reproduiraient les conditions feetales
ou les quantitiés de MBNL1 et MBNL?2 sont faibles.

Pour conclure, I’analyse du transcriptome cardiaque des patients DM a révélé un
enrichissement en sites de liaison pour MBNL et non pour CUGBPI, ainsi que la dérégulation
de nombreux genes, tels que SCN5A4 dont le role majeur dans le rythme cardiaque est décrit
dans la suite de ce manuscrit. Enfin, la contribution de I’épissage d’autres ARNm, notamment
au niveau du retard de différenciation des cellules musculaires et de la résistance a 1’insuline

des patients DM reste a déterminer.

2.2. Causes et conséquences d’une dérégulation de I’épissage de SCN5A

Parmi les évenements d’épissage modifiés chez les patients DM, nous avons mis en
¢vidence une dérégulation de I’inclusion des exons mutuellement exclusifs 6A et 6B de
SCN5A. L’inclusion anormale de I’exon 6A (isoforme fcetale), qui remplace I’inclusion de
I’exon 6B (isoforme adulte) dans les autopsies de cceurs de patients DM1 a alors été
confirmée dans un plus grand nombre d’échantillons cardiaques de patients CDM, DM1 et
DM2. Enfin et comme de nombreux ARNm chez les patients DM, ’ARNm SCN54 montre
un profil d’épissage alternatif feetal.

Le role cl¢ de SCN5A4 dans la conduction cardiaque en fait un excellent candidat pour
contribuer aux troubles cardiaques des patients DM. En effet, le géne SCN54 code pour la
sous-unité o du principal canal sodique cardiaque, Na,1.5. Ce canal permet I’entrée du sodium
et I’initiation du potentiel d’action des cardiomyocytes provoquant la contraction du muscle
cardiaque. L’invalidation du geéne Scn5a chez la souris est létale a 1’état embryonnaire
(Papadatos et al., 2001), et des mutations de SCN54 chez I’homme conduisent a des troubles
de la conduction cardiaque et a des arythmies, qui se rapprochent de ceux observés chez les
patients DM (Wahbi et al., 2009 ; Rudnik-Schoneborn et al., 2010).

A partir de ces résultats, nous avons entrepris d’étudier les causes moléculaires de

I’altération de 1’épissage des exons 6A/6B de SCN5A chez les patients DM.

2.2.1.L’épissage des exons 6A et 6B de SCN5A est régulé par MBNL1

MBNLI1 et CUGBPI1 sont connus comme étant deux facteurs régulant 1’épissage

alternatif de facon antagoniste. Plusieurs études ont montré que le niveau d’expression de
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CUGBPI est augmenté chez les patients atteints de DM 1, tandis qu’il est encore discuté chez
les patients atteints de DM2 (Roberts et al., 1997 ; Savkur et al., 2001 ; Timchenko et al.,
2001 ; Wang et al., 2007). L’analyse de la séquence de SCN54 montre la présence de motifs
UGU, pouvant étre reconnu par CUGBPI1, dans la séquence des introns 5, 6A et 6B de
SCN54, suggérant que CUGBP1 pourrait réguler I’inclusion de ces exons. C’est pourquoi
nous avons souhaité tester I’implication de CUGBPI1 dans la régulation de 1’épissage des
exons 6A/6B de SCN5A endogene. La surexpression et la déplétion de CUGBPI1 dans des
cultures primaires de cellules musculaires controles exprimant SCN54 de mani¢re endogéne
n’ont pas modifi¢ le profil d’inclusion ou d’exclusion des exons 6A et 6B suggérant que
CUGBPI1 ne régule pas leur épissage alternatif. Ainsi, ces résultats, couplés a 1’absence de
surexpression de CUGBP1 chez les DM2, indiquent que CUGBP1 n’est probablement pas un
régulateur de I’épissage des exons 6A/6B de SCN5A.

Au contraire, nous avons montré que 1’épissage alternatif des exons 6A/6B est régulé
par MBNL1 (cf. résultats). En effet, la diminution de I’inclusion de I’exon 6B dans des
cultures primaires de muscles squelettiques déplétées en MBNLI par siARN, ainsi que
I’interaction de MBNL1 a une séquence située dans I'intron 5 de SCN5A4 (cf. résultats)
démontrent que MBNLI1 régule 1’épissage alternatif des exons 6A/6B de SCN5A. Toutefois, le
mécanisme d’action précis de MBNL1 reste a déterminer. Dans le cas d’exons cassettes, les
protéines MBNL sont classiquement activatrices de 1’inclusion d’un exon quand elles se
fixent en aval de cet exon ; et répressives de I’inclusion d’un exon quand elles se fixent en
amont de cet exon (Charizanis et al., 2012 ; Wang et al., 2012 ; Han et al., 2013). Ainsi,
MBNLI se lie en amont de I’exon 5 de AcTNT et empéche la reconnaissance de cet exon par
U2AF65 (Ho et al., 2004 ; Warf et al., 2009). Cependant, dans le cas des exons mutuellement
exclusifs 6A/6B de SCN5A4, le site de liaison de MBNLI1 se situe 20 nucléotides en aval du
site 57 d’¢épissage de I’exon 5 de SCN5A4 et a plus de 6 kb des exons 6A et 6B. Cette
observation souligne la complexité de la régulation des exons mutuellement exclusifs et
montre que des expériences d’épissage in cellulo et in vitro sont nécessaires pour approfondir
notre connaissance des mécanismes moléculaires d’action de MBNLI.

Signalons aussi que notre étude n’écarte pas la possibilité d’une régulation de SCN54
par un autre membre de la famille MBNL, tel que MBNL2 qui est fortement exprimé dans le
cceur (Kanadia et al., 2003b).

Enfin, I’épissage alternatif des exons 6A/6B de SCN5A est régulé au cours du
développement cardiaque chez ’homme, la souris et le rat (Murphy ef al., 2012). Nous avons

donc cherché¢ a savoir si la régulation de 1’épissage des exons 6A/6B par MBNLI est
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Figure 48: Epissage alternatif des exons 6A/6B de Scn5a dans des ceeurs de souris Mbnll™,

Analyse de ’épissage alternatif des exons 6A/6B de ScnSa par RT-PCR a partir d’ARN total de
muscle  cardiaque utilisant les  oligonucléotides  s’hybridant a I’exon 5 (FW:
TCTGGTCAAGATTCTAGCTCGAG) et a I’exon 7 (REV : AGTAAGGACCATCACATCGGCTA)
de ScnSa. Les produits PCR obtenus sont soumis a une digestion par I’enzyme BstBI puis sont séparés

sur gel polyacrylamide 6% non dénaturant.
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conservée chez d’autres especes. Toutefois, nous n’avons pas trouvé de motifs UGC en aval
du site 5° d’épissage de I’exon 5 de Scnia chez la souris et le rat. De plus, nous n’avons pas
observé d’altérations du profil d’épissage des exons 6A/6B de ScnSa dans des échantillons de
ceeurs de souris invalidées pour Mbnll (figure 48). Ces résultats rappellent 1’analyse de
I’épissage de I’exon 11 de BINI et de I’exon 5 de ¢TNT, qui possedent des motifs de liaison a
MBNLI chez ’homme et non chez la souris, et qui sont ainsi régulés spécifiquement chez
I’homme (Phillips et al., 1998 ; Fugier et al., 2011). Ces résultats suggerent donc 1’hypothese
d’une régulation de SCN54 par MBNLI spécifique a ’homme.

Ayant déterminé que MBNL1 régule I’épissage des exons 6A et 6B de SCN5A et
donc que la séquestration de MBNLI1 chez les patients DM pourrait expliquer la perte de
I’exon 6B au profit de I’exon 6A, nous avons alors étudié quelles pourraient étre les

conséquences physiologiques de la dérégulation de I’épissage alternatif de SCNSA.

2.2.2. Les propriétés de SCNSA différent selon I’exon 6A ou 6B

Les propriétés électrophysiologiques des formes de SCNS5A contenant soit I’exon 6A
soit ’exon 6B ont été déterminées par des expériences de patch clamp en collaboration avec
I’équipe du Dr. Zimmer (Jena, Allemagne). La mesure du courant global montre que
I’isoforme de SCNSA exprimée chez les patients DM et contenant 1’exon 6A est moins active
que I’isoforme de SCN5SA contenant I’exon adulte 6B (cf. résultats). L’analyse de la courbe
d’activation a 1’état stationnaire montre un décalage positif de +7 mV pour le canal contenant
I’exon 6A comparé au canal exprimant I’exon 6B, indiquant que la forme d’épissage exprimée
chez les patients DM est moins sensible au voltage d’environ 7 mV. Ces résultats sont
confirmés par trois études distinctes, qui montrent un retard d’activation allant de +7 a +10
mV du canal contenant I’exon 6A comparé a 1’isoforme contenant I’exon 6B (Onkal et al.,
2008 ; Walzik et al., 2011 ; Murphy et al., 2012). Ces résultats montrent que le canal SCN5SA
composé de I’exon 6A feetal posséde une cinétique d’activation plus lente que le canal
compos¢ de I’exon 6B adulte.

Il est a noter que le profil d’épissage des exons 6A/6B de SCN5A4 chez les patients
DMI1 et DM2 montre un mélange d’expression des deux formes d’épissage, avec environ 50%
d’ARNm SCN54 contenant I’exon 6A et 50% d’ARNm SCN54 contenant I’exon 6B. Nous
avons donc étudié quelles seraient les conséquences électrophysiologiques de I’expression
d’un mélange d’isoformes SCNSA. Ainsi, ’expression de SCN5SA contenant I’exon 6A avec
I’isoforme SCNS5A contenant 1’exon 6B résulte en un décalage de 1’activation, non pas de 7
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mV, mais de +3,5 mV (cf. résultats). Il s’agit d’un résultat significatif car des mutations de
SCNS5A responsables de troubles cardiaques peuvent présenter un décalage de la méme
intensité, démontrant ainsi que la forme de SCNSA exprimée chez les patients DM est une
forme moins active.

Afin de comprendre comment les exons 6A ou 6B peuvent modifier les propriétés
¢lectrophysiologiques de SCNS5SA, il est important de rappeler que ces exons codent pour la
région contenant le segment S4, qui est la partie du domaine I sensible au voltage du canal
SCNS5A. Les exons 6A et 6B différent par 7 acides aminés qui constituent sept sites
susceptibles d’altérer la cinétique d’activation de I’isoforme SCNSA exon 6A par rapport a la
forme exprimant 1’exon 6B. Cependant, la substitution de [’acide aspartique chargé
négativement de I’exon 6B par une lysine chargée positivement (D211K) dans 1’exon 6A est
une position particulierement intéressante. En effet, une étude a montré que la seule mutation
de la lysine K211 en aspartate D211 dans I’isoforme SCN5A exon 6A modifie la cinétique
d’activation du canal, qui présente alors la méme cinétique que ’isoforme adulte SCN5SA
contenant I’exon 6B (Onkal et al., 2008). De plus, cet acide aspartique présent dans la boucle
reliant S3DI a S4DI est conservé chez la souris et le rat, ainsi que dans les canaux neuronaux
Nay1.2 et Nay1.3 (Sarao et al., 1991 ; Gustafson et al., 1993). Ces résultats confirment que

I’acide aspartique D211 joue un role clé au niveau de I’activation du canal SCN5A.

2.2.3. Conséquences de I’expression du canal SCN5A contenant ’exon 6A

Des mutations de SCN54 conduisent a des troubles de la conduction cardiaque et a
des arythmies, qui se rapprochent de ceux observés chez les patients DM (Wahbi et al., 2009 ;
Rudnik-Schoneborn et al., 2010). Notamment, plus de cent mutations du gene SCN5A4 sont
associées au syndrome de Brugada. Ces mutations « perte de fonction » altérent soit
I’activation du canal soit la capacité d’inactivation du canal, réduisant le courant sodique
entrant (Wilde and Brugada, 2011; Lippi, 2012). Dans le cas de I’inclusion de I’exon 6A feetal
a la place de I’exon 6B adulte de SCN5A4, nous avons observé une diminution de 1’activation
du canal entrainant une diminution du courant sodique entrant ; cette diminution s’apparente a
une perte de fonction, qui rappelle celle observée pour les mutations responsables du
syndrome de Brugada. De fagon intéressante, la prévalence du syndrome de Brugada est
quatre-vingt fois plus élevée chez les patients DM1 que dans la population normale (Wahbi et

al., Poster GO13 Archives of Cardiovascular Diseases, Volume 102, March, 2009, p. S66). 11
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est tentant de suggérer que I’expression du canal SCN5SA exprimant 1’exon 6A dans le cceur
adulte puisse conduire au syndrome de Brugada observé chez les patients DM.

De méme, de nombreuses mutations « perte de fonction » de SCN5A sont aussi
associ¢es a des troubles de la conduction cardiaque et notamment au syndrome de Lev-
Lenegre (aussi appelé CCD pour « Cardiac Conduction Disease »). Ces maladies sont définies
comme une prolongation des parameétres de conduction dans le systeme de conduction His-
Purkinje avec une prolongation de I’intervalle PR et un élargissement du complexe QRS sans
¢lévation du segment ST ou de prolongation de 'intervalle QT sur 1’électrocardiogramme. 11
est intéressant de noter que les patients atteints de DM présentent des troubles de la
conduction cardiaque caractérisés par une ¢longation de 1’intervalle PR et un élargissement du
complexe QRS. Ainsi, I’expression du canal sodique feetal, qui peut étre considérée comme
I’expression d’une forme moins active de SCNSA, pourrait étre a 1’origine des troubles de
conduction cardiaque des patients DM. Il est aussi intéressant de noter qu’une méme mutation
de SCN5A peut étre a 1’origine du syndrome de Lev-Lenégre chez un patient et du syndrome
de Brugada chez un autre patient (Schott et al., 1999), et que les patients DM peuvent
présenter a la fois un retard de la conduction cardiaque et un syndrome de Brugada.

Enfin, on peut remarquer que la fréquence et la sévérité des symptomes cardiaques
sont plus importantes chez certains patients DM1 que chez les patients DM2 et que
I’altération de I’épissage alternatif des exons 6A/6B de SCN54 observée est plus importante
chez les patients DM1 que chez les patients DM2. L’analyse d’un nombre plus important
d’échantillons cardiaques de patients DM, nous permettrait de confirmer une corrélation entre
le degré de la dérégulation de I’épissage alternatif des exons 6A/6B de SCN5A et la sévérité
des symptomes cardiaques des patients DM.

En conclusion, mes résultats de thése suggerent que I’expression du canal sodique
feetal pourrait conduire aux troubles de la conduction cardiaque ou/et au syndrome de

Brugada observés chez les patients DM.

2.2.4. Perspectives : génération de modeles animaux

L’absence de conservation de la régulation de SCN54 par MBNLI1 chez la souris
exclut la possibilité d’étudier I’expression de I’exon 6A chez des souris MbnlI™". De plus,
compte tenu du nombre important d’altérations d’épissage observées dans les échantillons de
ceeur de patient DM, il est essentiel de déterminer 1’effet de 1’expression de 1’exon 6A dans le

cceeur adulte d’un modéle animal.
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Figure 49: Transgéne permettant I’expression de I’exon 6A de Scn5a au stade adulte dans
un modéle animal.
A. Animal sauvage exprimant I’exon 6B au stage adulte.

B. Animal transgénique exprimant I’exon 6A fcetal au stade adulte.

A
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Figure 50: Transgenése par la stratégie Zinc Finger Nuclease.

(adapté de Cui et al., 2011)

A. La nucléase Fokl se dimérise au niveau de I’ADN génomique (nucléotides en noir) dont la
spécificité de fixation est apportée par les domaines de fixation a ’ADN (domaine a doigts de
zinc).

B. Le clivage par Fokl favorise la recombinaison homologue entre I’ADN génomique clivé et

le vecteur donneur contenant la séquence mutée.
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C’est pourquoi nous souhaitons générer un modéle murin qui exprime le canal
SCNSA feetal, c’est a dire exprimant I’exon 6A, au stade adulte. Pour cela, nous avons
construit un transgéne dans lequel la séquence codante de I’exon 6B est remplacée par la
séquence de I’exon 6A (figure 49). Ainsi, au cours du développement, quel que soit I’exon
inclus, il codera pour la séquence de I’exon 6A. Les patients DM présentent environ 50%
d’inclusion de I’exon 6A et 50% de I’exon 6B. C’est pourquoi, I’étude du phénotype

cardiaque de souris hétérozygotes Scn5a®o™ 64/ exon 6B

adultes possédant la méme proportion
de canaux feetaux que les patients DM 1 ou DM2 mettrait en évidence I’impact de 1’altération
de I’épissage de SCN54 dans le phénotype cardiaque des patients DM.

En parallele, la génération d’un rat transgénique exprimant 1’isoforme feetale du
canal sodique SCN5SA dans un cceur adulte est aussi en cours. L’obtention d’un rat
transgénique fait appel a la stratégie ZFN (« Zinc Finger Nuclease ») liée a la nucléase Fokl,
qui permet un clivage spécifique du génome, et une recombinaison homologue entre le
vecteur donneur comportant la mutation souhaitée et le génome clivé (figure 50) (Cui et al.,
2011). L’étude du phénotype du rat pourrait s’avérer plus fructueuse qu'un modele souris. En
effet, la proportion des différents canaux cardiaques montre que SCNSA représente 92% des
canaux cardiaques chez le rat contre 70% chez la souris (Blechschmidt, 2008). De plus, la
fréquence cardiaque du rat adulte est relativement plus proche de I’homme que celle de la
souris a raison de 70 battements par minute pour I’homme, 250 pour le rat, et 500 & 600 pour
la souris. Enfin, le cceur de rat est 3 fois plus gros que celui de souris, facilitant ainsi 1’étude

sur ce modele.

En conclusion, I’analyse du phénotype cardiaque de ces deux modeles animaux
devrait nous apporter des informations supplémentaires sur la contribution de I’altération de

I’épissage des exons 6A/6B de SCN5A4 dans le phénotype cardiaque des patients DM.
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CONCLUSION

Durant ma thése, nous avons mis en évidence de nombreuses altérations de
I’expression d’ARNm et d’ARN non codants dans des échantillons de cceurs de patients
atteints de DM. Parmi celles-ci, je me suis plus particuliecrement intéressée a deux ARNS,
miR-1 et SCN5A, jouant un rdéle majeur dans le développement et le fonctionnement
cardiaques.

Premiérement, nous avons montré que la séquestration de MBNLI par les répétitions
CUG ou CCUG inhibe la maturation de miR-1. De plus, nous avons mis en évidence une
régulation antagoniste des protéines MBNLI1 et LIN28 dans la maturation de miR-1 : MBNL1
protéege miR-1 de I’inhibition de sa biogenese par la voie LIN28/TUT-4. La diminution de
miR-1 dans le cceur des patients DM entraine une augmentation de deux protéines,
essentielles au fonctionnement cardiaque, la connexine 43 (GJAI) et le canal calcique Ca,1.2
(CACNAIC). L étude de I’altération de la maturation de miR-1 et de la surexpression de la
connexine 43 et du canal calcique Ca,1.2 dans des modeles murins nous permettrait de
confirmer leur participation dans les troubles cardiaques des patients DM.

Puis, je me suis intéressée a ’altération de 1’épissage alternatif des exons 6A/6B de
SCN5A4. Ce geéne code pour la sous-unité a du principal canal sodique cardiaque et des
mutations « perte de fonction » de ce canal sont associées a des troubles de la conduction
cardiaque et au syndrome de Brugada. J’ai confirmé I’altération de 1’épissage des exons 6A et
6B dans des échantillons de cceurs de patients CDM, DM1 et DM2. Nous avons alors montré
que I’épissage alternatif de ces exons mutuellement exclusifs est régulé par MBNLI. Enfin,
I’inclusion anormale de 1’exon 6A fcetal a la place de I’exon 6B adulte conduit a une
diminution de I’activité du canal s’apparentant a une perte de fonction du canal. Ainsi, ces
résultats suggerent que I’expression de SCN5A4 contenant I’exon 6A chez les patients DM
pourrait contribuer aux défauts de conduction et aux arythmies cardiaques observés chez ces
patients. L’étude du phénotype cardiaque de modeles animaux exprimant le canal SCN5SA
contenant I’exon 6A dans un cceur adulte nous permettrait de confirmer le role de cette

dérégulation dans I’apparition des symptomes cardiaques chez les patients DM.
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Annexe 1

Le syndrome d’ataxie et de tremblement 1i¢ au chromosome X (FXTAS) est une
maladie neurodégénérative qui affecte principalement des hommes agés de plus de 50 ans ;
ceux-ci développent des tremblements intentionnels, une ataxie cérébelleuse (trouble de la
coordination des mouvements), des symptomes parkinsoniens et une neuropathie périphérique
sensitive (Jacquemont et al., 2003). FXTAS est due a une expansion intermédiaire (entre 50 et
200) de répétitions CGG situées dans la région 5’UTR du géne FMRI (Hagerman and
Hagerman, 2001).

Les neurones et les astrocytes de patients FXTAS présentent des inclusions
intranucléaires, qui sont ubiquitinylées et contiennent I’ARNm mutant de FMRI (Greco et al.,
2002, Tassone et al., 2004). L’¢tude de modeles animaux montre que 1’expression d’ARN
contenant des répétitions CGG est suffisante pour reproduire les symptdmes de cette maladie
(Van Dam et al., 2005 ; Hashem et al., 2009). Ces transcrits s’accumulent sous forme
d’agrégats nucléaires qui recrutent différentes protéines liant I’ ARN, telles que SAMG68, Pura,
hnRNP A2/B1 et CUGBPI1 (Tassone et al., 2004 ; Iwahashi et al., 2006 ; Jin et al., 2007 ;
Sofola et al., 2007 ; Sellier et al. 2010). Toutefois, le recrutement de ces protéines ne peut
expliquer les symptomes observés chez les patients FXTAS.

L’article qui suit, montre que les répétitions CGG séquestrent le complexe DROSHA-
DGCRS in vitro, in cellulo et dans des coupes de cerveau de patients FXTAS. Cette
séquestration diminue la quantit¢ du complexe DROSHA-DGCRS libre et inhibe donc la
maturation des pri-miARN en pré-miARN, ce qui conduit a une diminution globale de
I’expression des miARNs matures et a une mort neuronale (Sellier, Freyermuth et al., 2013).
Ma contribution a ce travail fut de montrer par des expériences in vitro, ’interaction
spécifique de DGCRS avec les ARNs contenant les répétitions CGG de taille pathogénique
(CGGO0x et CGG100x). De plus, laffinit¢ de DGCRS8 pour les ARNs contenant ces
répétitions CGG est similaire a celle pour ses cibles naturelles, les pri-miARNs. Enfin, par des
expériences in cellulo, j’ai montré que la maturation des pri-miARNs est inhibée
spécifiquement par 1’expression des répétitions CGG au niveau de la premicre étape de
maturation des miARNs. Ces résultats in vitro et in cellulo démontrent que la titration du
complexe DROSHA-DGCRS par les expansions ribonucléiques CGG pourrait empécher la
maturation des pri-miARNs et expliquer ainsi la diminution globale de I’expression des

miARNSs observée dans des échantillons de cerveaux de patients FXTAS.
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SUMMARY

Fragile X-associated tremor/ataxia syndrome
(FXTAS) is an inherited neurodegenerative disorder
caused by the expansion of 55-200 CGG repeats in
the 5 UTR of FMR1. These expanded CGG repeats
are transcribed and accumulate in nuclear RNA
aggregates that sequester one or more RNA-binding
proteins, thus impairing their functions. Here, we
have identified that the double-stranded RNA-
binding protein DGCR8 binds to expanded CGG
repeats, resulting in the partial sequestration of
DGCRS8 and its partner, DROSHA, within CGG RNA
aggregates. Consequently, the processing of micro-
RNAs (miRNAs) is reduced, resulting in decreased
levels of mature miRNAs in neuronal cells expressing
expanded CGG repeats and in brain tissue from
patients with FXTAS. Finally, overexpression of
DGCRS3 rescues the neuronal cell death induced by
expression of expanded CGG repeats. These results
support a model in which a human neurodegenera-
tive disease originates from the alteration, in trans,
of the miRNA-processing machinery.

INTRODUCTION

Fragile X-associated tremor/ataxia syndrome (FXTAS) is a neuro-
degenerative disorder that affects older adult males who are
carriers of an expansion of 55-200 CGG repeats in the 5 UTR
of the fragile X mental retardation 1 (FMR1) gene (Hagerman
et al., 2001). The clinical features of FXTAS include progressive
intention tremor and gait ataxia, frequently accompanied by
progressive cognitive decline, parkinsonism, peripheral neurop-
athy, and autonomic dysfunctions (Jacquemont et al., 2003).
Principal neuropathology of FXTAS includes mild brain atrophy

.
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and white matter lesions with the presence of ubiquitin-positive
nuclear neuronal and astrocytic inclusions (Greco et al., 2002),
which contain the expanded CGG RNA repeats (Tassone et al.,
2004). In contrast to fragile X syndrome, where full mutations
(>200 CGG repeats) result in hypermethylation and silencing of
the FMR1 gene, FXTAS carriers of shorter CGG expansions
(565200 CGG repeats) present increased expression of FMR1
mRNA levels and normal, or near-normal, FMRP expression
(Tassone et al.,, 2000). These observations suggest a toxic
RNA gain-of-function model for FXTAS. In support of that model,
cellular and transgenic Drosophila and mouse models demon-
strate that the sole expression of a mutant RNA containing
expanded CGG repeats is sufficient to induce the formation of
ubiquitin-positive aggregates and to cause a pathology similar
to human FXTAS (Willemsen et al., 2003; Jin et al., 2003; Arocena
et al., 2005; Entezam et al., 2007; Hashem et al., 2009). A toxic
RNA gain-of-function model predicts that expanded CGG
repeats are pathogenic by sequestering specific RNA-binding
proteins, resulting in loss of their normal functions and, ulti-
mately, in neuronal cell dysfunction and death. Consistent
with a titration model, various proteins were found to colocalize
with CGG or ubiquitin-positive inclusions (lwahashi et al., 2006;
Jin et al., 2007; Sofola et al., 2007; Sellier et al., 2010); however,
the pathological consequences of their recruitment are unclear,
suggesting that the protein(s) sequestered within CGG RNA
aggregates and responsible for the neuronal cell death, remains
to be identified.

MicroRNAs (miRNAs) are small, conserved, noncoding RNAs
that are key components of posttranscriptional gene regulation
and are involved in the control of many fundamental processes,
including both differentiation and survival of neurons (Schaefer
et al., 2007; Davis et al., 2008; De Pietri Tonelli et al., 2008;
Stark et al., 2008; Haramati et al., 2010; Hébert et al., 2010;
Huang et al., 2010; Fénelon et al., 2011; Schofield et al., 2011).
miRNAs are initially transcribed by the RNA polymerase Il as
primary miRNA (pri-miRNAs) transcripts, which are processed
into precursor miRNAs (pre-miRNAs) by the type lll RNase,
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DROSHA, and the double-stranded RNA-binding protein,
DGCRS8, which anchors DROSHA to the pri-miRNA transcript
(Lee et al., 2003; Denli et al., 2004; Landthaler et al., 2004;
Gregory et al., 2004; Han et al., 2004; Wang et al., 2007). Pre-
miRNAs are then exported into the cytoplasm, where they are
processed into mature miRNAs by the DICER enzyme. Global
reduction of miRNA expression, for example through inactivation
of DICER or DGCR8 in mice, results in embryonic lethality and if
conditionally lost in brain, leads to neuronal dysfunction and
cell death (Schaefer et al., 2007; Davis et al., 2008; De Pietri
Tonelli et al., 2008; Stark et al., 2008; Haramati et al., 2010;
Hébert et al., 2010; Huang et al., 2010; Fénelon et al., 2011;
Schofield et al., 2011).

Here, we find that DGCR8 binds preferentially to expansions of
CGG repeats of pathogenic length. This association results in
titration of DGCR8 pri-miRNA-binding activity and in the partial
sequestration of DGCR8 and its partner, DROSHA, within CGG
RNA aggregates. Consequently, the processing of pri-miRNAs
is reduced in cells expressing expanded CGG repeats, and in
brain samples from patients with FXTAS, resulting in decreased
levels of mature miRNAs. Finally, the expression of pathogenic-
expanded CGG repeats in cultured mouse cortical neurons
results in decreased dendritic complexity and reduced neuronal
cell viability. Importantly, the sole overexpression of DGCR8
restored to normal both the dendritic morphological abnormali-
ties and the loss of neuronal cells, demonstrating that titration
of DGCR8 by expanded CGG repeats is a leading event to
CGG-induced neuronal cell death.

RESULTS

Identification of Proteins Associated with Expanded
CGG Repeats

To identify proteins involved in FXTAS physiopathology, proteins
extracted from mouse brain nuclei were captured on streptavidin
resin coupled to biotinylated RNA composed of nonpathogenic
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a plasmid expressing either no repeats (CTL) or
60 CGG repeats. Magnification, 630x. Scale
bars, 10 um.

(E) Percentage of colocalization of the endoge-
nous-tested candidate proteins within CGG RNA
aggregates analyzed by RNA FISH coupled to IF
on COS7 transfected for 24 hr with a plasmid ex-
pressing either no repeats or 60 CGG repeats.
See also Tables S1, S2, and Figure S1.

(20 CGG repeats) or pathogenic expansions (60 or 100 CGG
repeats), eluted, separated on SDS-PAGE, and identified by
nano-LC-MS/MS analysis (Figure 1A). More than 30 RNA-
binding proteins were identified (Figure 1B; Tables S1 and S2),
including hnRNP A2/B1, hnRNP G, and PURa, which were also
identified in previous studies (Iwahashi et al., 2006; Jin et al.,
2007; Sofola et al., 2007; Sellier et al., 2010). However, these
proteins were recruited preferentially onto short CGG repeats
compared to long pathogenic CGG stretches (Figure 1B). In
contrast, ten proteins (ESRP1, PRP3, ZC3HA, LSM11, ZCHCS,
MPP10, DAZP1, RBMS1, GLD2, and DGCRS8) were found
preferentially associated with expanded CGG repeats of patho-
genic size (Figure 1B). We confirmed the preferential binding of
DGCR8 on long CGG stretches by western blotting on the
protein eluted from the RNA affinity columns (Figure 1C). The
partner of DGCR8, DROSHA, was also preferentially recruited
to long expanded CGG repeats (Figure 1C).

Next, to discard nonspecific RNA-binding proteins, we tested
whether these candidate proteins colocalize with the aggre-
gates formed by expanded CGG repeats in transfected COS7
cells (Figures S1A and S1B). Among the ten candidates tested,
only three (PRP3, ZC3HA, and DGCRS8) colocalized with CGG
RNA aggregates (Figures 1D and S1A). However, we noted
that PRP3 and ZC3HA were naturally localized in speckles,
which are normal nuclear structures enriched in some splic-
ing factors and that were found previously to be associated
with CGG RNA aggregates in transfected cells (Sellier et al.,
2010). Thus, neither PRP3 nor ZC3HA was specifically re-
cruited within CGG RNA aggregates (Figure S1A). In con-
trast, DGCR8 presented a diffuse pattern within the nucleo-
plasm, but upon expression of 60 expanded pathogenic
CGG repeats, DGCR8 changed localization and was recruited
within CGG RNA inclusions (Figure 1D). As further controls,
we also tested the colocalization of proteins, such as hnRNP
A2/B1 and PURa, which were found mostly associated with
20 biotinylated CGG RNA repeats in vitro. Consistent with a
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A DGCRS DGCR8 DGCR8 Figure 2. DGCR8 and DROSHA Bind to
:l :l Expanded CGG RNA Repeats
— (A) Gel shift assays of purified bacterial recombinant
“’ His-DGCR8A with 100 nM (30,000 cpm) of
]Bound ‘ ]Bound uniformly «-[*P]CTP internally labeled in-vitro-
B Bound

transcribed RNA containing 20 or 100 CGG repeats
b‘ k ‘ l | JFree “' '

or the pri-miR-125.

¥ ]Free JFree (B) Quantification of DGCRS8 binding to 20, 40, 60, or
100 CGG RNA repeats.
CGG 20x CGG 100x pri-miR-125 (C) RNA FISH against CGG repeats, coupled to

IF against SAM68, on COS7 cells cotransfected

with a plasmid expressing 60 CGG repeats and

B Cc a siRNA against the luciferase (siCTL) or against
120 DGCRS.

SAM68 Merged (D and E) RNA FISH of CGG repeats coupled to IF of

100 1% §CG»9-]-99X DROSHA or DGCR8 on brain sections (hippo-
’ CGG 60x campal area) of age-matched control or patients
CGG 40x with FXTAS. Magnification, 630x. Nuclei were
A i counterstained with DAPI.
CGG 20x (F and G) Larger fields of CGG RNA FISH coupled to
(] e ... IF of DROSHA or DGCR8 on brain sections
40

of patients with FXTAS. White arrows indicate
DROSHA

CGG RNA aggregates. Note some nonspecific
perinuclear background inherent to RNA FISH of

autopsied human brain samples.
F DROSHA CGG

siCTL

% DGCR8 Binding

siDGCRS8

Scale bars, 10 pm.
See also Figure S2.

DGCR8 Merged

found specifically associated with ex-
panded CGG repeats of pathogenic
size, DGCR8.

CTL

DGCRS Binds to Mutated RNA
Containing Expanded CGG Repeats
Recruitment of DGCR8 to biotinylated
CGG RNA questions whether DGCR8
binds directly, or through indirect pro-
tein-protein interactions, to expanded
CGG repeats. Gel shift assays showed
that purified recombinant HIS-tagged
DGCRS8 protein binds directly to RNAs
containing expanded CGG repeats of
pathogenic size (60 and 100 CGG repeats;
Figures 2A, S2A, and S2B). In contrast,
DGCRS8 binds weakly to RNAs containing
DGCR8 CGG stretch of nonpathogenic size, such
as 20 or 40 CGG repeats (Figures 2A,
S2A, and S2B). Furthermore, DGCR8
binds to expanded CGG repeats with
an affinity similar to control pri-miRNAs,
such as pri-miR-124, pri-miR-125, or
pri-Let-7 (Figures 2A and S2A). UV-cross-
linking assays confirmed that purified
recombinant DGCR8 binds directly to
control pri-miR-124 and pri-miR-125, as
preferential binding to normal but not to expanded CGG well as to expanded CGG repeats of pathogenic size, but does
repeats, we found no significant colocalization of these not bind to short CGG stretch (Figure S2B).
candidates with CGG RNA aggregates at early time points The in vitro binding of DGCRS8 to long expanded CGG repeats
(Figure 1E). Thus, we pursued our study on the one protein  prompted us to investigate whether DROSHA and DGCRS8 are

FXTAS
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recruited within the nuclear aggregates found in cell models of
FXTAS. CGG RNA aggregates are dynamic nuclear structures
that accumulate various proteins in a time-dependent manner
(Sellier et al., 2010), which raises the question of the timing of
DROSHA and DGCRS8 recruitment. Analysis of the formation of
CGG RNA aggregates at various time points after transfection
of COS7 cells with a plasmid expressing 60 CGG repeats re-
vealed that DROSHA and DGCRS8 colocalized within CGG aggre-
gates from the time of their formation (6-8 hr posttransfection;
data not shown). Furthermore, depletion of either DROSHA or
DGCRS8 by siRNA reduced the recruitment of SAM68, one of
the earliest proteins found to colocalize with CGG aggregates
(Figures 2C and S2C). Next, coimmunoprecipitation experiments
demonstrated that DROSHA and DGCRS interact with SAMG68,
suggesting that the recruitment of SAM68 within CGG RNA
aggregates is mediated through protein-protein interactions
with DROSHA or DGCRS8 (Figure S2D). These results suggest
that in transfected cells, DROSHA and DGCR8 are among the
first proteins to be recruited within the CGG RNA aggregates
and are essential for the further aggregation of other proteins,
such as SAM68. These results were obtained in cells expressing
large amounts of expanded CGG RNA repeat. Thus, to rule out
any overexpression bias, we tested the localization of endoge-
nous DROSHA and DGCRS in brain sections from patients with
FXTAS. RNA FISH coupled to immunofluorescence (IF) experi-
ments showed that both DROSHA and DGCR8 consistently
colocalized with endogenous CGG nuclear RNA aggregates in
brain sections of patients with FXTAS (Figures 2D and 2E; larger
fields in Figures 2F and 2G), whereas DROSHA and DGCR8 were
diffusely localized within the nucleoplasm of age-matched non-
FXTAS controls. Finally, we tested the localization of endoge-
nous DROSHA, DGCR8, and CGG aggregates in brain sections
of a knockin mouse model, in which endogenous CGG repeats
had been replaced with an expansion of 98 CGG repeats (Wil-
lemsen et al., 2003). RNA FISH coupled to IF labeling showed
the presence of rare nuclear CGG RNA aggregates that colocal-
ized with both endogenous DROSHA and DGCR8 in mice
expressing expanded CGG repeats (Figures S2E and S2F). By
contrast, DROSHA and DGCR8 were diffuse throughout the
nucleoplasm in control mice. We noted that the CGG RNA aggre-
gates were larger and much more frequent in patients with
FXTAS than in knockin mice, which is consistent with the milder
neurological disturbances observed in knockin mice compared
to patients with FXTAS (Willemsen et al., 2003).

The direct binding of DGCR8 to expanded CGG trinucleotide
repeats raises the question as to how specific this interaction
is and, notably, whether DGCR8 can also recognize other trinu-
cleotide repeats such as expanded CUG repeats, the mutation
responsible of myotonic dystrophy of type 1 (DM1). UV-cross-
linking assays showed that DGCR8 binds weakly to RNAs con-
taining 20 or 100 CUG repeats, compared to an RNA containing
100 CGG repeats (Figure S2G). Similarly, both DROSHA and
DGCRS8 from mouse brain extract were captured by RNA affinity
columns composed of expanded CGG repeats, yet neither was
recruited by expanded CUG repeats (Figure S2H). Finally, RNA
FISH coupled to IF demonstrated that both endogenous
DROSHA and DGCR8 were recruited within CGG RNA repeat
aggregates that formed in COS7 cells transfected with a plasmid
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expressing 60 CGG repeats (Figures S2I and S2J). In contrast,
DROSHA and DGCRS8 were not recruited within RNA aggregates
of similarly transfected cells expressing either expanded CUG or
AUUCU repeats, which are involved in DM1 and spinocerebellar
ataxia of type 10 (SCA10), respectively (Figures S2I and S2J).
Identical results were obtained in neuronal PC12 or GT17 cells
(data not shown). These results indicate that DGCR8 binds pref-
erentially expanded CGG repeats compared to CUG repeats,
which is consistent with the enhanced stability of the double-
stranded helical structure formed by expanded CGG repeats
compared to CUG repeats (Mooers et al., 2005; Sobczak et al.,
2003; Zumwalt et al., 2007; Kiliszek et al., 2009, 2011; Kumar
et al.,, 2011). Alternatively, the presence of U:U mismatches
versus noncanonical G:G base pairing, or other structural differ-
ences that are significant, between CUG and CGG hairpins, may
impair the binding of DGCR8. Overall, these results suggest that
DROSHA and DGCRS8 are specific components of the CGG RNA
aggregates in FXTAS.

DROSHA Does Not Cleave Expanded CGG Repeats

The binding of DROSHA and DGCR8 to the expanded CGG RNA
repeat raises the possibility that DROSHA may cleave these
repeats into shorter CGG hairpins, which is an attractive hypoth-
esis considering that DICER was reported, in vitro, to partially
process expanded CGG repeats into potentially toxic miRNA-
like CGG RNA repeats (Handa et al., 2003), an observation
also reported for expanded CUG and CAG repeats (Krol et al.,
2007; Banez-Coronel et al., 2012). Accordingly, we tested
whether DROSHA and DGCRS8 can process an RNA containing
60 expanded CGG repeats. However, no cleavage products
were observed, although DROSHA correctly processed a control
pri-miR-125 (Figure S3A). Furthermore, we found no trace of
small miRNA-like CGG RNA after massive parallel sequencing
of RNA extracted from cells transfected with a plasmid express-
ing 60 CGG repeats (data not shown). We propose that structural
differences between pri-miRNAs and CGG expanded repeats,
such as noncanonical G:G base pairing, impair the cleavage
activity of DROSHA. Overall, the recruitment of DROSHA and
DGCRS8, without the processing of CGG repeats and the subse-
quent release of the proteins, suggests that the aggregates of
CGG repeats may act as molecular sink, titrating DROSHA and
DGCRS8 away from their normal functions.

DROSHA and DGCRS8 Are Partially Sequestered by
Expanded CGG Repeats

To test a potential sequestration of DROSHA and DGCRS8, we
first analyzed the effect of expanded CGG repeats on the
RNA-binding activity of DGCR8. Gel shift experiments demon-
strated that addition of increasing amounts of unlabeled
expanded CGG RNA repeat progressively competed with the
binding of recombinant purified DGCRS8 to radioactively labeled
pri-miR-125 (Figure 3A). As a control, addition of unlabeled
expanded CUG repeats had little or no effect. We confirmed
these results by UV-crosslinking assays, which demonstrated
that addition of increasing amounts of expanded CGG repeats
competed with the binding of DGCRS8 to radioactively labeled
pri-miR-124 and pri-miR-125, whereas expanded CUG repeats
had no effects (Figure S3B). Next, we tested the effect of



expanded CGG repeats on the processing activity of DROSHA.
COS7 cells were cotransfected with a plasmid expressing an
ectopic pri-miRNA under the expression of a CMV promoter,
allowing the detection of the primary, precursor, and mature
miRNAs by northern blotting (Figure 3B). Importantly, coexpres-
sion of increasing amounts of expanded CGG repeats reduced
the processing of ectopic pri-miR-124 into pre-miR-124. This
inhibition is specific because expression of control expanded
CUG repeats had no effect on the biogenesis of pri-miR-124
(Figure 3B). We confirmed these results using ectopically ex-
pressed pri-miR-206, pri-miR-146, and pri-miR-26 and found
that expression of expanded CGG repeats inhibited the
DROSHA cleavage of pri-miRNA transcripts into pre-miRNAs
(Figure S3C). As a control, expression of expanded CUG repeats
had no or little effects on miRNA biogenesis (Figure S3D). These
results suggest that expanded CGG repeats compete with the
binding of DGCR8 to pri-miRNAs, reducing the quantity of free
DROSHA and DGCRS8 available to process pri-miRNAs, which
leads to reduced processing of pri-miRNAs into pre-miRNAs.
Theoretically, the titration of free DROSHA and DGCR8 may
result in reduced formation of mature miRNAs. To test this
hypothesis, we quantified the expression of endogenous mature
miRNAs upon expression of expanded CGG repeats in neuronal
GT17 cells. Microarray profiling demonstrated that most of the
miRNAs, which presented a modified expression, were reduced
upon transfection of a plasmid expressing 60 CGG repeats (Fig-
ure 3C). Decreased levels of mature miRNAs were confirmed by
quantitative real-time RT-PCR (Figure 3D). The limited number
(56) of miRNAs presenting an expression change, as well as
the limited decrease (~20%-50%) of miRNA levels, are consis-
tent with a progressive titration of DROSHA and DGCR8 and
with the early time point (24 hr after transfection) chosen for anal-
ysis. Also, we noted that the expression of a minority of miRNAs
was upregulated upon expression of expanded CGG repeats.
However, a similar upregulation occurred at early time point
(24 hr after transfection) in neuronal GT17 or COS7 cells depleted
of DGCRS8 by siRNA, suggesting the existence of rescue mech-
anisms to transiently increase the expression of some miRNAs in
response to DGCR8 reduction (Figures S3E and S3F).
Importantly, a decrease in miRNA expression could be
triggered by a specific alteration of the miRNA-processing
machinery but may also reflect a global alteration of RNA tran-
scription due to reduced cell viability. To discriminate between
these two hypotheses, we quantified the levels of the primary
transcripts hosting the decreased miRNAs. Quantitative RT-
PCR demonstrated that, whereas mature miRNAs presented
reduced levels, expression of their corresponding pri-miRNAs
was not altered or, even, increased (Figure 3E). Similarly, the
expression of various mMRNAs containing pri-miRNAs within their
introns was not altered (Figure 3F). Comparable decrease of
mature miRNA levels with no alterations of the expression of
their corresponding pri-miRNAs was observed in a second cell
model: COS7 cells expressing 60 CGG repeats (Figures S3G
and S3H). These results demonstrate that expanded CGG
repeats alter specifically the processing of pri-miRNAs, without
affecting their transcription. As a further control, we tested the
expression of mirtrons, which are miRNAs processed by the
splicing machinery, thus independent of the processing by

DROSHA (Okamura et al., 2007; Ruby et al., 2007). Quantitative
RT-PCR analysis of mirtron-877, mirtron-1224, mirtron-1225,
and mirtron-1226 levels in neuronal GT17 cells expressing
expanded CGG repeats demonstrated that their expression
was not altered (Figure 3G). Similarly, mirtron expression was
not altered in COS7 cells expressing expanded CGG repeats
(Figure S3I). Also, the mRNA and protein expression levels of
DROSHA and DGCR8 were normal in cells expressing expanded
CGG repeats, indicating that pathogenic CGG repeats affect the
activity, but not the expression, of DROSHA and DGCRS8 (Figures
S3J and S3K). Finally, the transfection of a plasmid encoding
DGCRS8 in neuronal cells expressing expanded CGG repeats
rescued the decreased expression of miRNAs, whereas expres-
sion of an inactive form of DGCR8, which was deleted for its
double-stranded RNA-binding domains, presented no rescue
activity (Figure 3H). Overall, these data suggest that expanded
CGG repeats specifically reduced the activity of DROSHA and
DGCRS8, without affecting other mechanisms such as general
transcription.

The Processing of miRNAs Is Altered in Brain Samples of
Patients with FXTAS

The altered processing of miRNAs in cells overexpressing
expanded CGG repeats raises the question whether a similar
alteration occurs in patients with FXTAS. Microarray analysis of
cerebellar samples from patients with FXTAS revealed that
mis-regulation of miRNAs involved predominantly decreased
expression compared to age-matched controls (Figure 4A).
Quantitative RT-PCR analysis confirmed reduced quantities of
various mature miRNAs in patients with FXTAS relative to
controls (Figure 4B). Note that the expression of mature miRNAs
was not fully abolished but decreased by 20%-50%, indicating
a partial titration of DROSHA and DGCR8 by the expanded
CGG repeats. In contrast, the quantity of mirtron-877, whose
biogenesis depends on the splicing machinery and bypasses
DROSHA, was normal in FXTAS brain samples (Figure 4B). As
a control, quantification of the primary transcripts hosting the
downregulated mature miRNAs demonstrated no changes or
increased expression in patients with FXTAS (Figure 4C). We
confirmed these results in frontal cortex samples of patients
with FXTAS compared to age-matched controls. Quantitative
RT-PCR confirmed that expression of mature miRNAs was
decreased in patients with FXTAS (Figure 4D). Consistent with
a specific alteration of the activity of DROSHA, the quantities
of their corresponding pri-miRNAs were normal or increased in
FXTAS samples compared to age-matched control samples
(Figure 4E). As further controls, expressions of various mirtrons,
whose biogenesis is independent of DROSHA, were normal in
patients with FXTAS (Figure 4F). Overall, these results suggest
that transcription and splicing of pri-miRNAs are not globally
altered in patients with FXTAS but that their processing by
DROSHA is reduced.

Overexpression of DGCR8 Rescues Neuronal Cell Death

A model of titration of DGCR8 by expanded CGG repeats
in patients with FXTAS predicts that depletion of DGCR8
would enhance any phenotype caused by expanded CGG
repeats. To test that hypothesis, we took advantage of
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Figure 3. DROSHA and DGCR8 Activities Are Reduced in CGG-Expressing Cells

(A) Gel shift assays of recombinant His-DGCR8A binding with 100 nM (30,000 cpm) of uniformly o-[*2P|CTP internally labeled in-vitro-transcribed pri-miR-125 in

presence of increasing amounts of nonlabeled in-vitro-transcribed RNA containing either 60 CGG repeats or 100 CUG repeats.

(B) A total of 20 pg of total RNA extracted from COS?7 cells cotransfected with a pri-miR-124-2 minigene and increasing amounts of a plasmid expressing either

60 CGG or 200 CUG repeats were analyzed by northern blotting using a miR-124 v-[*2P]JATP-labeled antisense probe. The mean of at least three independent

transfections is depicted as the percentage of pri-, pre-, and mature miR-124-2. Error bars indicate SD.

(C) Microarray profiling of mature miRNAs expressed in GFP-positive FACS-isolated GT17 neuronal cells cotransfected with a plasmid expressing GFP and either

a plasmid expressing no repeats (n = 3) or 60 CGG repeats (CGG, n = 3). Ordinate is in Log2 scale.

(D-G) Quantitative RT-PCR analysis of the expression of mature (D), pri-miRNAs (E), mRNAs (F), and mirtrons (G) relative to the U6 snRNA or to the RPLPO mRNA

in GFP-positive FACS-isolated GT17 neuronal cells cotransfected with a plasmid expressing GFP and either a plasmid expressing no repeats (n = 3) or a plasmid
(legend continued on next page)

874 Cell Reports 3, 869-880, March 28, 2013 ©2013 The Authors



A
10
2 ||i §
% 0 """"|||||IIIIIIIII|III|||I|||||||||||||||uumm"IIII nz_:
2 5 i €
[T
-10
D
O CTL m FXTAS
100 |- -F T I T -
S
§50
x
e 0 40 s
0
o P oL P P N O R G D
PAPUFLRS PRI Sy
NI & &

Figure 4. miRNA Levels Are Reduced in FXTAS Brain Samples
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(A) Microarray profiling of mature miRNAs expressed in cerebellum samples of FXTAS and age-matched control patients.

(B and C) Quantitative RT-PCR analysis of the expression of mature (B) and pri-miRNAs (C) relative to the U6 snRNA in cerebellum samples of FXTAS (n =

age-matched control (n = 4) patients.

13)and

(D-F) Quantitative RT-PCR analysis of the expression of mature (D), pri-miRNAs (E), and mirtrons (F) relative to the U6 snRNA in frontal cortex samples of FXTAS

(n = 3) and age-matched control (n = 2) patients. Error bars indicate SD.

the neurodegenerative phenotype observed in transgenic
Drosophila melanogaster expressing 90 CGG repeats (Jin
et al., 2003). As previously described, expression of 90 CGG
repeats decreases adult Drosophila viability (Figure S4A).
Interestingly, decreased expression of Pasha (the Drosophila
homolog of DGCR8) by RNAi in CGG transgenic flies resulted
in enhanced early lethality (Figure S4A). A similar aggravated
phenotype was observed with Drosha RNAI lines (Figure S4B).
In contrast, overexpression of Drosha or Pasha in CGG flies
had little or no effect and did not rescue fly lethality (data not
shown). These data suggest that several pathological mecha-
nisms may coexist in the fly model of FXTAS, a model consistent
with the observation of cytoplasmic inclusions containing PURx.
in Drosophila (Jin et al., 2007), but not in human cells (Sellier
et al., 2010). Accordingly, we tested mammalian neuronal cells,
in which expression of expanded CGG repeats leads to forma-
tion of CGG RNA nuclear aggregates without formation of
PURa-positive cytoplasmic aggregates. Organotypic cultures
of E18 mouse cortex neurons were transfected at 7 days
in vitro (DIV) with a plasmid expressing 60 CGG repeats and

a plasmid expressing the GFP marker for 1 day (8 DIV). As
reported previously by Chen et al. (2010), expression of
expanded CGG repeats resulted in shorter dendrites and an
~40% decrease in dendritic branchpoints (Figures 5A and 5B).
As a control, expression of expanded CUG repeats had no
or little effect on neuronal dendritic complexity, indicating a
specific deleterious effect of the expanded CGG repeats (Fig-
ure 5B). Importantly, the sole expression of a plasmid expressing
DGCRS8 restored normal dendritic growth and branching in neu-
rons expressing the expanded CGG repeats (Figures 5A and 5B).
In contrast, expression of an inactive form of DGCR8, which was
deleted for its double-stranded RNA-binding domains, pre-
sented no rescue activity (Figure 5B). Similarly, expression of
a control plasmid expressing MBNL1 had no significant effect
and did not alleviate the dendritic alterations, indicating a specific
role for DGCRS (Figure 5B). We also tried to rescue the neuronal
cell death induced by expression of expanded CGG RNA
repeats by transfecting either miR-124, miR-9 or miR-125, which
are important miRNAs for neuronal cell function, but we failed to
observe a full rescue, suggesting that more than one miRNA is

expressing 60 CGG repeats (CGG, n = 3). DLEUZ is the host gene of pri-miR-16-1, CTDSPL of pri-miR-26a1, ABLIM2 of pri-miR-95, SKA2 of pri-miR-454, and

TLN2 of pri-miR-190. Error bars indicate SD.

(H) Quantitative RT-PCR analysis of the expression of mature miRNAs relative to U6 snRNAs in GFP-positive FACS-isolated GT17 neuronal cells cotransfected
with a plasmid expressing GFP, a plasmid expressing 60 CGG repeats, and either a vector expressing Flag-tagged wild-type (WT) DGCR8 or mutant (mut)

DGCRS8, deleted for its double-stranded RRM. Error bars indicate SD.
***p < 0.001; *p < 0.01; *p < 0.1.
See also Figure S3.
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Figure 5. DGCR8 Is Sufficient to Rescue
Expanded CGG Toxicity

(A) Primary cultures of cortex neurons from
E18 mouse embryos were cotransfected with
a plasmid expressing GFP, a vector expressing
either no or 60 CGG repeats, and a plasmid ex-
pressing either a Flag-tagged wild-type DGCR8 or
a mutant Flag-DGCR8 deleted for its double-
stranded RRM. Neurons were analyzed 24 hr
after transfection by RNA FISH using a CCGgx-Cy3
DNA probe coupled to IF using an antibody
directed against the FLAG tag. Magnification,
360x. Magnification of the insets, 2,500x. Scale
bars, 20 um.

(B) Quantification of the number of dendritic
branchpoints of individual neurons transfected as
in (A). Error bars indicate SD.

(C) Cell viability (tetrazolium) assay of neuronal
GT17 cells transfected for 24 hr with a plasmid
expressing either 200 CUG repeats or 20, 40, or
60 CGG repeats alone, or 60 CGG repeats plus
a plasmid expressing either GFP-SAM68, Flag-
DICER, Flag-DROSHA or Flag-DGCR8. Error bars
indicate SD.

***p < 0.001; **p < 0.01.

Magnification

B
g 10 o sk E
S 8
g o
[ \Z & A N N
T
000 XY O &
NN NG &
60-\" +x XQ
OO S
o” 0O 3
e
¢
OC?

probably necessary to restore normal neuronal functions. Next,
we tested whether DGCR8 can also rescue the neuronal cell
death caused by expressing expanded CGG repeats. Transfec-
tion of a plasmid expressing 60 CGG repeats in neuronal GT17
cells resulted in a 50% decrease of the cell viability, whereas
expression of either expanded CUG repeats or 20-40 control
CGG repeats was not toxic (Figure 5C). Importantly, the overex-
pression of DGCR8 alone or of DGCR8 plus DROSHA alleviated
the cell death due to the expanded CGG repeats (Figure 5C). As
a control, transfection of control plasmids expressing either
DROSHA alone, DICER or SAM68 had no or little effect. Similar
results were obtained in COS7 cells (Figure S4C). Overall, these
results suggest that a reduced quantity of free DROSHA and
DGCRS is the principal cause of the decreased dendritic com-
plexity and reduced cell viability observed in neuronal cells ex-
pressing pathogenic-expanded CGG repeats.

DISCUSSION
Our results suggest a model for the cellular dysfunction induced
by the expanded CGG repeats present within the 5 UTR of the

FMR1 mRNA. Expanded CGG repeats form a double-stranded
RNA hairpin (Sobczak et al., 2003; Zumwalt et al., 2007; Kumar
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See also Figure S4.

et al,, 2011; Kiliszek et al., 2011), which
mimics the structure of pri-miRNAs
recognized by DGCR8 (Zeng and Cullen,
2005; Han et al., 2006). We propose that
DGCRS8 interacts with the expanded
pathogenic CGG repeats located within
the 5 UTR of the FMR1T mRNA, thus
sequestering itself and its partner,
DROSHA (Figure 6). As a consequence,
the level of free DROSHA-DGCR8 microprocessor is decreased,
reducing the expression of mature miRNAs and ultimately result-
ing in neuronal cell dysfunction and degeneration. In that aspect,
our work is reminiscent of the abnormal miRNA biogenesis
and phenotypic abnormalities caused by the genetic haploinsuf-
ficiency of Dgcr8 in the 22g11-deletion mouse model (Stark
et al., 2008; Fénelon et al., 2011; Schofield et al., 2011).

A DROSHA-DGCRS titration model has several predicted
consequences for FXTAS pathology. First, a model based on
DGCRS8 titration predicts that the expansion of CGG repeats
must exceed a minimal threshold size to accommodate DGCR8
binding (Zeng and Cullen, 2005; Han et al., 2006). This is con-
sistent with the CGG repeat dependence of clinical involve-
ment and degree of severity observed in patients with FXTAS
(Tassone et al., 2007; Hoem et al., 2011), in whom it is estimated
that “normal” CGG polymorphic repeat lengths are below 40
repeats, “gray zone” alleles contain 40-55 repeats, and patients
with FXTAS are defined by premutation alleles containing 55—
200 CGG repeats. Second, we observed that miRNA expression
was decreased but not fully abolished, which is consistent with
a partial and progressive sequestration of DROSHA-DGCR8
and, consequently, a progressive worsening of the disease
symptoms. Third, previous studies have identified various
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Figure 6. Model of DROSHA and DGCRS8 Titration by Expanded CGG
Repeats

Expanded CGG repeats fold into a double-stranded RNA hairpin that recruits
DGCRS, resulting in the titration and immobilization of DROSHA and DGCR8.
The reduced levels of free DROSHA and DGCRS8 available to normally process
pri-miRNAs into pre-miRNAs result in reduced levels of mature miRNAs, and
ultimately, in neuronal cell dysfunctions.

proteins (e.g., PURa, hnRNP A2/B1, SAM68, etc.) as candidates
for transduction of the CGG-expanded repeat toxicity (Iwahashi
et al., 2006; Jin et al., 2007; Sofola et al., 2007; Sellier et al.,
2010). However, the presence of cytoplasmic inclusions recruit-
ing PURa. in fly, but not in mammalian neuronal cells expressing
expanded CGG repeats, raises the question of the superimposi-
tion of two different pathological mechanisms in Drosophila: one
involving PURa in cytoplasmic inclusions, and another involv-
ing the sequestration of specific RNA-binding protein(s) by
the expanded CGG repeats within nuclear aggregates. Such
superimposition of pathogenic mechanisms may explain why
overexpression of Pasha has no evident rescue effect in CGG-
transgenic Drosophila, whereas expression of DGCR8 rescues
the toxicity induced by expression of expanded CGG repeats in
primary cultures of mouse neurons. Also, this superimposition
model would explain the presence of ubiquitin-positive aggre-
gatesthat do not colocalize with CGG RNA aggregates in knockin
mouse models expressing expanded CGG repeats, as well as
the recent report that only a subset of miRNAs is mis-regulated
in Drosophila expressing expanded CGG repeats (Tan et al.,
2012). Whether such a superimposition of pathological mecha-
nisms also exists in patients with FXTAS remains an open ques-
tion, yet to be determined. Finally, we found previously that
SAMG68 is sequestered within CGG RNA aggregates and that
SAM68 rescues some of the splicing alterations observed in
CGG-expressing cells (Sellier et al., 2010). However, we now
show that the sequestration of SAM68 into CGG RNA aggre-
gates requires DGCR8 and that restoration of SAM68 function
is not sufficient to recover all normal neuronal cell functions. By

contrast, expression of DGCR8 alone is sufficient to restore to
normal both the dendritic morphological abnormalities and the
loss of neuronal viability induced by expression of pathogenic-
expanded CGG repeats in cultured mouse neurons.

In conclusion, this work raises the possibility that other human
diseases could operate through a similar sequestration mecha-
nism, provided that the mutant RNA forms a secondary structure
that is recognized by the double-stranded RNA-binding protein,
DGCRS8. An appealing hypothesis in light of the recent finding that
noncoding RNAs exceed coding transcripts by more than 5-fold
and that an increasing number of potentially structured G-rich
expanded repeats are found associated with pathologies, such
as the expanded CCGGGG repeats in the C9ORF72 gene that
cause ALS-FTD (Dedesus-Hernandez et al., 2011). The current
observations should also facilitate the development of novel
model systems to better understand the molecular and cellular
mechanisms underlying FXTAS. Finally, from the perspective of
FXTAS treatment, identification of a key interaction between
DGCRS8 and the expanded CGG repeats represents an attractive
target for therapeutic intervention. Indeed, if DROSHA and
DGCR8 are sequestered, they are nevertheless present and
potentially functional; hence, a strategy based on CGG-anti-
sense oligonucleotides or pharmacological compounds (Disney
et al., 2012) able to release the trapped DGCR8 would presum-
ably return to normal the expression of miRNAs altered in FXTAS.

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Nano-LC-MS/MS Analysis

Nuclear extract was prepared from mouse brain as described by Dignam et al.
(1983). A total of 300 pg of nuclear extract was passed over an in-vitro-tran-
scribed and -biotinylated RNA (Biotin 11 CTP; PerkinElmer) bound to strepta-
vidin-coated magnetic beads (Dynabeads M-280 streptavidin; Invitrogen) in
the presence of 20 mM HEPES, 300 mM NaCl, 8 mM MgCl,, 0.01% NP40,
1 mM DTT, and protease inhibitor (PIC; Roche). The magnetic beads with
immobilized RNA and its bound proteins were washed three times with the
binding buffer, and bound proteins were eluted by boiling 3 min in the
sample buffer prior to 4%-12% SDS-PAGE (NuPAGE 4%-12% bis-Tris Gel;
Invitrogen) separation and silver staining (SilverQuest; Invitrogen). The protein
bands were excised, digested, and identified using NanoESI_lon Trap (LTQ
XL; Thermo Fisher Scientific).

Cell Cultures and Transfections

Primary cortical neurons were prepared from C57BI/6 mouse embryos at E18
and grown on polylysine-coated 24-well plates in neurobasal medium (NBM)
supplemented with 1xB27, 0.5 mM L-glutamine, and 100 1U/ml penicillin/
streptomycin at 37°C with 5% CO,. Neurons were transfected at day 7 with
Lipofectamine 2000 (Invitrogen) in 400 pl NBM. Medium was replaced after
3 hr with a 1:1 (v:v) mixture of conditioned and fresh NBM. After 30 hr, the
neurons were fixed for FISH/ IF. COS7 cells were cultured in Dulbecco’s
modified Eagle’s medium (DMEM), 10% fetal bovine serum, and gentamicin
at 37°C in 5% CO,. PC12 cells were cultured in DMEM, 10% horse serum,
5% fetal calf serum, and penicillin at 37°C, 5% CO,. GT17 cells were grown
in 10% fetal bovine serum, gentamicin, and penicillin at 37°C in 5% CO, and
transfected 24 hr after plating in DMEM and 0.1% fetal bovine serum to block
cell divisions, using either FUGENE HD (Roche) for COS7 cells or Lipofect-
amine 2000 for PC12 or GT17 cells. For RNA FISH/IF, GT17 cells were plated
in 24-well plates on glass coverslips precoated with a solution of 1% collagen
type | (BD Biosciences).

RNA FISH Combined with IF

Patients with FXTAS have been described previously (case 6, 7, and 9 of
Greco et al., 2006). Mouse or human brain sections were deparaffinized
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two times for 20 min in Histosol Plus (Shandon) and dehydrated as follows:
twice in ethanol 100% (5 min), twice in ethanol 95% (5 min), once in ethanol
80% (5 min), once in ethanol 70% (5 min), and rinsed in PBS before RNA
FISH. Glass coverslips containing plated cells or brain sections treated as
described above were fixed in cold acetone during 20 min at —20°C and
washed three times with PBS. The coverslips or slides were incubated for
10 min in PBS plus 0.5% Triton X-100 and washed three times with
PBS before prehybridization in 40% DMSO, 40% formamide, 10% BSA
(10 mg/ml), 2x SCC for 30 min. The coverslips or slides were hybridized
for 2 hr in 40% formamide, 10% DMSO, 2x SCC, 2 mM vanadyl! ribonucle-
oside, 60 pg/ml tRNA, and 30 pg/ml BSA plus 0.75 pg (CCG)8x-Cy3 DNA
oligonucleotide probe (Sigma-Aldrich). The coverslips or slides were washed
twice in 2x SCC/50% formamide and twice in 2x SCC. Following FISH, the
coverslips or slides were washed twice successively in 2x SCC/50% form-
amide, in 2x SCC, and in PBS. The coverslips or slides were incubated 2 hr
with primary antibody against Drosha (1:100 dilution, AB12286; Abcam) or
DGCR8 (1:100 dilution, HPA019965; Sigma-Aldrich). Slides or coverslips
were washed twice with PBS before incubation with a goat anti-rabbit
secondary antibody conjugated with Alexa Fluor 488 (1:500 dilution; Thermo
Fisher Scientific) for 60 min, incubated for 10 min in 2x SCC/DAPI (1:10,000
dilution), and rinsed twice in 2 x SSC before mounting in Pro-Long media
(Molecular Probes). Slides were examined using a fluorescence microscope
(Leica), and identical exposure or microscope setting was used for control or
FXTAS brain section analyses.

Quantitative Real-Time PCR

Total RNA from cells or patient brains, the latter obtained under approved IRB
protocols (University of California, Davis), was isolated by TriReagent (Molec-
ular Research Center). cDNAs were generated using the miScript Il RT Kit
(QIAGEN) for quantification of miRNAs or the Transcriptor High Fidelity
cDNA Synthesis Kit (Roche Diagnostics) for quantification of mMRNAs. gPCR
of miRNAs was realized using the miScript Primer Assay (QIAGEN) and
miScript Sybr Green PCR Kit (QIAGEN) in a LightCycler 480 (Roche) with
15 min at 94°C followed by 50 cycles of 15 s at 94°C, 20 s at 55°C, and 20 s
at 72°C. U6 snRNA was used as standard. gqPCR of mMRNAs was realized using
the LightCycler 480 SYBR Green | Master (Roche) in a LightCycler 480 with
15 min at 94°C followed by 50 cycles of 15 s at 94°C, 20 s at 58°C, and 20 s
at 72°C. The primers are listed in Table S1. RPLPO mRNA was used as stan-
dard, and data were analyzed using the LightCycler 480 analysis software
(2ACt method).

For additional details, please see the Extended Experimental Procedures.

SUPPLEMENTAL INFORMATION

Supplemental Information includes Extended Experimental Procedures, four
figures, and two tables and can be found with this article online at http://dx.
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EXTENDED EXPERIMENTAL PROCEDURES

Constructs

Plasmids expressing 20, 40 or 60 CGG repeats were constructed by ligation of oligonucleotides containing 20 CGG repeats in
pcDNABS.1 digested by Afl2/Xba1. Ectopic pri-miR-124-2, pri-mir-125-b1, pri-miR-26-a1, pri-miR-146 and pri-miR-206 were ob-
tained by PCR on genomic human DNA and cloned into pcDNAS.1 digested by BamHI and Xbal. HIS-DGCR8A corresponding
to amino acid 505 to 706 was obtained by PCR on FLAG-DGCR8 and cloned into pet28a digested by Ndel and Hindlll. Flag
tagged wild-type or mutant DGCR8, deleted for its double stranded RRM (DG 1-483), were kind gift of Prof. Narry Kim (University
of Seoul).

In Vitro RNA Transcription

Plasmids containing expanded CGG repeats and pri-miRNA were linearized by Xbal and 100ng were radioactively labeled by run-
off in vitro transcription using T7 transcription kit (Ambion) supplemented with 1.0 ul of aP32-ATP (800 Ci/mol; PerkinElmer,
Waltham, MA),. Non-labeled transcripts were synthesized using the Megascript T7 kit (Ambion). Plasmid containing expanded
CUG repeats (CUG 95x, gift from Joelle Marie) was linearized by Hindlll and transcribed using the Megascript SP6 kit (Ambion).
After transcription, 1 unit of DNase | (Invitrogen, Carlsbad, CA) was added, and the sample was incubated for additional 30 min
at 37°C. Transcribed RNAs were then purified by gel electrophoresis on a denaturing 6% polyacrylamide gel. The RNAs were iso-
lated and extracted into 300 mM NaCl by tumbling overnight at 4°C. The resulting solution was concentrated with 2-butanol, and
the RNA was ethanol precipitated. The RNAs were then resuspended in 50 ul of NANOpure water and quantified with LS-6500
counter (Beckman).

Recombinant Protein Production and Purification

E. coli BL21(RIL) pRARE competent cells (Invitrogen) were transformed with pet28a-DGCRB8A (containing amino acids 505 to 706 of
human DGCRS8), grown at 37°C in 400 ml of LB medium supplemented with Kanamycin until OD600 = 0.5, 0.5 mM IPTG was added
and the culture was further incubated 4 hr at 30°C. Harvested cells were sonicated in 50 mM Tris-Cl pH 7.5, 300 mM NaCl, 5% glyc-
erol, 1 mM DTT, 5 mM EDTA, centrifuged 20 min at 20000 g and recombinant HIS-DGCR8A protein was purified using HIS-Kits
(Novagen).

Gel Shift Assays

1.0 pl of labeled RNA was annealed in binding buffer (BB, 50 mM Tris-HCI (pH 7.0), 75.0 mM NaCl, 37.5 mM KClI, 5.25 mM DTT,
0.1 mg/mL BSA, 0.1 mg/mL Bulk tRNA) at 90°C for 5 min. and allowed to cool to room temperature by placing on a bench top. After
cooling, MgCl, and RNAsin were added to a final concentration of 7.5 mM and 0.4 U/uL respectively. DGCR8A protein was then
added to the above solution and the mixture was incubated on ice for 20 min. The solution mixture was supplemented with 2 pl
of 6X loading buffer (6X LB, 40% (v/v) glycerol, 0.125% (w/v) Bromophenol Blue, and 0.125% (w/v) Xylene cyanol) and was loaded
onto a non-denaturing 3.0% (w/v) polyacrylamide gel (acrylamide/bisacrylamide, 29:1, w/w) containing 0.5% agarose made in 0.5X
TBE (1XTBE is 90 mM Tris-base, 89 mM Boric acid and 2 mM EDTA (pH 8.0)), which had been pre-electrophoresed at 110V for 1 hr at
room temperature. The gel was electrophoresed at 110 V at room temperature for 30 min. The gel was then dried and exposed to
a phosphorimager screen and imaged using a Typhoon 9410 variable mode imager. Competition assays were performed with adding
a10, 30, 100, 300, 900-fold excess of non-radioactively labeled RNA containing either 60 CGG repeats or 100 CUG repeats. The data
were fit to the following equation: y = min+((max-min))/(1+(x/ICso) "'°P®)) where y is the percentage of RNA bound to DGCRS, x is the
concentration of DGCR8, min and max are the minimum and maximum percentage of RNA bound to DGCR8 (0%-100%) and ICsq is
the concentration where 50% of maximum binding is achieved.

UV-Crosslinking Assays

0.5 to 1 pg of recombinant HIS-DGCRS8A protein was incubated 15 min at 30°C with 10,000 cpm of radiolabed transcript and, if indi-
cated, non-labeled transcript in 10 ul of 100 mM NaCl, 20 mM HEPES, 8 mM MgCl,, 0.1 mg/ml BSA, 0.1 mg/ml heparin and 0.5 mM
DTT. Reactions were transferred on parafilm and irradiated 5 min, on ice, at 2.5 cm of a UV lamp (Vilberloumat VL-100C). 1 ug of
RNase A1 was added and incubated 30 min at 37°C. RNA-protein complexes were resolved on 10% SDS-PAGE, coomassie labeled
and analyzed using BAS-MS imaging plate (Fuji) and Typhoon 8600 imager (Molecular Dynamics).

Western Blotting Analysis

Proteins were denatured 3 min at 95°C, separated on 7 or 10% SDS-PAGE gel, transferred on nitrocellulose membranes (Whatman
Protan), blocked with 5% non-fat dry milk (NFM) in Tris Buffer Saline buffer (TBS), incubated with rabbit anti-DGCR8 (Proteintech
10996-1-AP), anti-Drosha (Abcam AB12286), or mouse anti-GAPDH (Abcam AB8245) in TBS-5% NFM, washed 3 times and incu-
bated with Donkey-anti-rabbit Peroxidase antibody (Jackson Immunoresearch, 1:10000) 1 hr in TBS-5% NFM, followed by autora-
diography using the ECL chemoluminescence system (ThermoFisher).
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Northern Blotting Analysis

COS7 cells were co-transfected with pcDNA3.1 containing ectopic pri-miRNA and pcDNAS3.1 expressing expanded CGG or CUG
repeats using FugenHD reagent (Roche). 24 hr after transfection, total RNA was isolated by TriReagent (Molecular Research Center),
DNasel treated, phenol-chloroform extracted and ethanol precipitated. 40 ug of total RNA were electrophoresed on a 12% polyacryl-
amide 8M urea gel in 1 X TBE, transferred on Hybond N+ nylon membrane (Amersham Biosciences), cross-linked 4 min (Viberloumat
VL-100C), pre-hybridized 90 min at 42°C in SSPE 6x, SDS 0.1%, Denhardt 2x, hybridized over night at 42°C with 50 ng of antisense
yP®-ATP labeled probe, washed 3 times in SSPE 6x, SDS 0.1% and revealed using BAS-MS imaging plate (Fuji) and Typhoon 9600
imager.

Drosophila Lifespan Assay

All Drosophila experiments were performed on standard food in 25°C incubators unless otherwise noted. The flies used were as
follows: UAS-(CGG)90-eGFP (kindly provided by Peng Jin®'"'3) gene switch Tubulin-Gal4 (Tub5-Gal4) driver flies (kindly provided
by Scott Pletcher). Pasha RNAi (P{TRiP.JF02062}attP2,line 26293) and Drosha RNAI (P{TRiP.JF02784}attP2, line 27704) lines were
obtained from Bloomington Drosophila Stock Center and knockdown was confirmed by gRT-PCR. Flies with desired genotypes were
collected within 0-3 days after eclosion, then were transferred to standard fly food containing 200 uM RU486 without yeast granules.
The flies were transferred to fresh food with drug every 5 days. Each genotype started with 4 vials of 25flies/vial (2 vials of males and 2
vials of females) and the survival was determined daily until all flies were dead. As male and female flies demonstrated similar survival
patterns, the results from the 4 vials were pooled and plotted as survival curve. The genotypes of the flies used in the study were as
follows: control: Tub5-Gal4/+. SiPasha: Tub5-Gal4/+; P{TRiP.JF02062}attP2/+. CGG 90X: UAS-(CGG)90-eGFP/+; Tub5-Gal4/+.
CGG 90X + siPasha: Tub5-Gal/+; P{TRiP.JF02062}attP2/Tub5-Gal4. SiDrosha: Tub5-Gal4/+; P{TRiP.JF02784}attP2/+. CGG
90X +siDrosha: Tub5-Gal4/+; P{TRiP.JF02784} attP2/Tub5-Gal4. Further method information can be found in PLoS Genet. 2010
Dec 9;6(12):e1001240. Histone deacetylases suppress CGG repeat-induced neurodegeneration via transcriptional silencing in
models of fragile X tremor ataxia syndrome. Todd PK, Oh SY, Krans A, Pandey UB, Di Prospero NA, Min KT, Taylor JP, Paulson HL.

Oligonucleotides
Cloning
Restrictions sites are underlined:

miR-26-a2 FW: AAAGGATCCACTAGTCCAGTGTGGTGGA
miR-26-a2 REV: AAATCTAGACTCGAGCAGGCTTCCAATG
miR-124-1 FW: AAAGGATCCAAGGATGGGGGAGAaACAAA
miR-124-1 REV: AAATCTAGATTGCATCTCTAAGCCCCTG
miR-124-2 FW: AAAGGATCCTAGGCGTGTGCTGTAAATG
miR-124-2 REV: AAATCTAGACGAACACTAGGTTGCTTCC
miR-146-b FW: AAAGGATCCGGAACTCCTGTCCATTTCC
miR-146-b REV: AAATCTAGATGCATGCTCGAGGAAGTTG
Pri-miRNA Quantification
Pri-454 FWD: CTGATTTCCAAGGCTTCCAG
Pri-454 REV: TGATAGGGTTCTAGGATCTGGTG
Pri-26-1 FWD: ATCCTGGCTGTGCTGTGATA
Pri-26-1 REV: CCCGTGCAAGTAACCAAGA
Pri-190 FWD: ATCGGAGTTGCTGCAAAAGT
Pri-190 REV: TATTAGGAACCCCCGGAGAC
Pri-220 FWD: GACACCAGGTGGTTGAGGTC
Pri-220 REV: GAGGCCTAGAACTGCGACTG
Pri-32 FWD: CATTTGCAATTGGGTTTTCA
Pri-32 REV: ATTGCATTGAGGCCGTGAC
Pri-590 FWD: GTGCACGCTGTCTTGTGAGT
Pri-590 REV: GCTGCATGTTTCAATCAGAGAC
mRNA Quantification
DLEU2 FWD: GCAGAGAACCAATTCTGGAG
DLEU2 REV: AAAGGTAAGAATTGCTGAGCTA
ABLIM2 FWD: GCAGAGAACCAATTCTGGAG
ABLIM2 REV: AAAGGTAAGAATTGCTGAGCTA
TLN2 FWD: AGACATCATCACCTGAAGAAT
TLN2 REV: GCCGTCAACATATCTGACAC
CTDSPL FWD: TTTCCTTGCTGCTACCG
CTDSPL REV: GAGGCTGCAATGGGATG
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FAM33 FWD: ATCTCACGTGCCAGATTTAT
FAM33 REV: TCCAGTCATTGAAGCCAAAC
RPLPO FWD: GAAGTCACTGTGCCAGCCCA
RPLPO REV: GAAGGTGTAATCCGTCTCCA
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Figure S1. Proteins Binding and Localizing with Expanded CGG Repeats, Related to Figure 1

(A and B) Proteins found to associate preferentially with expanded (60x) CGG repeats by nanoLC-MS/MS were tested for co-localization with aggregates of CGG
repeats in COS7 cells transfected with a PCDNA3.1 plasmid expressing either no (CTL) or 60 CGG repeats and were analyzed 24 hr later by RNA FISH using
a CCGg,-Cy3 DNA probe followed by immunofluorescence against the protein of interest. Note that PRP3 or ZC3HA are naturally localized in speckles nuclear
structures (A); while the other protein tested present diffuse nucleoplasmic localizations (B). Nuclei are labeled by DAPI staining. Magnifications, 630x.
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Figure S2. DROSHA and DGCRS8 Associate Specifically with Expanded CGG Repeats and Recruit SAM68, Related to Figure 2

(A) Gel-shift quantification demonstrates similar binding of purified recombinant HIS-tagged DGCRSA to in vitro radioactively labeled pri-Let-7-a2, pri-miR-124-2
or to 60 CGG repeats RNAs.

(B) UV-cross-linking binding assays of 0.5 ug of His-DGCR8A with 10,000 CPM of uniformly [«—32P] internally labeled in vitro transcribed pri-miR-124-2, pri-miR-
125-b1, CGG 20x, 40x or 60x RNAs.

(C) Depletion of either DROSHA or DGCRS8 reduces the recruitment of SAM68 within CGG RNA aggregates. Left panel, RNA FISH using a CCG8x-Cy3 DNA probe
coupled to immunofluorescence using an antibody directed against SAM68 (santacruz SC333, 1/100) of COS7 cells co-transfected 24 hr with a plasmid ex-
pressing 60 CGG repeats and a siRNA directed against either the luciferase (siCTL), DGCR8 (5'-AACAUCGGACAAGAGUGUGAUTT-3’) or DROSHA (5'-
AACGAGUAGGCUUCGUGACUUTT-3'). Nuclei are labeled by DAPI staining. Magnifications, 630x. Scale bars, 10 um. Right upper panel, quantification of
SAMB8 colocalization within CGG aggregates. Right middle and lower panel, Western blotting against either DROSHA (Abcam AB12286) or DGCR8 (ProteinTech
10996-1-AP) demonstrate the efficiency of siRNA depletion of DROSHA or DGCR8.

(D) Co-immunoprecipitation assays demonstrate binding of SAM68 to DROSHA-DGCRS. Left panel, COS7 cells were co-transfected with a plasmid expressing
either Flag-tagged DGCRS8 or Flag-GFP (negative control) and total protein extract was immunoprecipitated using an antibody directed against the Flag tag in
presence of RNase A, 150 mM NaCl, 20 mM HEPES, 2 mM MgCI2, 1 mM DTT. Immunoprecipitated proteins were tested for presence of SAM68 by Western
blotting (santacruz SC333, 1/100). Right panel, identical experiment performed with a plasmid expressing either Myc-tagged DROSHA or Myc-tagged GFP as
control.

(E and F) RNA FISH against CGG repeats, coupled to immunofluorescence against DROSHA or DGCR8, on brain sections (hippocampal area) of KI mouse
expressing either control 8 CGG repeats or expanded 98 CGG repeats. Nuclei are labeled by DAPI staining. Magnifications, 630x. Scale bars, 10 um.

(G) UV-crosslinking assays demonstrate preferential binding of DGCR8 to expanded CGG repeats compared to expanded CUG repeats. 1 g of purified re-
combinant HIS-tagged DGCR8A was incubated with in vitro radioactively labeled RNA containing either 20 CUG repeats, 100 CUG repeats, 20 CGG repeats or
100 CGG repeats in 150 mM NaCl, 20 mM TRIS PH7.5, 8 mM MgClI2; exposed to UV 254nm light, treated with RNases and separated on SDS page. Upper panel,
phosphorimager exposition. Lower panel, coomassie staining.

(H) 300 pg of nuclear proteins extracted from whole wild-type mouse brain were captured on streptavidin resin coupled to biotinylated in vitro synthetized RNA
composed of 100 CUG repeats or of 60 CGG repeats, washed with 300 mM NaCl, 20 mM HEPES, 2 mM MgClI2, eluted, separated on SDS gel and analyzed by
Western blotting using antibodies against DROSHA (Abcam AB12286) or against DGCR8 (ProteinTech 10996-1-AP).

(I) RNA FISH coupled to immunofluorescence analyzes demonstrate preferential recruitment of DROSHA and DGCR8 within CGG RNA aggregates compared to
CUG or AUUCU RNA aggregates. COS7 cells were transfected with a plasmid expressing either no repeats (CTL), 60 CGG repeats, 960 CUG repeats or 360
AUUCU repeats and analyzed 24 hr after transfection by RNA FISH using a CCG8x- or CAG8x- or TAAGA8x-Cy3 DNA probe coupled to immunofluorescence
using an antibody directed either against DROSHA (Abcam AB12286). Nuclei are labeled by DAPI staining. Magnifications, 630x. Scale bars, 10 um.

(J) RNA FISH coupled to immunofluorescence analyzes on transfected cells similarly as panel (I), but immunofluorescence was performed using an antibody
directed against DGCR8 (Sigma HPA019965).

CGG
i
CGG

60x

960x
AUUCU CUG
960x

AUUCU CUG
360x

360x

Cell Reports 3, 869-880, March 28, 2013 ©2013 The Authors S5

Cel

PRESS

Open

ACCESS



ell

PRESS

Open

ACCESS

A 5
ok AL
00% \‘“\% CGG 60x CUG 100 CGG 60x CUG 100
s T =)
T+ DROSHA + DGCRS . oo+ o+ | + o+ 4 4+ + +pimR-125 + + + + + + + + + + + + pricmiR-124
@ = = |en w w= o= o= ==DGCR3 --
ri-miR-125 - e &% & & & & & DGCRS
W« pre-miR-125 e s e | e et e ot DG CRY "t e e e s v | [t e et s DG CRB
‘Coomassie Coomassie
oo e
w5 End i B
Ul fies ikilinnire
% of binding % of binding
C D S o S
o o o
CGG 60x CGG 60x CGG 60x & & &
_—— cTL_—1 )
& & & 8 gpri-mR - -~ «pri-miR ! L - «pri-miR - e qPri-miR «pri-miR -apri-miR
<pre-miR «pre-miR
e B <pre-miR «pre-miR S mesapre-miR . e wpre-miR
. '1m\RNA - © «miRNA «miRNA — % «miRNA i MiRNA - iRNA
pri-miRNA-26 pri-miRNA-146 pri-miRNA-206 pri-miRNA-124 pri-miRNA-146 pri-miRNA-206
as0
E 200 F 300
i O sicTL % O sicTL
150 B siDGCR8 150 B siDGCR8
100 o® 100 o0
S 2
< 50 < 50
g ' DGeRs H DGCR8
E - - E = -
\'5'5 SR e '1'526%1@ %’5(9\'\5 * GAPDH \%’57\9’5 o s’% c,’\ N R BeAS S 18 “ GAPDH
@\"‘@"“% « «‘«\‘*% RN GT17 & @3’“‘2~ S RN cos7
G H |
et et
OdctL Il CGG 60x
Il CGG 60x [l CGG 60x
. -+ 100
© 500
3 400
< 50 300 50
z 200
E 100
0 0 0
L 9 15 16 29 95 134 138 146 190 454 491I |26 032 190 220 454 590I 877 1224 1225 1226
mature miRNA- pri-miRNA- miRtrons-
J K N
9
OCTL B CGG 60x & OO
O O

o
S

B B occrs
& & prosHA

- W GAPDH

mRNA/RPLPO
g

0
DROSHA DGCRS8

Figure S3. Expanded CGG Repeats Alter the Biogenesis of Pri-miRNAs, Related to Figure 3

(A) In vitro processing assay of 10000 CPM of in vitro synthetized and radioactively labeled RNA containing either 60 CGG repeats or pri-miR-125-b1 in presence
of immunoprecipitated Flag-DROSHA and Flag-DGCR8 from transfected HEK293 cells.

(B) Upper panel, UV-cross-linking binding of 0.5 ug of His-DGCR8A to 10,000 CPM of uniformly [o.—32P] internally labeled in vitro transcribed pri-miR-125-b1 (left
panel), or to pri-miR-124-2 (right panel) was competed by increasing amounts (0.4, 0.8, 2.5, 5 and 10 uM) of unlabeled RNA containing 100 CUG or 60 CGG
repeats. Middle panel, equal loading was verified by Coomassie staining. Lower panel, quantification of DGCR8 binding to pri-miRNA-124 or pri-miRNA-125.
Error bars indicate standard deviation.

(C) 20 pg of total RNA extracted from COS?7 cells co-transfected with a plasmid expressing pri-miR-26, pri-miR-146 or pri-miR-206 and increasing amounts of
a plasmid expressing 60 CGG repeats were analyzed by northern-blotting using a miR-26, a miR-146 or a miR-206 yP*2-labeled antisense probe.

(D) Northern-blotting analyses of transfected cells as in panel C but using a plasmid expressing pri-miR-124, pri-miR-146 or pri-miR-206 and either a plasmid
expressing no repeats (CTL) or 200 CUG repeats.

(E) GT17 neuronal cells were transfected 24 hr with a siRNA directed against either the luciferase (siCTL) or against DGCR8 (5'-AACAUCGGACAAGAGUGU
GAUTT-3). Left panel, quantitative RT-PCR of miRNAs relative to U6 snRNA. Error bars indicate standard deviation. Right panel, Western blotting against DGCR8
(ProteinTech 10996-1-AP) demonstrates the efficiency of siRNA depletion. Note that most of miRNAs were down-expressed upon DGCR8 depletion, and that
only a minority (~10) of miRNAs, which is shown here, was upregulated.

(F) Similar to panel E, but COS7 cells were transfected 24 hr with a siRNA directed against either the luciferase (siCTL) or against DGCRS8.

(G-1) Quantitative RT-PCR of RNA extracted from COS7 cells transfected 24 hr with a plasmid expressing either no (CTL) or 60 CGG repeats. Quantities of
miRNAs (G), pri-miRNAs (H) and mirtrons (1) are relative to U6 snRNA. Error bars indicate standard deviation.

(J) COS7 cells were transfected 24 hr with a plasmid expressing either no (CTL) or 60 CGG repeats and expressions of DROSHA and DGCR8 mRNAs were
quantified by RT-gPCR. Quantities of DROSHA and DGCR8 mRNAs are relative to RPLPO. Error bars indicate standard deviation.

(K) Similar to panel J, but expression of DROSHA or DGCR8 was quantified by Western blotting (DROSHA: Abcam AB12286; DGCR8: ProteinTech 10996-1-AP).
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Figure S4. Pasha or Drosha Depletion Aggravates CGG Toxicity in Fly, Related to Figure 5

(A) Adult Drosophila expressing a Tubulin Geneswitch driver alone (control), with uas-(CGG)90eGFP (CGG 90x), uas-Pasha RNAI (siPasha), or both were
transferred to food containing RU-486 to activate expression of the ubiquitous driver at 0-3 days post eclosion. Data is expressed as % survival over days. N =
100/genotype.

(B) Adult Drosophila expressing a Tubulin Geneswitch driver alone (control), with uas-(CGG)90eGFP (CGG 90x), uas-Drosha RNAI, or both were transferred to
food containing RU-486 to activate expression of the ubiquitous driver at 0-3 days post eclosion. Data is expressed as % survival over days. N = 100/genotype.
(C) COS7 cells were co-transfected with a plasmid expressing either 200 CUG repeats, 20 CGG, 40 CGG, 60 CGG or 65 CGG repeats alone, or 60 or 65 CGG
repeats plus a plasmid expressing either GFP (CTL), GFP-SAM68, FLAG-DICER, FLAG-DROSHA and/or FLAG-DGCR8. Cell viability was quantified 24 hr after
transfection using the tetrazolium salt/formazan method (CellTiter 96 AQueous One Solution, Promega). Error bars indicate standard deviation.
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Les dystrophies myotoniques de type 1 et de type 2 se distinguent par la séquence, la
taille et le type de répétitions. En effet, les DM1 sont dues a des expansions de 100 a plusieurs
milliers de répétitions CTG, alors que les DM2 sont dues a plusieurs dizaines de milliers de
répétitions CCTG. De plus, ces maladies se distinguent également par la sévérité de leurs
symptomes. Ainsi, les symptomes de la DM2 sont globalement moins séveéres et plus tardifs
que ceux de la DMI1. Cette observation met en évidence un paradoxe. En effet, si les
symptomes des DM sont dus a une séquestration des protéines MBNL, une augmentation de
la taille des répétitions devrait conduire a une plus grande sévérité. Ainsi, on observe une
sévérité accrue de la forme CDM en comparaison a la forme DMI, mais I’absence de
corrélation entre la taille et la sévérité entre forme DM1 et DM2 remet en question ce modele.
Cette observation suggere donc qu’un mécanisme moléculaire inconnu module la sévérité des
symptomes chez les patients DM1 ou DM2.

Nous avons recherché¢ de nouvelles protéines pouvant lier spécifiquement les
expansions de répétitions CUG ou CCUG. Nous avons ainsi identifi¢ que les facteurs
d’épissage RBFOX1, RBFOX2 et RBFOX3 lient spécifiquement les répétitions CCUG et non
les répétitions CUG. Toutefois, I’absence d’altération d’épissage des ARNm cibles des
protéines RBFOX chez les patients DM2 indiquent que ces protéines ne sont pas séquestrées
par les répétitions CCUG. Nous avons alors recherché quelles pourraient étre les
conséquences du recrutement des protéines RBFOX sur les agrégats d’ARN CCUG. Des
expériences in vitro et in cellulo montrent que RBFOX1 compéte la liaison de MBNL1 aux
répétitions CCUG et allege ainsi la séquestration de MBNLI1. Enfin, la surexpression de
RBFOXI1 dans I’ceil de drosophiles exprimant des répétitions CCUG restaure un phénotype
normal. Ces résultats suggerent que les protéines RBFOX, en chassant les protéines MBNL
des agrégats CCUQG, participent a la moindre sévérité¢ des symptomes des patients DM2.

Ma contribution a ce travail fut d’identifier la présence d’une protéine, RBFOX, liant
spécifiquement les répétitions CCUG et non les ARNs CUG. Puis, j’ai montré par des tests in
vitro que I’interaction de RBFOX avec les répétitions CCUG est spécifique. Enfin, des tests
de liaisons montrent que RBFOX compéte la liaison de MBNL1 aux répétitions CCUG. Ces
résultats suggerent que RBFOX pourrait contribuer a diminuer la quantité de protéines

MBNL1 séquestrées chez les patients DM2.
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ABSTRACT:

Myotonic dystrophy (DM) is the most common muscular dystrophy in adults and the first
recognized example of a RNA-mediated disease, in which mutant RNAs containing expanded
CUG or CCUG repeats sequester the splicing regulator MBNL1 and interfere with the
splicing of other pre-mRNAs. Myotonic dystrophy encompasses two genetically distinct
entities, DM1 and DM2, which are caused by expanded CTG and CCTG repeats, respectively.
An important difference between these two forms is that DM2 follows a more favorable
clinical course than DMI1. A puzzling observation since DM2 is characterized by higher size
of expanded repeats compared to DM1 and which suggests that a yet unknown mechanism
modulates the severity of DM pathologies. Searching for novel RNA binding proteins
involved in DM, we identified that the rbFOX1 and tbFOX2 proteins bind to CCUG (DM2),
but not to CUG (DM1), expanded repeats. Importantly, rbFOX1 competes the binding of
MBNL1 to CCUG expanded repeats and alleviates the sequestration of MBNLI1 from CCUG
RNA aggregates both in vitro and in primary culture of muscle cells from DM2 patients.
Finally, overexpression of tbFOX1 reduces eye degeneration in a novel Drosophila model of
DM2. We propose that rbFOX proteins by releasing MBNL1 from CCUG RNA aggregates,
participate to the lesser severity of DM2 compared to DM1.
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INTRODUCTION

Myotonic dystrophy is the most common adult-onset muscular dystrophy and comprises two
genetically distinct forms. Myotonic dystrophy of type 1 (DMI1) and its severe congenital
form (CDM1) are caused by a CTG-repeat expansion in the 3’ untranslated region of the
DMPK gene'”. In contrast, myotonic dystrophy of type 2 (DM2) is caused by an expansion of
CCTG repeats within the first intron of the ZNF9 (also known as CNBP) gene4. DM
pathologies are RNA gain-of-function diseases caused by the expression of mutant RNAs
containing hundred to thousand of CUG or CCUG repeats that interfere with the splicing of
other pre-mRNAs through dysfunction of two classes of RNA binding proteins™’.
Muscleblind-like 1 and muscleblind-like 2 (MBNL1 and MBNL2) are sequestered within
nuclear RNA aggregates formed by expanded CUG and CCUG repeats®'’, whereas
expression of the CUG-binding protein 1 (CUGBP1) is increased in DM1 heart samples'' and
in DM2 muscle cells'*"*. MBNL1, MBNL2 and CUGBPI are RNA splicing factors, and
alterations of their functional levels in myotonic dystrophic tissues results in reversion to
embryonic splicing patterns for several mRNAs, such as the insulin receptor (/NSR), the
muscle chloride channel (CLCN1), the Amphiphysin2 (BINI) and the muscle calcium channel
CAV1.1 (CACNAILS), contributing to the insulin resistance, myotonia and muscle weakness
observed in DM patients, respectively'*'®.

DM2 closely resembles adult-onset DM1 with autosomal dominant inheritance pattern and
similar clinical features, including progressive muscle weakness, myotonia, cardiac
arrhythmias and conduction defects, posterior subcapsular iridescent cataract, insulin
resistance, hypogammaglobulinemia as well as some cognitive and personality changes'’™>*.
Despite these striking similarities, there are clear differences between DM1 and DM2,
including preferential type 2 muscle fibers atrophy in DM2 versus type 1 muscle fibers
atrophy in DMI1, predominant proximal muscle weakness in DM2 versus distal muscle
weakness in DM 1, muscle and joint pain in DM2 and absence of congenital and childhood-
onset forms of DM2. One further and important distinction is that the clinical course is
usually more favorable in DM2 compared to DM1, with an onset of the disease that occurs
rarely before 40 years and with symptoms considered generally as milder in DM2 compared
to DM, including slower and less severe progression of the disease, reduced severity of the
cardiac involvement, no prominent late weakness of the respiratory, facial and bulbar

muscles, less evocable myotonia and preserved social and cognitive abilities'’>*. Importantly,

these milder features are in contradiction with the average size of expanded repeats being
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higher in DM2 (up to ~11 000 CCUG repeats) than in adult-onset DM1 (up to ~1 000 CUG
repeats). These data suggest the existence of both common and distinct mechanisms involved
in the pathogenesis of DM1 and DM2.

Searching for novel RNA binding proteins that interact with either CUG or CCUG expanded
repeats, we identified that the RNA binding proteins, rtbFOX1 and rbFOX2, bind specifically
to CCUG expanded repeats. The family of rbFOX proteins comprises three members,
rbFOX1 (also named Fox-1, A2BP1, HRNBP1), rbFOX2 (Fox-2 RBM9, Fxh, HRNBP2) and
bFOX3 (Fox-3, NeuN, HRNBP3), which are involved in the regulation of a subset of
alternative splicing events”>*. tbFOX2 is widely distributed, rbFOX1, like MBNLI, is
enriched in skeletal muscle, heart and brain, while tbFOX3 expression is restricted to
neuronal cells. All three rbFOX proteins possess an identical or near-identical RNA-binding
domain, of the RRM type, that recognizes the UGCAUGY consensus sequence. Here, we
demonstrated that the rbFOX1 and rbFOX2 proteins bind specifically to CCUG, but not to
CUG, expanded repeats in vitro, in cellulo and in DM patient muscle biopsies. Next, we found
that rbFOX1 competes the binding of MBNLI1 to CCUG expanded repeats and alleviates the
sequestration of MBNLI1 from CCUG RNA aggregates both in vitro and in primary culture of
muscle cells from DM patients. Finally, overexpression of rbFOX1 reduces eye degeneration
in a novel Drosophila model of DM2. We propose that the tbFOX proteins, by modulating
the sequestration of MBNLI1 within CCUG RNA aggregates, are involved in the lesser
severity of the type 2 of Myotonic Dystrophy.
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RESULTS

Identification of proteins associated specifically with expanded CCUG repeats.

Decreased severity in DM2 compare to DM1, despite higher number of repeats, raises the
hypothesis that other RNA binding proteins, beyond MBNL1 and CUGBP1, are involved in
DM. To test this hypothesis, 32P-labeled RNAs containing expanded CUG or CCUG repeats
were incubated with nuclear extract of differentiated C2C12 muscle cells and analyzed by
UV-light crosslink followed by SDS page gel electrophoresis (Figure 1A). Consistent with

previous reports™’

, a UV-crosslink signal around 42-45 kDa, corresponding to MBNLI1 size,
was evident in both CUG and CCUG RNAs. In contrast, a signal at ~40 kDa was evident only
in CCUG expanded repeats (Figure 1A). This ~40 kDa UV-crosslink signal was absent or
weak when Hela or undifferentiated C2C12 nuclear extracts were tested, but detectable when
mouse brain nuclear extract was assayed (data not shown), suggesting that a yet unidentified
RNA binding protein, enriched in muscle and brain tissues, binds to CCUG, but not to CUG
repeats.

To identify this factor, proteins extracted from mouse brain nuclei were captured on
streptavidin resin coupled to biotinylated RNA composed of expanded CUG or CCUG
repeats, eluted, separated on SDS-PAGE gels, and identified by nanoLC/MS-MS analysis
(Figure 1B). Around 50 RNA binding proteins were identified (Supplementary Table 1),
including MBNL1 and DDX proteins, which were identified in previous studies®™. As
expected, these proteins were recruited both on CUG and CCUG repeats. In contrast, seven
proteins (PCBP1, PCBP2, hnRNP L, SRSF3, rbFOX1, rbFOX2 and rbFOX3) were found
preferentially associated with expanded CCUG repeats (Figure 1C). Western blotting analysis
of the proteins eluted from the RNA affinity columns confirmed that rbFOX1 is bound to
expanded CCUG repeats, but not to CUG repeats (Figure 1D). As control, MBNL1 is found
associated to both CUG and CCUG expanded repeats RNA (Figure 1E).

Next, to discard non-specific RNA binding proteins, candidates were tested for co-localization
with the RNA aggregates formed by expanded CUG and CCUG repeats. Among the ten
candidates tested, only MBNLI co-localized with both CUG and CCUG RNA aggregates,
while rbFOX1 co-localized only with CCUG RNA aggregates (Figure 1F and Supplementary
Figure 1). Thus, we pursued our study on the one protein found specifically associated with

expanded CCUG repeats, rbFOX1.
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rbFOX1 and rbFOX2 bind to expanded CCUG repeats.

Recruitment of all three tbFOX proteins to biotinylated CCUG repeats questions whether
these proteins bind directly, or through indirect protein-protein interactions, to CCUG RNA.
Gel-shift assays showed that purified recombinant GST-tagged tbFOX1 contacts directly
RNAs containing 30 CCUG repeats, but not RNA containing expanded CUG repeats (Figure
2A). We confirmed that tbFOX1 binds specifically to CCUG repeats, but not to expanded
CUG repeats, using either shorter (10x) or longer (100x) CUG and CCUG repeats (Figure
2B). UV-crosslinking experiments further confirmed that rbFOX1 directly binds to expanded
CCUG repeats, but not to expanded CUG repeats (Supplementary Figure 2A). Similarly, both
gel-shift and UV-crosslinking assays demonstrated that recombinant purified GST-tagged
bFOX2, the paralog of rbFOXI1, also binds directly to expanded CCUG repeats
(Supplementary Figures 2B and 2C). As control, recombinant purified GST-tagged MBNLI1
binds to both CUG and CCUG expanded repeats in gel-shift assays (Figures 2C and 2D) and
in UV-crosslinking experiments (Supplementary Figure 2D). We then characterized further
these RNA-protein interactions by measuring their corresponding apparent Kp (Figures 2B
and 2D). Consistent with previous reports’®*’, MBNLI displayed slightly better affinities for
CCUG repeats (Kp of 2.6 +/- 0.5 nM; 6.1 +/- 0.7 nM and 11.3 +/- 1.0 nM for CCUG 100x,
30x and 10x, respectively) than for CUG repeats (Kp of 6.6 +/- 1.3 nM; 10.4 +/- 1.6 nM and
22.3 +/- 2.8 nM for CUG 100x, 30x and 10x, respectively). These affinities were in the same
range than the apparent Kp of tbFOX1 for expanded CCUG repeats (Kp of 4.2 +/- 0.3 nM; 7.3
+/- 0.8 nM and 12.4 +/- 1.4 nM for CCUG 100x, 30x and 10x, respectively). Note that
MBNLI1 binds as well mutant CUG and CCUG repeats as its normal pre-mRNA intronic
targets (BINI, INSR, TNNT3, etc.)'’”"* while rbFOX1 binds to expanded CCUG repeats
with a 20 fold lesser affinity than its normal UGCAUG RNA motif target’’. Since rbFOX
proteins are known to bind specifically to the UGCAUG(Y) sequence through their RRM
domain, this questions how rbFOX1 can interact, even with a weaker affinity, with expanded
CCUG repeats. NMR structure of the RRM of tbFOX1 in complex with the UGCAUG RNA
motif reveals that the central adenosine is not involved in any direct RNA-protein
interaction™ suggesting that substitution of the central adenosine by a cytosine does not affect
a tbFOX1-RNA complex which is consistent with our in vitro gel-shifts and UV-crosslinking
results. All together, these results indicate that rtbFOX1 binds specifically CCUG repeats and

not CUG repeats in vitro.

The in vitro binding of rbFOX1 and tbFOX2 to expanded CCUG repeats questions whether

171



Annexe 2

bFOX proteins are also associated in cellulo with the RNA aggregates of CUG and CCUG
expanded repeats. RNA FISH coupled to immunofluorescence demonstrated that endogenous
bFOX1 was recruited within CCUG repeats induced RNA aggregates that formed in
differentiated muscle C2C12 cells transfected with a plasmid expressing 400 CCUG repeats
(Figure 2F). Identical results were obtained when rbFOX1 paralog, tbFOX2, was assayed in
non-differentiated C2C12 muscle cells transfected with a plasmid expressing 400 expanded
CCUG repeats (Supplementary Figure 2E). The binding and recruitment of rbFOX1 and
bFOX2 to expanded CCUG repeats raises the question as to how specific these interactions
are, and notably whether rbFOX proteins can also recognize other expanded repeats. RNA
FISH coupled to immunofluorescence analysis demonstrated that endogenous rbFOX1 did not
co-localize within RNA aggregates formed in muscle C2C12 cells by transfection of plasmids
expressing either expanded CUG, CGG or AUUCU repeats, which are involved in DMI,
Fragile X Tremor and Ataxia Syndrome (FXTAS) and spinocerebellar ataxia of type 10
(SCA10), respectively (Supplementary Figure 2F). Identical results were observed with
bFOX2 (Supplementary Figure 2G), demonstrating that the recruitment of rbFOX1 and
rbFOX2 were specific to CCUG expanded repeats.

The cell transfection experiments described above were performed through over-expression of
a plasmid expressing expanded CCUG repeats, thus questioning whether endogenous tbFOX
proteins co-localize with endogenous CCUG RNA aggregates in DM2 patients. First, RNA
FISH coupled to immunofluorescence labeling revealed that endogenous rbFOX1 co-localizes
within CCUG RNA aggregates in primary cultures of differentiated muscle cell from DM2
patients (Supplementary Figure 2I). In contrast, tbFOX1 remained diffuse within the nuclei
and was not recruited within CUG aggregates in DM1 myotubes. As control, concomitant
labeling of endogenous MBNL1 demonstrated co-localization of MBNL1 in both CUG and
CCUG RNA aggregates (Supplementary Figure 2I). Similarly, tbFOX2 co-localized with
CCUG RNA aggregates, but not with CUG RNA aggregates, in primary cultures of non-
differentiated myoblasts from DM2 and DM1 patients (data not shown). Then, we analyzed
the localization of endogenous rbFOX1 and CCUG aggregates in skeletal muscle sections
from DM2 patients. RNA FISH coupled to immunofluorescence experiments showed that
bFOX1 consistently co-localized with CCUG nuclear RNA aggregates in muscle sections of
DM2 patients, while rbFOX1 was diffusely localized within the nucleoplasm of muscle
section of DM1 patients (Figures 2G). Identical results were obtained when tbFOX2 was
assayed, tbFOX2 co-localized with CCUG RNA aggregates in skeletal muscle sections of
DM2 patients, but did not co-localized within CUG RNA aggregates in muscle samples of
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DMI1 patients (Figure 2H). As control, concomitant labeling of endogenous MBNLI1
demonstrated co-localization of MBNLI1 with CUG and CCUG aggregates in both DM1 and
DM2 muscle samples (Figures 2G and 2H). Quantification of the co-localization of tbFOX1
and rbFOX2 within CUG or CCUG aggregates in a hundred nuclei from DMI1 or DM2
muscle sections confirmed a robust co-localization of rbFOX1 and of tbFOX2 within CCUG
RNA aggregates (Figures 2G and 2H). Overall, these data establish that the rbFOX1 and
bFOX2 proteins are specific components of the CCUG aggregates in DM2.

rbFOX proteins are not sequestered within CCUG aggregates.

MBNLI1 recruitment within CUG and CCUG RNA aggregates leads to its partial
immobilization and consequently, in depletion of the quantity of free MBNLI available,
ultimately resulting in changes of the alternative splicing events regulated by MBNL1%'°,
This model questions whether the co-localization of rbFOX1 and rbFOX2 within CCUG
aggregates in DM2 also leads to an immobilization of the rbFOX proteins, resulting in
alterations of the alternative splicing events modulated by rbFOX1 and rbFOX2.

We tested whether the expression of expanded CCUG repeats modifies the alternative
splicing of pre-mRNAs regulated by rbFOX1 and rbFOX2. Indeed, according to an RNA
gain-of-function model, titration of the free rbFOX proteins into CCUG nuclear RNA
aggregates should deplete their functional activity and result in detectable pre-mRNA splicing
changes. To test this hypothesis, we first co-transfected in C2C12 muscle cells a construct
encoding 400 CCUG repeats with a minigene of the human mitochondrial ATP synthase
gamma-subunit (47P5C1 also named Flgamma) exon 9, which splicing is directly regulated
by rbFOX proteins®’. We confirmed that over-expression of rbFOX1 promoted exclusion of
that exon, while MBNL1 had no effect (Figure 3A). Over-expression of expanded CCUG
repeats did not modify the inclusion or exclusion of the exon 9 of F1gamma minigene (Figure
3A). As control, a minigene of the insulin receptor exon 11, which is regulated by MBNLI,
responded to over-expression of expanded CCUG repeats (Supplementary Figure 3A). Since
minigenes are artificial models, we next tested whether the alternative splicing of endogenous
Fmnl3 pre-mRNA, which is regulated by rbFOXI1, is also altered by over-expression of

expanded CCUG repeats. In agreement with previous studies™ >

, transfection of a plasmid
expressing tbFOX1 promoted the inclusion of the endogenous exon 26 of the Fmn/3 mRNA,
while depletion of rbFOX1 by siRNA inhibited its inclusion (Figure 3B). In contrast, over-
expression of 400 CCUG repeats had no significant effect, suggesting that CCUG repeats did

not alter the splicing activity of rbFOXI1 (Figure 3B). Similar RT-PCR analysis of
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endogenous 7hx3 exon 25, Enah exon 11A, and Ect2 exon 25 demonstrated, that while
bFOX1 regulated the alternative splicing of these exons, the over-expression of expanded
CCUG repeats had no effect (Supplementary Figures 3B, 3C and 3D). We controlled that
alternative splicing of these exons were regulated by rbFOX1, but not modulated by MBNLI1,
as over-expression or siRNA-mediated depletion of MBNLI1 did not change the alternative
splicing of Fmnl3, Thx3, Enah, and Ect2 (Figures 3B and Supplementary Figures 3B, 3C and
3D). Finally, we tested whether alternative splicing of these tbFOX-regulated exons were
altered in muscle samples of DM2 patients. RT-PCR analysis demonstrated that neither the
exon 26 of FMNL3, the exon 11A of ENAH, nor the exon 25 of ECT2 displayed splicing
abnormalities in DM2 compared to control skeletal muscle samples (Figures 3C, 3D and 3E).
As control, alternative splicing of the exon 29 of CACNAIS (CAV1.1), exon AS1 of RYRI,
exon 22 of ATP2A1 (SERCA), exon 7 of MBNLI and exon 11 of LDB3 (CYPHER/ZASP),
which all respond to MBNL1, were altered in DM2 muscle samples (Supplementary Figures
3E, 3F, 3G, 3H and 3I). Of interest, RT-PCR analyzes also demonstrated that the alterations
of alternative splicing of CACNAIS, RYRI, ATP2A1, MBNLI and LDB3 pre-mRNAs were
consistently stronger in DM1 muscle samples compared to DM2 muscle samples, which is
consistent with the greater severity of the muscle alterations in DMI1 patients compared to
DM2 (Supplementary Figures 3E, 3F, 3G, 3H and 3I). Overall, these results indicate that, in
contrast to MBNLI, the mobility and the splicing activity of the rtbFOX proteins are not
altered by the expression of expanded CCUG repeats.

rbFOX1 competes the binding of MBNL1 to expanded CCUG repeats.

The direct interaction of both MBNL1 and rbFOXI1 to expanded CCUG repeats questions
whether these binding are mutually exclusive. To test whether rbFOX1 can displace MBNL1
from CCUG RNA, we first assayed the in vitro binding of a constant amount of MBNL1
protein to an RNA composed of expanded CCUG repeats in presence of an increasing amount
of recombinant purified GST-tagged rbFOX1. UV-crosslinking experiments demonstrated
that an excess of tbFOX1 chased MBNLI1 from binding to expanded CCUG repeats (Figure
4A). Consistent with similar affinity of tbFOX1 and MBNLI toward expanded CCUG
repeats, a one fold excess of tbFOX1 decreased the binding of MBNL1 to CCUG repeats by
half, while a two fold excess of tbFOX1 reduced MBNL1 binding by more than 80% (Figure
4A). Similar competition of the binding of MBNL1 to expanded CCUG repeats was observed
when increased amounts of GST-tagged purified rbFOX2 was tested to the UV-crosslinking
reactions (Supplementary Figure 4A).
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A competition mechanism requires that a sufficient quantity of rtbFOXI1 is expressed to
prevail over MBNLI1. Western-blotting analysis indicated that both rbFOX1 and MBNLI1
were expressed at similar levels in control and DM2 adult human muscle samples (Figure
4B). To avoid a possible bias due to antibody differences, recombinant purified proteins were
used as standards (Supplementary Figure 4B). Quantifications yielded a concentration of
MBNLI1 and rbFOX1 in the similar range (~20 to 40 femtomol/ pg), indicating that rtbFOX1
is sufficiently expressed to compete MBNLI in adult muscle. These results were further
confirmed by quantitative real time PCR that indicated that bFOX] and MBNL1 expressions
were not altered in DM2 patients compared to control muscle samples (Figure 4C). Consistent

with previous studies®***’

, quantitative RT-PCR analyzes confirmed that the expression of
rbFOXI1, rbFOX2, MBNLI and MBNL2 were induced during development of the skeletal
muscle, both in human (Supplemental Figure 4C) and in mouse (Supplemental Figure 4D).
Importantly, quantitative RT-PCR analyzes also indicated that the expression of ZNF9,
hosting the expanded CCUG repeats, was low in fetal muscle samples compared to adult, an
observation consistent with the absence of a congenital form of DM2. As control DMPK,
hosting the expanded CUG repeats, was expressed as well in fetus as in adult muscle samples
(Supplemental Figures 4C and 4D).

In vitro competitions assays were performed with purified recombinant proteins, thus
questioning whether rbFOX1 could compete and relieve MBNL1 sequestration from CCUG
RNA aggregates in a more complex context. Thus, we modulated the expression of rbFOX1
and quantified the recruitment of endogenous MBNLI1 within CCUG RNA aggregates in
primary cultures of muscle cells from DM2 patients. Consistent with previous studies**,
RNA FISH coupled to immunofluorescence demonstrated that most of the MBNLI1 labeling
was observed within CCUG RNA aggregates, with less than ~30% of the MBNLI signal
located diffusely within the nucleoplasm (Figure 4D). Importantly, transfection of a plasmid
expressing tbFOX1 resulted in a significant decreased of the quantity of MBNLI present
within the CCUG aggregates, with a concomitant increase of the labeling of free endogenous
MBNLI1 (Figure 4D). Similarly, a reduced sequestration with an increased labeling of free
MBNL1 was observed when myoblasts of DM2 patients were transfected with a plasmid
expressing tbFOX2 (data not shown). As control, over-expression of tbFOX1 had no effect on
the distribution of free versus sequestered MBNLI1 in primary cultures of DM1 myoblasts
(Supplementary Figure 4E). Since, an excess of rtbFOX1 or rbFOX2 were able to reduce

MBNLI1 recruitment within CCUG aggregates, we tested the reverse experiment, and notably,

whether a depletion of endogenous rbFOXI1 had any effect on MBNLI1 sequestration.
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Transduction of differentiated DM2 muscle cell primary cultures with adenovirus expressing
an shRNA against endogenous rbFOX1 resulted in an increased localization of endogenous
MBNL1 within CCUG aggregates with a concomitant decrease of the quantity of free
nucleoplasmic MBNL1 (Figure 4E). As control, similar rtbFOX1 depletion in differentiated
DM1 muscle cells had no significant effect on the localization of MBNL1 within CUG
aggregates (Supplementary Figure 4F). Overall, these results suggest that rtbFOX1 displaces
MBNLI1 from CCUUG RNA aggregates in DM2 muscle cells.

Overexpression of rbFOX1 alleviates the pathogenic effect of expanded CCUG repeats.

A model of competition between rbFOX1 and MBNL1 to bind to expanded CCUG repeats in
DM2 patients predicts that over-expression of rbFOX1 would reduce any phenotype caused
by MBNLI sequestration within CCUG RNA aggregates. To test that hypothesis, we
developed a Drosophila model of DM2, expressing 105 CCUG repeats in the eye. Flies
expressing expanded CCUG repeats in the eye displayed disorganized ommatidia, de-
pigmentation and progressive loss of photoreceptor neurons (Figures 4F). Consistent with

. - 4344
results in mice**

, over-expression of MBNLI1 in CCUG flies rescued the deleterious effect
of expanded CCUG repeats and restored a normal eye phenotype. Importantly, over-
expression of rbFOX1 also rescued eye degeneration, demonstrating that the sole expression
of tbFOX1 can alleviate the toxic effect of the CCUG expanded repeats (Figure 4F). As
control, over-expression of CUGBP1 had no effect, highlighting the relevance and specificity

of rbFOX1 for DM2 pathology.
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DISCUSSION

An RNA gain-of-function model predicts that an increased quantity of mutant RNA or a
higher size of either expanded CUG or expanded CCUG repeats should mathematically lead
to a greater titration of the MBNL proteins, ultimately resulting in an increased severity of the
disease. A model consistent with the higher number of CTG repeats and increased severity in
congenital CDM1 compared to adult-onset DM1. However, and despite size of expanded
repeats higher in DM2 than in DM1, DM2 is less severe than DM, suggesting the existence
of other mechanisms beyond the sequestration of MBNL1 and MBNL2. Several hypotheses
were proposed to explain the difference in severity between DM1 and DM2. (i) A lower
affinity of MBNLI1 toward CCUG repeats compared to CUG repeats was excluded, as
MBNLI binds to both expanded CCUG and CUG repeats with similar, or even better affinity
toward CCUG repeats*®’. (ii) A lower expression of the ZNF9 gene compared to the DMPK
gene in adults was also excluded”, as well as a direct implication of the ZNF9 or DMPK

gene"®** (iii) Increased levels of CUGBPI were reported in DMI, but are also now

reported in some DM2 samples'*"

. (iv) Lastly and topic of this work, the hypothesis that
other proteins may modulate the titration of MBNLI, led us to the identification of a family of
RNA binding protein, the rbFOX proteins, which bind specifically to CCUG expanded
repeats, resulting in a lesser sequestration of MBNLI1 and a decreased severity of the disease
in a fly model of DM2.

This work raises several questions. First, tbFOX proteins are known to bind to the consensus
sequence, UGCAUGY. However, we found that tbFOX1 could also bind to UGCCUGC
expanded repeats, although with a 20 fold decreased affinity. This questions whether tbFOX1
could recognize a UGCCUGY motif within a pre-mRNA and consequently regulates
alternative splicing. Against this hypothesis, we found that the binding of rbFOX1 to 10
repeated UGCCUGC motifs was much lower than the binding to a single UGCAUGC motif,
and that the binding of rbFOX1 to a single UGCCUGC motif was barely detectable.
Furthermore, mutation of a UGCAUGC motif into UGCCUGC in a minigene (BIN1 exon 11)
responding to tbFOX1 abolished the splicing regulation mediated by rbFOX1. Thus, even if
the structure of rbFOX1 can accommodate a central cytosine, the binding of tbFOX1 to a
single UGCCUGC motif is weak and not sufficient to regulate alternative splicing. In
contrast, the extensive repetition of that motif in DM2 patients (up to 11 000 CCUG repeats)

probably compensates this low affinity, resulting in the abnormal recruitment of rbFOX1

within CCUG RNA aggregates.
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Next, we found that, while rtbFOX1 and rbFOX2 are recruited within CCUG RNA aggregates,
splicing events regulated by the tbFOX proteins are not altered in CCUG-expressing cells or
in DM2 patients. These data suggest that, in contrast to the MBNL proteins, the rbFOX
proteins are not immobilized within CCUG aggregates, highlighting that a co-localization is
not a sequestration. The molecular reasons underlying liberty to rbFOX1 but captivity for
MBNLI1 are unclear. Possible explanations may lie in the lower affinity of tbFOX1 toward
CCUG repeats compared to its normal pre-mRNA targets containing UGCAUGY motifs, or
in the structural differences between MBNL and rbFOX proteins. Indeed, the rbFOX proteins
contain one RRM that binds to one UGCAUGY motif, hence one RNA molecule at a time,
while MBNL1 possesses two pairs of opposed CCCH zinc-fingers, which bind to two
antiparallel-orientated pair of YGC motifs**’. Such structure enables MBNLI1 to bind to four
Y GC motifs potentially located either in one looped RNA molecule, or in two separated RNA
molecules, suggesting that MBNL1 may form intra- or inter-strand RNA bridges. Such ability
of MBNLI to fold or to link different RNA molecules containing expanded CUG or CCUG
repeats may result in formation of unwanted bonds, leading to formation of an RNA web from
which it may prove to be difficult to escape.

Thirdly, our study focused on rbFOX1 and rbFOX2, which are the main rbFOX proteins
expressed in skeletal muscle. However, a third paralog of rbFOX1 (namely rbFOX3) binds to
similar sequences but is expressed only in neurons. This questions whether rbFOX3 can also
binds to CCUG expanded repeats and compete MBNL2 from CCUG RNA aggregates,
resulting in lesser cognitive impairment of DM2 patients compared to DM1. Similarly, the
influence of rbFOX1 and rbFOX2 on MBNLI1 sequestration in heart, smooth muscle and
other tissues affected in DM2 remains to be determined. Finally, we focused on detectable
CCUG aggregates, but it is possible that soluble mutant RNAs, not yet trapped in aggregates,
may exist and have toxic effects™. Whether such soluble expanded CCUG repeats exist, and
whether the rbFOX proteins relieve MBNL1 from binding these RNAs is an attractive
hypothesis that remains to be tested.

Finally, there is no congenital form of DM2. We found that ZNF9 mRNA is expressed in
skeletal muscle of fetuses, although much less than in adults. We propose that the competition
between the rbFOX and MBNL proteins associated to the lower expression of ZNF9 in
fetuses may contribute to the absence of a congenital form in DM2.

In conclusion, we found that the binding of MBNL1 and rbFOX1/ rbFOX2 to CCUG
expanded repeats are mutually exclusive, and that over-expression of tbFOX1 or rbFOX2

chases MBNL1 from CCUG RNA aggregates. rbFOX1 and MBNLI1 proteins are expressed at
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similar levels in adult human skeletal muscle tissues and display roughly similar affinity
toward CCUG repeats, rendering competition possible in endogenous tissues. These data
suggest that the rbFOX proteins prevent the MBNL proteins from being extensively trapped
into CCUG aggregates, resulting in a higher fraction of free MBNL1 available in the
nucleoplasm to function as splicing regulator. We propose that the rbFOX proteins, by
modulating the sequestration of the MBNL proteins within expanded CCUG repeats, may

contribute to the milder disease course of DM2 patients compared to DM1.
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FIGURE LEGENDS

Figure 1. Identification of proteins bound to expanded CUG and CCUG repeats.

(A) UV-crosslinking binding assays of 20 pg of nuclear extract from C2C12 muscle cells
differentiated four days incubated with 10,000 CPM of uniformly [o**P] internally labeled in
vitro transcribed RNAs containing either 30 CUG or 30 CCUG repeats. (B) Silver staining of
proteins extracted from mouse brain and captured on streptavidin resin coupled to biotinylated
in vitro transcribed RNA containing either 30 CUG or 30 CCUG repeats. (C) List of the
major proteins identified by nanoLS-MS/MS that are associated with expanded CUG or
CCUG repeats. MW, molecular weight. A complete list of the proteins is presented in the
supplementary table 1. (C) Western blotting against rbFOX1 on mouse brain proteins
captured by RNA-column containing expanded CUG or CCUG repeats. (D) Western blotting
against MBNL1 on mouse brain proteins captured by RNA-column containing expanded
CUG or CCUG repeats. (E) Percent of co-localization of the tested candidate proteins with
CUG or CCUG RNA aggregates in primary cultures of DM1 or DM2 biopsies, respectively.
Candidate proteins were visualized by immunofluorescence while the aggregates of expanded
CUG or CCUG repeats were detected by RNA FISH. Representative images are presented in
the supplementary figure 1.

Figure 2. rbFOX1 and rbFOX2 bind to expanded CCUG RNA repeats.

(A) Gel-shift assays of 3, 10, 30 and 100 nM of purified bacterial recombinant GST-rbFOX1A
with 100 pM (30,000 CPM) of uniformly [a **P] internally labeled in vitro transcribed RNAs
containing either 30 CUG or 30 CCUG repeats. (B) Gel-shift quantification of GST-rbFOX1A
binding to RNAs containing either 10, 30 or 100 CUG or CCUG repeats. (C) Gel-shift assays
of purified bacterial recombinant GST-MBNLI1A with 100 pM (30,000 CPM) of uniformly [a
32P] internally labeled in vitro transcribed RNA containing either 30 CUG or 30 CCUG
repeats. (D) Gel-shift quantification of GST-MBNLIA binding to RNAs containing either 10,
30 or 100 CUG or CCUG repeats. (E) RNA FISH against CCUG repeats, coupled to
immunofluorescence against tbFOX1, on four days differentiated C2C12 cells transfected
with a plasmid expressing either no (CTL) or 400 CCUG repeats. (F) Left panel, RNA FISH
of CUG or CCUG repeats coupled to immunofluorescence of MBNL1 and rbFOX1 on
skeletal muscle sections of DM1 or DM2 patients. Magnification, 630x. Scale bars, 10 pm.
Nuclei were counterstained with DAPI. Right panel, quantification of the co-localization of

rbFOX1 within a hundred CUG or CCUG RNA aggregates. (G) Left panel, RNA FISH of
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CUG or CCUG repeats coupled to immunofluorescence of MBNL1 and rbFOX2 on skeletal
muscle sections of DM1 or DM2 patients. Magnification, 630x. Scale bars, 10 pm. Nuclei
were counterstained with DAPI. Right panel, quantification of the co-localization of tbFOX2
within a hundred CUG or CCUG RNA aggregates.

Figure 3. rbFOXI1 is not sequestered within the CCUG RNA aggregates.

(A) Splicing analysis revealed no splicing alterations in cells expressing CCUG repeats.
C2C12 cells were co-transfected with a minigene expressing the exon 9 of the mitochondrial
ATP synthase gamma-subunit gene and either with a plasmid expressing rbFOX1, MBNLI,
960 CUG repeats or 400 CCUG repeats or with a siRNA directed against rbFoxI or Mbnll.
C2C12 cells were differentiated two days and the ratio of exon 9 inclusion was quantified by
RNA extraction followed by RT-PCR. (B) C2C12 cells were co-transfected with a plasmid
expressing the GFP and either with a plasmid expressing rbFOX1, MBNL1, 960 CUG repeats
or 400 CCUG repeats or with a siRNA directed against rbFoxI or Mbnll. C2C12 cells were
differentiated two days, GFP-positive FAX isolated and the ratio of the exon 26 inclusion of
Fmnl3 was quantified by RNA extraction followed by RT-PCR. (C, D, E) RT-PCR analysis
(left panel) and quantification (right panel) of the alternative splicing of FMNL3, ENAH and
ECT2 pre-mRNAs by RT-PCR performed on total RNA extracted from adult skeletal muscle

of controls or DM2 patients. Error bars indicate s.e.m.

Figure 4. rbFOX1 competes MBNL1 binding to expanded CCUG repeats.

(A) Upper panel, UV-cross-linking binding of 1 ug of GST-MBNLI1A to 10,000 CPM of
uniformly [*?P] internally labeled in vitro transcribed RNA containing 30 CCUG repeats was
competed by increasing amounts (0.25, 0.5, 1 and 2 pg) of GST-rbFOX1A. Middle panel,
loading of MBNL1 and of rbFOX1 was verified by coomassie staining. Lower panel,
quantification of the binding of MBNLI and rbFOX1 to expanded CCUG repeats. Error bars
indicate s.e.m. (B) Western-blotting analysis of 50 pg of control or DM2 muscle samples
using an antibody against rbFOX1 or against MBNL1. (C) Quantitative RT-real time PCR
analysis of the expression of the ¥bFOXI and MBNLI mRNAs relative to the expression to
the RPLPO mRNA in control (N=6) and in DM2 (N=7) muscle samples. Error bars indicate
s.e.m. (D) Left panel, RNA FISH of expanded CCUG repeats coupled to immunofluorescence
of MBNL1 on primary cultures of muscle cells from DM2 patients transfected with a control
pCDNA3.1 vector or a plasmid expressing GFP-tagged rbFOX1. Magnification, 630x. Scale

bars, 10 um. Nuclei were counterstained with DAPI. Right panel, quantification of the signal
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of MBNLI1 either localized diffusely within the nucleoplasm (free MBNLI1) or localized
within the CCUG RNA aggregates (MBNL1 foci). Error bars indicate s.e.m. (E) Left panel,
RNA FISH of expanded CCUG repeats coupled to immunofluorescence of MBNLI1 on
primary cultures of muscle cells from DM2 patients transduced with an adenovirus expressing
an shRNA directed either against the luciferase (CTL) vector or against rbFOXI.
Magnification, 630x. Scale bars, 10 um. Nuclei were counterstained with DAPI. Right panel,
quantification of the signal of MBNLI either localized diffusely within the nucleoplasm (free
MBNLI1) or localized within the CCUG RNA aggregates (MBNLI foci). Error bars indicate
s.em. (F) Overexpression of RbFOXI1 or MBNLI1 suppresses rCCUG-mediated eyes

degeneration in the Drosophila expressing CCUG repeats.
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MATERIALS AND METHODS

nanoLC-MS/MS analysis.

Nuclear extract were prepared from C2C12 muscle cells differenciated four days as described
by Dignam et al., 1983. Two milligrammes of nuclear extract was passed over an synthetic
biotinylated CCUG15x or CUG20x RNA (30 nmoles, Thermo Scientific) bound to
streptavidin coated magnetic beads (Dynabeads M-280 streptavidin, Invitrogen) in the
presence of 20 mM Hepes, 300 mM NaCl, 2 mM MgCl2, 0.01% NP40, 1 mM DTT and
protease inhibitor (PIC, Roche). The magnetic beads with immobilized RNA and its bound
proteins were washed three times with the binding buffer and bound proteins were eluted by
boiling 3 min the in sample buffer prior to 4-12% SDS-PAGE (NuPAGE 4-12% bis-Tris Gel,
Invitrogen) separation and silver staining (SilverQuest, Invitrogen). The protein bands were

excised digested and identified using NanoESI Ion Trap (LTQ XL Thermo Fisher Scientific).

Recombinant protein production and purification.

E. coli BL21(RIL) pRARE competent cells (Invitrogen) were transformed with pet28a-GST-
rbFOX1A, which contains the GST tag fused to amino acids 1 to 215 of mouse rbFOXI1,
grown at 30°C in 400 ml of LB medium supplemented with Kanamycin until OD600=0.5, 0.5
mM IPTG was added and the culture was further incubated 4 hours at 30°C. Harvested cells
were sonicated in 50 mM Tris-Cl pH 7.5, 300 mM NaCl, 5% glycerol, 1 mM DTT, 5 mM
EDTA, centrifuged 20 min at 20000 g and recombinant GST-rbFOX1A protein was purified
using GST-Bind™ Kits (Novagen).

In vitro RNA transcription.

Plasmids containing expanded CUGI10x, CUG30x, CUG100x, CCUG10x, CCUG30x or
CCUGI100x repeats were linearized by Xbal and 100ng were transcribed using T7
transcription kit (Ambion) in presence of 1 pl of aP32-UTP (Perkin Elmer), analyzed on 8%
denaturing polyacrylamide and quantified with LS-6500 counter (Beckman). Non-labeled
transcripts were synthesized using the Megascript T7 kit (Ambion). Plasmid containing
expanded CUG repeats (CUG 95x, gift from Joelle Marie) was linearized by HindIIl and
transcribed using the Megascript SP6 kit (Ambion). After transcription, 1 unit of DNase I
(Invitrogen, Carlsbad, CA) was added, and the sample was incubated for additional 30 min at

37°C. Transcribed RNAs were then purified by micro Bio-Spin 6 chromatography columns
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(Bio-rad) according to the manufacturer’s instructions. The sizes of RNAs were checked by

gel electrophoresis on a denaturing 6% polyacrylamide gel.

Gel Shift assays.

I puL of labeled RNA was annealed in binding buffer (BB, 50 mM Tris-HCI (pH 7.0), 75.0
mM NaCl, 37.5 mM KCI, 5.25 mM DTT, 0.1 mg/mL BSA, 0.1 mg/mL Bulk tRNA) at 90°C
for 5 min. and allowed to cool to room temperature by placing on a bench top. After cooling,
MgCI2 and RNAsin were added to a final concentration of 0.75 mM and 0.4 U/uL
respectively. GST-MBNL1-A101 protein or GST-rbFOX1A or GST-rbFOX2 was then added
to the above solution and the mixture was incubated on ice for 20 min. The solution mixture
was loaded onto a non-denaturing 6.0% (w/v) polyacrylamide gel (acrylamide/bisacrylamide,
40:1, w/w) containing 0.5X TBE (1X TBE is 90 mM Tris-base, 89 mM Boric acid and 2 mM
EDTA (pH 8.0)), which had been pre-electrophoresed at 110 V for 20 min. at 4°C. The gel
was electrophoresed at 110 V at 4°C for 3 hours. The gel was then dried and exposed to a
phosphorimager screen and imaged using a Typhoon 9410 variable mode imager. The data
were fit to the following equation: y=min+((max-min))/(1+(x/IC50)-HillSlope)) where y is
the percentage of RNA bound to MBNLI1 or rbFOX1, x is the concentration of MBNL1, min
and max are the minimum and maximum percentage of RNA bound to MBNL1 or rbFOX1 or
bFOX2 (0-100%) and IC50 is the concentration where 50% of maximum binding is

achieved.

UV-Crosslinking assays.

20 pg of nuclear extract from C2C12 muscle cells differentiated four days or 0.5 to 1 pg of
recombinant GST-rbFOX1A protein were incubated with 1ul (40,000 CPM) of in vitro
transcribed RNAs containing either 30 CUG or 30 CCUG repeats of uniformly [o—32P]
internally labeled, in 15 pl of 100 mM NaCl, 20 mM Hepes, 8 mM MgCl2, 0.1 mg/ml BSA,
0.1 mg/ml heparin and 0.5 mM DTT during 15 min at 30°C. Reactions were transferred on
parafilm and irradiated 5 min, on ice, at 2.5 cm of a UV lamp (Vilberloumat VL-100C). 1 pug
of RNAse Al was added and incubated 30 min at 37°C. RNA-protein complexes were
resolved on 10% SDS-PAGE, coomassie labeled and analyzed using BAS-MS imaging plate
(Fuji) and Typhoon 8600 imager (Molecular Dynamics).
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Cell cultures, transfections and transduction.

C21C12 cells were grown in DMEM, 1 gl—1 glucose, 20% fetal calf serum and gentamycin at
37 °C, 5% (v/v) CO2. C2CI12 were transfected with Lipofectamine 2000 (Invitrogen)
according to the manufacturer's instructions with control plasmid or plasmid expressing 400
CCUG repeats. Six hours after transfection, the medium is removed and cells are
differenciated two days in DMEM, 1 gl—1 glucose, 2% fetal calf serum, insulin 10 pg/ml and
gentamycin medium before RNA-FISH coupled to immunofluoresence

For endogenous splicing assays, C2C12 were co-transfected using Lipofectamine 2000
(Invitrogen) with plasmid expressing GFP and plasmide expressing rtbFOX1 or MBNL1 or
900 CUG repeats or 400 CCUG repeats. GFP positive cells are isolated two days
differenciation by using FACS Diva. siRNA against tbFOX1 or MBNLI1 are transfected by
using RNAimax (Invitrogen) according to the manufacturer’s instruction.

For minigene splicing assays, C2C12 were co-transfected using Lipofectamine 2000
(Invitrogen) with plasmid expressing minigen and plasmide expressing rbFOX1 or MBNL1 or
900 CUG repeats or 400 CCUG repeats or siRNA against tbFOX1 or MBNLI1. C2C12 were
differenciated 2 days before analysis.

For competition experiments, primary culture of muscle cells from DM?2 patient were growm
in DMEM, 1 gl—-1 glucose, medium 199 (4 :1), 20% fetal calf serum and gentamycin at 37 °C,
5% (v/v) CO2 and transfected with a control pCDNA3.1 plasmid or a plasmid expressing
GFP tagged rbFOXI1 according to the Lipofectamine 2000 manufacturer's instructions. Cells
were differenciated in DMEM, 1 gl-1 glucose, medium 199 (4 :1), 2% fetal calf serum,
insulin 10 pug/ml and gentamycin four days before analyse.

Transductions are realised on primary culture of muscle cells from DM2 patient differenciated
two days with recombinant shRNA directed against the luciferase or against rbFOX1
adenovirus. Medium was replaced 24 h after infection, and cells were analyzed 48 h after

infection.

RNA FISH combined with immunofluorescence.

Frozen human muscle sections were incubated in PBS 1X during 10 min before RNA FISH.
Glass coverslips containing plated cells or human sections treated as described above were
fixed in PFA 4% during 15 min and washed two times with PBS. The coverslips or slides
were incubated for 10 min in PBS plus 0.5% Triton X-100 and washed three times with PBS
before pre-hybridization in 40% DMSO, 40% formamide, 10% BSA (10 mg/ml), 2 x SCC for
30 min. The coverslips or slides were hybridized for 2 h in 40% formamide, 10% DMSO, 2 x
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SCC, 2 mM vanadyl ribonucleoside, 60 pg/ml tRNA, 30 pg/ml BSA plus 0.75 pg CAG8x- or
CAGG8x-Cy3 DNA oligonucleotide probe (Sigma). The coverslips or slides were washed
twice in 2 x SCC/50% formamide and twice in 2 x SCC. Following FISH, the coverslips or
slide were washed twice successively in 2 x SCC/50% formamide, in 2 x SCC and in PBS.
The coverslips or slides were incubated 2 hours with primary antibody against polyclonal
MBNLI1 (1/100 dilution, gift by Dr Thornton) and monoclonal FOX1 (gift by Pr Black 1/100
dilution) or monoclonal FOX2 (Abcam ab57154) . Slides or coverslips were washed twice
with PBS before incubation with a goat anti-rabbit secondary antibody conjugated with
Alexa-Fluor 488 (1/500 dilution; Fisher Scientific SA) and donkey anti mouse secondary
antibody conjugated with Cy5 (1/500 dilution; Interchim SA) for 60 min; incubated for 10
min in 2 X SCC/DAPI (1/10 000 dilution) and rinsed twice in 2 x SSC before mounting in
Pro-Long media (Molecular Probes). Slides were examined using a fluorescence microscope

(Leica).

Western blotting analyzes.

Proteins were denatured 3 min at 95°C, separated on 4-12% SDS-PAGE gel (Invitrogen),
transferred on nitrocellulose membranes (Whatman Protan), blocked with 5% non-fat dry
milk (NFM) in Tris Buffer Saline buffer (TBS), incubated with rabbit anti-FOX-1 (Abcam
ab83574), anti-MBNL1 (gift by Dr Glenn) in TBS-5% NFM, washed 3 times and incubated
with anti-rabbit or -mouse Peroxidase antibody (Jackson Immunoresearch, 1:10000) 1 hour in
TBS-5% NFM, followed by autoradiography using the ECL chemoluminescence system
(ThermoFisher).

RT-PCR analyzes.

Total RNA from cells or patient muscle were isolated by TriReagent (Molecular Research
Center). cDNAs were generated using the Transcriptor High Fidelity cDNA synthesis kit
(Roche Diagnostics) for quantification of mRNAs. PCR was performed with Taq polymerase
(Roche), one denturation step at 94 °C for 2 min, 30 cycles of amplification 94 °C for 1 min,
60 °C for 1 min, 72 °C for 2 min and a final step at 72 °C for 5 min using the primer
described in the table 1. The PCR products were precipitated, analyzed by eletrophoresis on a
6.5% polyacrylamide gel, stained with ethidium bromide and quantified with a Typhoon

scanner.
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Oligosnucleotides.

MINIGENE

INSR-FW
INSR-REV
ATP5C1-FW
ATP5CI1-REV

ENDOGENE RT-PCR

TBX3-FW
TBX3-REV
ENAH-FW
ENAH-REV
ECT2-FW
ECT2-REV
CACNAI1S-FW
CACNAI1S-REV
RYRI1-FW
RYRI1-REV
ATP2A1-FW
ATP2A1-REV
LDB3-FW
LDB3-REV
MBNLI1-FW
MBNLI-REV

ENDOGENE — qRT-PCR

Human MBNL1 FW
Human MBNL1 REV
Human MBNL2 FW
Human MBNL2 REV
Human FOX1 FW
Human FOX1 REV
Human FOX2 FW

TAATACGACTCACTATAGGGC
GCTGCAATAAACAAGTTCTGC
GTCATCACAAAAGAGTTGATTG
CACTGCATTCTAGTTGTGGTTTGT

CACGGTAGAACGAGGCATTT
AGACGGGGCTGATTAACCTT
TGCTTCAGCCTGTCATAGTCA
TGGCAGCAAGTCACCTGTTA
CAGAATCCTGAAAGTCCGTGA
TTGGTTCAAGAAGCTGGAAAA
AGGAGGGTTCGCACTCCTTCT
GCTACTTTGGAGACCCCTGGA
GACAACAAAAGCAAAATGGC
CTTGGTGCGTTCCTGGTCCG
CCATCGGTGCATGCCGAACGAGC
CTCGTGGGCTCCATCTGCCTGTCC
GCAAGACCCTGATGAAGAAGCTC
GACAGAAGGCCGGATGCTG
GCTGCCCAATACCAGGTCAAC
TGGTGGGAGAAATGCTGTATG

CATTTGCAAGCCAAGATCAA
AACTGGTGGGAGAAATGCTG
GCCCAGGCAGATGCAATTTAT
GTGGACTTCCGGGAACAATA
CCCGAGCACACATTAAACCT
CGGAACCTCAAGGGGATATT
AAGCCCAGTAGTTGGAGCTG
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Human FOX2 REV
Human ZNF9 FW
Human ZNF9 REV
Human DMPK FW
Human DMPK REV
Mouse MBNL1 FW
Mouse MBNLI1 REV
Mouse MBNL2 FW
Mouse MBNL2 REV
Mouse FOX1 FW
Mouse FOX1 REV
Mouse FOX2 FW
Mouse FOX2 REV
Mouse ZNF9 FW
Mouse ZNF9 REV
Mouse DMPK FW
Mouse DMPK REV
RPLO FW

RPLO REV

CAAATGGGCTCCTCTGAAAG
TGCTATAACTGCGGTAGAGGT
TTGAATGTGTCCGAATTCTCC
CATGAACAAGTGGGACATGC
CAATCTCCGCCAGGTAGAAG
CGGGACACAAAATGGCTAAC
TTGCAGTTCTCTCTGGAGCA
TTTTCCCACATCCTCCAAAG
GAATGTGTCAGCAAGCAGGA
GCATAGAAGTCGGGGCTGTA
GAGGGAGAAATTGCACGGTA
AACCAGGAGCCAACAACAAC
TGTCTGTGCTCCACCTTCTG
TCACCTTGGTGCAGTCTTTTT
ACTGCAAGGAGCCCAAGAG
AGCGGTGGTGAAGATGAAAC
AGTGCAGCTGTGTGATCCAG
GAAGGTGTAATCCGTCTCCA
GAAGTCACTGTGCCAGCCCA
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LEGEND OF THE SUPPLEMENTAL FIGURES

Supplemental Table 1. Identification of the proteins associated to CCUG repeats.

Nuclear proteins extracted from mouse brain were bound to streptavidin-biotinylated RNA
containing either 30 CUG or 30 CCUG repeats, eluted, run on SDS page gel, silver stained,
isolated, digested and identified by nano-LC/MS-MS. Contaminants and non-RNA binding

proteins were excluded from the table.

Supplemental Figure 1. Identification of the proteins associated to CCUG repeats.

Top candidate proteins (PSM score > 3, cf. Supplementary Table 1) found in vitro to associate
preferentially with expanded CCUG repeats were tested for co-localization with aggregates of
CCUG repeats in cells. Primary cultures of two days differentiated muscle cells from DM1
and DM2 skeletal muscle biopsies were analyzed by RNA FISH using either a CAG8x-Cy3
or a CAGG8x-Cy3 DNA probe followed by immunofluorescence against the protein of
interest. Nuclei are labeled by DAPI staining. Magnifications, 630x.

Supplemental Figure 2. rbFOX1 and rbFOX2 bind to expanded CCUG repeats.

(A) UV-crosslinking binding assays of 0.3 and 1 pg of purified recombinant GST-tagged
rbFOX1A with 10,000 CPM of uniformly [«*”P] internally labeled in vitro transcribed RNAs
containing either 30 CUG or 30 CCUG repeats. Upper panel, phosphorlmager exposition.
Lower panel, coomassie staining. (B) Left panel, UV-crosslinking binding assays of 0.3 and 1
ng of purified recombinant GST-tagged rbFOX2 with 10,000 CPM of uniformly [o’?P]
internally labeled in vitro transcribed RNAs containing 30 CUG repeats. Rigth panel, UV-
crosslinking binding assays of 0.3, 0.5 and 1 pg of purified recombinant GST-tagged rbFOX2
with 10,000 CPM of uniformly [o’°P] internally labeled in vitro transcribed RNAs containing
30 CCUG repeats. (C) Gel-shift binding assays of 1, 3, 10, 30 and 100 nM of purified
recombinant GST-tagged rbFOX2 with 100 pM (30,000 CPM) of uniformly [o*”P] internally
labeled in vitro transcribed RNAs containing 30 CUG repeats. (D) UV-crosslinking binding
assays of 0.3 and 1 pg of purified recombinant GST-tagged MBNL1A with 10,000 CPM of
uniformly [o?P] internally labeled in vitro transcribed RNAs containing either 30 CUG or 30
CCUG repeats. Upper panel, phosphorlmager exposition. Lower panel, coomassie staining.
(E) RNA FISH against CCUG repeats, coupled to immunofluorescence against rbFOX2 on
C2C12 cells transfected with a plasmid expressing either no repeats (CTL) or 400 CCUG
repeats. (F) RNA FISH against CCUG repeats on C2C12 cells co-transfected with a plasmid
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expressing 400 CCUG repeats and a plasmid encoding GFP-tagged tbFOX1 or GFP-tagged
bFOX1 deleted of its RRM domain. (G) RNA FISH coupled to immunofluorescence
analyzes demonstrate no recruitment of rbFOX1 within CUG, CGG or AUUCU RNA
aggregates. C2C12 cells were transfected with a plasmid expressing either 960 CUG repeats,
60 CGG repeats or 300 AUUCU repeats, differentiated 48 hours and analyzed by RNA FISH
using a CAG8x-, a CCG8x- or a TAAGAS8x-Cy3 DNA probe coupled to immunofluorescence
using an antibody directed against rtbFOX1. (H) RNA FISH coupled to immunofluorescence
analyzes demonstrate no recruitment of rbFOX2 within CUG, CGG or AUUCU RNA
aggregates. C2C12 cells were transfected 24 hours with a plasmid expressing either 960 CUG
repeats, 60 CGG repeats or 300 AUUCU repeats and analyzed by RNA FISH using a
CAGB8x-, a CCG8x- or a TAAGA8x-Cy3 DNA probe coupled to immunofluorescence using
an antibody directed either against rbFOX2. (I) Left panel, RNA FISH against CUG or
CCUG repeats, coupled to immunofluorescence against rbFOX1 and MBNL1 on primary
cultures of DM1 or DM2 muscle cells differentiated four days. Magnifications, 630x. Scale
bars, 10 pum. Nuclei were counterstained with DAPI. Right panel, quantification of the co-

localization of rtbFOX1 within ~50 CUG or CCUG RNA aggregates.

Supplemental Figure 3. rbFOXI1 is not sequestered within CCUG aggregates.

(A) C2C12 cells were co-transfected with a minigene expressing the exon 11 of the insulin
receptor INSR gene and either with a plasmid expressing rbFOX1, MBNLI, 960 CUG repeats
or 400 CCUG repeats or with a siRNA directed against rbFoxI or Mbnll. C2C12 cells were
differentiated two days and the ratio of /NSR exon 11 inclusion was quantified by RNA
extraction followed by RT-PCR. (B-D) C2CI12 cells were co-transfected with a plasmid
expressing the GFP and either with a plasmid expressing rbFOX1, MBNL1, 960 CUG repeats
or 400 CCUG repeats or with a siRNA directed against rbFoxI or Mbnll. C2C12 cells were
differentiated two days, GFP-positive FAX isolated and alternative splicing of 7hx3, Enah
and Ect2 were quantified by RNA extraction followed by RT-PCR. (E-I) RT-PCR analysis
(left panel) and quantification (right panel) of the alternative splicing of CACNA LS (CAV1.1),
RYRI, ATP2A41 (SERCA), LDB3 (CYPHER/ZASP) and MBNLI pre-mRNAs by RT-PCR
performed on total RNA extracted from adult skeletal muscle of controls, DM1 or DM2

patients. Error bars indicate s.e.m.
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Supplemental Figure 4. rbFOX1 competes MBNL1 binding to expanded CCUG repeats.

(A) UV-cross-linking binding of 0.5 ug of GST-MBNLIA to 10,000 CPM of uniformly [a’*P]
internally labeled in vitro transcribed RNA containing 30 CCUG repeats was competed by
increasing amounts (0.125, 0.25, 0.5, 1 and 2 pg) of GST-rbFOX2. (B) Upper panel, western-
blotting analysis of recombinant purified GST-MBNLI1A and of control muscle samples using
an antibody against MBNL1. Lower panel, western-blotting analysis of recombinant purified
GST-rbFOX1A and of control muscle samples using an antibody against rbFOX1. (C)
Quantitative RT-real time PCR analysis of the expression of MBNLI, MBNL2, rbFOXI,
rbFOX2, DMPK and ZNF9 mRNAs relative to the expression to the RPLPO mRNA in human
skeletal muscle samples of different ages, including fetus of 24, 26 and 31 weeks, new born of
5 days, infant of 12 years and adult of 32, 45 and 51 years old. Error bars indicate s.e.m. (D)
Quantitative RT-real time PCR analysis of the expression of Mbnll, Mbni2, rbFox1, rbFox2,
Dmpk and Znf9 mRNAs relative to the expression to the Rp/p0 mRNA in skeletal muscle
(tibialis anterior) samples of wild-type BL6 mouse of different ages, including embryonic day
18 (E18); post natal day 2 and 7 (PN2 and PN7) and 3 months. Error bars indicate s.e.m. (E)
Left panel, RNA FISH of expanded CUG repeats coupled to immunofluorescence of MBNLI
on primary cultures of muscle cells from DM1 patients transfected with a control pCDNA3.1
vector or a plasmid expressing GFP-tagged rbFOX1. Magnification, 630x. Scale bars, 10 um.
Nuclei were counterstained with DAPI. Right panel, quantification of the signal of MBNLI
either localized diffusely within the nucleoplasm (free MBNL1) or localized within the
CCUG RNA aggregates (MBNLI foci). Error bars indicate s.e.m. (F) Left panel, RNA FISH
of expanded CUG repeats coupled to immunofluorescence of MBNLI1 on primary cultures of
muscle cells from DM patients transduced with an adenovirus expressing an shRNA directed
either against the luciferase (CTL) vector or against ¥bFOX1. Magnification, 630x. Scale bars,
10 um. Nuclei were counterstained with DAPI. Right panel, quantification of the signal of
MBNLI1 either localized diffusely within the nucleoplasm (free MBNL1) or localized within
the CCUG RNA aggregates (MBNL1 foci). Error bars indicate s.e.m.
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Supplementary Table 1

CuUG CCUG

Gene name Score  Coverage Peptide PSM Score Coverage Peptide PSM
Terminal uridylyltransferase 4 =Zcchc11 [TUT4_MOUSE] 75 1 1 23 81 1 1 25
Probable ATP-dependent RNA helicase DDX6 OS [DDX6_MOUSE] 84 4 1 17 96 4 1 20
TAR DNA-binding protein 43 =Tardbp [TADBP_MOUSE] 21 13 4 6 76 32 9 18
Poly(rC)-binding protein 2 = Pcbp2 [PCBP2_MOUSE] 59 88 7 13
RNA binding protein fox-1 homolog 2 = Rbfox2 [RFOX2_MOUSE] 35 14 4 8
RNA binding protein fox-1 homolog 1 = Rbfox1 [RFOX1_MOUSE] 33 13 4 8
Muscleblind-like protein 1 OS = Mbnl1 [MBNL1_MOUSE] 438 6 3 17 19 5 2 7
Protein argonaute-1 = Eif2c1 [AGO1_MOUSE] 2 2 1 1 27 10 6 7
Protein argonaute-2 = Eif2c2 [AGO2_MOUSE] 2 2 1 1 24 9 6 7
Serine/arginine-rich splicing factor 3 = Srsf3 [SRSF3_MOUSE] 21 18 3 7
Poly(rC)-binding protein 1 = Pcbp1 [PCBP1_MOUSE] 21 13 3 5
Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein L = Hnrnpl [HNRPL_MOUSE] 18 5) 2 5
Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein M = Hnrnpm [HNRPM_MOUSE] 19 9 5 5 10 5 3 3
RNA binding protein fox-1 homolog 3 = Rbfox3 [RFOX3_MOUSE] 12 10 3 3
Nucleolysin TIAR = Tial1 [TIAR_MOUSE] 8 6 2 2 9 8 2 2
Zinc finger CCCH domain-containing protein 10 = Zc3h10 [ZC3HA_MOUSE] 8 6 2 2 7 8 2 2
Far upstream element-binding protein = Khsrp [FUBP2_MOUSE] 3 1 1 1 8 6 2 2
Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein U-like 2 = [HNRL2_MOUSE] 3 1 1 1 9 4 2 2
ATP-dependent RNA helicase DDX3Y = Ddx3y [DDX3Y_MOUSE] 3 3 1 1 5] 8 1 2
Serine/arginine-rich splicing factor 2 = Srsf2 [SRSF2_MOUSE] 4 8 2 2
Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein K = Hnrnpk [HNRPK_MOUSE] 8 6 2 2
Nucleolin = Ncl [NUCL_MOUSE] 6 5 2 2
Serine/arginine-rich splicing factor 5 = Srsf5 [SRSF5_MOUSE] 6 3 1 2
Heterogeneous nuclear ribonucleoproteins A2/B1 = [ROA2_MOUSE] 6 8 1 2
Nucleolysin TIA-1 = Tia1 [TIA1_MOUSE] 6 9 2 2 3 8 1 1
Speckle-type POZ protein-like = Spopl [SPOPL_MOUSE] 3 5 1 1 8 5 1 1
Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein DO = Hnrnpd [HNRPD_MOUSE] 8 4 1 1 4 4 1 1
CCR4-NOT transcription complex subunit 6 = Cnot6 [CNOT6_MOUSE] 3 4 1 1 3 4 1 1
RNA-binding protein Raly = Raly [RALY_MOUSE] 3 12 1 1
Pre-mRNA-splicing factor RBM22 = Rbm22 [RBM22_MOUSE] 8 8 1 1
Pre-mRNA-splicing factor 38B = Prpf38b [PR38B_MOUSE] 3 6 1 1
U4/U6 small nuclear ribonucleoprotein Prp31 = Prpf31 [PRP31_MOUSE] 3 4 1 1
Splicing factor 3B subunit 1 = Sf3b1 [SF3B1_MOUSE] 5 & 1 1
CUGBP Elav-like family member 2 = Celf2 [CELF2_MOUSE] 3 2 1 1
Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein U-like 1 = [HNRL1_MOUSE] 8 2 1 1
Splicing factor, proline- and glutamine-rich = Sfpq [SFPQ_MOUSE] 3 2 1 1
Matrin-3 OS = Matr3 [MATR3_MOUSE] 3] 2 1 1
Fragile X mental retardation protein 1 homolog = Fmr1 [FMR1_MOUSE] 2 1 1 1
RNA-binding protein = Rom10 [RBM10_MOUSE] 2 1 1 1
S1 RNA-binding domain-containing protein 1 = Srbd1 [SRBD1_MOUSE] 2 1 1 1

RNA-binding protein 28 = Rbm28 [RBM28_MOUSE] 11 3 1 4
Putative ATP-dependent RNA helicase DHX57 = Dhx57 [DHX57_MOUSE] 3
Pre-mRNA-splicing factor ISY1 homolog = Isy1 [ISY1_MOUSE] 3
Zinc finger RNA-binding protein = Zfr [ZFR_MOUSE] g
Terminal uridylyltransferase 7 = Zcchc6 [TUT7_MOUSE] 8 1 1 1
3
3
2

w ©

408 ribosomal protein S4, X isoform = Rps4x [RS4X_MOUSE]
Splicing factor U2AF 35 kDa subunit = U2af1 [U2AF1_MOUSE]
Putative RNA-binding protein 15B = Rbm15b [RB15B_MOUSE]

N N W
=
N




Supplementary Figure 1
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Annexe 3

ANNEXE 3

Implication des protéines NOVA dans les ataxies

spinocérebelleuses de type 10 et 31.
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Annexe 3

Les ataxies spinocérébélleuses de type 10 et 31 sont des maladies dues a des
expansions de nucléotides situées dans des régions non codantes qui conduisent a une
dégénérescence des cellules de Purkinje du cervelet, ce qui entraine une perte de la
coordination fine des mouvements volontaires (Matsuura et al., 2000 ; Sato ef al., 2009).

Ainsi, I’ataxie spinocérébélleuse de type 10 (SCA10) représente la seconde cause
d’ataxie cérébelleuse au Mexique et au Brésil. Toutefois, cette ataxie s’accompagne
d’épilepsie dans les populations d’origine mexicaine ; alors qu’elle est décrite comme une
ataxie pure dans les familles d’origine brésilienne (Teive et al., 2004 ; Teive et al., 2012).
Cette maladie est due a I’expansion des répétitions des nucléotides ATTCT (de 800 a 4500)
dans I’intron 9 du géne ATXNI0 sur le chromosome 22 (Zu et al., 1999 ; Matsuura et al.,
2000). Ces répétitions ATTCT sont « pures » dans les populations brésiliennes, mais
présentent une insertion de plusieurs centaines de répétitions ATCCC dans les populations
mexicaines (Cherng ef al. 2011 ; McFarland ef al., 2013 ; Dr. Sarkar et Professeur Ashizawa,
communication personnelle). L’étude de modeles murins transgéniques montre que les
répétitions AUUCU recrutent et séquestrent le facteur d’épissage hnRNP K. Cette
séquestration conduit a une mort neuronale par apoptose (White ez al., 2010). A I’exclusion de
cette ¢tude, peu de travaux ont été menés sur les mécanismes moléculaires impliqués dans
cette maladie. Enfin, les répétitions AUCCC qui différencient les populations mexicaines des
populations brésiliennes sont encore trés peu étudiées.

L’ataxie spinocérébélleuse de type 31 (SCA31) est une maladie neurodégénérative
caractérisée par une ataxie cérébelleuse progressive pure (Owada et al., 2005). Il s’agit de
I’ataxie spinocérébelleuse la plus commune au Japon aprés SCA3 et SCA6. En 2009, une
¢tude menée par 1’équipe du Professeur Ishikawa a montré que la cause génétique de SCA31
est une expansion de répétitions des nucléotides TGGAA de 2,5 a 3,8 kb située dans une
région non codante localisée entre les génes T7K2 (Thymidine Kinase 2) et BEAN (Brain
Expressed, Associated with NEDD4) sur le chromosome 16. Ces répétitions sont transcrites et
s’accumulent dans le noyau des cellules de Purkinje des patients SCA31 (Sato et al., 2009).
De plus, des ARNs portant des répétitions UGGAA lient les protéines SFRS1 et SFRS9 in
vitro. Cependant, la séquestration de ces protéines chez les patients SCA31 n’a pas été
démontrée, et les mécanismes moléculaires a 1’origine de cette maladie sont encore mal
caractérisés.

Récemment, 1’existence de transcrit dit « antisens » a une expansion de nucléotides
chez les patients atteints de SCAS8, de dystrophie myotonique et de Huntington like 2
(Moseley et al., 2006 ; Wilburn et al., 2011 ; Zu et al., 2011 ; Huguet ef al., 2012), nous a
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Figure 51: Existence d’un ARN « antisens » et colocalisation des protéines NOVA avec cet

ARN antisens dans le cerveau de patients atteints de SCA31.

(Chantal Sellier, données non publiées)

A. Foci nucléaires détectés par hybridation in situ (ARN-FISH) des expansions UGGAA
(ARN sens) et AUUCC (ARN antisens) utilisant respectivement des sondes nucléiques
TTCCA et GGAAT dans des coupes de cerveau de patients SCA31.

B. Quantification du nombre de foci composés des expansions UGGAA (ARN sens) et
AUUCC (ARN antisens) dans des coupes de cerveau de patients SCA31.

C, D. Colocalisation des protéines NOVA-1 et NOVA-2 avec les expansions AUUCC (ARN
antisens) dans des coupes de cerveau de patients SCA31. Détection des protéines par

immunofluoresence et des agrégats d’ARN contenant les expansions AUUCC par A-FISH.
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conduit a émettre I’hypotheése que 1I’expansion de répétitions TGGAA responsable de SCA31
pouvait étre transcrite dans les deux sens générant un ARN contenant des répétitions UGGAA
dit « sens » (Sato et al., 2009) et un ARN contenant des répétitions AUUCC dit « antisens ».
Au laboratoire, Chantal Sellier a ainsi mis en évidence la présence d’agrégats d’ARN
contenant des expansions AUUCC dans des lames de cerveau de patients SCA31, alors que
les agrégats d’ARN UGGAA sont beaucoup plus rares (figure 51A et B). Il semblerait donc
que les répétitions TGGAA responsables de SCA31 soient transcrites en « antisens »
conduisant a des agrégats d’ARN AUUCC. Toutefois, il reste a déterminer quelles protéines
se lient a ces ARNSs. Il est aussi a noter que ces répétitions AUUCC sont treés proches des
répétitions AUCCC, responsables de SCA10 chez les populations mexicaines. Par des
expériences de colonne d’affinit¢ composée des expansions AUUCU (SAC10, Brésil),
AUCCC (SCA10, Mexique) ou AUUCC (SCA31, Japon). Nous avons identifi¢ que les
protéines NOVA-1 et NOVA-2 interagissent spécifiquement avec les expansions AUCCC
(SCA10, Mexique) et AUUCC (SCA31), mais non des expansions AUUCU (SCA10, Brésil).
Les protéines NOVA ont été les premiers facteurs d’épissage spécifiques des neurones
découverts chez les mammiferes (Yang et al., 1998). Ces protéines lient via leurs trois
domaines KH (« hnRNP K Homology domain ») le motif ribonuclé¢ique YCAY (Teplova et
al., 2011). 1l est intéressant de noter que les expansions AUUCC et AUCCC possedent toutes
deux ce motif CCAU, tandis que les expansions AUUCU (SCA10, Brésil) ne contiennent pas
cette séquence. Nous avons donc émis 1’hypothése que les répétitions d’ARN AUUCC et
AUCCC pouvaient lier et séquestrer les protéines NOVA. De plus, il est intéressant de noter
que les protéines NOVA sont impliquées dans des syndromes neurodégénératifs de type
POMA (« Paraneoplastic Opsoclonus Myoclonus Ataxia ») dues a des anticorps autoimmuns
dirigés contre ces protéines (Yang et al., 1998).

Afin d’étudier I'implication de NOVA dans les pathologies SCA10 et SCA31, nous
avons donc testé 1’interaction entre la protéine NOVA-1 et les expansions ribonucléotidiques
de type AUUCU (SCA10, Brésil), AUCCC (SCA10, Mexique) ou AUUCC (SCA31). Pour
cela, j’ai effectué des expériences de retard sur gel avec ces différents transcrits et une
protéine recombinante GST-NOVA-1. En controle positif, j’ai utilisé¢ une séquence contenant
trois motifs YCAY utilisée précédemment pour déterminer la structure de NOVA-1 (Teplova
et al., 2011). De facon intéressante, la protéine NOVA-1 lie avec une forte affinité les
répétitions AUUCC (SCA31) et AUCCC (SCA10, Mexique) avec un Kd apparent de 0,05
nM, tandis que NOVA-1 ne lie pas ’ARN AUUCU (SCA10, Brésil) (Figure 52).
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Figure 52 : NOVA-1 avec différentes expansions d’ARN a ’origine de SCA10 et SCA3 1.
Les expériences de retard sur gel ont été¢ effectuées avec la protéine recombinante GST-
NOVA-1 et différents transcrits marqués uniformément au **P.

A. NOVA-1 lie ’ARN UCAC)3X (contrdle positif), et lie le transcrit AUUCC)20X (SCA31),
et le transcrit AUCCC)20X (SCA10, Brésil). NOVA-1 n’interagit pas avec ’ARN contenant
les répétitions AUUCU)20X (SCA10, Mexique). Le graphique indique le pourcentage d’ARN
li¢ a NOVA-1 en fonction de la concentration de protéine en nM.

B. Test de compétitions pour la fixation de NOVA-1 entre ’ARN controle UCAC)3X marqué
uniformément au *°P et les ARNs non marqués au P, constitués des répétitions
AUUCC)20X (SCA31), AUCCC)20X (SCA10, Brésil) ou AUUCU)20X (SCA10, Mexique)
en présence de GST-NOVA-1 a 10 nM. Les ARNs compétiteurs correspondent aux ARNs
non marqués composés des différentes répétitions. Le graphique indique le pourcentage
d’ARN UCAC)3X li¢é a NOVA-1 en fonction du ratio des concentrations [ARN
compétiteur]/[ARN UCAC)3X].
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Puis, afin de tester si les ARNs mutants AUUCC (SCA31) et AUCCC (SCAIO,
Mexique) pouvaient empécher 1’interaction entre le facteur d’épissage NOVA-1 et son ARN
pré-messager cible, des expériences de compétitions in vitro ont été réalisées. Ces retards sur
gel indiquent que les ARNs contenant les répétitions AUUCC (SCA31) et AUCCC (SCA10
Mexique), mais pas les répétitions AUUCU (SCA10, Brésil) perturbent fortement
I’interaction entre NOVA-1 et son ARN cible contenant trois motifs UCAC (figure 51B). Ces
résultats suggerent que I’interaction de NOVA avec les ARNs mutants dans les pathologies
SCA10 (Mexique) et SCA31 pourraient empécher la fixation et 1’action de NOVA sur ses
ARNSs cibles, et ainsi conduire a des défauts d’épissages alternatifs entrainant la mort
neuronale chez ces patients.

Les protéines NOVA régulent de nombreux épissages alternatifs neuronaux (Ule et al.,
2005a; Ule et al., 2005b). En perspectives, il serait donc intéressant d’étudier dans des
échantillons d’ARN de patients SCA10 et SCA31, les épissages alternatifs des cibles de
NOVA impliquées dans la signalisation cellulaire (CAMK2y), dans la libération des
neurotransmetteurs (GABRG2, GLRA2, CACNAIB, KCNQ2, ATP2BI), dans la jonction
neuro-musculaire (AGRN), dans la localisation des récepteurs et canaux ioniques (ANK3) et
dans la structure des neurones (CLASPI). Ainsi, des défauts d’épissages alternatifs de genes
essentiels au fonctionnement des neurones pourraient conduire a la mort neuronale observée
chez les patients POMA, SCA10 et SCA3I.

En conclusion, ces résultats sont importants car ils permettraient de différencier les
ataxies spinocérebelleuses contenant des répétions AUUCU (SCA10, Brésil) de celles
contenant des répétions AUCCC (SCA10, Mexique), mais aussi de relier les ataxies SCA10 et
SCA31 aux ataxies POMA. Enfin, ces résultats nous permettraient aussi de mieux
comprendre les mécanismes moléculaires a I’origine de ces maladies afin de les modéliser

chez la souris.
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ANNEXE 4

Implication de Tra2-f dans la maturation

de miARNSs spécifiques.
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miARN Facteur de dérégulation | si Tra2-g vs sictl
98 1,9 N
99b 1,7 N
15b 3.7 N
let-7a 15 N
let-7b 1,3 N
let-7¢ 1,3 N
let-7d 1,6 N
let-7e 15 N
let-7f 1,4 N

Expression relative de miR mature/U6

1,6

Esictln=3
Ositra2-B n=3

miR-15b miR-98 miR-99b let-7a let-7c let-7e  let-7f

Figure 53 : Expression des miARNSs suite a la déplétion de Tra2-f dans les cellules HeLa.

A. A gauche, représentation schématique des domaines de Tra2-f; a droite, structure du

RRM (« RNA Recognition Motif ») de Tra2-f obtenue par résonnance magnétique nucléaire

(RMN) (Tsuda et al., 2010). Les lettres AGAA en noir indiquent les nucléotides en interaction
avec le RRM de Tra2-f.

B. Résultats des puces a ADN (Agilent) a partir de cellules déplétées ou non en Tra2- f (si ctl

n=3; si Tra2- f n=3). Seuls sont représentés les miARNs possédant une p value corrigée est

inférieure a 0,5. La fleche pointant vers le bas dans la derni¢re colonne signifie que la quantité

du miARN est diminuée dans les échantillons déplétés en Tra2-B. A droite, validation des

résultats de puces a ADN spécifiques des miARNs par qRT-PCR. * : p<0,05.



Annexe 4

Transformer 2-beta (TRA2-B ; SFRS10), est une protéine appartenant a la famille des
protéines SR-Like qui se lie spécifiquement au motif ribonucléotidique AGAA (figure 53A)
(Tsuda et al., 2010 ; Cléry et al., 2011). Cette protéine est caractérisée comme un régulateur
de I’épissage alternatif de nombreux ARNs pré-messagers, notamment de [’exon 7 de SMN2
et de I’exon 10 de MAPT. Comme de nombreuses protéines qui régulent 1’épissage alternatif
se sont révélées étre également des régulateurs de la maturation des miARNS, j’ai étudié le
role potentiel de TRA2-B dans la maturation des miARNs. Grace a des puces a ADN
spécifiques des miARNs matures, j’ai comparé le niveau d’expression des miARNs dans des
cellules HeLa exprimant ou non TRA2-B. L’analyse de ces résultats met en évidence une
diminution de la quantit¢ de neuf miARNSs classés suivant leur niveau de dérégulation (figure
53B). La validation de ces résultats par RT-PCR quantitative (QRT-PCR) a partir des mémes
échantillons, montre que parmi ces miARNSs, 1’expression de miR-98 et miR-15b est la plus
altérée par I’absence de TRA2- (p<0,05).

Afin de savoir si la diminution de ’expression de miR-15b est due a une diminution
de la transcription ou de la maturation de miR-15b, j’ai alors quantifi¢ par qRT-PCR
I’expression du précurseur de miR-15b, pré-miR-15b, ainsi que I’ARNm de son géne hote,
DLEU?2. En I’absence de Tra2-B, les quantités d’ARNm DLEU2 et du pré-miR-15b sont
réduites, signifiant donc que la diminution de miR-15b serait transcriptionnelle.

De méme, pour déterminer si la diminution de miR-98 est due a une altération de sa
transcription ou de sa maturation, j’ai quantifi¢ I’expression de son précurseur et de son géne
hote. MiR-98, ainsi que le miARN let-712, sont situés dans I’intron 59 du gene HUWE]I sur le
chromosome X (figure 54A). De plus, il est a noter que miR-98 est ’un des 13 membres de la
famille let-7. Cette famille de miARNs inhibe 1’expression de nombreux oncogenes tels que
MYC, RAS et HMGA2. Enfin, la biogenese des miARN de type let-7 est régulée
négativement par les protéines LIN28 et TUT-4, qui inhibent le clivage des pré-let-7 par
DICER (Heo et al., 2008 ; Heo et al., 2009). La quantification par qRT-PCR de I’expression
de pré-miR-98, de son co-transcrit pré-let-7f2 ainsi que de I’ARNm de leur geéne hote,
HUWEI, montre que la quantité¢ de ces précurseurs ou d’ARNm HUWEI est inchangée en
I’absence de TRA2-f (figure 54B). Ces résultats montrent que la diminution de miR-98 n’est
pas due a une altération de la transcription, et suggérent que TRA2-f régulerait positivement
la maturation de pré-miR-98 en miARN mature.

Afin de tester I’effet de TRA2-f sur la maturation de miR-98, nous avons cloné le pri-
miR-98 dans un vecteur (p)CDNA3.1) permettant 1’expression de celui-ci sous un promoteur

fort viral (CMV) dans des cellules eucaryotes. Ainsi, la surexpression de GFP-TRA2-3 dans
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Figure 54 : Effet de Tra2-f sur la maturation de miR-98.

A. Mir-98 est co-transcrit avec let-7f2 sous le promoteur du gene HUWEI. Les rectangles
gris, rose et bleu représentent respectivement, les exons du géne HUWEI, les pri-miR-98 et le
pri-let-712.

B. Analyse de I’expression du géne hote et du pré-miR-98. Les quantités des miARNSs et des
ARNm (HUWEI) sont normalisées respectivement par rapport & ’ARN snARN U6 et a
I’ARNm RLPO. * :p<0,05.

C. Maturation in cellulo : cellules HeLa co-transfectées par un plasmide exprimant le pri-
miR-98 et un plasmide exprimant soit un shARN contre la luciférase (shctl), ou contre Tra2-
(shTra2-B), ou exprimant Tra2-B-GFP. Aprés 24h de transfection, les intermédiaires de la
maturation de miR-98 sont analysés par Norhern blot. Les pourcentages de miR-98 indiqués
sont le résultat de rapport de miARN mature sur la somme des intermédiaires normalisé par
rapport au pourcentage dans la piste contre shCtl. La qualité des ARNSs et la surexpression de
Tra2-p sont vérifiées respectivement par coloration au bromure d’éthidium (les ARNs snARN

Ul, ARNr 58S et ARNt sont indiqués) et par Western blot.
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des cellules HelLa exprimant ce pri-miR-98 exogéne, montre que TRA2-beta stimule la
maturation de miR-98 mature (figure 54C).

TRA2-B lie le motif ARN simple brin de séquence AGAA. Parmi les membres de la
famille de miARN let-7, seuls miR-98 et let-7a2 présentent un motif AGAA au niveau de la
boucle de leurs précurseurs (figure 55A). Nous avons donc cloné le domaine RRM de TRA2-
B fusionné a une étiquette « 6 Histidines », exprimé cette protéine dans des bactéries
Escherichia coli BL21 (DE3) codon plus et purifié cette protéine recombinante par colonne
d’affinité nickel. Toutefois, cette protéine est co-purifiée avec une RNAse endogeéne de la
bactérie, ce qui prévient tout test d’interaction ARN-protéine. J’ai alors utilisé une protéine
recombinante TRA2-B enti¢re, fusionnée a une étiquette « FLAG », exprimée a partir de
cellules eucaryotes 293FT, et purifiée par colonne d’affinité anticorps anti-FLAG. Mes
analyses d’interaction ARN/protéine par retard sur gel montrent que TRA2-B lie
spécifiquement le pré-miR-98, mais ne lie pas a son co-transcrit, le pré-let-7f2 (figure 55B,
3C). La délétion de la séquence AGAA au niveau de la boucle de pré-miR-98 abolit la
fixation de TRA2-B (figures 55B et C), démontrant ainsi que cette protéine pourrait réguler,
via une interaction directe a la séquence AGAA, la maturation de pré-miR-98 en miR-98
mature.

Cette séquence AGAA, reconnue par TRA2-B, pouvant étre présente dans d’autres
pré-miARNs, nous avons alors effectué une analyse bioinformatique (collaboration avec Dr
Auboeuf, INSERM, Lyon), et identifi¢ trois miARNs, miR-19a, miR-204 et miR-425,
présentant une séquence AGAA dans la boucle terminale de leur précurseur (figure 56A).
L’analyse par qRT-PCR de I’expression de ces miARNs montre une diminution significative
de la quantit¢ de miR-204 et de miR-425 en absence de TRA2-B, suggérant ainsi que ces
miARNs pourraient étre régulés par TRA2-B (figure 56B). Des analyses de 1’expression de
leurs précurseurs devraient nous renseigner quant a la possible régulation de leur maturation
par TRA2-p.

LIN28B est un régulateur négatif de la maturation de plusieurs membres de la famille
let-7 (let-7a, -7d,-71, -7g), qui lie le motif GGAG situé dans la boucle des pré-let-7 et inhibe
ainsi le clivage de DICER (Nam ef al., 2011). MiR-98, étant un membre de la famille let-7,
nous avons aussi testé 1’interaction entre miR-98 et la protéine. Nous avons produit et purifié
la protéine recombinante His-LIN28B et montré par des expériences in vitro que cette
protéine lie le motif GAAG situé dans la boucle de pré-miR-98 (figure 55C). Il est intéressant
de noter que ce motif chevauche la séquence AGAA reconnue par TRA2-f. Cependant, la

délétion du site AGAAG de pré-miR-98 n’affecte que 1égérement la liaison de LIN28B,
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Figure 55 : Interaction spécifique entre les protéines Tra2- ff ou Lin28 et le pré-miR-98.

A. Alignement des séquences flanquant la boucle terminale des pri-miARNs de la famille let-
7. La séquence AGAA, étant le motif reconnu par Tra2-f, est indiquée en rouge.

B. Structures secondaires obtenue par M-fold du pré-miR-98 et de son mutant généré par
mutagénese dirigée dans lequel les nucléotides AGAAG sont délétés. Le site potentiel de
liaison a Tra2-p est en rouge (AGAA).

C. Expériences de retard sur gel effectués avec la protéine recombinante Flag-Tra2-f (a
gauche) ou la protéine recombinante His-Lin28 (a droite) et les pré-miR-98, pré-miR-98

mutant et pré-let-7f2 marqués uniformément au *P.



Annexe 4

tandis qu’elle abolit celle de TRA2-B.Ces expériences suggerent que LIN28 lierait le pré-
miR-98 au niveau de deux sites : le site AGAAG, aussi reconnu par TRA2-f, et un second
site inconnu au moment des expériences mais qui a été décrit depuis comme étant la boucle
terminale des pré-let-7 (Nam et al.,, 2011 ; Loughlin et al, 2011 ; Mayr et al., 2012,
Desjardins et al., 2012). Nous avons alors effectué des expériences in vitro de compétitions de
liaison a ’ARN entre TRA2-f et LIN28, ces expériences montrent que 1’augmentation
graduelle de la quantit¢ de HIS-LIN28B inhibe la liaison de FLAG-TRA2-$ au pré-miR-98
(figure 57). Ce résultat confirme que ’un des deux sites de liaison de LIN28 chevauche celui

de TRA2-B et indique que ces deux protéines sont en compétition pour lier le pré-miR-98.

En conclusions, mes résultats suggerent que TRA2-B favoriserait la maturation de
miR-98 en empéchant la fixation de LIN2S, et en protégeant ainsi le pré-miR-98 de 1’action

inhibitrice des protéines LIN28-TUT4 sur le clivage de DICER.

En perspective, la quantification des cibles de miR-98, telles que MYC, RAS ou
HMGAZ2, et I’¢tude de la prolifération cellulaire dans des cellules déplétées en TRA2-f3, nous
permettrait d’étudier les conséquences physiologiques de la diminution de la maturation de
miR-98. Toutefois, il est a noter que TRA2-P ne régule pas la maturation des autres membres
de la famille let-7, et donc que I’effet physiologique de la diminution de miR-98 risque d’étre

compensé par la présence des autres let-7.
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Figure 56 : Analyse de I’expression des miARNs dont la boucle terminale contient le motif
AGAA.
A. Séquence ribonucléotidique des pré-miR-19a, pré-miR-204 et pré-miR-425. Les
nucléotides de la boucle terminale sont soulignés. Le motif reconnu par Tra-2f3 est en rouge.
B. Quantification de la forme mature des miARNs miR-19a, miR-204 et miR-425.

L’expression des miARNs matures est normalisée par rapport a I’expression de snARN U6.

* 1 p<0,05.
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Figure 57 : Compétitions entre Tra2-f et Lin28 pour la fixation du pré-miR-98.

Tests de compétition effectués par pontage aux UV. La protéine recombinante His -Tra2-f3-
RRM (16uM) et le pré-miR-98 marqué uniformément au P sont incubés avec des
concentrations croissantes de protéine recombinante His-Lin28 (0;1;2;4 uM).

La quantité des protéines déposées ainsi que le chargement des échantillons dans le gel ont été
controlés par coloration au bleu de Coomassie. L’astérisque indique la RNase A présente dans

les expériences de pontage aux UV.
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Etudes des bases moléculaires a I’origine des troubles cardiaques

des patients atteints de Dystrophies Myotoniques.

Les dystrophies myotoniques (DM) sont les formes les plus communes de dystrophies
musculaires chez I’adulte. Ces maladies sont caractérisées par de nombreux symptomes, et notamment
des défauts de conduction et du rythme cardiaques pouvant s’avérer fatals. Les dystrophies
myotoniques sont des maladies a gain de fonction d’ARN dont le mod¢le proposé fait intervenir une
séquestration du facteur d’épissage alternatif MBNL1 et une augmentation de la protéine CUGBP1. La
dérégulation de ces deux protéines conduit a des altérations spécifiques de I’épissage alternatif, dont
certaines sont associées aux symptomes des patients DM. Ainsi, [’altération de 1’épissage alternatif du
canal chlore (CLCNI) est responsable de la myotonie, tandis que celles de I’amphyphisine 2 (BINI) et
du canal calcique squelettique Ca,1.1 (CACNAIS) sont associées a la faiblesse musculaire.

Cependant, les causes moléculaires a I’origine des atteints cardiaques des patients DM sont
inconnues. C’est pourquoi, durant ma thése, nous avons identifié¢ par des approches de puce a ADN et
de séquencage a haut débit de nouveaux ARNs codants et non codants pouvant étre dérégulés dans le
cceur des patients DM.

Parmi ces différents ARNs, nous nous sommes plus particuliérement intéressés a I’ARNm
SCN5A et au miARN, miR-1. En effet, le role essentiel des miARNs dans le développement et le
fonctionnement de différents tissus, dont le cceur, nous a conduits a orienter nos recherches sur les
mécanismes moléculaires et les conséquences physiologiques de la dérégulation de miR-1. Nous
avons ainsi montré une diminution de I’expression de miR-1 dans des échantillons de cceur de patients
DM1 et DM2. Nous avons également montré que la séquestration de MBNLI1 par les répétitions CUG
inhibe la maturation de miR-1. En effet, MBNLI protége miR-1 de I’inhibition de sa biogénése par la
voie LIN28/TUT-4. Nous avons ainsi mis en évidence une nouvelle fonction de MBNL1, comme
régulateur de la maturation de miARN spécifiques. Enfin, nous avons observé que la diminution de
miR-1 dans le coeur des patients DM entraine une augmentation de deux protéines, essentielles au
fonctionnement cardiaque, la connexine 43 (GJAI) et le canal calcique Ca,1.2 (CACNAIC), pouvant
participer aux troubles cardiaques des patients DM.

Puis, je me suis intéressée a 1’épissage alternatif des exons 6A/6B du principal canal sodique
cardiaque, SCN5A. Ce gene est particulierement intéressant pour 1’étude des DM car des mutations de
SCNS5A sont associées a des troubles de la conduction et du rythme cardiaques, qui s’apparentent aux
signes cliniques observés chez les patients DM. J’ai confirmé I’altération de 1’épissage des exons 6A
et 6B dans des échantillons de cceurs de patients CDM, DM1 et DM2. Nous avons alors montré que
I’épissage alternatif de ces exons mutuellement exclusifs est régulé par MBNLI1. En outre, I’inclusion
anormale de I’exon 6A feetal a la place de ’exon 6B adulte conduit a une diminution de I’activité de
SCNSA, s’apparentant a une perte de fonction de ce canal. Ainsi, ces résultats suggérent que
I’expression de SCN5SA contenant I’exon 6A chez les patients DM pourrait contribuer a ’apparition
des défauts de conduction et d’arythmies cardiaques observés chez ces patients.

En conclusion, durant ma thése, nous avons mis en évidence une dérégulation spécifique de
la maturation d’un miARN, miR-1, ainsi que de 1’épissage alternatif de nombreux ARNm, dont
SCN5A4, dans des échantillons de cceurs de patients DM. Nous proposons que ces altérations puissent
jouer un role dans 1’apparition des symptomes cardiaques chez les patients DM.
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Résumeé

Les dystrophies myotoniques sont les formes les plus communes des dystrophies musculaires chez
I'adulte, caractérisées par de nombreux symptémes tels que les défauts de conduction et de rythme
cardiaques fatals chez 30% des patients DM, dont les causes moléculaires sont inconnues. Les DM
sont des maladies a gain de fonction d’ARN faisant intervenir une séquestration des facteurs
d’épissage alternatif MBNL par des ARNs contenant de longues répétitions (C)CUG, conduisant a
des altérations de I'épissage alternatif. Par des approches de puces a ADN, nous avons identifié et
confirmé la diminution spécifique de miR-1, conduisant a la dérégulation de I'expression de la
connexine 43 et du canal a calcium cardiaque Ca,1.2 dans le cceur de patients DM. Par séquencage
a haut débit d’ARNs de coeur de patients atteints ou non de DM, j'ai montré la dérégulation de plus
d’'une centaine d’épissages alternatifs dont celui des exons 6A/6B du principal canal a sodium
cardiaque, SCN5A. J'ai montré que cet épissage est régulé par MBNL, et jai confirmé l'inclusion
anormale de I'exon 6A a la place de I'exon 6B dans TARNm SCN5A conduisant a une diminution de
I'activité du canal SCN5A, pouvant expliquer les défauts cardiaques des patients DM.

Mots-clés : Dystrophies Myotoniques, troubles de la conduction cardiaque, MBNL, SCN5A, miR-1

Résumé en anglais

The myotonic dystrophies (DM) are the most common forms of muscular dystrophies in adults,
characterized by several symptoms such as cardiac conduction defects and arrhythmias, fatals in
30% of DM patients. The molecular causes of DM cardiac defects are unknown. The RNA gain of
function involving a sequestration of MBNL, alternatives splicing factors by large RNAs containing
large (C)CUG, leading to alternative splicing defects. By microarray analysis, we identified and
confirmed the specific decrease of miR-1, leading to misregulation of connexin 43 and cardiac
calcium channel Ca,1.2 expressions in DM patients’ hearts. By RNA-Sequencing of samples from
DM and non-DM patients hearts, we have shown misregulation of more than 100 alternative splicing,
such as the most interesting splicing alteration which is that of exons 6A/6B of SCN5A, the main
cardiac sodium channel. We have shown this splicing is regulated by MBNL, and we have confirmed
the abnormal inclusion of exon 6A instead of exon 6B in SCN5A mRNA in heart of DM patients,
resulting in the decrease of SCN5A channel activity. This decrease could explain the cardiac defects
of DM patients.

Keywords: Myotonic Dystrophies, cardiac defects, MBNL, SCN5A, miR-1




