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Abréviations 
 

 

α-MSH : α-melanocyte stimulating hormone 

γ-GT : gamma-glutamyl transférase. 

ADN : Acide Désoxyribonucléique. 

ADNc : Acide Désoxyribonucléique complémentaire. 

AGM : Aorto-Gonado-Mésonéphrotique. 

ALA : Acide δ-aminolévulinique. 

ALAS : Acide δ-aminolévulinique Synthase. 

ALAT : Alanine Amino Transférase. 

ALP : Alcaline Phosphatase.  

ARNm : Acide RiboNucléique messager. 

ASAT : Aspartate Amino Transférase. 

BCNU : bis-chloroethylnitrosourea. 

bFGF : basique Fibroblast Growth Factor (Facteur de croissance des fibroblastes - basique). 

BIO : 6-bromoindirubin-3′-oxime. 

BMP : Bone Morphogenetic Proteins. 

CFC : Colony-Forming Cells. 

CH : Coproporphyrie héréditaire. 

CMH : Complexe Majeur d’Histocompatibilité (HLA en anglais). 

CSH : Cellules Souches Hématopoïétiques. 

EC : Embryonal Carcinoma Cells (cellules souches embryonnaires de carcinome). 

eIF-2α : Eukaryotic Initiation Factor-2. 

ERAD : Endoplasmic Reticulum-Associated protein Degradation. 

ERK : Extracellular signal-regulated kinase. 

ES (cells) : Embryonic Stem Cells (Cellules Souches Embryonnaires). 

FACS : Fluorescence-Activated Cell Sorting. 

FDA : Food and Drug Administration. 

FECH : Ferrochélatase. 

FIV : Fécondation in vitro. 

Flt3-L : Fms-related Tyrosine kinase 3 Ligand. 

GAPDH : Glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase. 

(E)GFP : (Enhanced) Green Fluorescent Protein. 

GSK3 : Glycogen Synthase Kinase-3. 
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HAP-1 : Heme Activating Protein-1. 

HEK : Human Embryonic Kidney. 

HIF : Hypoxia-Inductible Factor. 

HLA : Human Leucocyte Antigen (Complexe Majeur d’Histocompatibilité). 
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HRI : Heme-Regulated eIF-2α kinase. 

Id : Inhibitor of Differentiation. 
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IRE : Iron Responsive Element. 

IVG : Interruption Volontaire de Grossesse. 

JAK : Janus-associated tyrosine Kinase. 

KOSR : Knock Out Serum Replacement. 
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MAPK : Mitogen-Activated Protein Kinase. 

M-CSF : Macrophage Colony-Stimulating Factor. 
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Mfrn1 : Mitoferrin1. 

MGMT : O6-benzylguanine-DNA-méthyle transférase. 

MOI : Multiplicity Of Infection. 

NK : Natural Killer (type de lymphocyte). 

PAI : Porphyrie aiguë intermittente. 

PBG : Porphobilinogène. 

PCT : Porphyrie cutanée tardive. 

PEC (ou CEP) : Porphyrie Erythropoïétique Congénitale (Congenital Erythropoietic 

Porphyria). 

PGK : Phosphoglycérate kinase. 

PHE : Porphyrie Hépatoérythrocytaire. 

PPE (ou EPP) : Protoporphyrie Erythropoïétique (Erythropoietic Protoporphyria). 
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SCF : Stem Cell Factor. 

SCID : Severe Combined ImmunoDeficiency (Syndrome de l’ImmunoDéficience Combinée Sévère). 

SIN : Self-INactivated. 

SNCT : Somatic-Cell Nuclear Transfert. 

SSEA : stage-specific embryonic antigen. 

STAT : Signal Transducers and Activators of Transcription. 

STO : Fibroblastes embryonnaires murins résistants à la 6-Thioguanine et à l’Ouabaïne 

(souris Sandos). 

TPO : Thrombopoïétine. 

UROD : Uroporphyrinogène Décarboxylase 

UROS : Uroporphyrinogène III Synthase. 

VEGF : Vascular Endothelium Growth Factor. 
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I-1) Voie de biosynthèse de l’hème et porphyries 

 

 Les porphyries sont des affections héréditaires liées à un déficit enzymatique de la 

voie de biosynthèse de l’hème. Elles sont toutes caractérisées par une accumulation des 

précurseurs de l’hème (l’acide δ-aminolévulinique, le porphobilinogène) et/ou de porphyrines 

dans les tissus et les symptômes associés sont multiples et différents selon l’enzyme 

déficiente. 

 

 

I-1) Biosynthèse l’hème 

 

 La biosynthèse de l'hème a lieu dans toutes les cellules de l’organisme mais se déroule 

principalement dans la moelle osseuse (plus de 85% de l’hème y est produit) et dans le foie 

(The Porphyrin Handbook, 2003). Elle est composée d’une suite de huit réactions 

enzymatiques se répartissant entre la mitochondrie et le cytoplasme (Figure 1).  

 1) La synthèse de l’hème débute dans la mitochondrie par la condensation d’une 

molécule de  succinyl coenzymeA (succinyl CoA, participant au cycle de Krebs) et d’une 

molécule de glycine catalysée par l’acide δ-aminolévulinique synthase (ALA-synthase ou 

ALAS) pour générer de l’acide δ-aminolévulinique (ALA). 

 2) L’ALA-déshydrase (ou porphobilinogène synthase) permet, après transit de l’ALA 

vers le cytosol, de combiner deux ALA pour former le dérivé pyrrole porphobilinogène 

(PBG). 

 3) Puis l’enzyme porphobilinogène déaminase (PBG déaminase ou uroporphyrinogène 

I synthase) catalyse la condensation de quatre PBG en l’hydroxyméthylbilane (HMB). 

 4) Ce composé intermédiaire peut ensuite donner naissance à deux produits différents : 

l’uroporphyrinogène III (URO III) ou l’uroporphyrinogène I (URO I). Le premier est obtenu 

par une inversion du quatrième pyrrole et une cyclisation. Cette réaction enzymatique est 

catalysée par l’uroporphyrinogène III synthase (UROS). En l’absence d’UROS, l’URO I est 

généré par une cyclisation spontanée de l’HMB. Il peut ensuite être métabolisé en 

uroporphyrine I ou coproporphyrinogène I ; eux-mêmes susceptibles d’être convertis en 

coproporphyrine I (COPRO I). Toutes les porphyrines de type I sont des impasses 

métaboliques, incapables de participer au cycle de synthèse de l’hème et s’accumulent dans la 

cellule engendrant les symptômes observés dans la Porphyrie Erythropoïétique Congénitale 

ou PEC). 
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 5) L’URO III subit ensuite quatre décarboxylations de ses résidus acétyles catalysées 

par l’uroporphyrinogène décarboxylase pour former le coproporphyrinogène III (COPRO III). 

 6) Cet intermédiaire est transporté dans la mitochondrie où deux de ses résidus 

propionyles sont oxydés puis décarboxylés en résidus vinyles. Cette réaction est catalysée par 

la coproporphyrinogène III oxydase et conduit à la formation de protoporphyrinogène IX. 

 7) Puis la protoporphyrinogène IX oxydase catalyse la réaction d’oxydation du 

protoporphyrinogène IX en protoporphyrine IX (PPIX).  

 8) La dernière étape est catalysée par la ferrochélatase et permet l’incorporation d’un 

atome de fer réduit Fe2+ au sein de la protoporphyrine IX générant ainsi une molécule d’hème. 

 

Figure 1. Voie de biosynthèse de l’hème. La voie de biosynthèse de l’hème est constituée de huit étapes, 
chacune catalysée par une enzyme localisée dans la mitochondrie ou dans le cytoplasme. Chaque porphyrie 
correspond à un déficit de l’une de ces enzymes. 
 

 

 Bien que la dernière étape de cette voie de biosynthèse se fasse dans la mitochondrie, 

l’hème est ensuite transporté dans le cytosol pour se lier à des protéines et former ainsi les 

hémoprotéines (Taketani et al. 2005). Une hémoprotéine est donc l’association d’une partie 

protéique, l’apoprotéine et d’un groupement prosthétique, l’hème. L’hème est le groupement 

prosthétique de nombreuses hémoprotéines impliquées dans des fonctions variées : le 

transport de gaz (hémoglobine, myoglobine, …), le transfert d’électrons (cytochrome b et c),  

la détoxification au niveau hépatocytaire (cytochromes microsomaux b5 et P450), 

dégradation/métabolisme de différents composés (catalase et des peroxydases) (Tsiftsoglou et 

al. 2006). 
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 L’hème possède également des fonctions régulatrices directes ou indirectes sur 

l’expression de nombreux gènes. Il induit l’accumulation de globine par stabilisation de son 

ARNm notamment dans la lignée érythroïde au cours de l’érythropoïèse où le besoin en 

hémoglobine est le plus important (Ross et Sautner, 1976). Il induit également la transcription 

des gènes CYC-1p et CYC-2p codant pour des enzymes respiratoires chez la levure 

(cytochrome c). Pour cela, l’hème se lie au facteur de transcription HAP-1 (Heme Activating 

Protein-1) et stimule sa fixation sur les séquences génomiques régulatrices de ces deux gènes. 

L’hème est également capable de se fixer sur la protéine HRI (heme-regulated eIF-2α kinase) 

dont l’une des fonctions est la phosphorylation inactivatrice du facteur eIF-2α (Eukaryotic 

Initiation Factor-2). eIF-2α est essentiel à l’initiation de la traduction. L’inhibition de HRI 

dans des cellules érythroleucémiques murines entraîne donc l’accumulation d’hémoglobine et 

une augmentation de la prolifération après induction de la différenciation érythroïde au 

diméthyl-sulfoxide (Crosby et al. 2000). 

L’hème est également impliqué dans le contrôle des gènes qui interviennent sur sa propre 

synthèse ainsi que sur sa dégradation. 

 

 

I-2) Les gènes de la biosynthèse de l’hème. 

 

 Tous les gènes codant pour les enzymes de la voie de biosynthèse de l’hème sont 

uniques excepté le gène codant pour l’ALAS où deux gènes ont été décrits. Ils sont tous 

dispersés à travers le génome mais possèdent une expression coordonnée lors de 

l’érythropoïèse (Tableau 1). 

 Les deux gènes de l’ALAS sont situés sur deux chromosomes différents et ne codent 

pas pour la même protéine. L’expression de ALAS1 est ubiquitaire tandis que ALAS2 

s’exprime exclusivement dans le compartiment érythropoïétique.  

L’ALAD, la PBGD et l’UROS possèdent également une expression différentielle selon le 

tissu : un promoteur d’expression ubiquitaire et un d’expression érythroïde (Bishop et al. 

1996 ; Sassa et al. 1990 ; Aizencang et al. 2000).  

 Le promoteur du gène codant pour ALAS2 ainsi que les promoteurs érythroïdes des 

gènes codant pour l'ALAD, PBGD et UROS possèdent des séquences régulatrices en cis 

reconnues par des facteurs de transcription érythroïde-spécifiques (GATA-1, NF-E2) 

permettant une expression différentielle dans le compartiment érythroïde (Taketani, 2005). 

UROD, COPROX ainsi que FECH sont exprimées sous le contrôle d’un gène unique 

possédant un seul promoteur. Cette dernière enzyme possède deux ARNm qui diffèrent dans 
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leur partie 3’ non codante par l’utilisation de deux signaux de polyadénylation différents. 

L’activité transcriptionnelle de ces gènes augmente de façon coordonnée au cours de la 

différenciation érythropoïétique (Fujita et al. 1991 ; Taketani et al. 1995). 

 

 
Tableau 1. Enzymes et gènes de la voie de biosynthèse de l’hème. 

 

  

 

 I-3) Régulation de la biosynthèse de l’hème 

 

 L’ALAS joue un rôle central dans la régulation de la synthèse de l’hème tant au 

niveau du foie que du système érythropoïétique. 

 L’ALAS contrôle la première étape de la voie de biosynthèse de l’hème qui est 

également l’étape limitante dans le foie. En effet, l’ALAS1 subit une régulation de son 

expression à différents niveaux. Un rétrocontrôle négatif de la part de l’hème s’effectue au 

niveau post-transcriptionnel en diminuant la stabilité de son ARNm et au niveau post-

traductionnel en inhibant son transport du cytosol vers la mitochondrie (Munakata et al. 

2004). Ce mécanisme est utilisé lors du traitement de crises aiguës de porphyries hépatiques. 

Les patients reçoivent de l’hème arginate (Normosang®) qui va bloquer la voie de 

biosynthèse de l’hème dans le foie, stoppant ainsi l’accumulation de l’ALA et du PBG et/ou 

de porphyrines. 

 Dans les cellules érythroïdes, les enzymes de la voie de biosynthèse de l'hème sont 

globalement exprimées à un taux élevé du fait de la présence de promoteurs érythroïde-

spécifiques précédemment décrits, afin d’assurer la production d'hémoglobine. Le fer étant un 

des composants de l’hème, sa concentration et son métabolisme sont contrôlés parallèlement à 

ceux de l’hème. La plus grande proportion du fer présent dans les érythrocytes est incorporée 
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à l’hème (contrairement au fer présent dans les hépatocytes où 30 à 50% seulement sert à la 

biosynthèse de l’hème - Taketani, 2005). Les ARNm de l’ALAS2 ainsi que de la ferritine 

possèdent des séquences IRE (Iron Responsive Element) où se fixe une protéine régulatrice 

IRP (Iron Responsive Protein). En cas de manque de fer, la protéine IRP est active, se lie aux 

ARNm de l’ALAS2 et de la ferritine afin de bloquer leurs traductions (Figure 2). IRP se lie 

également à l’ARNm du récepteur de la transferrine, transporteur du fer, afin de le stabiliser et 

le protéger contre les nucléases : l’expression du récepteur de la transferrine est donc 

augmentée afin de favoriser l’apport de fer dans les érythrocytes. En cas d’excès de fer et pour 

éviter une toxicité cellulaire, IRP est inactivée. Les traductions de ALAS2 et la ferritine sont 

opérationnelles ce qui relance la voie de biosynthèse de l’hème et le stockage du fer libre. 

Parallèlement, l’ARNm du récepteur de la transferrine n’est plus stabilisé et rapidement 

dégradé ce qui inhibe son expression (Taketani, 2005). L'hème lui aussi, contrôle l’apport 

intracellulaire en fer : il empêche l'endocytose des complexes fer-transferrine-récepteur et 

inhibe la dissociation du fer et de la transferrine après l'internalisation du complexe (Ponka, 

1999). 

 
Figure 2. Régulation post-transcriptionnelle de l’expression de l’ALAS2, de la ferritine et de la transferrine par 
le fer dans les érythrocytes  (Modifié d’après de Verneuil et al. 1995). 
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I-4) Dégradation de l’hème 

 

 La grande majorité de l’hème provient des érythrocytes (~85%) et 15% du foie et des 

autres tissus. La dégradation des érythrocytes a principalement lieu au niveau de la rate où les 

cellules vieillissantes sont filtrées et dégradées par des macrophages. L’hème libéré lors de 

cette dégradation, est catabolisé par l’hème oxygénase (HO) qui ouvre le noyau 

tétrapyrrolique et libère du monoxyde de carbone, le fer Fe2+ et la biliverdine. La biliverdine 

est ensuite réduite par la biliverdine réductase qui forme la bilirubine. La bilirubine est liée 

dans le plasma à l’albumine pour être acheminée dans les hépatocytes où elle sera conjuguée 

par la bilirubine-UDP-glucuronosyl-transférase et finalement excrétée dans la bile. Son 

hydrolyse par les bactéries intestinales conduit à son élimination majoritairement dans les 

selles. Le fer, quant à lui, est exporté hors du macrophage vers le plasma par la ferroportine. Il 

est oxydé par la céruloplasmine en Fe3+. Sous cette forme, il est pris en charge par la 

transferrine qui le transporte jusqu’à la moelle osseuse pour retourner dans un cycle de 

biosynthèse. 

 

 

 I-2) Les porphyries érythropoïétiques 

 

 Les porphyries sont communément répertoriées selon les tissus les plus affectés par 

l’accumulation de précurseurs de l’hème et/ou de porphyrines. Nous retrouvons donc les 

porphyries sous deux nominations : les porphyries hépatiques affectant principalement le foie 

et les porphyries érythropoïétiques dont les symptômes sont dus à un déficit enzymatique 

dans le compartiment hématopoïétique (et plus précisément dans le compartiment 

érythropoïétique). 
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Classification Maladie Déficit enzymatique Symptômes Transmission 

Porphyries 
hépatiques 

Anémie 
Sidéroblastique liée 

à l'X 
ALAS 

Anémie 
sidéroblastique 

Lié à l'X 

Porphyrie en déficit 
en ALAD 

ALAD Neuroviscéral Récessif 

Porphyrie Aigüe 
Intermittente 

PBGD Neuroviscéral Dominant 

Coproporphyrie 
Héréditaire 

CPO 
Neuroviscéral 

Photosensibilité 
Dominant 

Porphyrie variegata PPO 
Neuroviscéral 

Photosensibilité 
Dominant 

Porphyrie Cutanée 
Tardive 

UROD 

Photosensibilité Dominant 

Porphyrie 
Hépatoérythrocytaire 

Photosensibilité                  
Anémie hémolytique 

Récessif 

Porphyries 
érythropoïétiques 

Porphyrie 
Erythropoïétique 

Congénitale 
UROS 

Photosensibilité                  
Anémie hémolytique 

Récessif 

Protoporphyrie 
Erythropoïétique 

FECH Photosensibilité 
Dominant                      
ou récessif 

Protoporphyrie 
Erythropoïétique 

Dominante liée à l'X 
ALAS Photosensibilité Dominant 

 

Tableau 2. Classification des porphyries héréditaires humaines. 

 

 Les porphyries secondaires ou acquises regroupent un certain nombre d’affections 

ayant pour conséquence une accumulation de porphyrines ou de précurseurs. Elles sont 

causées par une inhibition des enzymes de la voie de biosynthèse de l’hème suite à une 

intoxication aux métaux lourds. La plus commune est l’intoxication au plomb (saturnisme) 

entraînant  une anémie sidéroblastique secondaire où les érythroblastes présentent des 

ponctuations basophiles caractéristiques. L’anémie est causée par une hémolyse ; les signes 

cliniques sont des douleurs abdominales et musculaires, une atteinte du système nerveux 

central et/ou périphérique pouvant entraîner une paralysie, une hypertension artérielle. Le 

plomb inhibe préférentiellement l’ALA déshydrase, la coproporphyrinogène oxydase et la 

ferrochélatase. 
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 I-3) Les porphyries érythropoïétiques 

 

 I-3-1) La porphyrie hépatoérythrocytaire (PHE) 

   

 La porphyrie hépatoérythrocytaire (PHE) est une forme de porphyrie rare résultant 

d’un déficit de plus de 90% de la cinquième enzyme de la voie de biosynthèse de l’hème : 

l’uroporphyrinogène décarboxylase (UROD, EC 4.1.1.37) (Figure 1). La PHE est causée par 

un homo- ou hétéro-allélisme d’une mutation sur le gène de l’UROD. Elle est considérée 

comme la forme homozygote de la porphyrie cutanée tardive (PCT) familiale. Depuis le 

premier cas en 1969 en Espagne, environ 34 cas de PHE ont pu être recensés (Puy et al. 

2010). Une quinzaine de mutations du gène UROD localisé sur le chromosome 1p34 (Dubart 

et al. 1986) ont été associées à la maladie (Phillips et al. 2007 ; To-Figueras et al. 2011). 

Cette maladie rare de transmission autosomique récessive est associée à des symptômes 

cutanés (vésicules bulleuses après exposition lumineuse) et hématologiques (anémies) qui se 

manifestent dès l’enfance. 

 

 

 I-3-2) La Porphyrie Erythropoïétique Congénitale 

 

 a) Anomalie métabolique et description clinique de la PEC 

 
 La Porphyrie Erythropoïétique Congénitale (PEC) est une porphyrie de transmission 

autosomique récessive. Environ 200 cas ont été répertoriés depuis le premier cas rapporté en 

1874 par le Dr J.H. Schultz (prévalence estimée de 1 personne sur 2 à 3 millions – Centre 

Français des Porphyries www.porphyrie.net). La PEC est une maladie causée par un déficit de 

la quatrième enzyme de la voie de biosynthèse de l’hème : l’uroporphyrinogène III synthase 

(EC 4.2.1.75) dont le gène est localisé sur la région chromosomique 10q25.3 à 10q25.6 

(Astrin et al. 1991). Un déficit en UROS entraîne l’accumulation de précurseurs non 

métabolisables de l’hème (uroporphyrinogène et coproporphyrine de type I) (Figure 1). Hans 

Günther est le premier en 1911 à reconnaître les porphyries comme des maladies congénitales 

du métabolisme. La PEC est panethnique, différents cas ayant été rapportés en Europe, en 

Asie, en Afrique ainsi qu’en Amérique et ceci sans distinction de sexe (Fritsch et al. 1997). 

 Les deux principaux symptômes de la PEC sont la phototoxicité et l’anémie 

hémolytique. La déficience en UROS provoque l’accumulation de porphyrines de types I 

(uroporphyrine et coproporphyrine de type I) dans les tissus. Ces composés photosensibles 
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génèrent des radicaux oxygénés libres sous l’effet des rayonnements ultraviolets, affectant les 

lipides membranaires et provoquant une lyse cellulaire (Goldstein BD et al. 1972 ; Poh-

Fitzpatrick et al. 1985). Des lésions apparaissent partout où les porphyrines sont soumises à 

un rayonnement (peau des mains, du visage…) mais sont également responsables de lésions 

dans d’autres tissus (foie, système nerveux central, œil…). L’accumulation d’uroporphyrine I 

dans les érythrocytes entraîne une hémolyse rapide. Les cellules érythroïdes sont éliminées 

par la rate entraînant une anémie qui peut varier en sévérité selon les patients (Ged et al. 

2009). 

La maladie présente une grande hétérogénéité tant dans le début des symptômes que dans leur 

sévérité. La maladie a été décrite dans des cas dès le stade de fœtus (présentant une anémie 

hémolytique importante et un hydrops fœtal avec parfois décès in utero) tandis que certains 

patients ne déclarent une photosensibilité cutanée qu’à l’âge adulte (de Verneuil et al. 1995 ; 

Desnick, 2002). Cette hétérogénéité phénotypique est due à plusieurs facteurs dont l’activité 

résiduelle de l’UROS, le degré d’hémolyse et la stimulation de l’érythropoïèse qui en découle 

et l’exposition aux rayons ultraviolets. 

 

 
b) Génétique moléculaire de la PEC 

 

 Une quarantaine de mutations à l’origine d’un défaut de l’UROS ont pu être recensées 

depuis la description de la maladie (Fortian et al. 2011). La majorité sont des mutations faux 

sens (25 mutations), les autres étant composées de mutations non sens, d’insertion, de 

délétions… (Ged et al. 2009). Si certaines mutations n’entraînent qu’une faible diminution de 

l’activité enzymatique, d’autres diminuent dramatiquement l’activité enzymatique et 

conduisent à des phénotypes sévères (C73R, H173Y, T228M, P248Q… Xu et al. 1995 ; 

Fontanellas et al. 1996 ; Warner et al. 1992 ; Ged et al. 2004 ; Ged et al. 2009). Ceci 

n’explique pourtant que partiellement la différence d’expressivité de la maladie selon les 

patients car une même mutation peut causer une grande variété de phénotypes : ainsi plusieurs 

individus de la même famille atteints de la même mutation présentent des phénotypes très 

variable (Ged et al. 2004). La mutation S47P remplaçant une sérine en position 47 par une 

proline cause un déficit important de l’UROS (2,8% d’activité résiduelle). Sur les cinq 

membres de la famille portant la mutation à l’état homozygote, quatre sont malades et ont 

développé une photosensibilité cutanée sévère ainsi qu’une porphyrinurie massive. Le 

cinquième membre, malgré son état homozygote S47P/S47P, n’a jamais développé de 

symptôme cutané ou hématologique bien que l’activité de l’UROS soit dramatiquement 
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diminuée comme dans le reste de sa famille. Il n’est pas porteur d’autres pathologies qui 

aurait pu permettre de diminuer la production de porphyrines (drépanocytose, thalassémie ou 

dysérythropoïèse). L’ALAS2 étant l’enzyme limitante de la voie de biosynthèse de l’hème, 

une dérégulation du gène codant pour cette enzyme est envisageable, des mutations ayant déjà 

été observées dans ce gène  (To-Figueras et al. 2011). Le mécanisme de protection contre 

l’accumulation des porphyrines chez cette personne n’a pour le moment pas été découvert. 

Cette diversité de pénétrance de la maladie a pu être mise en évidence selon les mutations 

impliquées dans le déficit d’UROS (Desnick et al. 2002) mais également au sein d’une 

famille dont les individus présentaient la même mutation (Ged et al. 2004). 

 

 

 c) Présentation clinique de la PEC 

 

 La maladie débute dès le plus jeune âge par une photosensibilité cutanée sévère. Les 

nouveau-nés exposés à la lumière du jour voient leur peau se couvrir d’éruptions bulleuses 

entraînant un risque d’infection, des cicatrices, des ulcérations et sévères mutilations dans le 

cas d’une photoprotection et d’un traitement antibiotique inadéquats. Les porphyrines de type 

I s’accumulent dans les fèces et dans l’urine la rendant rouge foncée (porphyrinurie) 

facilement détectables sous une lampe de Wood. Le diagnostic est posé par le dosage de ces 

composés. L’abondance de ces porphyrines dans les globules rouges entraîne leur destruction 

prématurée par la rate et parfois un défaut d’érythropoïèse. L’accumulation de porphyrines 

dans ces cellules permet de repérer ces cellules par cytométrie de flux (rayonnement intense 

dans le rouge quand ils sont excités avec une longueur d’onde de 400nm). Ils sont alors 

appelés fluorocytes. Les patients sont souvent anémiés de part l’hémolyse importante 

conduisant généralement à une splénomégalie. Ces symptômes nécessitent des transfusions 

sanguines répétées et parfois une splénectomie afin de diminuer l’hémolyse. L’anémie 

hémolytique et les lésions cutanées mutilantes entraînent parfois le décès du malade au début 

de l’âge adulte. Plus rarement, les patients atteints de PEC peuvent présenter des atteintes 

oculaires (conjonctivites, kératites, nécrose sclérale,…), une hypertrichose et souvent une 

érythrodontie (Oguz et al. 1993 ; Kurihara et al. 2001 ; Desnick et al. 2002). 

 

 

 d) Traitements symptomatiques 
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 Les traitements sont le plus souvent symptomatiques. Ils consistent à éviter toute 

exposition aux rayonnements ultraviolets pour éviter les lésions cutanées. Parfois, une prise 

de bêta-carotène permet une amélioration de la photosensibilité cutanée (Mathews-Roth et al. 

1993). Les caroténoïdes sont des pigments ayant la capacité de lier l’oxygène. Des données 

contraires existent concernant le β-carotène, qui est efficace comme traitement préventif pour 

la photosensibilité de la protoporphyrie érythropoïétique mais semble moins actif dans le cas 

de la PEC bien que d’autres résultats montrent une amélioration de la photosensibilité grâce à 

son utilisation à forte concentration (1000µg/100ml de sérum - Eriksen et al. 1974 ; Todd et 

al. 1994 ; Fritsch, 1997). Les infections consécutives aux lésions cutanées doivent être traitées 

par antibiotiques rapidement pour prévenir les cicatrices et mutilations. L’hémolyse peut être 

réduite par des transfusions sanguines fréquentes (toutes les 2 à 4 semaines) et permet de 

diminuer l’érythropoïèse et donc la production de porphyrines et la photosensibilité. Une 

splénectomie est parfois pratiquée afin de réduire l’anémie hémolytique ainsi que les besoins 

en transfusions associés (Piomelli et al. 1986). L’administration de déféroxamine permet de 

réduire la surcharge en fer inhérente aux transfusions sanguines répétées (Poh-Fitzpatrick et 

al. 1988). Un traitement à base d’hydroxyurée permet de réduire l’érythropoïèse et donc la 

production de porphyrines par la moelle osseuse diminuant ainsi les besoins en transfusions 

sanguines (Guarini et al. 1994). Le charbon actif peut contribuer à lier les porphyrines et 

diminuer leur concentration plasmatique (Tanigawa et al. 1994). 

 

 

e) Modèles murins de PEC 

  

 Les  porphyries érythropoïétiques ne sont pas des maladies exclusivement humaines. 

Elles sont également retrouvées à l’état naturel chez différentes espèces animales : bœuf, porc, 

écureuil, perroquet et chat dans le cas de la PEC. La forme bovine est rare et présente une 

transmission autosomique récessive (Levin et al. 1968). Elle présente le même profil clinique 

que la maladie humaine avec un déficit de l’activité de l’UROS et un taux élevé de 

porphyrines de type I excrétées dans les urines. Une PEC de transmission autosomique 

dominante a été retrouvée chez le chat domestique (Glenn et al. 1968 ; Giddens et al. 1975) 

ainsi que chez le porc (Clare et Stephens, 1944). Ces animaux présentent un dépôt 

d’uroporphyrine de type I dans les dents, les os, les érythrocytes et les fèces. 

L’écureuil fauve (sciurus niger) présente naturellement une forte concentration 

d’uroporphyrine I dans son sang, ses os, ses dents, sa moelle osseuse, ses urines et surtout sa 

rate (probablement à cause de la lyse d’érythrocytes surchargés en porphyrines). 
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Contrairement à l’homme et au bovin, l’écureuil fauve, bien que possédant une activité de 

l’UROS déficiente, ne développe pas de photosensibilité ni d’anémie hémolytique (Levin et 

Flyger, 1973). 

 

 Aucun des animaux déclarant une PEC naturellement n’étant utilisable en laboratoire, 

un modèle murin a été généré au laboratoire. La première approche a consisté à créer des 

souris KO pour le gène de l’Uros (Uros
del). Mais les embryons homozygotes ne sont pas 

viables et meurent dès les premières étapes du développement embryonnaire (blastocyste) 

(Bensidhoum et al. 1998). Afin de modéliser les symptômes chez les patients, il est nécessaire 

de conserver une activité enzymatique de l’UROS minimale. Pour cela, une mutation 

ponctuelle P248Q a été générée au laboratoire par recombinaison homologue dans des 

cellules souches embryonnaires (cellules H1ES) (Ged et al. 2006). Elle est située dans l’exon 

10 du gène Uros. Cette mutation provoque chez les patients comme dans les souris 

homozygotes un phénotype sévère et une profonde déficience enzymatique (1% d’activité). 

Ce déficit entraîne l’accumulation de porphyrines dans la moelle osseuse, le foie, la rate, les 

globules rouges, l’urine et les fèces avec une prédominance de l’uroporphyrine de type I 

(99,5%). L’anémie, causée par une hémolyse importante, n’empêche pas le développement 

normal des souris et ne modifie pas leur comportement. L’examen hématologique révèle la 

présence de fluorocytes dans la fraction des réticulocytes des globules rouges (10 à 30% de 

fluorocytes). Les souris présentent une hépato-splénomégalie et une érythrodontie. 

L’exposition aux rayons UV cause des lésions cutanées moyennes sans infection ou cicatrice 

(Figure 3). 

 

 Un autre modèle murin de PEC a également été généré par recombinaison homologue 

la même année (Bishop et al. 2006). Trois mutations faux sens différentes ont été introduites 

par recombinaison homologue dans des cellules ES. La mutation C73R, la plus retrouvée chez 

les patients, conduisant à un phénotype sévère ; la mutation V99A, située sur l’exon 5, 

entraînant un phénotype moyen et la mutation synthétique V99L (ayant une activité résiduelle 

de 0,24%, 5,9% et 14,8% respectivement). Les souris homozygotes pour ces mutations 

meurent au stade fœtal sauf celles comportant un concatémère apparu fortuitement et 

composé d’un triplet de la construction comportant la mutation V99A appelé V99AT. Cette 

mutation résulte d’une activité de l’Uros inférieure à 2% de l’activité de l’enzyme WT dans le 

foie et environ 20% dans les érythrocytes. Les souris V99AT/V99AT ou C73R/V99AT 

présentent les caractéristiques biochimiques et phénotypiques de la PEC : accumulation 

systémique de porphyrines, érythrocytes périphériques fluorescents (fluorocytes), 
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érythrodontie, splénomégalie variable  et anémie hémolytique non sévère. Les souris 

développent également une photosensibilité cutanée caractéristique après administration 

d’acide δ-aminolévulinique (provoquant une saturation de la voie de biosynthèse de l’hème et 

une accumulation de porphyrines de type I). 

 Trois modèles murins de PEC (de génotypes C73R/C73R, C73R/V99L, V99L/V99L) 

ont été obtenus par recombinaison homologue dans des cellules ES 129/OLA et croisement 

d’animaux hétérozygotes. Le phénotype des souris C73R/C73R est très sévère, tout comme 

dans la maladie humaine. Une forte mortalité in utero est observé et seuls 12% des souris 

parviennent jusqu’au sevrage. Les souris homozygotes pour la mutation C73R qui 

parviennent à l’âge adulte ont une durée de vie normale malgré une accumulation de 

porphyrines de type I importante dans les érythrocytes, le foie et la rate (corrélées avec de 

faibles activités enzymatiques de l’Uros dans ces tissus) entraînant une photosensibilité 

cutanée importante. Les souris présentent une anémie hypochrome et microcytaire importante 

ainsi qu’une splénomégalie et une hépatomégalie. Les souris de génotypes C73R/V99L et 

V99L/V99L ont un phénotype moins sévère en accord avec l’activité enzymatique de l’Uros 

dans les érythrocytes et le foie 10 et 20 fois plus élevées respectivement que dans les souris 

homozygotes C73R). L’accumulation des porphyrines de types I est moins importante 

réduisant les lésions cutanées lors d’une exposition aux rayons UV (Bishop et al. 2011). 

 



 33 

 
Figure 3. Caractéristiques cliniques du modèle murin de PEC (P248Q). Erythrodontie (A), décoloration des 
extrémités engendrée par l’anémie (B), porphyrinurie (C), hépatomégalie (D) et splénomégalie (E). Coloration 
rouge-brune du foie, de la rate, des os (F) ainsi que des reins (G). L’examen hématologique révèle une variété de 
taille des globules rouges (anisocytose), de pigmentation (polychromasie) (H) et une importante décoloration 
(hypochromie). Les UV permettent de révéler la présence de nombreux fluorocytes dans le sang des souris PEC 
(I). Souris ou organes WT à gauche, PEC à droite. D’après Ged et al. 2006. 
 

 

 

 I-3-3) La Protoporphyrie Erythropoïétique 

 

a) Anomalie métabolique et description clinique de la PPE 

 

 La Protoporphyrie Erythropoïétique (PPE) est une porphyrie érythropoïétique à 

caractère autosomique pseudodominant (majoritairement) mais peut être récessive (dans 4% 

des cas – Gouya et al. 2006). Elle a été décrite tardivement par rapport aux autres porphyries 

puisque le premier cas a été rapporté en 1953 par Kosenow et Treibs en 1953 et complété en 

1961 par Magnus et collaborateurs (Kosenow et Treibs, 1953 ; Magnus et al. 1961). La PPE 

est causée par un déficit partiel en ferrochélatase (dernière enzyme de la voie de biosynthèse 

de l’hème, FECH : EC 4.99.1.1) qui catalyse l’insertion d’un atome de fer réduit Fe2+ au 
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centre du tétrapyrrole de la protoporphyrine IX (PPIX) pour former l’hème. La PPE peut 

également se déclarer suite à une mutation gain de fonction du gène ALAS2 entraînant un 

emballement de la voie de biosynthèse de l’hème saturant le FECH (Whatley et al. 2008). La 

PPE a été rapportée dans le monde entier avec une prévalence 0,9/100 000 (Prévalence des 

maladies rares, Orphanet, Mai 2012).  

 La PPE est une maladie entraînant des atteintes diverses selon les individus mais 

caractérisées par une photosensibilité cutanée importante et précoce, une atteinte 

hématologique faible ou inexistante et des dommages hépatiques graves dans environ 5% des 

cas. 

 

 

Symptômes cutanés 

 

 La caractéristique clinique majeure de la protoporphyrie érythropoïétique est la 

photosensibilité cutanée. Elle se déclare habituellement dès la petite enfance après la première 

exposition au soleil. La peau exposée déclenche une sensation de brûlure chez le malade 

pendant et après l’exposition entraînant des érythèmes et des démangeaisons. La sensation 

douloureuse varie en durée et en intensité selon la durée et le niveau d’exposition à la lumière. 

Les lésions cutanées évoluent généralement vers une guérison rapide sans cicatrice mais 

peuvent parfois se compliquer en lésions scléclodermiformes autour des lèvres et 

épaississements persistant de la peau avec des plis cutanés profonds (Schmitt et al. 2010). 

Contrairement à la PEC, il n’y a que très exceptionnellement apparition de lésions bulleuses et 

d’érosion et peu de cicatrices (Lecha et al. 2009). Une hyperpigmentation apparaît rarement et 

seulement chez les patients présentant une atteinte hépatique sévère (Lecha et al. 2009). 

 

 

Symptômes hématologiques 

 

 Les atteintes hématologiques sont extrêmement rares et en général de faible amplitude 

n’entraînant pas de gêne pour le patient. Il a toutefois était décrite une anémie microcytaire 

hypochrome discrète dans plus de 70% des malades due au déficit en hème dans les 

érythrocytes (Holme et al. 2007). 

 

Insuffisance hépatocellulaire 
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 20% des patients contractent une atteinte hépatobiliaire mineure causée par 

l’apparition de lithiases biliaires : les calculs sont alors souvent constitués exclusivement de 

PPIX (Richard et al. 2008 ; Schmitt et al. 2010). Les complications hépatiques sévères 

affectent entre 1% et 10% des malades (Thunell et al. 2000). Contrairement à la PEC où les 

porphyrines de type I (coproporphyrine I et uroporphyrine I) sont hydrosolubles et donc 

éliminées partiellement par voie urinaire, la protoporphyrine IX (PPIX, hydrophobe) est 

éliminée strictement par voie biliaire et fécale. Durant l’érythropoïèse, la PPIX s’accumule 

dans les érythroïdes. Dans la circulation sanguine, la PPIX érythrocytaire traverse la 

membrane des globules rouges pour se fixer aux protéines plasmatiques. Le foie filtre le 

plasma et extrait la PPIX pour l’éliminer par voie biliaire. Une partie de la PPIX est 

réabsorbée par le foie en même temps qu’une partie des acides biliaires (circulation entéro-

hépatique - Figure 4). L’accumulation de la PPIX entraîne sa précipitation intrahépatocytaire 

ainsi que dans les voies biliaires. Les cristaux de PPIX dans les canaux biliaires causent une 

lithiase puis une cholestase (Thunell et al. 2000). Des réarrangements architecturaux se 

produisent alors (réaction ductulaire associée à une fibrose péri-portale). Si le malade n’est 

pas pris en charge, une cirrhose pouvant décompenser en une insuffisance hépatique aigüe 

s’installe nécessitant une transplantation hépatique (Anstey et Hift, 2007). 
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Figure 4. Parcours de la PPIX érythrocytaire dans la circulation sanguine puis entéro-hépatique. (D’après 
Anstey et Hift, 2007) 
 

 

b) Génétique moléculaire de la PPE  

 

 Le PPE est en général causée par un déficit partiel en ferrochélatase codée par un gène 

unique localisé chez l’Homme sur le chromosome 18 (18q21.3, Whitcombe et al. 1991 ; 

Brenner et al. 1992). Elle se transmet de manière autosomique dominante majoritairement. La 

ferrochélatase est une enzyme ubiquitaire dans la nature, conservée des bactéries jusqu’à 

l’Homme. Elle est la dernière enzyme de la voie de biosynthèse de l’hème et catalyse 

l’insertion d’un atome de fer ferreux (Fe2+) au sein de la protoporphyrine IX (Figure 5). Un 

manque de cette enzyme conduit à l’accumulation du précurseur en amont de cette étape, la 

PPIX, dans tous les tissus et plus particulièrement dans la moelle osseuse, les érythrocytes, le 

foie et la peau. 
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Figure 5. Réaction catalysée par la ferrochélatase. La ferrochélatase permet l’insertion d’un atome de fer ferreux 
(Fe2+) au sein du tétrapyrrole formé par la protoporphyrine IX. (Modifiée de Ferreira et al. 1999). 
 

 L’activité de la ferrochélatase a été identifiée en 1956 dans des extraits érythrocytaires 

de poulet mais ce n’est qu’en 1974 que l’importance de sa fonction biologique a pu être 

établie lors de l’étude d’un mutant d’Aquaspirillum itersonii (Goldberg et al. 1956 ; Dailey et 

Lascelles, 1974). L’enzyme a ensuite été purifiée dans de nombreux organismes (Rhodobacter 

spheroides, saccharomyces cerevisiae, foie de bœuf…) jusqu’à la purification de la 

ferrochélatase humaine issue de foie par Mathews-Roth et collaborateurs en 1987. Le 

séquençage du gène de la ferrochélatase humaine a permis de déterminer la présence de 11 

exons sur 45kb codant pour une protéine de 423 acides aminés (Taketani et al. 1992). La 

protéine formée est un homodimère localisé dans la membrane plasmique des organismes 

procaryotes et dans la membrane interne des mitochondries des eucaryotes, le site actif étant 

situé dans la matrice mitochondriale (Ferreira, 1995). La ferrochélatase possède également un 

groupe de 4 cystéines  (C146, C403, C 406 et C411 ; Crouse et al. 1996) dont 3 sont présentes 

en C-terminal de la protéine. Ces cystéines sont capables de lier un groupement fer-soufre 

[2Fe-2S] servant de cofacteur faisant de la ferrochélatase une métalloprotéine (Dailey et al. 

1994). Ce groupement est retrouvé dans la ferrochélatase de souris, porc, poulet et Drosophila 

melanogaster mais pas chez leurs homologues bactériennes, végétales et de levures 

(Schneider-Yin et al. 2000). Aucun rôle physiologique n’a pour le moment été attribué à ce 

cluster mais il semble essentiel à la fonction biologique de la ferrochélatase (Dailey et al. 

1994 ; Lloyd et al. 1996 ; Schneider-Yin et al. 2000 ; Crooks et al. 2010). Ceci suggère que 

ce cluster jouerait un rôle structurel permettant à la ferrochélatase d’adopter et de conserver 

une conformation tridimensionnelle fonctionnelle. 

 

 L’étude moléculaire du gène de la ferrochélatase (OMIM n°612386) a ainsi permis de 

découvrir 164 mutations à ce jour (données de la Human Gene Mutation Database HGMD 
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http://www.hgmd.org/). Certaines mutations affectent la structure de la protéine et notamment 

celle du groupement liant le cluster [2Fe-2S] (Schneider-Yin et al. 2000). Ce sont 

majoritairement des mutations faux sens ou non sens, toutes reliées à un phénotype de 

protoporphyrie érythropoïétique (Tableau 3). 

 

164Total

1Réarrangements complexes

12Grandes délétions

1Mutations « Indels »

9Petites insertions

38Petites délétions

2Régulation

42Epissage

59Mutations faux sens / non sens

164Total

1Réarrangements complexes

12Grandes délétions

1Mutations « Indels »

9Petites insertions

38Petites délétions

2Régulation

42Epissage

59Mutations faux sens / non sens

 

Tableau 3. Mutations affectant le gène de la ferrochélatase (type et nombre). (D’après HGMD, www.hgmd.org) 

 

 Bien que la PPE soit considérée comme une maladie héréditaire majoritairement 

dominante, des formes récessives ont été décrites (Lamoril et al. 1991 ; Sarkany et al. 1995). 

Récemment, un cas de PPE ne présentant aucune mutation du gène FECH a été décrit : une 

translocation entre les chromosomes 13q12 and 18q21.1 provoquant une pathologie 

protoporphyrique complète : atteinte hépatique, cutanée et hématologique (Oshikawa et al. 

2012). Des transfusions ainsi que des plasmaphérèses permirent de contrer l’atteinte 

hépatique. Dans une autre étude, un patient présentait un syndrome myélodysplasique doublé 

d’une photosensibilité cutanée mais sans atteinte hépatique. Le clone cellulaire à l’origine de 

cette pathologie présentait des réarrangements chromosomiques importants ainsi qu’une perte 

d’un des deux chromosomes 18 ce qui a engendré, malgré la présence d’un second allèle 

FECH normal, une PPE transitoire. Quelques mois plus tard, la concentration des porphyrines 

libres dans ses érythrocytes avaient fortement et spontanément diminuée ainsi que sa 

photosensibilité (Sarkany et al. 2006). 

 Dans le cas d’une transmission autosomique dominante, les patients présentent une 

activité enzymatique inférieure à 50% (10% à 40% de l’activité normale) suggérant une 

complexité supérieure dans le mode de transmission de la maladie. En 1996, Gouya et 

collaborateurs montrent ainsi dans une famille atteinte de PPE, que la transmission 

autosomique dominante de la maladie proviendrait d’un allèle FECH muté associé à un allèle 

WT exprimé faiblement. Cet allèle est retrouvé dans 5 nouvelles familles atteinte de PPE et en 

forte proportion dans la population caucasienne (10%) (Gouya et al. 1999). Il entraîne une 

diminution de l’expression de la protéine sans qu’aucune mutation n’ait pu être découverte 
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dans l’ADNc de la ferrochélatase ou dans les séquences de l’intron 1 ou du 3’UTR. Ceci 

confirme la théorie posée par Went et Klasen en 1984 concernant la présence d’un troisième 

allèle FECH : un allèle WT, un allèle muté et un troisième allèle WT exprimé faiblement. 

L’association de ces deux derniers allèles causant la PPE. En 2002, cette faible expression du 

gène est expliquée par la présence d’un polymorphisme nucléotidique (SNP) au niveau du 

troisième intron (IVS3-48T/C) entraînant la création d’un site accepteur d’épissage aberrant et 

conduisant à un ARNm beaucoup plus court que le WT (Gouya et al. 2002). 

  

 La PPE peut également être déclarée sans que le gène de la ferrochélatase soit affecté. 

Ainsi la délétion ciblée du gène de la mitoferrine 1 dans le foie (Mfrn1, transporteur de fer 

dans la mitochondrie) dans un modèle murin entraîne un manque de fer intramatriciel. Lors de 

la stimulation du cycle de biosynthèse de l’hème par ajout d’ALA, le hépatocytes ne sont plus 

capables produire de l’hème entraînant une accumulation de la PPIX dans le foie suivie d’une 

cholestase et d’une cirrhose. Suite à la délétion du gène dans la moelle osseuse, les souris 

développent une anémie sévère due à un déficit dans la formation des érythroblastes (Traodec 

et al. 2011). La délétion totale du gène conduit à une mort in utero. Une insertion de 477 

paires de bases dans l’intron 2 du gène mitoferrin-1 humain a également été rapportée 

entraînant l’activation d’un site donneur d’épissage causant l’apparition d’un codon stop et 

une protéine tronquée (Wang et al. 2011). 

 

 

Cas de la protoporphyrie dominante liée à l’X 

 

 En 2008, Whatley et collaborateurs décrivent la première forme de protoporphyrie de 

transmission dominante liée a l’X (XLDPP pour X-Linked Dominante ProtoPorphyria). Elle a 

été identifiée chez des patients présentant les symptômes d’une PPE mais dont l’analyse du 

gène de la ferrochélatase n’a présenté aucune mutation ni même pour 3% des cas celle du 

SNP IVS3-48T/C. Deux délétions différentes dans l’exon 11 de l’ALAS2 entraînent une 

modification importante de la partie C-terminale de la protéine (délétion de 19-20 acides 

aminés dans un cas et remplacement des 23 derniers acides aminés dans l’autre). Ces 

mutations assurent un gain de fonction à l’ALAS2 qui emballe le cycle de biosynthèse de 

l’hème et conduit à une accumulation de PPIX dans les érythrocytes et à une photosensibilité 

cutanée et à des dommages du foie chez certains patients (Whatley et al. 2008). La PPIX 

impliquées dans les lésions est principalement constituée de zinc-prototporphyrine IX (40% 

de Zn-PPIX). En effet, la FECH étant fonctionnelle, elle produit de l’hème jusqu’à ce que le 
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fer devienne limitant, ensuite elle poursuit son activité en insérant du zinc au centre de 

l’anneau porphyrique.  

La région C-Terminale de l’ALAS2 aurait donc une fonction inhibitrice sur la fonction de la 

protéine. La délétion de cette région (mutation gain de fonction) induit une levée de 

l’inhibition et une suractivation de la voie de biosynthèse de l’hème alors que toutes les autres 

mutations de l’ALAS2 décrites étaient perte de fonction et conduisaient au développement 

d’une anémie sidéroblastique héréditaire (Bottomley et al. 1995). 

 

 

c) Traitements symptomatiques 

 

 Comme dans le cas de la porphyrie érythropoïétique congénitale, l’exposition aux 

rayons UV doit être réduite au maximum, pour éviter l’apparition de lésions cutanées. Le port 

de vêtements adaptés et l’utilisation de crèmes solaires « écran totales » (à base de dioxyde de 

titane ou d’oxyde de zinc réfléchissant les rayonnements UVA, UVB et partiellement le 

visible) sont conseillées. La prise de bêta-carotène améliore la photosensibilité chez certains 

patients (Mathews-Roth et al. 1984). Ce composé appartient à la famille des caroténoïdes. Il 

est capable d’absorber les rayonnements avec un maximum compris entre 450 et 470nm et 

interfère donc avec l’activité chromophore de la protoporphyrine IX des tissus. Il permet 

également de lier les ROS générés par effet photodynamique diminuant ainsi les dommages 

cutanés dus au stress oxydatif. L’α-tocophérol (vitamine E) est également parfois utilisé en 

thérapie : sa fonction antioxydante permet de réduire la photosensibilité par fixation des ROS 

(Moshell et  Bjornson, 1977 ; Komatsu et al. 2000). La puvathérapie ainsi que la 

photothérapie aux UVB à spectre étroit permettent également une amélioration de la 

photosensibilité (Warren et George, 1998). 

Un essai clinique testant l’efficacité d’un analogue de l’α-MSH (CUV1647 ou afamelatonide) 

développé par la société australienne Clinuvel) est terminé depuis 2009. Ce composé  est 

capable de lier le récepteur de l’α-MSH, le récepteur à la mélanocortine 1 (melanocortin 1 

receptor MC1R) permettant la stimulation de  la synthèse de mélanine par les mélanocytes 

(Minder  et al. 2010). Les deux effets significatifs observés sont une diminution de la douleur 

chez les patients traités à l’afamélatonide et une augmentation du temps d’exposition au soleil 

des patients. Ce composé a été retenu par l’Agence Européenne de Médecine, la FDA (Food 

and Drug Administration) ainsi que la Swissmedic comme médicament pour le traitement de 

la photosensibilité cutanée développée dans la PPE et la CEP (Minder et al. 2010 ; 

www.clinuvel.com). 
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 Le traitement de l’atteinte hépatique dépend de la gravité de celle-ci. La 

protoporphyrine IX s’accumule dans les cellules érythroïdes pendant l’hématopoïèse. Lors de 

leur entrée dans la circulation sanguine, la PPIX diffuse dans le plasma et se lie aux protéines 

plasmatiques filtrées par le foie. La plus grande partie de la PPIX est excrétée par la bile puis 

par voie fécale. Dans la PPE, la PPIX en excès cristallise entraînant un dépôt de cristaux de 

porphyrines IX et une obstruction des canaux biliaires (lithiase biliaire). La cholestase qui 

s’ensuit provoque un changement de l’architecture du système hépatobiliaire s’aggravant 

parfois en inflammation puis en fibrose et cirrhose hépatiques. Le tableau clinique présente 

aussi une augmentation du taux des transaminases (ALAT et ASAT), de la phosphatase 

alcaline (ALP), de la gamma-glutamyle transférase (γ-GT) plasmatiques et de la bilirubine 

dues à une lyse hépatocytaire. La progression en cirrhose décompensée est fatale en l’absence 

d’une transplantation hépatique. Différents traitements permettent de contrer ou différer cette 

évolution. Le traitement à base de cholestyramine bloque la circulation entéro-hépatique (le 

recyclage des acides biliaires) en séquestrant les acides biliaires et permet l’augmentation de 

l’excrétion de la PPIX (Bloomer et al. 1979 ; McCullough et al. 1988). Des hémodialyses, 

plasmaphérèses et transfusions permettent de diminuer la concentration plasmatique de PPIX. 

Un traitement à base acide chénodésoxycholique (acide biliaire normalement sécrété par le 

foie) permet de diminuer  les dépôts de protoporphyrines dans le foie (Rademakers et al. 

1990). La réduction de la production de porphyrines est obtenue par l’utilisation d’haematin 

(hydroxyde de l’hème qui court-circuite le cycle de biosynthèse de l’hème) ou par la 

diminution de l’érythropoïèse par des transfusions de globules rouges ou de fer. Un traitement 

ou une combinaison de ces traitements est souvent utilisée antérieurement à une 

transplantation hépatique, pour favoriser l’environnement de transplantation. 

En effet, dans 1 à 10% des cas de PPE, les symptômes dérivent vers une insuffisance 

hépatique grave nécessitant une greffe. La première greffe de foie a été reportée par Wells et 

collaborateurs en 1980 (Wells et al. 1980). Depuis plus d’une quarantaine de greffes ont été 

effectuées pour 5 décès des suites de complications opératoires (infections, hémorragies 

gastro-intestinales… - Anstey et Hift, 2007). Des précautions doivent être prises au moment 

de l’opération chirurgicale (de nombreux patients ont développé une phototoxicité 

abdominale due à l’exposition aux lampes des blocs opératoires). Une neuropathie, 

complication inattendue dans le cadre de la PPE, s’est déclarée dans de nombreux cas de 

patients transplantés, conséquente au haut taux de protoporphyrines circulantes au moment de 

la greffe (Herbert et al. 1991). La PPIX présente au moment de la greffe est également 

responsable de « l’attaque » du foie greffé avant que celui-ci puisse fonctionner efficacement. 
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Ces exemples mettent en évidence l’avantage thérapeutique de préparer l’environnement de 

greffe en diminuant au maximum le taux de protoporphyrines plasmatiques et érythrocytaires 

par un traitement adapté. 

Plusieurs études présentent des patients avec un dépôt de PPIX et fibrose hépatiques toujours 

en bonne santé 7 ans après transplantation (Meerman et al. 1999) ou une rémission complète 

du phénotype hépatique (la photosensibilité persistant) jusqu’à 19 ans après la greffe (Herbert 

et al. 1991). Mais bien que la transplantation restaure une fonction hépatique normale 

(excrétion de la PPIX), elle ne corrige pas le problème sous-jacent. McGuire et collaborateurs 

rapportent le suivi de 20 patients transplantés aux USA. 65% des patients greffés avec succès 

(2 mois post-transplantation) développent à nouveau un phénotype protoporphyrique 

hépatique (cholestase) dès huit semaines après la greffe (McGuire et al. 2005). Trois patients 

ont nécessité une nouvelle transplantation. Trois patients décédés après transplantation 

présentaient à la biopsie des dépôts de protoporphyrines et une fibrose et cirrhose avancées. 

La forte récurrence et la vitesse de réapparition des symptômes mettent en exergue la 

nécessité de pratiquer une transplantation de moelle osseuse chez les patients avec une atteinte 

hépatique sévère et potentiellement récidivante. 

 

  

 

e) Modèles murins de PPE 

 
 La PPE est déclarée chez des espèces bovines et se transmet de manière autosomique 

récessive (Bloomer et al. 1982). Ces animaux présentent une photosensibilité et un taux élevé 

de porphyrines érythrocytaire et fécales causée par un déficit de l’activité de la FECH (10% 

de l’activité normale). Contrairement à la pathologie humaine, la forme bovine de PPE 

n’entraîne pas de forme hépatique de la maladie. L’augmentation du taux de protoporphyrine 

dans les hépatocytes et dans la bile est compensée par une augmentation de sécrétion de sels 

biliaires qui permet son excrétion sans dépôts dans le foie (Bloomer et al. 1990). 

Dans une étude génétique à grande échelle chez le zébrafish, une mutation induisant la lyse 

des globules rouges par l’exposition à la lumière a été mise en évidence. Cette mutation 

récessive, nommée dracula drc (m248), est située dans le gène de la ferrochélatase. C’est une 

mutation faux sens localisée au niveau d’un site donneur d’épissage créant un codon stop 

prématuré (Childs et al. 2000). 

Ces animaux n’étant pas des modèles utilisables en laboratoire dans le cadre de protocoles de 

thérapie cellulaire ou génique, les mutations retrouvées chez l’homme ont été établies dans 



 43 

des lignées murines pour recréer le plus fidèlement possible la pathologie humaine et pouvoir 

tester de nouvelles approches thérapeutiques. 

 

 Le premier modèle murin de protoporphyrie érythropoïétique a été obtenu en 1991 lors 

d’expériences de mutagenèse aléatoire par injection d’éthylnitrosourée (ENU) dans la souris 

domestique (mus musculus) (Tutois et al. 1991). Un séquençage a permis d’établir la présence 

d’une transversion d’une base T en A en position 293 de l’ADNc de la ferrochélatase soit un 

remplacement d’une méthionine par une lysine en position 98 de la protéine (M98K, 

Boulechfar et al. 1993). Cette mutation provoque une diminution importante de l’activité 

enzymatique de la ferrochélatase (2,7-6,3% de l’activité enzymatique normale). Le taux de 

protoporphyrines IX est fortement augmenté dans les érythrocytes, le plasma, le foie et les 

selles. Les souris homozygotes (Fech
m1Pas/Fech

m1Pas) développent une photosensibilité 

cutanée au niveau des oreilles et du dos entraînant des lésions inflammatoires pouvant devenir 

ulcérantes. Bien que n’ayant pas de retard de croissance ni de diminution de poids en 

comparaison avec les souris WT ou hétérozygotes, elles développent une hépatomégalie et 

une splénomégalie significatives avec l’âge. Les animaux homozygotes sont légèrement 

anémiés et présentent un fort pourcentage de réticulocytes dans le sang et de érythroblastes 

dans la moelle osseuse, reflet d’une stimulation de l’érythropoïèse et expliquant la 

splénomégalie. Une polychromasie, hypochromie et anisocytose sont observées dans la 

population érythrocytaire. L’atteinte hépatique est très importante et se caractérise par une 

accumulation de cristaux de protoporphyrine dans les canaux biliaires, les hépatocytes et les 

cellules de Kupffer. Une cholestase s’installe rapidement et entraîne une hépatolyse et une 

fibrose portale et périportale  accompagnées par une régénération anarchique des hépatocytes. 

La bilirubine est augmentée dans le plasma provoquant une jaunisse disparaissant avec l’âge. 

Les niveaux sériques des transaminases et de la phosphatase alcaline sont également 

augmentés. Les souris hétérozygotes ne présentent pas d’anémie, ni d’atteinte hépatique ou de 

photosensibilité. L’activité de la ferrochélatase est d’environ 50% dans tous les tissus. Après 

plusieurs croisements, la mutation a été introduite dans les fonds génétiques murins 

BALB/cByJCrl, C57BL/6JCrl, and SJL/JOrlCrl. Bien que portant la même mutation, ces 

lignées murines ne déclarent pas le même phénotype protoporphyrique : les souris BALB/c 

développent une anémie mycrocytaire et hypochrome avec une diminution de 21% de son 

hématocrite stable dans le temps. Les dépôts de PPIX dans le foie sont modérés pour ce 

modèle. Par contre, la dégradation de la fonction excrétoire du foie est rapidement diminuée 

comme attestée par les taux élevés de bilirubine totale et de phosphatase alcaline ainsi que par 

la réduction progressive de l’excrétion de la PPIX par voie fécale. Le modèle C57BL/6 



 44 

déclare une anémie modérée avec un hématocrite diminué de 15%  à 3 mois. Le phénotype le 

plus marqué est l’atteinte hépatique. Les dépôts de PPIX sont très importants et présents dans 

les hépatocytes, les cellules de Küppfer, les canaux biliaires et les conduits biliaires 

périportaux caractérisés par une élévation des taux de transaminases et une hépatite 

chronique. L’excrétion de PPIX est pourtant modérément affectée, les souris excrétant de 

grandes quantités de PPIX par voie fécale encore à 6 mois. Les souris SRJ présentent le 

phénotype le moins marqué avec une anémie hypochrome discrète et une fonction hépatique 

légèrement affectée avec des lésions moyennes. Ces souris ont un taux de PPIX 

érythrocytaires plus élevé que les deux autres modèles mais ne présentent que peu 

d’accumulation de PPIX dans le foie. Ces modèles murins mettent en exergue la présence 

d’une régulation génétique  indépendante du gène de la ferrochélatase sur la surproduction de 

PPIX et son implication dans l’anémie et les dépôts intra-hépatiques (Abitbol et al. 2005). 

 

 Le deuxième modèle murin de PPE a été généré par recombinaison homologue dans 

des cellules ES murines (Magness et al. 2002). L’exon 10 de la ferrochélatase a ainsi été 

totalement délété afin de reproduire une des mutations retrouvée chez l’homme. 

Contrairement à la mutation Fech
m1Pas, cette délétion est létale à l’état embryonnaire (J3,5 

postcoïtum) pour les embryons homozygotes. Les animaux hétérozygotes présentent une 

activité résiduelle réduite à 37% de l’activité normale malgré une quantité équivalente de 

ferrochélatase suggérant un rôle de dominant négatif de la ferrochélatase tronquée. La 

protoporphyrine s’accumule dans les érythrocytes et la bile. La photosensibilité cutanée aux 

rayons UV est importante au bout de 3 jours et se caractérise par des lésions nécrotiques et 

des oedèmes. Par contre, aucune pathologie hépatique n’a pu être détectée malgré 

l’accumulation de PPIX dans la bile (Magness et al. 2002). 

 

 La griséofulvine (composé fongistatique produit par Penicillium griseofulvum) utilisée 

comme un inhibiteur de la ferrochélatase, permet de reproduire un phénotype 

protoporphyrique chez la souris. Les sites d’accumulation de la protoporphyrine IX sont 

principalement le foie puis les érythrocytes (Nakao et al. 1967 ; Janousek et al. 1970). La 

photosensibilité et l’atteinte hépatique sont sévères (Konrad et al. 1975). 
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I-4) Thérapies cellulaire et génique des porphyries 

érythropoïétiques 

 
I- 4 - 1) Thérapie cellulaire des porphyries érythropoïétiques 

 
 

a) Thérapie cellulaire de la PEC 

 

 Bien que la porphyrie érythropoïétique congénitale soit une maladie relativement rare, 

les cas étudiés montrent bien l’extrême gravité des symptômes et la souffrance des patients. 

Les traitements symptomatiques sont le plus souvent peu efficaces : protection contre toute 

exposition solaire, traitement à base de bêta-carotène, transfusions sanguines répétées et 

injection d’hydroxyurée afin de limiter la synthèse de porphyrines et splénectomie afin de 

réduire l’anémie et diminuer ainsi le besoin en transfusions (Katugampola et al. 2012). Le 

seul traitement permettant une totale guérison, la transplantation de moelle osseuse d’un 

donneur HLA-compatible, est risqué (22 greffes recensées - Tableau 4). Elle est pratiquée 

exclusivement dans les cas sévères de PEC et le plus tôt possible. En effet, l’âge semble être 

un facteur important dans la réussite de la greffe : 2 des trois patients décédés avaient 10 ans 

ou plus au moment de la greffe et une autre greffe a échoué sur un enfant de 12 ans et 9 mois 

(Katugampola et al. 2012 ; Handbook Of Porphyria, 2013). Les patients traités avec succès 

étaient pour la plupart de jeunes enfants de moins de 5 ans. La décision d’une transplantation 

de moelle osseuse se prend donc en fonction de la gravité des symptômes du patient 

(notamment hématologiques) et du pronostic sur le long terme de la maladie chez ce patient. 

Lors d’une bonne prise de greffe, toutes les transplantations permettent une réduction 

importante des symptômes de la maladie : activité de l’UROS érythrocytaire normale, 

diminution des taux de porphyrines (urinaires, fécales et érythrocytaires), diminution du taux 

de fluorocytes jusqu’à un taux normal et donc de la photosensibilité, diminution ou disparition 

des  spléno- et hépato-mégalie. Les premières greffes ont été pratiquées entre donneur et 

receveur HLA compatibles issues de la fratrie du malade. En effet, il existe de meilleures 

chances de trouver un donneur HLA-compatible avec le malade chez les frères et sœurs de ce 

dernier. Mais une transplantation a également eu lieu en utilisant des cellules souches 

hématopoïétiques (CSH) issues de cordon ombilical. D’autres ont suivies sans compatibilité 

familiale : des donneurs du « Bone Marrow Registry » partiellement compatibles ont permis 

de greffer deux patients (Dupuis-Girod et al. 2004). Dans tous les cas de transplantation, le 

receveur subit un conditionnement basé sur un cocktail de produits permettant une 
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myéloablation (busulfan ou par irradiation corporelle totale) et un traitement post-greffe afin 

d’éviter les phénomènes de rejet (lymphoablation par le cyclophosphamide, thymoglobuline, 

cyclosporine) et de la maladie du greffon contre l’hôte (méthotrexate). Mais ce traitement 

reste lourd et risqué : la première tentative de greffe a entraîné le décès du patient onze mois 

après sa transplantation suite à une infection virale au CMV ; un autre patient décéda suite à 

deux rejets de greffe et une hypertension pulmonaire chronique responsable d’hémorragies 

pulmonaires (Kauffman et al. 1991 ; Hogeling et al. 2011). 
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Tableau 4. Transplantation de moelle osseuse chez les patients PEC (Modifié de Handbook of Porphyria, sous 

presse, 2013). 
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 Les traitements symptomatiques sont insuffisants pour améliorer l’état général des 

patients ou leur qualité de vie. La difficulté à trouver un donneur histocompatible et le risque 

de rejet du greffon rendent la thérapie cellulaire difficile à mettre en place et risquée. Ce sont 

ces raisons qui ont permis l’avancée de nouvelles voies thérapeutiques s’appuyant 

principalement sur la thérapie génique. 

 

 
b) Thérapie cellulaire de la PPE 

 
 Comme dans le cas de la PEC, le seul traitement curatif de la PPE est la 

transplantation de moelle osseuse. Ce traitement est réservé aux cas les plus sévères de PPE 

avec une maladie hépatique importante d’une part à cause de la forte morbidité/mortalité de la 

transplantation et d’autre part du faible nombre de donneurs compatibles HLA. Seules quatre 

transplantations de moelle osseuse ont été reportées dans la littérature (Tableau 5), Handbook 

of Porphyria, sous presse, 2013). Une patiente présentant une PPE avec une forte 

photosensibilité et ayant également développé une leucémie aigüe myélocytaire a reçu une 

transplantation de moelle de son frère, lui-même atteint de protoporphyrie mais moins 

sévèrement. La transplantation a permis une rémission de la leucémie sur le long terme (5 ans 

en 2001) et une évolution de sa porphyrie vers un phénotype intermédiaire (Poh-Fitzpatrick et 

al. 2002). Les deux autres cas rapportent un schéma de photosensibilité sévère et de 

détérioration de la fonction hépatique due à une cholestase ou une cirrhose entraînant des 

douleurs abdominales. La stratégie thérapeutique consiste dans les deux cas à améliorer la 

pathologie hépatique par un traitement adéquat (plasmaphérèse, α-tocophérol, greffe 

hépatique si besoin…) puis à transplanter la moelle osseuse saine. Smiers et collaborateurs 

ont traité un jeune patient de 9 ans souffrant de graves brûlures et d’une fibrose hépatique et 

cholestase sévères par une greffe de foie suivie d’une greffe de moelle osseuse provenant d’un 

des parents haploidentiques. La correction fut observée rapidement par une diminution de la 

concentration de la protoporphyrine IX. Cependant, la mise en place du système immunitaire 

fut retardée et entraîna, en corrélation avec une réactivation du virus de la varicelle-zona, une 

perte de la vision et un décès causé par une déficience multiple des organes (Smiers et al. 

2010). 
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Tableau 5. Transplantation de moelle osseuse chez les patients PPE (Modifié de Handbook of Porphyria, sous 
presse, 2013). 
 
  

 Bien que la photosensibilité des patients protoporphyriques soit un symptôme majeur 

jouant sur leur qualité de vie, c’est bien le symptôme hépatique qui, quand il se développe, 

entraîne les complications les plus sévères et met le pronostic vital en jeu. Plusieurs cas chez 

des patients avec des fibroses et changements architecturaux du système hépatobiliaire 

montrent qu’une greffe de moelle corrige la photosensibilité mais pas ou peu les fonctions du 

foie. Les études de thérapies cellulaire et génique chez la souris protoporphyrique modèle 

montrent toutes une réduction importante du taux de porphyrines circulantes et une 

diminution voire une disparition de la photosensibilité cutanée (Fontanellas et al. 2001 ; 

Richard et al. 2001 ; Pawliuk et al. 1999). Même si la transplantation de moelle osseuse 

permet d’améliorer la fonction hépatique chez des souris jeunes (3-4 semaines), aucune 

réversion complète du phénotype hépatique n’a pu être obtenue (Fontanellas et al. 2000 ; 

Garcia-Bravo et al. 2009). Les fibroses et arrangements structuraux du foie causés par les 

dépôts de porphyrines IX sont irréversibles.  

Il était donc intéressant de découvrir à quel moment débutent les dépôts de porphyrines ainsi 

que la fibrose hépatique et si une greffe de moelle osseuse précoce pouvait les prévenir. Nous 

sommes partis de ce postulat et avons testé un protocole de thérapie cellulaire chez le 
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nouveau-né de souris PPE (Fechm1Pas/Fechm1Pas) dont les résultats sont décrits dans la 1ère 

partie du chapitre Résultats. 

 

 

I-4 - 2) Thérapie génique des porphyries érythropoïétiques 

 

 Dans la PEC comme dans la PPE, même si le défaut enzymatique caractéristique de 

ses maladies est présent dans toutes les cellules, l’accumulation de porphyrines de type I et de 

protoporphyrine IX a lieu principalement dans les érythrocytes (où l’hème est synthétisé en 

grande quantité). Les protections solaires, transplantations hépatiques ne sont des solutions 

que symptomatiques et souvent temporaires. La transplantation de moelle osseuse est le seul 

traitement curatif. La thérapie génique est une solution à envisager pour pallier au manque de 

donneurs compatibles. Ce type de thérapie a déjà fait ses preuves, notamment dans le cas du 

traitement du syndrome d’immunodéficience combinée sévère liée à l’X (SCID-X en anglais) 

par l’équipe du Pr Fischer à Paris en 1999. Cette maladie possède plusieurs causes génétiques 

dont la plus commune est une mutation du gène IL-2Rγ (localisé sur le chromosome X) 

codant pour la chaîne γc, composante essentielle des récepteurs aux interleukines 2, 4, 7, 9, 15 

et 21. Ceci entraîne une interruption de la différenciation des lymphocytes T et B et résulte sur 

un phénotype immuno-incompétent avec peu ou pas de lymphocytes B, T et NK. Fischer et 

collaborateurs pratiquèrent une greffe de cellules autologues corrigées avec un vecteur 

rétroviral (Moloney) exprimant la chaîne déficiente sous contrôle du promoteur rétroviral. Sur 

une période de 12 ans, 17 enfants ( atteint d’ADA-SCID ou de SCID-X) furent traités avec 

succès : nombre et activité des lymphocytes comparables à ceux obtenus lors d’une greffe de 

moelle osseuse permettant une sortie de l’isolateur (« bulle ») entre 45 et 90 jours post-greffe 

(Hacein-Bey-Abina et al. 2002 et Hacein-Bey-Abina et al. 2010). Mais le protocole a été 

amélioré notamment au niveau de la sécurité des vecteurs rétroviraux. En effet, sur les neuf 

patients traités entre 1999 et 2002, quatre ont développé des leucémies suite à l’insertion du 

vecteur thérapeutique à proximité du promoteur de proto-oncogènes (LMO2, BMI1 et 

CCND2) (Hacein-Bey-Abina et al. 2003). Un patient a également présenté des anormalités 

chromosomiques (translocations et délétion), une variation du nombre de copies, une délétion 

d’un gène suppresseur de tumeur (CDKN2A), un réarrangement SIL-TAL1 ainsi qu’une 

mutation gain de fonction activant le gène NOTCH1 (Hacein-Bey-Abina et al. 2008). Par la 

suite, les vecteurs utilisés ont été modifiés pour augmenter la sécurité de cette thérapie : la 

région U3 des LTR (région promotrice rétrovirale) a subit une délétion nécessitant l’ajout 

d’un promoteur interne pour exprimer le transgène. Des séquences isolatrices ont également 
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été rajoutées dans les LTR afin de ne pas affecter l’expression des gènes aux alentours du site 

d’intégration et ainsi éviter les phénomènes de sur-activation de ces gènes. 

 La thérapie génique a prouvée son efficacité dans d’autres protocoles thérapeutiques : 

β-thalassémie (Cavazzana-Calvo et al. 2010), adrénoleucodystrophie liée à l’X (Cartier et al. 

2009), amaurose congénitale de Leber (essai clinique de phase I - Jacobson et al. 2012), 

maladie de Gaucher (Dunbar et al.1998)… Elle est particulièrement applicable aux maladies 

monogéniques où l’apport d’une copie du gène déficient « suffit » pour rétablir un phénotype 

normal. Les porphyries érythropoïétiques sont donc des maladies candidates pour ce type de 

thérapie. 

 
a) Thérapie génique de la PEC 

 

 Depuis une vingtaine d’années, de nombreuses études, au laboratoire comme ailleurs, 

ont déjà montré la faisabilité d’un tel protocole. Le transfert du gène de l’URO III synthase a 

été pratiqué avec succès dans des fibroblastes murins et de patients PEC puis dans des lignées 

lymphoblastoïdes déficientes (Moreau-Gaudry et al. 1995a ; Moreau-Gaudry et al. 1995b). 

Les résultats montrent une restauration de l’expression de l’activité de l’UROS dans les 

lignées déficientes transduites et une diminution de l’accumulation des porphyrines jusqu’à 

un taux normal. Lors de la co-culture de cellules corrigées avec des cellules déficientes, 

aucune correction croisée ou avantage sélectif des cellules corrigées n’a pu être mis en 

évidence dans ce modèle cellulaire. Ceci démontre l’importance d’un bon transfert de gènes et 

d’une déplétion des cellules anormales quasi-complète pour corriger au mieux le phénotype 

porphyrique. Des cellules mononuclées de moelle osseuse ont ensuite été infectées par un 

vecteur rétroviral exprimant l’ADN complémentaire (ADNc) de l’UROS conduisant à une 

restauration de l’activité enzymatique de l’UROS et une disparition des porphyrines dans les 

cellules transduites (Moreau-Gaudry et al. 1996). La transduction de fibroblastes PEC  ainsi 

que de lignées lymphoblastoïde et érythroleucémique (K562) entraîne une augmentation de 

l’activité enzymatique de l’UROS (Kauppinen et al. 1998). La nouvelle fonctionnalité de la 

voie de biosynthèse de l’hème est prouvée par l’adjonction d’acide δ-aminolévulinique. 

L’ALAS étant l’enzyme limitante dans la voie de biosynthèse de l’hème, l’ajout de son 

produit sert à court-circuiter cette étape et à emballer la voie de biosynthèse. Ceci, en présence 

d’un déficit enzymatique, conduit à l’accumulation des porphyrines de types I et recrée le 

phénotype de la PEC. Or, l’ajout de 0,5mM d’ALA n’entraîne pas d’accumulation de 

porphyrines dans les cellules. Le transgène intégré s’exprime durablement (pendant au moins 
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6 mois) et sans observation de toxicité cellulaire démontrant ainsi la faisabilité et la réussite 

d’une thérapie génique sur des cellules PEC. 

Afin de modéliser un protocole de thérapie génique, des cellules progénitrices de la moelle 

osseuse CD34+ normales ont été isolées à partir de sang périphérique mobilisé ou de sang de 

cordon ombilical afin d’être transduites par un vecteur rétroviral exprimant la GFP (Green 

Fluorescent Protein) ou l’UROS (Mazurier et al. 1997 ; Mazurier et al. 2001). Ce dernier 

vecteur a permis une augmentation de l’expression de l’UROS d’un facteur 1,5 à 2 par rapport 

à l’activité enzymatique de cellules non transduites. Ces travaux démontrent la possibilité 

d’une transduction de progéniteurs hématopoïétiques et l’efficacité du vecteur thérapeutique 

rétroviral. La mobilisation d’un patient atteint de PEC par l’utilisation de cytokines (G-CSF) a 

permis d’isoler des progéniteurs CD34+ déficients. La transduction de ces cellules a montré 

une correction de l’activité de l’UROS dans les cellules transduites et une diminution de 53% 

de l’accumulation des porphyrines (Mazurier et al. 2001). 

Cependant, l’efficacité de transduction de cellules souches/progénitrices hématopoïétiques par 

des vecteurs oncorétroviraux est limitée. Afin de remédier à ce problème, des vecteurs 

lentiviraux ont été générés. Cette nouvelle génération de vecteurs viraux, dérivés du virus de 

l’immunodéficience humaine 1 (VIH-1), possède les caractéristiques des rétrovirus : virus à 

ARN, intégration dans le génome et expression stable du transgène. Leur particularité est leur 

capacité à transduire tout type de cellules, y compris des cellules hors du cycle cellulaire (en 

G0) (Naldini, 1998 ; Uchida et al. 1998 ; Miyoshi et al. 1999 ; Case et al. 1999 ; Evans et al. 

1999). Géronimi et collaborateurs ont ainsi montré en 2003 une transduction efficace dans les 

cellules CD34+ ainsi que dans les progéniteurs hématopoïétiques (CD34+/38-/lin-) issues de 

sang périphérique ou de sang de cordon. Une préstimulation courte de ces cellules  par des 

cytokines (IL-3, SCF, Flt3-L et TPO sur 18 heures) améliore nettement les taux de 

transductions (>85%) tout en conservant une expression du transgène sur le long terme (10 

semaines) (Géronimi et al. 2003a). La même année, le transfert de l’ADNc de l’UROS dans 

des lignées porphyriques et dans des cellules primaires CD34+ de patients est réalisé avec 

succès (Géronimi et al. 2003b). La transduction élevée (90% sans sélection) permet une 

correction enzymatique et métabolique. Des expériences in vitro ont permis de démontrer la 

persistance de l’expression du transgène dans toute la lignée érythroïde ainsi que dans les 

cellules primitives (LTC-IC) et progénitrices hématopoïétiques (CFC). 

  

 Dernièrement, la thérapie génique d’un modèle murin de porphyrie érythropoïétique 

congénitale a été réalisée avec succès (Robert-Richard et al. 2008). La transduction de 

cellules souches hématopoïétiques résistantes au 5-FU (5-fluorouracile) sélectionnées sur 
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l’expression de  l’épitope Sca-1+ s’est faite à l’aide d’un vecteur lentiviral thérapeutique SIN 

(Self-Inactivated) exprimant l’ADNc de l’UROS sous contrôle d’un promoteur érythroïde 

spécifique. Les transductions se sont faites ex vivo, 36 heures avant de réinjecter les cellules 

dans des souris myélosupprimées par un protocole à base de  busulfan (Figure 6). Dès le 

premier mois, on observe une diminution des fluorocytes dans tous les groupes de souris 

traitées. 20 semaines après la greffe, l’activité enzymatique est restaurée, les porphyrines 

urinaires et érythrocytaires sont diminuées de manière significative et la photosensibilité est 

supprimée (sauf dans le groupe de faible MOI –Multiplicity Of Infection). Après 20 semaines 

post-greffe, des souris secondaires ont été greffées avec de la moelle osseuse totale de souris 

corrigées (groupe I) et présentaient elles aussi une correction enzymatique, métabolique et 

phénotypique confirmant que la transduction du vecteur thérapeutique concernait bien des 

cellules souches hématopoïétiques à fort potentiel de repopulation. L’expression spécifique du 

vecteur thérapeutique dans les cellules érythroïdes est démontrée par l’analyse de l’activité 

enzymatique dans les cellules Ter119+ et Ter119- (activité augmentée dans les cellules 

Ter119+ uniquement chez les souris traitées). Ceci démontre également que la correction des 

cellules érythroïdes uniquement suffit pour corriger le phénotype porphyrique. Robert-

Richard et collaborateurs démontrent également un avantage sélectif des cellules érythroïdes 

transduites par rapport aux non corrigées (expression de la GFP deux fois plus importante 

dans les cellules érythroïdes corrigées que dans celles transduites avec un vecteur GFP par 

rapport aux cellules Gr1+) contrairement à la protoporphyrie érythropoïétique (Pawliuk et al. 

1999 ; Richard et al. 2001). Une transduction de 40% de la population cellulaire semble 

suffisante pour corriger durablement le phénotype sans sélection des cellules corrigées (pré- 

ou post-greffe). Si la transduction est inférieure à 40%, le phénotype est intermédiaire 

(réduction faible des porphyrines, augmentation faible de l’activité enzymatique) voir 

identique aux souris PEC. Ce travail montre donc bien l’efficacité d’une thérapie génique de 

la PEC. 
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Figure 6 : Protocole de thérapie génique d’un modèle de souris PEC. A) Vecteur lentiviral thérapeutique 
exprimant l’ANDc de l’URO III synthase sous contrôle d’un promoteur érythroïde spécifique. B) Schéma du 
protocole thérapeutique : les souris donneuses PEC sont traitées au 5-FU pour entraîner la prolifération des 
cellules souches hématopoïétiques. Les cellules Sca+ sont transduites avec le lentivecteur et conservées en 
culture 36 heures avant d’être réinjectées dans des souris malades receveuses et myélosupprimées par un 
traitement au busulfan. Les animaux sont ensuite analysés ou sacrifiés afin de greffer des animaux secondaires. 
(de Verneuil et al. 2008) 
 

 Un modèle cellulaire de PEC a été généré dans des cellules CD34+ de sang de cordon 

grâce à un ARN interférent (ARNsh) ciblant l’exon 9 de l’UROS (Robert-Richard et al. 

2010). Une diminution drastique de l’activité de l’UROS a été démontrée (96% proche de ce 

qui est observé dans des cellules PEC) entraînant l’accumulation de porphyrines après ajout 

d’ALA. La greffe de cellules de moelle osseuse transduites avec ce ARNsh a permis de 

transposer ce phénotype dans une souris immunodéficiente (NOG). La transduction avec un 

vecteur construit pour ne pas subir l’inhibition par le ARNsh (modifications de la séquence à 

4 positions différentes sans altération de l’acide aminé codé ni de sa fréquence d’utilisation) 

permet de restaurer l’activité enzymatique. Ce modèle cellulaire est donc un bon outil pour 

tester de nouveaux protocoles ou vecteurs thérapeutiques. 

 

 

 b) Thérapie génique de la PPE 

 

 Dans les cas de fibrose ou cirrhose hépatique avancée, l’expérience montre que 65% 

des patients ayant subit une greffe de foie, voient l’état de leur nouveau foie se détériorer dans 

un laps de temps plus ou moins long du fait d’une correction incomplète du déficit 
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enzymatique. Le déficit enzymatique majoritairement impliqué dans le phénotype hépatique 

est localisé dans les cellules souches hématopoïétiques. Pour ces patients, la transplantation de 

moelle osseuse ou la thérapie génique est recommandée. 3 patients ont déjà été greffés avec 

succès. Parallèlement, des expériences de transfert de gènes ont été menées dans des lignées 

cellulaires puis dans un modèle murin de PPE. Mathews-Roth et collaborateurs ont montré en 

1995 que la transfection de l’ADNc de la ferrochélatase dans des cellules COS-1 and CHO-

DUKX augmente l’expression de cette enzyme. La transduction de fibroblastes de patient 

PPE par un vecteur rétroviral permet la restauration de l’expression de la ferrochélatase dans 

ces cellules. Celles-ci n’accumulent plus de porphyrines même en présence d’ALA dans leur 

milieu de culture (Mathews-Roth et al. 1995). Par la suite, Pawliuk et collaborateurs 

utilisèrent un vecteur rétroviral pour corriger des souris Fechm1Pas/Fechm1Pas. Des cellules 

souches hématopoïétiques (5-FU/Sca+) ont été transduites avec un vecteur exprimant la GFP 

ou un vecteur biscistronique co-exprimant la FECH et la GFP. Les cellules ont été 

sélectionnées par FACS (Fluorescence-Activated Cell Sorting) avant d’être transplantées dans 

des souris PPE. Les souris greffées avec le vecteur thérapeutique sont corrigées durablement 

(diminution des protoporphyrines érythrocytaires et disparition de la photosensibilité 7 mois 

après la greffe) contrairement aux souris greffées avec le vecteur GFP toujours 

photosensibles. Ce fut la première démonstration d’une thérapie génique dans un modèle 

murin sans sélection ni avantage sélectif des cellules greffées in vivo (Pawliuk et al. 1999). La 

greffe de cellules corrigées associées à des cellules non transduites dans des animaux 

secondaires a permis de montrer que l’on retrouvait la même proportion de cellules GFP 

positives que dans les animaux primaires. Ceci prouve d’une part que les cellules transduites 

étaient bien des cellules souches avec une capacité de repeuplement de la moelle osseuse mais 

aussi qu’aucun avantage sélectif ne s’exerçait sur les cellules corrigées. 

Fontanellas et collaborateurs infectèrent ex vivo des cellules de moelle osseuse avec un 

vecteur rétroviral exprimant l’ADNc de la ferrochélatase humaine. Ils sélectionnèrent par 

cytométrie de flux les cellules corrigées n’accumulant plus de porphyrine et les greffèrent 

dans des souris PPE. Une diminution de la fluorescence des érythrocytes fut observée ainsi 

qu’une disparition de la photosensibilité dans les souris greffées avec des cellules 

sélectionnées. Les cellules non sélectionnées n’offrirent au mieux qu’une correction partielle 

du phénotype protoporphyrique (Fontanellas et al. 2001). Il est donc possible de corriger la 

maladie en sélectionnant les cellules sur la base de leur phénotype et non de marqueurs 

exogènes (GFP) potentiellement toxiques pour l’homme.  

Contrairement à la PEC où les érythrocytes corrigés ont un avantage sélectif, les expériences 

de thérapie génique dans la PPE illustrent la nécessité de corriger un maximum de cellules 
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souches car elles n’ont aucun avantage sélectif. Or la correction d’un grand nombre de 

cellules souches (>50%) ne peut se faire efficacement avec des vecteurs rétroviraux ne 

transduisant que les cellules en cycle. Les vecteurs lentiviraux s’imposèrent d’eux-mêmes et 

une correction du modèle murin PPE fut obtenu en 2001 par transduction de cellules souches 

hématopoïétiques avec un lentivecteur exprimant l’ADNc de la ferrochélatase humaine sous 

contrôle d’un promoteur érythroïde-spécifique (Richard et al. 2001 et Figure 7). Les souris 

greffées sont corrigées et ne présentent plus de photosensibilité. Après huit mois de greffe, 

80% des CFC (Colony-Forming Cells) provenant des souris secondaires possédaient le 

vecteur thérapeutique démontrant le bon transfert de gènes dans les cellules souches et sa 

stabilité d’expression. Ces expériences montrent que l’utilisation d’un promoteur érythroïde-

spécifique est suffisant et préférable pour corriger des symptômes sans risquer une expression 

exogène du transgène trop importante. 

 

BA BBAA

 
Figure 7. Test de photosensibilité dans un protocole de thérapie génique de la protoporphyrie érythropoïétique. 
A) Souris PPE BALB/c non traitées. B) Souris PPE BALB/c corrigées par un vecteur lentiviral thérapeutique. 
(Richard et al. 2001) 
 

 Le problème rencontré actuellement dans le cadre des transplantations de moelle 

osseuse est le manque de compatibilité entre donneur et accepteur. La thérapie génique chez 

l’homme soulève également la question du nombre de cellules souches/progénitrices de la 

moelle osseuse à transduire pour restaurer une activité enzymatique suffisante (40% dans le 

modèle murin de la PEC). De plus, dans le but de tendre vers un protocole thérapeutique 

adaptable à l’homme, un conditionnement sans myéloablation serait préférable, les porphyries 

érythropoïétiques n’étant pas des maladies génétiques malignes. Dans le cas où les cellules 

corrigées n’ont pas d’avantage sélectif (comme dans la PPE), il est possible de greffer des 
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cellules corrigées et exprimant un gène de résistance à un produit chimiothérapeutique 

permettant une sélection des cellules in vivo. La sélection de cellules in vivo a déjà été 

obtenue par l’expression de gènes de résistance comme le MDR-1 (MultiDrug Resistance 

protein-1), la dihydrofolate réductase (DHFR), l’O6-méthylguanine-DNA méthyltransférase 

(MGMT) ou par l’expression de récepteurs de lignad pro-mitotiques comme le récepteur de 

l’érythropoïétine (EPO) pour la thalassémie. Cependant, la sélection utilisant les gènes MDR-

1 et DHFR dans des modèles de grands animaux est variable et transitoire (Neff et al. 2006). 

Un vecteur combinant l’expression de la FECH avec le gène de résistance MGMT a été ainsi 

généré. Il permet la transduction de cellules souches hématopoïétiques greffées et 

sélectionnées in vivo par chimiothérapie (agents alkylants : BCNU ou temozolomide). Ce 

vecteur utilisé dans des lignées lymphoblastoïdes PPE, des cellules érythroleucémiques 

(K562) et des cellules CD34+ de sang de cordon a montré la sélection des cellules transduites 

après chimiothérapie (Richard et al. 2003). Il a également permis la sélection in vivo de 

cellules souches hématopoïétiques PPE transplantées dans des souris malades et une 

correction complète au niveau métabolique et phénotypique aussi bien des souris primaires 

que secondaires (Richard et al. 2004). La combinaison du gène MGMT sous le contrôle d’un 

promoteur humain ubiquitaire PGK (Phosphoglycerate kinase) et de la FECH sous le contrôle 

d’un promoteur érythroïde-spécifique a permis in vivo la sélection des cellules souches 

hématopoïétiques corrigées et l’expression spécifique de la ferrochélatase dans les cellules 

érythroïdes corrigeant le phénotype PPE. 

 

 

 La thérapie génique des porphyries semble donc possible chez l’homme. Son efficacité 

a pu être démontrée dans les modèles murins des deux porphyries avec une correction du 

phénotype porphyrique. Cependant, les complications observées au cours des premiers essais 

cliniques pratiqués (SCID-X) suggèrent que des études restent à faire afin de sécuriser ces 

protocoles. De nouveaux vecteurs lentiviraux, plus sécuritaires, ont été développés par la suite 

mais le risque d’une mauvaise intégration est toujours présent. 

 La génération de cellules iPS (cellules souches pluripotentes induites = induced 

Pluripotent Stem cells) offre un espoir de mieux contrôler les risques inhérents à toute 

thérapie génique. Ces cellules sont générées à partir de cellules différenciées reprogrammées 

pour posséder les mêmes caractéristiques qu’une cellule souche embryonnaire : 

autorenouvellement et pluripotence. Il est donc possible de corriger les cellules iPS dérivées 

spécifiquement d’un patient et de les redifférencier dans le tissu d’intérêt. De plus, différents 
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clones peuvent être établis ce qui permet par diverses techniques de sélectionner une lignée 

possédant les intégrations provirales les moins risquées possible. 

 

 Nous avons donc réalisé un protocole de thérapie génique utilisant des cellules iPS 

(induced Pluripotent Stem Cells) issues de cellules de patients ou de modèles de souris 

porphyriques. Ces travaux seront décrits dans la 2ème et 3ème parties du chapitre Résultats. 
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Partie II 
 

Cellules iPS et thérapie génique  
des porphyries érythropoïétiques 



 62 

 

 Il existe différents types de cellules souches ayant des potentiels et des localisations 

spatio-temporelles différentes. Les cellules souches totipotentes sont les seules à pouvoir 

reconstituer un individu complet. Elles sont présentes de la fécondation au stade 8 cellules. 

Les cellules souches pluripotentes sont issues de la masse interne du blastocyste. Elles sont 

capables de former tous les types cellulaires issus des trois feuillets embryonnaires mais ne 

peuvent se différencier en annexe embryonnaire (placenta provenant du trophectoderme). Les 

cellules souches multipotentes sont présentes dans l’embryon mais aussi dans l’organisme 

adulte. Il est admis qu’elles possèdent un potentiel de pluripotence plus limité que les cellules 

souches pluripotentes (restreint à toutes les cellules matures d’un même type de tissu). Les 

cellules souches unipotentes peuvent se différencier en un seul type cellulaire. Elles sont 

souvent impliquées dans le renouvellement d’épithélium  (peau, intestin) mais également dans 

le foie. 

  

 Les cellules souches embryonnaires (cellules ES) sont définies par deux propriétés : 

l’autorenouvellement et la pluripotence. Elles sont donc capables, à chaque division cellulaire, 

de former deux cellules filles strictement identiques à la cellule mère et ce, de façon illimitée. 

Ces cellules sont également pluripotentes c’est à dire capables de se différencier en toute 

cellule différenciée, cette pluripotence se conservant au fil des divisions mitotiques grâce à 

l’autorenouvellement. Elles ne sont présentes qu’à partir d’un stade précis du développement 

embryonnaire : le stade blastocyste où elles forment la masse interne (ICM : Inner Cell 

Masse) entourée par le trophectoderme donnant naissance au placenta. Les cellules de la 

masse interne continuent ensuite leur prolifération et différenciation vers les différents 

feuillets de l’embryon (endoderme, mésoderme et ectoderme) (Figure 8). 
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Figure 8. Embryogenèse humaine de la fécondation au stade blastocyste. Après plusieurs divisions cellulaires, 
l’embryon est formé de deux tissus différents : le trophoblaste participant à la formation du placenta et les 
cellules de la masse interne se différenciant en endoderme, mésoderme et ectoderme pour former l’embryon. 

 

 C’est de cette masse interne que les premières lignées de cellules ES murines puis 

humaines ont été dérivées. Plus tard, une nouvelle catégorie de cellules pluripotentes a fait 

son apparition : les cellules iPS (induced Pluripotent Stem cells) obtenues par 
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reprogrammation de cellules somatiques même totalement différenciées grâce à l’expression 

ectopique de facteurs de reprogrammation. Les capacités d’autorenouvellement et de 

différenciation de ces différents types de cellules souches ont enthousiasmé les chercheurs et 

médecins depuis les années 1950 qui les ont placées au centre des protocoles de modélisation 

de pathologies, criblage de médicaments, génération de modèles murins et bien entendu de 

thérapies cellulaire et génique. 

Dans notre étude des protocoles thérapeutiques des porphyries, nous discuterons l’utilisation 

des cellules souches hématopoïétiques (multipotentes) en thérapie cellulaire et de cellules 

souches pluripotentes (iPS) en thérapie génique. 

 

 

II- 1) Les cellules souches embryonnaires (cellules ES) 

 

II-1-1) Les cellules souches embryonnaires murines 

 

a) Historique 

 

 Les premières études sur les cellules souches pluripotentes concernaient les cellules à 

l’origine de la récidive des tératocarcinomes. Ces tumeurs malignes sont composées de 

cellules différenciées issues d’une deuxième population tumorale souche : les cellules souches 

embryonnaires de carcinome (Embryonal Carcinoma Cells : cellules EC). Ces cellules sont 

douées de pluripotence et d’autorenouvellement. Même à l’état unicellulaire, les EC sont 

capables d’induire la formation d’un tératocarcinome composé de tissus différenciés issus des 

trois feuillets embryonnaires (Kleinsmith et Pierce, 1964). Des lignées cellulaires d’EC ont pu 

être générées à partir de tératocarcinomes mais beaucoup d’entre elles ont montré une aptitude 

réduite à participer à l’élaboration de souris chimériques. En effet, bien que proches des 

cellules ES, ces cellules EC restent des cellules cancéreuses dont les mutations génétiques, 

accumulées au cours du processus de transformation, engendrent une perte de pluripotence 

(Kahan et Ephrussi, 1970 ; Atkin et al. 1974). 

 

 

b) Les cellules ES murines 

 

 Les premières lignées de cellules souches embryonnaires murines ont été dérivées en 

1981 par deux équipes différentes (Evans et Kaufman, 1981 ; Martin, 1981). Ces lignées, 
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établies à partir de cellules de la masse interne d’un blastocyste, sont cultivées dans les 

mêmes conditions que les cellules EC : en présence de sérum de veau fœtal (entre 10 et 20%) 

et sur un stroma de fibroblastes embryonnaires. Les lignées de cellules ES présentent les 

mêmes caractéristiques que les cellules EC : morphologie identique, autorenouvellement et 

pluripotence. In vitro, elles forment des corps embryoïdes quand elles sont ensemencées sans 

stroma. In vivo, quand elles sont injectées chez la souris par voie sous-cutanée, elles forment 

des tératocarcinomes où est présente une grande variété de tissus issus des trois feuillets 

embryonnaires. Les cellules ES possédant un caryotype normal, elles participent au 

développement embryonnaire lors de leur implantation dans des blastocystes et à la formation 

de souris chimériques (Bradley et al. 1984). 

 

 

c) Culture et caractéristiques des cellules ES murines 

 

 La culture des cellules pluripotentes en général est complexe : il est nécessaire de 

trouver et conserver les conditions permettant aux cellules de proliférer tout en conservant 

leur pluripotence. Elles sont souvent cultivées sur un stroma « feeder » (cellules nourricières) 

composé de fibroblastes embryonnaires. Anciennement, les cellules STO (résistante à la 6-

thioguanine et à l’ouabaïne) étaient utilisées mais d’autres protocoles existent employant des 

MEF (Mouse Embryonic Fibroblasts) issus d’embryons murins de stade E10,5 à E14,5. Le 

stroma est traité à la mitomycine-C ou irradié afin de générer des cassures double brin de 

l’ADN et de stopper sa prolifération. Il est ensuite capable de maintenir l’état pluripotent des 

cellules ES en sécrétant des facteurs dont le Leukemia Inhibitory Factor (LIF). Cette cytokine 

(de la famille des interleukines 6) est une glycoprotéine agissant via son récepteur 

hétéromérique composé des sous-unités gp130 et gp190. Le LIF permet la dimérisation de son 

récepteur et entraîne l’activation des voies JAK/STAT3 et ShP2/ERK2 MAPK (Yoshida et al. 

1994 ; Takahashi-Tezuka et al. 1998). La première confère la propriété d’autorenouvellement 

du LIF et la seconde inhibe la prolifération des cellules ES. L’effet du LIF est donc 

minutieusement dosé par ses deux voies de signalisation issues du même récepteur. Cette 

cytokine permet, en présence de sérum, de cultiver les cellules ES sans stroma sur une surface 

traitée (gélatine, matrigel…). Les ligands BMP (Bone Morphogenetic Proteins) participent 

également au maintien de l’autorenouvellement dans les cellules ES murines (Ying et al. 

2003). La signalisation des BMP passe par l’activation des protéines SMAD. Les SMAD 

permettent l’expression des gènes Id (pour « Inhibitor of Differenciation ») qui bloquent 

uniquement la différenciation ectodermique mais favorise la différenciation vers le 
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mésoderme et l’endoderme. STAT3, phosphorylé en réponse à la fixation du LIF sur son 

récepteur, inhibe SMAD et donc la différenciation mésodermique. La coopération des voies 

de signalisations LIF/STAT3 et BMP/SMAD est donc un équilibre d’activation et de 

répression où les deux actions permettent un maintien de la pluripotence nécessaire à 

l’autorenouvellement (Figure 9). 

 

 

 
 

Figure 9. Voies de signalisations intracellulaires contribuant au maintien de la pluripotence dans les cellules ES 
murines. La fixation du ligand LIF entraîne la dimérisation des récepteurs gp130 et gp190 favorisant la 
phosphorylation de STAT3 et sa dimérisation. Le dimère peut migrer dans le noyau et stimuler l’expression des 
gènes impliqués dans le maintien de la pluripotence. Parallèlement, la fixation de BMP sur son récepteur permet 
la phosphorylation de SMAD1. Une fois activé, SMAD1 lie SMAD4 et migre dans le noyau pour activer 
l’expression des protéines Id inhibant la différenciation neuroectodermique mais favorisant la différenciation en 
mésoderme et endoderme. Cette différenciation est inhibée par la voie du LIF. STAT3 phosphorylé semble 
également impliqué dans l’inhibition directe de la voie BMP. (D’après Ying et al. 2003) 
 

 Les cellules ES murines sont de petites cellules proliférant en colonies arrondies. La 

différenciation cellulaire qui apparaît parfois au bord de ces colonies est aisément repérable 

par la présence de cellules étalées morphologiquement différentes du reste de la colonie 

(Figure 10). Les cellules ES sont caractérisées par l’expression de plusieurs marqueurs 

membranaires (phosphatase alcaline, SSEA-1…) ou intracellulaires (Oct4, Sox2, Nanog…) 

(voir Tableau 6). La télomérase est également exprimée et active. La télomérase est un 

complexe ribonucléoprotéique composé d’une sous-unité protéique appelée TERT 

(TElomerase Reverse Transcriptase) et d’un ARN Terc. Ce complexe ajoute, lors de la 
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division cellulaire, une répétition de six séquences nucléiques « TTAGGG » appelée télomère 

permettant la protection de l’extrémité des chromosomes lors de chaque division (Blasco, 

2007 ; Lange, 2005). Dans les cellules différenciées, le gène TERT n’est le plus souvent plus 

exprimé et la division cellulaire entraîne un raccourcissement des télomères reconnut par la 

cellule comme un signal la faisant entrer en sénescence ou en apoptose (Harley, 1991). 

L’expression de TERT dans les cellules ES les protège donc d’un vieillissement cellulaire et 

permet leur autorenouvellement. 

 

     
Figure 10. Culture de cellules ES murines CGR8. A) Les cellules ES poussent en colonies rondes au bord lisse 
et en relief. B) Lorsqu’elles se différencient, les cellules s’étalent et les colonies perdent leur aspect arrondi. 
(Images obtenues au laboratoire - Contraste de phase, 10x) 
 

 

II-1-2) Cellules souches embryonnaires humaines 

 

 Bien que la souris soit le modèle mammifère expérimental le plus couramment utilisé, 

de nombreuses structures embryonnaires diffèrent entre ce modèle et l’homme (placenta, 

membranes extra-embryonnaires…).  Il était donc indispensable de générer des lignées de 

cellules ES humaines afin de mieux comprendre les étapes du développement embryonnaire 

humain et permettre d’étudier les fonctions des tissus différents du modèle murin ou encore 

d’élucider les principes de différenciation de ces cellules dans le cadre de futures thérapies 

cellulaires. 

 

a) Les cellules ES humaines 

 

 La première lignée de cellules souches embryonnaires humaines (hES) a été dérivée en 

1998, soit 17 ans après la première lignée de cellules souches embryonnaires murines 

(Thomson et al. 1998). Elle provient de cellules de la masse interne d’un blastocyste. Les 

chercheurs maîtrisant les conditions de dérivations des cellules embryonnaires murines, ils ont 
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tenté de copier ce protocole pour leurs homologues humaines. Or, la culture des cellules ES 

humaines en présence de sérum et de LIF, assurant la pluripotence des cellules ES murines, 

n’entraîne que la différenciation des cellules ES humaines (Bongso et al. 1994). La culture de 

ces cellules dans ces conditions permet le maintien de la pluripotence sur deux passages et 

non pas la dérivation d’une lignée comme dans le cas des cellules murines, ce qui explique ce 

laps de temps important. La dérivation de lignées ES de primates non-humains, macaque 

rhésus (Macaca mulatta – Thomson et al. 1995) puis marmoset (Callithrix jacchus – 

Thomson et al. 1996), ont permis de mettre au point la technique et les conditions de cultures 

nécessaires aux cellules ES humaines. 

 

b) Culture et caractéristiques des cellules ES humaines 

 

 Des embryons surnuméraires générés lors de fécondation in vitro (FIV) ont été 

cultivés jusqu’au stade blastocyste (après que la procédure soit acceptée par l’Institutional 

Review Board (IRB)). Les cellules de la masse interne ont été isolées et cultivées sur un 

stroma feeder de MEF. Les cellules ES humaines poussent en colonies aplaties similaires à 

celles obtenues avec les ES de macaque rhésus (Figure 11). Les cellules possèdent un ratio 

noyau/cytoplasme élevé et des nucléoles bien visibles. Les lignées cellulaires dérivées 

possèdent un caryotype normal et le conservent même après plusieurs passages. Comme dans 

le cas des cellules ES murines, un haut niveau d’expression de l’activité télomérase est 

observé expliquant comment les cellules ont pu être entretenues pendant 8 mois consécutifs 

sans entrer en sénescence. Les cellules expriment des marqueurs spécifiquement 

embryonnaires retrouvés sur les cellules ES de primates ainsi que sur les cellules EC 

humaines : SSEA-3, SSEA-4, TRA-1-60, TRA-1-81, phosphatase alcaline… (Tableau 6). La 

pluripotence des cellules ES est prouvée in vivo par la formation de tératomes après injection 

des cellules par voie sous-cutanée dans des souris immunodéficientes SCID (Severe 

Combined ImmunoDeficiency : Syndrome de l’immunodéficience sévère combinée). Des 

tissus différenciés issus des trois feuillets germinaux embryonnaires (ectoderme, mésoderme 

et endoderme) ont été observés. In vitro, les cellules ES se différencient dès qu’elles sont 

cultivées sans stroma MEF en présence ou non de LIF. Sur stroma, les cellules ES, dont la 

confluence est trop importante, se différencient (présence dans le milieu d’hormone 

gonadotropique chorionique et d’α-fœtoprotéine indiquant une différenciation en trophoblaste 

et endoderme) (Thomson et al. 1998). 

 



 68 

    
Figure 11. Culture de cellules ES humaines. A) Colonie de la lignée de cellules ES humaines H9 : les cellules 
poussent en colonies rondes au bord lisse et en monocouche. Echelle 100µm.  B) Cellules ES humaines H9. 
Echelle 50µm. (D’après Thomson et al. 1998) 
 

 

 Contrairement aux cellules ES murines, les cellules souches embryonnaires humaines 

ne nécessitent pas l’adjonction de LIF dans le milieu de culture pour conserver leur état 

pluripotent. Un stroma de fibroblastes murins embryonnaires est par contre le plus souvent 

indispensable. En 2005, James et collaborateurs démontrent l’implication de la voie 

TGFβ/Activine/Nodal dans le maintien de la pluripotence dans les cellules ES humaines 

(James et al. 2005). Cette voie de signalisation est connue pour avoir des fonctions 

pléïotropiques incluant le contrôle de la prolifération, différenciation, adhésion cellulaire et 

apoptose (Chng et al. 2011). La superfamille du TGFβ comprend de nombreux ligands (~40) 

dont l’Activine et Nodal, qui se fixent sur un récepteur au TGFβ de type II. Ce dernier 

phosphoryle et active un récepteur au TGFβ de type I (connu sous le nom de ALK pour 

Activin receptor-Like Kinase) qui est à l’origine d’une voie de signalisation  intracellulaire 

spécifique. Selon le ligand fixé, il détermine la voie de signalisation intracellulaire activée. La 

fixation de BMP (Bone Morphogenetic Protein) conduit à la phosphorylation et à l’activation 

de SMAD1/5/8 via l’activation de ALK1, ALK 2, ALK3 et ALK6. La fixation du TGβ, 

Activine ou Nodal par ALK4, ALK5 ou ALK7 conduit à la phosphorylation de SMAD2/3. 

Une fois activées par phosphorylation, les protéines SMAD1/5/8 ou SMAD2/3 s’associent 

avec SMAD4 pour transloquer dans le noyau et activer la transcription de gènes cibles (Figure 

12).  
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Figure 12. Voies de signalisations intracellulaires contribuant au maintien ou à la répression de la pluripotence 
dans les cellules ES humaines. La fixation du ligand (TGFβ, Activine A ou Nodal) entraîne la dimérisation des 
récepteurs au TGFβ et la phosphorylation de SMAD2/3. L’association de SMAD2/3 avec SMAD4 permet le 
transport du complexe dans le noyau pour induire l’expression des gènes de pluripotence (dont la fixation sur le 
promoteur de NANOG directement) et inhibiteur de la différenciation neuroectodermique. La fixation du BMP 
entraîne également la dimérisation d’un autre couple de récepteur au TGFβ et stimule la phosphorylation 
activatrice de SMAD1/5/8. Après liaison avec SMAD4, le complexe est adressé au noyau où il stimule 
l’expression de gènes de différenciation ou inhibe les gènes responsables du maintien de la pluripotence (dont 
NANOG). Les protéines SMAD6 et SMAD7 inhibent SMAD2/3 et la voies du récepteur au BMP 
respectivement. A : Activine, N : Nodal. (D’après Chng et al. 2011) 

 

L’inhibition de la voie TGFβ/Activine/Nodal entraîne une diminution de la phosphorylation 

de SMAD2/3 et une perte de l’expression de Oct3/4 et Nanog tout en augmentant la 

phosphorylation de SMAD1/5. L’Activine A participe au support de la pluripotence des 

cellules ES humaines via l’activation du complexe SMAD2/3 mais sa phosphorylation seule, 

sans stroma ou milieu conditionné MEF, n’est pas suffisante pour maintenir une morphologie 

d’ES typique et l’expression des marqueurs de pluripotence (James et al. 2005). Le maintien 

de la pluripotence des ES humaines sans stroma sur le long terme nécessite une forte 

stimulation de la voie TGFβ/activine/Nodal : après 10 passages, 100ng/ml de Nodal 

permettent de maintenir 50% des cellules exprimant des facteurs de pluripotence 

contrairement au FGF2 (ou bFGF pour basique Fibroblasts Growth Factor, 40ng/ml) ou 

activine (10ng/ml) seul (3% et 25% respectivement après 5 passages seulement). Les 

combinaisons FGF2 + activine ou FGF2 + Nodal sont suffisantes pour observer l’expression 

de marqueurs de pluripotence des cellules souches embryonnaires humaines suggérant une 
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synergie des voies FGF et TGFβ/activine/Nodal dans le maintien de la pluripotence de ces 

cellules (Vallier et al. 2005). Les voies ERK et PI3K  semblent également stimulées par 

l’activation de la voie du FGF et impliquées dans le maintien de l’autorenouvellement des 

cellules ES humaines, même si toutes les étapes des voies de signalisation ne sont pas encore 

connues (Li et al. 2007). 

Un milieu non conditionné par des MEF entraîne rapidement la différenciation des cellules ES 

humaines. Xu et collaborateurs démontrent que cette  différenciation est causée, au moins 

partiellement, par la voie de signalisation induite par les ligands BMP contrairement à ses 

effets sur les cellules ES murines (Xu et al. 2006 ; Ying et al. 2003). La fixation de BMP2 ou 

de BMP4 entraîne la phosphorylation de SMAD1 stimulant l’expression des gènes Id 

favorisant la différenciation. Cette signalisation intracellulaire est inhibée par le bFGF qui 

permet une expansion clonale de cellules ES humaines sur stroma et même sans stroma quand 

il est ajouté au milieu à forte concentration (100ng/ml) (Xu et al. 2006). Le bFGF entraîne la 

surexpression de ligands TGFβ par les cellules stromales ainsi que par les ES (Greber et al. 

2007). L’inhibition de la voie TGFβ par le SU5402 (inhibiteur ATP-compétitif pour l’activité 

tyrosine kinase du récepteur) cause la différenciation cellulaire. Le TGFb est également 

impliqué dans le maintien de l’autorenouvellement via l’activation des voies intracellulaires 

ERK et PI3K (Levenstein et al. 2006 ; Li et al. 2007 ; Greber et al. 2007). 

L’activation de la voie Wnt par BIO, un inhibiteur de la GSK3 (Glycogen synthase kinase 3), 

permet également de maintenir la pluripotence des cellules ES murines et humaines même en 

absence d’un stroma MEF (Sato et al. 2004). Cet inhibiteur agit en stimulant la voie Wnt et la 

phosphorylation des SMAD2/3 entraînant l’expression de gènes de pluripotence dont Oct3/4 

et Nanog. Dans les cellules différenciées, SMAD2/3 n’est plus phosphorylé contrairement à 

SMAD1/5. 

 

c) Les cellules ES humaines : science, éthique et législation. 

 

 La dérivation de lignées de cellules ES humaines représentent une grande avancée 

dans la compréhension du développement embryonnaire humain mais également dans la 

perspective de leur utilisation en médecine régénérative (Alzheimer, Parkinson, dystrophies 

musculaires…). Mais leur grand intérêt n’occulte pas leur origine embryonnaire engendrant 

un  problème éthique important. Avant le mois de Juillet 2004, la législation française 

interdisait l'utilisation d’embryons surnuméraires issus de FIV y compris pour la recherche. 

Seul était autorisé, l'établissement de lignées de cellules souches à partir d'embryons issus 
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d'avortements naturels ou provoqués. En Juillet 2004, la France légiférait sur la question des 

cellules souches et de l’utilisation d’embryons humains en recherche :  

Art. 16-4 (troisième alinéa). - Est interdite toute intervention ayant pour but de faire naître un 

enfant génétiquement identique à une autre personne vivante ou décédée. 

Art. L. 2151-2. - La conception in vitro d'embryon ou la constitution par clonage d'embryon 

humain à des fins de recherche est interdite. 

Art. L. 2151-4. - Est également interdite toute constitution par clonage d'un embryon humain 

à des fins thérapeutiques. 

Art. L. 2151-5. - La recherche sur l'embryon humain est interdite. Une recherche ne peut être 

conduite que sur les embryons conçus in vitro dans le cadre d'une assistance médicale à la 

procréation qui ne font plus l'objet d'un projet parental (http://www.legifrance.gouv.fr). 

Cette législation, contestée par beaucoup de scientifiques, est considérée comme un frein aux 

recherches françaises sur les cellules souches humaines. Ces mêmes recherches étant 

autorisées dans d’autres pays (Etats-Unis, Japon, Brésil, Suisse, Belgique…). Les dérogations 

apportées contraignent les chercheurs à justifier d’une activité de recherche à application 

thérapeutique rapide. 

La loi de Bioéthique adoptée en 2011 par le parlement français réaffirme l’interdiction 

d’études sur l’embryon humain et sur les cellules souches embryonnaires humaines en dehors 

de dérogations accordées par l’agence de biomédecine si les conditions suivantes sont réunies : 

« 1° La pertinence scientifique du projet de recherche est établie. 

2° La recherche est susceptible de permettre des progrès médicaux majeurs. 

3° Il est expressément établi qu'il est impossible de parvenir au résultat escompté par le biais 

d'une recherche ne recourant pas à des embryons humains, des cellules souches 

embryonnaires ou des lignées de cellules souches. 

4° Le projet de recherche et les conditions de mise en œuvre du protocole respectent les 

principes éthiques relatifs à la recherche sur l'embryon et les cellules souches embryonnaires.  

Les recherches alternatives à celles sur l'embryon humain et conformes à l'éthique doivent 

être favorisées. » Code de la santé publique - Article L2151-5. 

L’article R2151-1, modifié par le Décret n°2012-467 du 11 avril 2012 – art. 1, autorise (après 

accord de l’Agence de biomédecine) les recherches fondamentales sur les cellules souches 

dans le cas où elles seraient susceptibles de permettre des progrès médicaux majeurs en 

matière de prévention, de diagnostic ou de soins et que l’utilisation d’autres moyens (y 

compris d’autres cellules souches) ne permette pas d’obtenir le résultat escompté. 
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II-2) Les cellules souches pluripotentes induites (iPS) 

 

 Les cellules pluripotentes embryonnaires ont permis de mieux comprendre les 

mécanismes impliqués dans l’embryogenèse notamment humaine et d’espérer faire des 

avancées de portée thérapeutique grâce à la médecine régénérative et au criblage de 

médicaments. Mais leur origine a toujours posé un problème éthique. Les cellules iPS 

contournent cette complication : en effet, ces cellules pluripotentes étant dérivées de cellules 

somatiques, rien ne s’oppose à leur utilisation en recherche. Elles présentent également 

l’avantage de ne plus poser de contraintes de compatibilité immunologique dans le cas de leur 

utilisation en thérapies cellulaire ou génique. En effet, les cellules iPS pouvant être dérivées 

de cellules somatiques de patients, il est possible de créer des « cellules-médicaments » 

spécifiques à chaque patient et donc totalement compatible avec lui. 

 

II-2-1) Génération et culture des cellules iPS murines 

 

 Takahashi et Yamanaka en 2006 publient dans la revue scientifique Cell la génération 

de cellules souches pluripotentes induites (iPS pour induced Pluripotent Stem) issues de la 

reprogrammation de fibroblastes embryonnaires murins (MEF, Takahashi et Yamanaka, 

2006). Ses travaux sur l’induction de la pluripotence dans les cellules différenciées ont permis 

à Yamanaka de recevoir le prix Nobel en Octobre 2012. Etudiant l’expression de nombreux 

gènes dans les cellules ES murines, Takahashi et Yamanaka clonèrent 24 gènes sensés jouer 

un rôle central dans le maintien de la pluripotence de ces cellules. L’induction de l’expression 

de ces gènes dans des fibroblastes (cultivés sur un stroma STO en milieu de culture ES (LIF), 

s’est faite à l’aide de vecteurs rétroviraux. Afin de détecter les cellules devenues 

pluripotentes, un gène de résistance au G418 a été placé sous contrôle du promoteur Fbx15 

par recombinaison homologue. Ce gène est exprimé spécifiquement par les cellules ES et 

dans l’embryon même si il n’est pas indispensable au maintien de la pluripotence. Il est régulé 

par le facteur de transcription Oct3/4. Aucune colonie résistante n’a pu être obtenue par 

transduction d’un seul facteur, mais 12 colonies apparurent en transduisant les fibroblastes 

avec les 24 facteurs. Après de nombreuses combinaisons de facteurs, un cocktail de 4 facteurs 

essentiels a pu être décrit : Oct3/4, Sox2, Klf4 et c-Myc. La transduction de ces 4 facteurs 

permet la génération de colonies ayant des similitudes morphologiques avec les cellules ES 

murines : colonies rondes, aux petites cellules avec un grand noyau et un cytoplasme limité. 

Ces colonies expriment de plus les marqueurs de pluripotence retrouvés dans les cellules ES : 

Nanog, Oct3/4, Cripto, ERas, phosphatase alcaline, SSEA1 (retrouvé par RT-PCR ou 
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immunocytochimie), expression forte de l’activité télomérase. L’étude de la méthylation des 

promoteurs de Nanog et Fbx15 révèle une déméthylation très importante de ces promoteurs 

dans les lignées iPS formées contrairement aux fibroblastes d’origine. Ces cellules sont 

également capables de former des tératomes quand elles sont injectées dans des souris 

immunodéficientes. Ces tératomes sont composés de tissus différenciés ayant pour origine les 

trois feuillets embryonnaires. La pluripotence de ces cellules a finalement été démontrée par 

leur participation à tous les tissus de l’embryon dans une expérience de transplantation dans 

des blastocystes (même si les souris chimériques ne survivent pas jusqu’au terme). 

 

 La première reprogrammation a consisté en la transduction de fibroblastes murins par 

des vecteurs rétroviraux. Plus tard, les cellules iPS ont été générées à partir de multiples 

cellules différenciées et selon des méthodes de reprogrammation variées (cf. Tableau 7). Le 

maintien de la pluripotence est assuré par un stroma de fibroblastes embryonnaires (cellules 

STO ou MEF) et par l’ajout de LIF dans le milieu de culture. Ces cellules peuvent également 

être cultivées sur de la gélatine évitant ainsi la contamination avec des cellules stromales lors 

de protocole de thérapie cellulaire ou génique. 

L’efficacité de reprogrammation obtenue par cette technique est d’environ 0,02% sachant 

qu’elle est surestimée étant donné que la sélection sur la base d’une expression de Fbx15 ne 

permet pas de conclure à l’entière pluripotence de ces cellules. La reprogrammation est un 

processus long : environ un mois est nécessaire pour la génération de cellules iPS à partir de 

fibroblastes murins. 

 

 En 2007, l’équipe de Yamanaka et celle de Jaenisch réussissent à générer des iPS 

murines capables de participer au développement de souris chimériques viables (Okita et al. 

2007 ; Wernig et al. 2007). Les mêmes facteurs inducteurs ont été utilisés mais le critère de 

sélection des clones fut l’expression des protéines Oct3/4 endogène et Nanog et non de 

Fbx15. Dans ce cas, les lignées iPS sélectionnées possèdent tous les marqueurs de 

pluripotence précédemment décrits et possèdent de plus un profil de méthylation beaucoup 

plus proche de celui des cellules ES (promoteurs des gènes Oct3/4 et Nanog majoritairement 

déméthylés). La production de souris chimériques viables et fertiles capables de transmettre le 

matériel génétique de la cellule somatique d’origine prouve que la sélection par Nanog et 

Oct3/4 permet d’obtenir des cellules iPS véritablement pluripotentes. Le test de 

complémentation tétraploïde, effectué dans l’étude de Wernig et collaborateurs, parvient à 

montrer la génération d’embryons issus entièrement d’iPS mais ne survivant pas jusqu’au 

terme (mort la plus tardive des embryons au stade E14,5, Wernig et al. 2007). L’entière 
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pluripotence des cellules iPS a pu être prouvée par Zhao et collaborateurs en 2009 par la 

génération de souris viables suite à un protocole de complémentation tétraploïde confirmant 

de ce fait que le potentiel de pluripotence des cellules iPS est véritablement proche de celui 

des cellules ES (Zhao et al. 2009). 

 

 

II-2-2) Génération et culture des cellules iPS humaines 

 

 Les cellules iPS humaines ont été générées pour la première fois par l’équipe déjà 

responsable de la création des cellules iPS murines (Takahashi et al. 2007). Elles ont été 

obtenues par transduction rétrovirale des quatre facteurs utilisés précédemment : Oct3/4, 

Sox2, Klf4 et c-Myc. Un mois plus tard, une autre équipe réalise également cette 

reprogrammation mais par transduction de vecteurs lentiviraux exprimant un cocktail de 

facteurs différent : Oct3/4, Sox2, Nanog et Lin28 (Yu et al. 2007). Dans les deux cas, les 

cellules reprogrammées sont des fibroblastes humains primaires. L’efficacité de 

reprogrammation rapportée est faible : environ 0,022%. La reprogrammation, comme dans le 

cas des cellules iPS murines est longue, entre 20 et 30 jours sont nécessaires avant de pouvoir 

dériver les colonies apparues vers le 12ème jour. Les cellules reprogrammées poussent  en 

colonies rondes et plates et présentent une morphologie proches des cellules ES humaines. 

Elles expriment les marqueurs embryonnaires (SSEA3, SSEA4, phosphatase alcaline, Tra-1-

60, Tra-1-81, Rex1) ainsi que les gènes Oct3/4, Sox2, Nanog, hTERT connus pour leur 

implication dans le maintien de la pluripotence et de l’autorenouvellement. L’étude de la 

méthylation de l’ADN des iPS révèle que les promoteurs des gènes Oct3/4, Sox2 et Rex1 sont 

déméthylés contrairement aux cellules différenciées de départ et en accord avec le profil de 

méthylation des ES humaines. Même si il existe quelques variations d’expression sur certains 

gènes entre les différents clones iPS générés, ces différences ne sont pas plus importantes que 

celles observées entre différentes lignées de cellules ES humaines (Yu et al. 2007). En outre, 

la luciférase, sous contrôle des promoteurs de Oct3/4 ou de Rex1, montre une activité 

transcriptionnelle importante dans les cellules iPS humaines mais pas dans les fibroblastes 

d’origine (Takahashi et al. 2007). Les cellules ensemencées sur une boîte non adhérente, sans 

stroma ni bFGF, forment des corps embryoïdes capables de se différencier en cellules 

exprimant des marqueurs des trois feuillets germinaux embryonnaires. In vivo, l’injection des 

cellules iPS humaines par voie sous-cutanée dans des souris immunodéficientes entraîne la 

formation de tératomes composés de tissus différenciés issus des trois feuillets germinaux 

primaires. 



 75 

 Comme dans le cas des cellules ES humaines, les cellules iPS humaines nécessitent un 

stroma de fibroblastes embryonnaires murins inactivés et un milieu complété avec du bFGF 

pour conserver leurs capacités de pluripotence et d’autorenouvellement. 
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Tableau 6. Marqueurs de pluripotence exprimés par les cellules pluripotentes (ES et iPS) murines et humaines. 
Ces marqueurs sont utilisables pour la caractérisation des cellules iPS lors de leur génération.  

 

 
 

II-2-3) Méthodes de reprogrammation et biosécurité des cellules iPS 

 

 La reprogrammation de cellules se fait de manière semblable quelque soit l’espèce 

d’origine des cellules différenciées utilisées : humain (Takahashi et al. 2007 ; Yu et al. 2007; 

Lowry et al. 2008; Park et al. 2008), souris (Takahashi et Yamanaka, 2006 ; Maherali et al. 

2007 ; Okita et al. 2007 ; Wernig et al. 2007), rat (Li et al. 2009), porc (Wu et al. 2009), 

macaque rhésus (Liu et al. 2008). La reprogrammation nécessite les mêmes facteurs 

inducteurs et il possible de reprogrammer un grand nombre de cellules plus ou moins 

différenciées (fibroblastes, lymphocytes et autres cellules hématopoïétiques, estomac et 

cellules hépatiques, progéniteurs neuraux, kératinocytes, mélanocytes, cellules β-

pancréatiques, adipocytes… (Aasen et al. 2008 ; Aoi et al. 2008 ; Hanna et al. 2007 ; 

Stadtfeld et al. 2008 ; Kim et al. 2008 ; Utikal et al. 2009, Sun et al. 2009). 
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a) Facteurs de reprogrammation 

 
 La pluripotence des cellules iPS est induite par l’action de facteurs de transcription 

exogènes. Ces facteurs sont des gènes maîtres induisant l’expression de nombreux autres 

gènes conduisant à une cascade d’activation et de répression de gènes permettant le maintien 

de la pluripotence. Les facteurs de reprogrammation les plus couramment utilisés sont Oct3/4, 

Sox2, Klf4, c-Myc, Nanog et Lin28. Les séquences des « quatre facteurs de Yamanaka » 

(OSKM) étant très conservées, il est possible de reprogrammer des cellules murines et 

humaines avec les séquences murines ou humaines de ces facteurs de transcription (Chang et 

al. 2009). Ces facteurs sont tous exprimés fortement dans les cellules souches embryonnaires 

pluripotentes et ont chacun un rôle dans le maintien de l’état souche : 

 

- Oct3/4 ou Oct4 (Octamer-binding transcription factor 4 ou POU5F1 : POU domain, class 5, 

transcription Factor 1) est un facteur de transcription à homéodomaine liant l’ADN (Lui et al. 

2008). Il est essentiel à la pluripotence des cellules de masse interne du blastocyste : sans son 

expression, ces cellules se différencient en cellules de lignées extraembryonnaires 

(trophoblaste) et n’ont plus la capacité de former les feuillets embryonnaires (Nichols et al. 

1998). Oct4 coopère avec de nombreux facteurs pour établir la pluripotence (dont Nanog et 

Sox2). Des études protéomiques menées dans des cellules ES murines montrent qu’il peut 

interagir avec au moins 92 protéines différentes, ce qui implique que le contexte 

intracellulaire joue un rôle prépondérant dans la reprogrammation (Wang et al. 2012). Oct4 

forme notamment un hétérodimère avec Sox2 afin de se fixer sur le promoteur de Nanog et 

stimuler son expression (Rodda et al. 2005). La régulation d’Oct4 est essentielle au maintien 

de la pluripotence. En effet, une expression augmentée d’un facteur 2 dans les cellules ES 

entraîne la différenciation en endoderme et mésoderme primitifs alors qu’une répression d’un 

facteur 2 de son expression conduit à une perte de la pluripotence et à une différenciation des 

cellules vers le trophectoderme (Niwa et al. 2000). 

 

- Sox2 (SRY-related HMG box 2) est un facteur de transcription possédant un domaine de 

liaison à l’ADN. Sox2 joue un rôle important dans la pluripotence et la capacité 

d’autorenouvellement des cellules embryonnaires. Sox2 forme un hétérodimère avec Oct4 

pour réguler l’expression de facteurs clés de la pluripotence (Oct4, Sox2 et Nanog) (Avilion et 

al. 2003 ; Masui et al. 2007). Oct4 et Sox2 sont exprimés dans les cellules de la masse 

interne, dans l’épiblaste et dans la lignée germinale. Sox2 est également exprimée dans les 

cellules multipotentes de l’ectoderme extraembryonnaire. Sa répression entraîne une 
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différenciation des cellules. Cependant, son expression n’est pas essentielle au maintien de la 

pluripotence ou à la reprogrammation cellulaire si une surexpression d’Oct4 ou des 

inhibiteurs de la voie TGFβ sont utilisés (Masui et al. 2007 ; Ichida et al. 2009 ; Maherali et 

Hochedlinger, 2009). Ceci grâce au fait qu’Oct4 est capable de lier d’autres protéines afin de 

maintenir l’expression des autres facteurs de pluripotence. 

 

- Krüppel-like zinc finger transcription factor 4 (Klf4) est un facteur de transcription à doigts 

de zinc liant l’ADN entraînant l’activation ou la répression de la transcription. Il fonctionne 

soit comme une oncoprotéine, soit comme un suppresseur de tumeur selon le contexte 

cellulaire (Rowland et Peeper, 2006). Il est exprimé dans les cellules ES et iPS humaines et 

murines. Il est impliqué dans le maintien de l’autorenouvellement et inhibe la différenciation 

des cellules ES quand il est surexprimé in vitro (Li et al. 2005). Il régule positivement 

l’expression de Sox2 et donc celle d’Oct4 et de Nanog (Niwa et al. 2009). 

 

- c-Myc est un oncogène exprimé dans les cellules à forte activité proliférative (Cartwright et 

al. 2005). Il n’est pas indispensable à la génération de cellules iPS mais sa surexpression 

augmente considérablement l’efficacité et la vitesse de reprogrammation (Nakagawa et al. 

2008 ; Wernig et al. 2008). La surexpression prolongée de c-Myc est responsable de la 

différenciation et de la mort de cellules ES humaines (Sumi et al. 2007). Sa réactivation dans 

les protocoles utilisant des rétrovirus est responsable de la formation de tumeurs chez 20% 

des souris issues de la reproduction de chimères obtenues par iPS ou 50% des chimères issues 

de cellules iPS (Okita et al. 2007 ; Wernig 2008). c-Myc a donc été retiré ou remplacé par son 

homologue L-Myc (beaucoup moins oncogénique) dans de nombreux protocoles (Nakagawa 

et al. 2008 et 2010 ; Wernig et al. 2008). Pourtant, Araki et collaborateurs montrent en 2011 

que c-Myc joue un rôle crucial dans la reprogrammation en cellule iPS. Les cellules iPS 

générées sans c-Myc ont un potentiel plus réduit dans la participation aux chimères 

(pourcentage de chimérisme plus faible qu’avec les 4 facteurs) et les chimères présentent une 

transmission germinale peu efficace (Araki et al. 2011). Ces cellules iPS (exprimant la GFP 

sous contrôle d’un vecteur ubiquitaire) agrégées avec des embryons 8 cellules montrent une 

repopulation partielle de la masse interne et une diminution de la fluorescence. Les 

blastocystes anormaux générés ont des difficultés à s’implanter. c-Myc joue un rôle dans la 

reprogrammation via l’acétylation des histones : en effet, très peu d’histones sont acétylées 

dans les iPS générées sans c-Myc (contrairement à celles avec les 4 facteurs) et un traitement 

à la trichostatine A (TSA - inhibiteur des histones déacétylases HDAC) permet d’améliorer 
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grandement les capacités de ces iPS à générer des blastocystes viables donnant des souris 

avec un fort chimérisme et une transmission germinale fonctionnelle (Araki et al. 2011). 

 

- Nanog (nom venant de ‘Tìr na nÒg’ dans la mythologie celtique, le pays de l’éternelle 

jeunesse) est un facteur de transcription impliqué dans le maintien de la pluripotence des 

cellules de la masse interne de l’embryon et de l’épiblaste mais aussi celle des cellules ES et 

iPS humaines et murines (Mitsui et al. 2003). Son expression est partiellement régulée par 

Oct4 et Sox2 est également nécessaire au développement de la lignée germinale (Rodda et al. 

2005 ; Chambers et al. 2007). Son expression constitutive dans des cellules ES murines inhibe 

leur différenciation même en absence de LIF (Chambers et al. 2003). Comme le montre les 

premières expériences de génération d’iPS, sa surexpression n’est pas nécessaire à l’initiation 

de la pluripotence (Takahashi et Yamanaka, 2006). 

 

- Lin28 est une protéine spécifique des cellules pluripotentes se fixant sur les ARNm pour 

induire leur dégradation. Sa principale cible est le micro ARN (miRNA) de la famille let-7 

(Heo et al. 2008). Cette famille de micro ARN est exprimée constitutivement dans les cellules 

différenciées mais pas dans les cellules pluripotentes du fait de l’inhibition de Lin28. Let-7 

cible les gènes clé du cycle cellulaire tels que CDC25A et CyclineD1 pour stopper le cycle 

cellulaire. Lin28 inhibe cette suppression et favorise la reprogrammation en permettant 

l’avancée dans le cycle cellulaire (Hanna et al. 2009). 

 

- Le rôle de p53 est également prépondérant dans la reprogrammation. Beaucoup d’études ont 

montré l’inhibition de la reprogrammation cellulaire par p53 et ses gènes cibles. La 

reprogrammation induit l’expression de p21 (gène suppresseur de tumeur ciblant 

principalement la kinase cycline-dépendante 1A) via l’expression de p53 (Kawamura et al. 

2009). La reprogrammation (bouleversements épigénétiques, expression d’oncogènes, 

dommages à l’ADN, télomères réduits…) est perçue par la cellule comme une transformation 

ce qui induit la surexpression de p53 bloquant ce processus (Mariòn et al. 2009). L’utilisation 

d’un ARN interférent anti-p53 permet d’améliorer l’efficacité de reprogrammation de cellules 

humaines (Zhao et al. 2008). Hong et collaborateurs montrent que la reprogrammation de 

fibroblastes murins n’exprimant plus p53 (KO pour p53) atteint 10% des cellules transduites 

même si c-Myc ne fait pas parti du cocktail inducteur (Hong et al. 2009). L’inhibition de p53 

améliore l’efficacité de génération de cellules iPS murines même par transfection de plasmide 

(sans intégration virale). L’inhibition de p53 (siARN, KO, surexpression de MDM2…) 

permet donc de s’affranchir de son effet suppresseur de tumeur et améliore l’efficacité de 
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reprogrammation de cellules jusqu’à ne plus utiliser c-Myc et réduire le nombre de facteurs à 

Oct4 et Sox2 dans des cellules immatures (CD34+ de sang de cordon - Takenaka et al. 2009). 

 

 Le locus Ink4/Arf codant pour les suppresseurs de tumeurs p16Ink4A, p19Arf et 

p15Ink4B est totalement éteint dans les cellules pluripotentes contrairement aux cellules 

différenciées qui l’exprime de manière basale. Tout comme p53, ce locus est exprimé durant 

la reprogrammation puis est ensuite éteint par les facteurs de reprogrammation au moment 

même où les premiers marqueurs de pluripotence apparaissent (Li et al. 2009). L’inhibition de 

ce locus par l’antigène grand-T ou par des ARN interférents augmente le nombre de colonies 

iPS obtenues ainsi que leur vitesse d’apparition (Utikal et al. 2009). Dans les cellules 

murines, Arf est le principal instigateur anti-reprogrammation par activation de p53. Dans les 

cellules humaines, Ink4a est prédominant (Li et al.  2009). 

L’hypoxie semble également intervenir favorablement dans le processus de reprogrammation 

(Yoshida et al. 2009). L’utilisation d’agents déméthylants (inhibiteurs de méthyltransférases 

et d’histones déacétylases - HDAC) contribue également à augmenter le nombre de colonies 

reprogrammées et la vitesse de leur reprogrammation (Araki et al. 2011). L’acide valproïque 

en particulier (un inhibiteur des HDAC), augmente d’un facteur 100 la génération de cellules 

GFP où la GFP est sous contrôle d’un promoteur Oct4 dans un protocole utilisant des 

rétrovirus (Huangfu et al. 2008). L’acide valproïque augmente au final le nombre de colonies 

iPS obtenues d’un facteur 40. La trichostatine A ou le 5’-azacytidine (inhibiteurs d’histones 

déacétylases et de méthyltransférases respectivement) augmente l’efficacité de 

reprogrammation mais de manière moins importante (Huangfu et al. 2008). Les cellules iPS 

générées avec ces composés sont pluripotentes (formation de tératomes et de souris 

chimériques). 

Le groupe de microARN miR302, localisé dans la région intronique du gène La 

ribonucleoprotein domain family member 7 (LARP7/ PIP7S), est également utilisé depuis peu 

comme inducteur de reprogrammation (Anokye-Danso et al. 2011 ; Miyoshi et al. 2011). Cet 

ensemble de 5 microARN est exprimé très fortement dans les cellules ES et iPS mais pas dans 

les cellules différenciées (Suh et al. 2004). Ces microARN sont impliqués dans l’activation de 

l’expression des facteurs de transcription Oct3/4 et Sox2 et dans une déméthylation massive 

causée par l’inhibition de HDAC2 (Lin et al. 2011). 
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b) Méthodes de reprogrammation 

 

 La surexpression de ces facteurs exogènes permet donc d’induire et de forcer la 

dédifférenciation mais ils ne sont plus utiles quand le stade pluripotent est atteint. Les gènes 

endogènes prennent le relai comme observé dans les premières expériences utilisant les 

rétrovirus s’éteignant au bout de quelque temps, méthylés par la cellule (Wernig et al. 2007). 

L’extinction des vecteurs rétroviraux est plutôt un avantage car cela évite la surexpression 

d’un oncogène puissant (c-Myc) dans les cellules différenciées postérieurement et 

potentiellement utiles dans un protocole de thérapie cellulaire ou génique. Mais il a été 

observé une réactivation de ces promoteurs viraux (par déméthylation). Okita et 

collaborateurs en 2007 montrent ainsi que 20% des souris issues de chimères obtenues par iPS 

développent des tumeurs imputables à la réactivation du transgène c-Myc (Okita et al. 2007). 

 

 Depuis les premières expériences de génération de cellules iPS, de nombreuses autres 

méthodes pour l’amorçage de la pluripotence ont été développées. Depuis les intégrations 

virales permanentes et invasives pour le génome (oncorétrovirus et lentivirus), des méthodes 

transitoires et moins invasives ont en effet vu le jour afin d’améliorer l’efficacité et la sécurité 

de la reprogrammation (Tableau 7) : 

 

è Vecteurs rétroviraux : Ce sont les premiers vecteurs utilisés (Takahashi et Yamanaka, 

2006). Ils sont également le plus couramment utilisés dans les protocoles de reprogrammation 

de cellules murines, humaines, porcines ou de primates non humains malgré une faible 

efficacité de reprogrammation (Takahashi et al. 2007 ; Wernig et al. 2007). L’expression des 

transgènes est parfois réprimée après avoir atteint la pluripotence par méthylation du 

promoteur rétroviral. Un vecteur par transgène est utilisé même si des vecteurs multiples ont 

fait leur apparition. 

 

è Vecteurs lentiviraux : ils sont capables de transduire tout type de cellules, y compris les 

cellules quiescentes. Ils améliorent l’efficacité de reprogrammation. Mais tout comme les 

vecteurs rétroviraux, ils présentent le désavantage de perturber le génome en intégrant 

stablement les transgènes et peuvent potentiellement transactiver des proto-oncogènes situés 

près du site d’insertion. Des vecteurs polycistroniques permettent de diminuer le nombre 

d’intégration dans le génome. Il est également possible d’exciser les transgènes quand ils sont 

flanqués de séquences LoxP en exprimant de manière transitoire la recombinase CRE (Chang 

et al. 2009). La recombinase CRE est capable de reconnaître une séquence particulière 
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appelée LoxP composée de 37pb. Lorsque 2 séquences LoxP sont présentes, l’enzyme CRE 

catalyse la recombinaison entre ces séquences ce qui permet, selon leurs orientations, 

d’inverser ou d’exciser la séquence centrale. Cette méthode présente l’avantage de ne plus 

surexprimer les transgènes mais perturbe de manière durable le génome. En effet, même après 

excision des transgènes, une fraction d’un LTR composé d’une séquence LoxP entière reste 

dans le génome au cours du phénomène de recombinaison (Figure 13). 

 
Figure 13. Recombinaison catalysée par la recombinase CRE lors de l’excision du vecteur de reprogrammation. 
Nous avons employé cette méthode lors de la génération de nos lignées iPS. 
 

è Les adénovirus, AAV (Adeno-Associated Viruses) et la transfection de plasmides sont 

tous d’une efficacité assez faible. Mais ces méthodes présentent l’avantage d’être non 

invasives (sauf cas rare d’intégration stable). 

 

è La transduction protéique a également été utilisée pour reprogrammer des fibroblastes en 

cellules iPS. Les protéines Oct4, Sox2, Klf4 et c-Myc ont été fusionnées avec un élément CPP 

(cell penetrating peptide) composé d’acides aminés basiques capables de faire traverser la 

membrane plasmique aux protéines (peptide de 11 arginines dans le cas de  Zhou et al. 2009, 

et 9 arginines pour Kim et al. 2009). La faible efficacité et l’augmentation du temps de 

reprogrammation (2 mois) font que ce type de protocole n’est pas fréquemment utilisé. 

 

è Les miRNA ont également été utilisés par reprogrammer des cellules. Partant du principe 

que certaines familles de micro ARN étaient fortement exprimées dans les cellules ES 

spécifiquement (Suth et al. 2004), plusieurs équipes les inclurent dans leurs protocoles de 
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reprogrammation. Anokye-Danso et collaborateurs utilisèrent un vecteur lentiviral exprimant 

le cluster miR302/367 dans des cellules KO pour le HDAC2 (Anokye-Danso et al. 2011). 

Dans une approche non intégrative, Miyoshi et collaborateurs transfectèrent des plasmides 

contenant les clusters mir-200c, mir-302s et mir-369s (Miyoshi et al. 2011). Les cellules iPS 

obtenues sont capables de former des tératomes et des souris chimériques. 

 

è La transfection d’ARNm matures offre à ce jour les meilleures conditions de 

reprogrammation : une efficacité importante a été rapportée (jusqu’à 4,4% des cellules 

transduites sont reprogrammées  en transfectant OSKML en hypoxie) sans aucun risque 

d’intégration dans le génome endogène. Une étude comparative entre l’utilisation d’ARNm 

modifiés (OSKM) et des rétrovirus correspondant révèle une efficacité de reprogrammation 

de fibroblastes humains 36 fois plus élevée dans le cas des ARNm (1,4% des cellules 

transduites sont reprogrammées contre 0,04% pour les vecteurs rétroviraux – Warren et al. 

2010). Les principaux désavantages sont la faible demi-vie des ARNm dans la cellule (2 à 3 

jours) nécessitant une transduction quotidienne et la production d’interféron de  type I en 

réponse à la présence d’ARNm étrangers dans la cellule. Il est donc nécessaire d’utiliser des 

ARNm stabilisés (ribonucléotides modifiés) ainsi qu’un inhibiteur de la réponse interféron 

(B18R : récepteur d’interféron de type I provenant du Vaccinia virus). Très récemment, un 

nouvel article montre la génération de cellules iPS grâce à l’utilisation d’ARNm et sans 

stroma nourricier (Warren et al. 2012). 

 

è D’autres méthodes ont été utilisées pour la reprogrammation de cellules à l’aide de 

transposon (piggyBac, Woltjen et al. 2009), de transfection de plasmide (Okita et al. 2008) 

avec une efficacité égale ou inférieure à celle obtenue avec les « facteurs de Yamanaka ». 
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Tableau 7. Méthodes de reprogrammation de cellules somatiques en cellules iPS (d’après Robinton et Daley, 
2012). 
 

 

II-2-4) Biosécurité des cellules iPS 

 

a) Cellules iPS : dark side of stem cells 

 

 Les cellules iPS ont un potentiel important dans les domaines de la médecine 

régénérative, de la modélisation de maladies, de la recherche et elles sont une source de 

cellules pour des transplantations grâce à la possibilité de former des cellules/tissus 
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spécifiques pour chaque patient. Mais ces cellules présentent également de graves défauts  

génétiques qu’il convient d’étudier avant toute application clinique. 

 Même s’il est maintenant possible de générer des cellules iPS sans intégration virale et 

donc sans changer la séquence nucléotidique du génome, ce dernier n’en est pas moins 

perturbé. La reprogrammation est une étape induisant un stress réplicatif important pour la 

cellule qui en réponse, surexprime des protéines pour conserver une intégrité génomique et 

transcriptionnelle (expression de p53, p21, Ink4A/Arf…). Malgré cela, plusieurs études 

démontrent la présence d’anormalités chromosomiques, de mutations ponctuelles, de 

variations épigénétiques et du nombre de copies de gène (Copie Number variations CNV) 

dans des cellules humaines reprogrammées. Des variations du nombre de chromosomes sont 

observées  au cours de la culture des cellules ES sur le long terme (Baker et al. 2007). Ce type 

d’aberrations chromosomiques est également détecté dans le cas de cellules iPS (Mayshar et 

al. 2010). Les anormalités chromosomiques sont souvent détectées (20% des lignées étudiées) 

et la trisomie, notamment du chromosome 12, est fréquente dans ces lignées humaines iPS 

(environ 9% des lignées) (Mayshar et al. 2010). L’acquisition d’une trisomie peut se faire au 

fil des passages par sélection : le nombre de gènes impliqués dans le cycle cellulaire localisés 

sur le chromosome 12 est très important ce qui signifie qu’en cas de trisomie accidentelle, le 

clone trisomique présentera une prolifération plus importante que les cellules normales et 

envahira, passage après passage, la lignée. 

Laurent et collaborateurs montrent que les cellules iPS présentent significativement plus 

d’anormalités génétiques et épigénétiques que des cellules ES ou les fibroblastes dont elles 

sont dérivées. La reprogrammation semble sélectionner les clones cellulaires ayant perdu les 

gènes suppresseurs de tumeurs (capables de ralentir ou stopper la reprogrammation) et la 

culture sur le long terme semble favoriser les clones cellulaires possédant une surexpression 

ou duplication d’oncogènes (Laurent et al. 2011). Les cellules iPS présentent dix fois plus de 

mutations que les fibroblastes d’origine (Gore et al. 2011) et significativement plus de 

variations de CNV dans les cellules iPS à faibles passages qu’après une longue période en 

culture ou comparé à des fibroblastes ou des cellules ES humaines. Les CNV, tout comme 

certaines mutations somatiques, s’établissent au moment de la reprogrammation et permettent 

de différencier les différents clones. Cela entraîne une sélection par avantages ou 

désavantages de prolifération, d’apoptose (etc.) selon les gènes dupliqués ou délétés. La ou les 

populations sortant de cette sélection présentent une homogénéité de génotype les rapprochant 

de ce qui est observé dans les cellules ES (Hussein et al. 2011). 

Mais la reprogrammation affecte également le statut épigénétique des cellules. Lors de ce 

processus, une déméthylation des promoteurs des gènes de pluripotence a été observée (Oct4, 



 85 

Nanog…), les promoteurs des gènes exprimés par la cellule d’origine restant également 

parfois déméthylés. Les cellules iPS portent alors une signature épigénétique correspondant à 

la cellule dont elles sont issues. Ces gènes, selon le contexte de facteurs de transcription, 

peuvent donc s’exprimer dans des cellules pluripotentes où ils ne le devraient pas, démontrant 

ainsi que la reprogrammation n’est pas toujours « complète » malgré la pluripotence des 

cellules (Lister et al. 2011). Cette « mémoire épigénétique » somatique favorise la 

différenciation des cellules iPS vers la lignée d’origine (Kim et al. 2010 ;  Hu et al. 2010 ; 

Bar-Nur et al. 2011). 

Ces défauts génétiques (aneuploïdies, réarrangements chromosomiques, mutations 

ponctuelles…) peuvent engendrer d’une part une diminution du potentiel de différenciation et 

d’autre part une transformation de la lignée (tumorigénicité accrue). Mais des études montrent 

également que les lignées générées ne présentent pas toujours d’anormalités chromosomiques 

ce qui est vérifié par Mayshar et collaborateurs (Yu et al. 2009 ; Chin et al. 2009 ; Mayshar et 

al. 2010). Les incidences de ces défauts génétiques ne sont donc pas excessivement élevées 

mais il convient de veiller à diminuer les stress cellulaires et de vérifier le plus strictement 

possible les lignées utilisées dans une vue thérapeutique. 

 

 b) Cellules iPS et thérapie génique 

 
 L’utilisation de cellules iPS dans des protocoles de thérapies géniques présentent 

plusieurs avantages pouvant améliorer la sécurité des protocoles actuels. En effet, la capacité 

d’autorenouvellement des cellules iPS permet d’utiliser une approche clonale afin de 

sélectionner une population caractérisée pour son intégration du vecteur thérapeutique. Dans 

les protocoles classiques, une population cellulaire est transduite avec un vecteur 

thérapeutique et réinjectée au patient sans connaître les sites d’intégrations génomiques. C’est 

ainsi que plusieurs patients ont déclaré une leucémie dans le protocole de thérapie génique du 

syndrome de l’immunodéficience sévère combinée liée à l’X (Hacein-Bey-Abina et al. 2003). 

La transactivation d’un proto-oncogène (LMO2) par le promoteur rétroviral a entraîné une 

prolifération d’un clone de lymphocyte T. 

 L’approche clonale, rendue possible par l’utilisation de cellules iPS, peut permettre de 

diminuer les risques d’oncogenèse insertionnelle. En effet, une analyse par LAM-PCR (Linear 

Amplification Mediated Polymerase-Chain-Reaction) permet de localiser les sites 

d’intégrations du vecteur thérapeutique. Ceci permet donc de sélectionner les clones iPS 

n’ayant aucune intégration proche d’un oncogène ou dans une région du génome dense en 

gènes afin d’éviter de perturber leur expression. Un séquençage à haut débit des lignées iPS 
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permet de détecter les insertions du vecteur thérapeutique aussi efficacement qu’une LAM-

PCR mais présentent l’avantage de détecter les autres anomalies (insertion, délétions, 

mutations ponctuelles…). 

 De nouvelles méthodes de correction génique sont maintenant disponibles : la 

correction génique ciblée via l’utilisation de protéines nucléases à doigt de zinc (ZFN pour 

Zinc Finger Nucleases) ou de TALEN (Transcription Activator-Like Effector Nucleases). Ce 

sont des protéines artificielles possédant un site de liaison à l’ADN modifiable à façon afin de 

pouvoir cibler la séquence d’intérêt. L’activité nucléase de ces protéines permet de générer 

une cassure double brin de l’ADN génomique. L’apport d’un ADN exogène (vecteur 

thérapeutique) possédant des extrémités homologues aux séquences flanquant le site de 

cassure, permet par recombinaison homologue une intégration de cette séquence dans le 

génome (Figure 14 et Carroll, 2011). 

 

Figure 14. Mécanisme d’action des ZFN. Le couple de ZFN reconnaît une séquence spécifique de 18pb. Les 
sous-unités Fok1 clivent l’ADN double brin. Si un ADN avec des extrémités homologues est ajouté aux cellules, 
la réparation intègre par recombinaison homologue cet ADN. Sans ADN exogène, une réparation non 
homologue a lieu générant une mutation pouvant invalider le gène ciblé. (D’après Carroll, 2011) 
 

 Le site humain d’intégration des adénovirus (AAVS1 pour adeno associated virus site-

1) est souvent utilisé comme locus pour l’intégration ciblé. Il est localisé sur le chromosome 

19 en position 19q13, entre l’exon 1 et l’intron 1 du gène de la sous-unité régulatrice de la 

protéine phosphatase 1 (PPP1R12C). Les études de thérapie génique dont les intégrations sont 

pratiquées dans ce locus n’ont pas montré de dérégulations des gènes alentours (Lombardo et 

al. 2011). Cependant, de part la présence de nombreux gènes dans cette région, d’autres 
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études devront confirmer l’innocuité de l’insertion d’une séquence promotrice dans ce site 

(Sadelain et al. 2012). 

 

 

 

II-3) Différenciation des cellules souches pluripotentes 

 

II-3-1) Différenciation des cellules ES 

 

 Les cellules ES murines ou humaines sont par définition pluripotentes, c'est-à-dire 

qu’elles peuvent se différencier en n’importe quelle cellule mature avec sa morphologie, son 

expression génique et ses fonctions propres. Dans les deux cas, cellules ES murines et 

humaines, leur différenciation peut être évaluée in vitro et in vivo de manière simple. In vitro, 

les cellules ES ensemencées sans stroma, sur boîte non traitées pour la culture cellulaire (donc 

ne permettant pas l’adhésion des cellules au plastique) et surtout dans un milieu non 

complémenté en LIF (dans le cas des cellules murines) forment des structures 

tridimensionnelles appelées corps embryoïdes (Figure 15A). Ces structures miment les 

premiers jours du développement de l’embryon, lors des premières étapes de différenciation. 

Il est ensuite possible de caractériser l’expression de marqueurs des différents feuillets 

embryonnaires par immunocytochimie, RT-PCR ou analyse par cytométrie en flux de 

marqueurs membranaires. Le réensemencement de ces corps embryoïdes sur une boîte 

gélatinée permet l’étalement de ceux-ci et une poursuite de la différenciation spontanée vers 

des cellules contractiles (type myocytes, Rohwedel et al. 1994). 

 

 In vivo, les cellules ES implantées par voie sous-cutanée chez la souris 

immunodéficiente prolifèrent en une masse tumorale non invasive appelée tératome. Ces 

tumeurs sont constituées de tissus différenciés issus des trois types de feuillets embryonnaires 

(Figure 15 B et C). Dans le cas des cellules ES murines, d’autres tests permettent de prouver 

la pluripotence des cellules d’intérêt. Elles participent activement à la constitution d’un 

nouvel individu quand elles sont injectées dans la masse interne d’un blastocyste (génération 

de souris chimériques). Mais cette expérience ne prouve pas l’entière capacité de ces cellules 

à former un individu complet. Seule une expérience de complémentation d’embryon 

tétraploïde permet de l’affirmer. Cette technique consiste à implanter un agrégat de cellules 

pluripotentes à tester et d’embryons tétraploïdes obtenus par électrofusion d’embryons au 

stade deux cellules. Il est également possible d’implanter les cellules ES dans un blastocyste 
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formé par un embryon tétraploïde et cultivé in vitro. Ces cellules embryonnaires tétraploïdes 

sont incapables de former un embryon et se différencient simplement en annexe 

embryonnaires (Figure 15 D). L’embryon formé dans ce type d’expérience est donc 

entièrement constitué des cellules diploïdes pluripotentes d’intérêt (Nagy et al. 1990 ; Nagy et 

al. 1993 ; Coulombel, 2009). Dans le cas des cellules humaines, les tests de pluripotence 

s’arrêtent où commence l’éthique : aucune injection de cellules ES humaines ne s’est faite en 

blastocyste et la formation de tératomes chez la souris immunodéficiente est le test majeur 

pour ces cellules (Tableau 8). 

 
 

Tableau 8. Différents critères pour juger de la pluripotence d’une cellule classés par stringence croissante. 
L’expression de la signature moléculaire (*) comprend l’expression des gènes Oct4, Sox2, Nanog, Ronin et 
Tbx3. mSCNT : Transfert de noyau de cellule somatique murine. (D’après Coulombel, 2009). 
 
 
 

II-3-2) Différenciation des cellules iPS 

 

 Tout comme les cellules souches embryonnaires, les cellules souches pluripotentes 

induites se définissent par leurs capacités d’autorenouvellement et de pluripotence. La 

caractérisation de ces cellules, nécessaire pour affirmer l’établissement de lignées 

pluripotentes, passe par une différenciation in vitro et in vivo. In vitro, elles forment 

spontanément des corps embryoïdes quand elles sont ensemencées sans stroma sur boîte non 

traitée et sans LIF (dans le cas de cellules murines). Ces corps embryoïdes expriment des 

marqueurs des trois feuillets embryonnaires. In vivo, l’injection de ces cellules dans une souris 

immunodéficientes entraîne la formation en un mois de tératomes. Ces tumeurs sont 

composées de tissus différenciés issus des trois feuillets embryonnaires.  
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Figure 15. Différenciation de cellules pluripotentes in vitro (A) et in vivo (B, C et D). A) Corps embryoïdes, 
obtenus au laboratoire, formés 24h après ensemencement de cellules pluripotentes murines en plaque 
AggreWell®. Un corps embryoïde est composé d’environ 500 cellules (20x). B et C) Coupes de tératomes 
formés après injection par voie sous-cutanée de cellules iPS murines : la différenciation en ectoderme (B) et en 
mésoderme (C) est observable. D) Tests de pluripotence réalisables sur cellules murines : test de génération de 
souris chimériques (1) et test de complémentation d’embryons tétraploïdes (2) (modifié d’après Coulombel, 
2009). 
 

 Les tests visant à déterminer l’étendue de la pluripotence des cellules iPS sont les 

mêmes que ceux utilisés pour les cellules ES. Elles participent également activement à la 

formation de souris chimériques viables (depuis la modification du protocole de sélection des 

iPS générées – sélection par l’expression du gène endogène Nanog-) (Okita et al. 2007 ; 

Wernig et al. 2007). Ces cellules ont également passé le test ultime de pluripotence en 

formant des embryons totaux par une expérience de complémentation d’embryons 

tétraploïdes (Zhao et al. 2009) prouvant ainsi l’entière capacité de pluripotence des cellules 

iPS. 
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II-3-3) Cas particulier de la différenciation hématopoïétique 

 

 Les cellules souches hématopoïétiques (CSH) sont les cellules souches somatiques les 

plus étudiées et les mieux caractérisées. Elles sont utilisées en thérapie cellulaire depuis les 

années 1950 pour recoloniser la moelle osseuse de patients traités par chimiothérapie 

(Thomas et al. 1957). Les CSH sont multipotentes : elles sont à l’origine d’un nombre 

important de cellules hématopoïétiques matures dont la durée de vie varie selon le type 

cellulaire (en moyenne : érythrocytes 120 jours, plaquettes 7 jours, polynucléaires 24h). La 

cellule souche hématopoïétique donne naissance à des progéniteurs hématopoïétiques se 

spécialisant en précurseurs qui finalement permettront le renouvellement de toutes les cellules 

matures. L’ontogenèse hématopoïétique commence par la différenciation de la CSH en deux 

grands compartiments : la lignée myéloïde (donnant naissance aux érythrocytes, plaquettes, 

monocytes, polynucléaires…) et la lignée lymphoïde (composée des lymphocytes T et B, NK, 

helper, mémoire…) (Figure 16). Le système hématopoïétique se met progressivement en 

place au cours de l’embryogenèse. Les cellules hématopoïétiques primitives apparaissent dans 

le sac vitellin, puis migrent dans la région aorto-gonado-mésonéphrotique (AGM), colonisent 

les sites de l’hématopoïèse fœtale (placenta et foie fœtal) via la circulation sanguine, avant de 

s’installer dans la moelle osseuse (Thèse de Kévin Rouault-Pierre, 2010 et Yoder, 2001). 
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Figure 16. Hématopoïèse schématique. Les CSH, dotées d’une capacité d’autorenouvellement, se différencient 
en progéniteurs hématopoïétiques spécialisés et engagés dans une voie de différenciation. La spécialisation se 
poursuit au cours des divisions cellulaires conduisant aux multiples types cellulaires observés dans la moelle 
osseuse et le sang. CSH : Cellules Souches Hématopoïétiques, PLC : Progéniteur Lymphoïde Commun, CFU-
GEMM : progéniteur commun myéloïde, CFU-GM : Colony Forming Unit-Granulo-Monocytaire, CFU-MK : 
CFU-Mégacaryocytaire, BFU-E : Burst Forming Unit-Erythrocytaire. (Modifié d’après Gerrits et al. 2008). 
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Jusqu’à l’âge de cinq ans, tous les os participent à l’hématopoïèse. Après cet âge, elle n’est 

plus assurée que dans les os plats (sternum, côtes, os iliaque…) et dans l’épiphyse des os 

longs. De nombreux travaux ont consisté à caractériser chaque type de cellules matures mais 

l’attention des chercheurs s’est surtout focalisée sur les CSH. En effet, il a été montré qu’une 

seule cellule souche hématopoïétique peut renouveler un système hématopoïétique  complet 

chez un individu (Jordan et Lemischka, 1990). Un clone ayant un avantage sélectif (survie ou 

prolifération) peut donc s’étendre rapidement et devenir majoritaire dans un organisme. La 

compréhension des mécanismes d’autorenouvellement et de différenciation de ces cellules est 

donc primordiale afin d’envisager des thérapies aux nombreuses pathologies associées aux 

CSH ou à toutes les cellules en aval de celles-ci. Bien que n’ayant pu être caractérisées 

totalement, les cellules souches hématopoïétiques sont décrites comme possédant certains 

critères : chez l’homme, elles sont souvent caractérisées par les antigènes de surface Lin-

/CD34+/CD38- et ne sont pas en cycle (G0) (Li et Bhatia, 2011). La quiescence de ces cellules 

permet de les protéger d’une oxydation de leur ADN par les ROS (Reactive Oxygen Species) 

produits dans toute cellule active, de l’apparition d’une instabilité génétique dont l’apparition 

dépend de la fréquence de division de la cellule et accessoirement de protéger la cellule contre 

tous les traitements chimio-thérapeutiques affectant préférentiellement les cellules en 

division. La différenciation des CSH in vivo répond à des mécanismes complexes 

d’interactions entre ces cellules et leur microenvironnement (niche hématopoïétique). Des 

cytokines, telles que l’interleukine 3, ont un effet sur la survie et la prolifération de ces 

cellules. Il apparaît également que la concentration en oxygène joue un rôle sur la 

multipotence et l’autorenouvellement des CSH notamment via l’action des facteurs de 

transcription de la famille HIF (Hypoxia-Inductible Factor). Une concentration faible en 

oxygène (0,1 à 5% - hypoxie correspondant au taux en oxygène relevé in vivo dans les niches 

hématopoïétiques) permet de maintenir la quiescence des CSH (Ivanovic et al. 2000). 

De nombreuses pathologies sont donc associées à un défaut de ces CSH (leucémies, 

déficience de l’immunité, maladies auto-immune comme le diabète de type I, déficits 

métaboliques comme les porphyries érythropoïétiques…). L’étude de la différenciation des 

cellules souches pluripotentes en cellules souches de la moelle osseuse permet d’aborder trois 

thématiques différentes avec un même objectif final : (i) comprendre l’ontogenèse 

hématopoïétique normale, (ii) identifier les différentes origines des maladies affectant ce 

système et (iii) permettre sur le long terme la greffe de cellules souches de moelle osseuse 

issues de cellules pluripotentes plutôt que de cellules souches hématopoïétiques dont les 
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donneurs sont rares, pour au final adopter des thérapies cellulaire ou génique pour ces 

maladies. 

 

a) Cellules souches pluripotentes murines et différenciation 

hématopoïétique 

 

 Les études sur la différenciation des cellules ES donnent rapidement des résultats avec 

l’apparition de cellules formant un analogue du sac vitellin de l’embryon à partir de corps 

embryoïdes in vitro (Doetschman et al. 1985). La repopulation de la moelle par des cellules 

hématopoïétiques dérivées de cellules ES murines s’est révélée complexe et non totale dans 

certains cas. Ainsi, Müller et collaborateurs décrivent la transplantation de cellules ES 

différenciées (par la formation de corps embryoïdes) par voie intraveineuse : après plusieurs 

mois de greffe, les cellules ES ont peu contribué à la reconstitution du système 

hématopoïétique et seulement dans la lignée lymphoïde. Aucune cellule myéloïde n’a pu être 

détectée in vivo contrairement aux expériences in vitro (Müller et Dzierzak, 1993). La 

caractérisation de ces cellules et l’amélioration des conditions de culture, notamment par  

l’utilisation d’un stroma OP9 n’exprimant pas de M-CSF actif (Macrophage Colony-

Stimulating Factor inhibant les différenciations hématopoïétiques autres que celle vers la 

lignée des macrophages), ont permis la différenciation de cellules ES murines puis humaines 

en toutes les lignées hématopoïétiques (Nakano et al. 1994 ; Hole et al. 1996). Récemment, 

deux facteurs ont permis de potentialiser la différenciation des cellules souches 

embryonnaires murines en cellules souches/progénitrices hématopoïétiques. Le facteur de 

transcription HOXB4 et le gène cdx4 qui stimule l’expression de gènes de la famille Hox, ont 

permis d’augmenter la prolifération de cellules souches hématopoïétiques, de les différencier 

en toutes les lignées hématopoïétiques in vitro comme dans des souris irradiées de manière 

létale et d’améliorer les pourcentages de chimérisme hématopoïétique dans les souris greffées 

(Kyba et al. 2002). 

Le gène HoxB4 (homeobox B4, chromosome 17) est un gène codant pour le facteur de 

transcription HOXB4. Ce facteur de transcription possède un domaine de liaison à l’ADN 

appelé homeobox permettant de fixer spécifiquement certaines séquences régulatrices de 

gènes impliqués dans le développement (Gutman et al. 1994). L’expression ectopique de ce 

facteur dans des cellules souches hématopoïétiques permet une prolifération in vitro et in vivo 

de ces cellules (Sauvageau et al. 1995). Il potentialise la différenciation hématopoïétique des 

cellules ES murines et permet de repeupler la moelle osseuse de souris irradiées de manière 

létale. Les cellules générées sont capables de recréer une hématopoïèse complète, y compris 
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dans des souris secondaires, attestant de leur caractère souche hématopoïétique (Kyba et al. 

2002). Le rôle de la cytokine BMP-4 (Bone Morphogenetic protein-4) a également été mis en 

évidence dans la survie et l’autorenouvellement des progéniteurs hématopoïétiques dérivés de 

cellules ES humaines (Chadwick et al. 2003). 

 L’étude de la différenciation hématopoïétique des cellules iPS a bénéficié de toutes les 

recherches effectuées au préalable sur les cellules ES. Les premiers protocoles de 

différenciation de cellules murines ont montré l’importance de l’expression du facteur HoxB4 

et d’un stroma OP9 (Hanna et al. 2007). Tashiro et collaborateurs montrent que même une 

expression transitoire de HOXB4 (via un adénovirus) dans les cellules iPS suffit pour 

différencier efficacement les lignées iPS murines (Tashiro et al. 2012). Très peu de protocoles 

ont été décrits pour la différenciation hématopoïétique des cellules iPS murines (Hanna et al. 

2007 ; Seiler et al. 2011 ; Tashiro et al. 2012), les recherches se concentrant surtout sur la 

différenciation des cellules iPS humaines. Trois protocoles sont essentiellement utilisés : la 

formation/dissociation de corps embryoïdes (1) et la co-culture des cellules iPS avec un 

stroma OP9 (2) ou une combinaison des deux (3) (Figure 17). De plus, les données montrent 

que la différenciation hématopoïétique à partir d’iPS murines n’est pas aussi efficace que celle 

des cellules ES (Kulkeaw et al. 2010). Elle est notamment sensible et inversement corrélée au 

niveau d’expression de Sox2, facteur surexprimé dans de très nombreux protocoles de 

reprogrammation de cellules somatiques en cellules iPS (Seiler et al. 2011a).  

 Figure 17. Protocoles de différenciation hématopoïétique à partir de cellules souches pluripotentes 
embryonnaires (ES) ou induites (iPS). La différence majeure consiste à mimer le développement embryonnaire 
par la génération de corps embryoïdes (1) ou de différencier directement les cellules par une co-culture avec une 
lignée stromale OP9 soutenant la différenciation hématopoïétique (2). Une combinaison des deux protocoles est 
également décrite (Bedel et al. 2012). 
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Dans une étude comparative, la variation de potentiel de différenciation hématopoïétique 

selon la lignée iPS utilisée est soulignée (Kulkeaw et al. 2010). Le potentiel des iPS à se 

différencier en cellules souches hématopoïétiques varie énormément selon la cellule d’origine, 

la méthode de reprogrammation et de différenciation. En effet de manière surprenante, malgré 

une potentielle « mémoire épigénétique » des cellules iPS, Seiler et collaborateurs génèrent 

plus de colonies hématopoïétiques à partir d’iPS issues de fibroblastes murins embryonnaires 

que de lignées issues de moelle osseuse (Seiler et al. 2011a) contrairement aux résultats de 

Pfaff et collaborateurs qui différencient plus efficacement des lignées iPS dérivant de cellules 

de moelle osseuse primitives (Lin-) que de celles dérivant de fibroblastes ou de cellules 

hématopoïétiques plus tardives (Lin+ - Pfaff et al. 2012). Les cellules obtenues sont 

sélectionnées sur la base de marqueurs hématopoïétiques précoces (Lin-, Sca+, CD41+) et 

commun à presque toute la lignée hématopoïétique (CD45+). Hanna et collaborateurs mettent 

en évidence le potentiel thérapeutique des cellules iPS différenciées en cellules souches 

hématopoïétiques (correction par thérapie génique d’un modèle de souris humanisée 

drépanocytaire) (Hanna et al. 2007). Dans leur protocole, ils ont utilisent un vecteur HOXB4 

exprimant également la GFP et sélectionnent les cellules à greffer (« hématopoïétiques ») par 

deux marqueurs : la présence de GFP et l’absence d’un marqueur de pluripotence 

membranaire, le SSEA1. Malgré la pluripotence avérée des cellules iPS murines (capables de 

complémentation d’embryons tétraploïdes), aucun autre protocole n’a pu réaliser une 

hématopoïèse complète in vivo à partir de cellules iPS murines. 

 

 

 

b) Cellules souches pluripotentes humaines et différenciation 

hématopoïétique 

 

 Les cellules iPS humaines bénéficient d’une étude plus importante mettant en 

évidence la nécessité d’un stroma OP9 et de cytokines (Stem Cell factor -SCF-, Fms-related 

tyrosine kinase 3 ligand -Flt3-L-, Thrombopoïétine -TPO- et BMP4). Tous les protocoles 

décrivent la formation de corps embryoïdes pour une durée variable, puis leur dissociation et 

le passage sur un stroma OP9. Des études de cytométrie en flux et de méthylcellulose sont 

ensuite réalisées pour déterminer le nombre et la nature des progéniteurs hématopoïétiques 

formés. Lengerke et collaborateurs montrent une différenciation efficace en cellules 

primitives (CD34+, ~29%), en cellules hématopoïétiques non caractérisées (CD45+ ~27%) et 

une population doublement marquée (CD34+CD45+ ~16%). (Lengerke et al. 2009). Une 
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évolution de l’expression des gènes des cellules iPS en cours de différenciation est démontrée 

par  RT-PCR. Les cellules expriment BRACHYURY (marqueur de mésoderme) dès le 

deuxième jour  de différenciation. Son expression est réprimée au-delà du neuvième jour où 

l’expression de SCL débute (marqueur de progéniteurs hématopoïétiques). La présence de 

BMP-4 dans le milieu permet une meilleure différenciation des cellules iPS vers l’état 

mésodermique par activation de SMAD 1/5/8 (Lengerke et al. 2009 ; Park et al. 2010 et 

Figure 12). Park et collaborateurs rapportent qu’une inhibition de la voie des MEK/ERK 

(MAPK Extracellular signal-regulated protein Kinase/ Extracellulare signal-Regulated 

Kinase) agit de manière synergique sur l’activation de la voie du BMP4 (Park et al. 2010). 

Les marqueurs de pluripotence (Oct4, pERK1/2) sont réprimés en même temps qu’une 

augmentation de l’expression des marqueurs mésodermiques (GATA2). La différenciation 

des iPS humaines, bien que moins efficace que celle des cellules ES, permet la génération de 

CD34+ capables de se différencier en cellules endothéliales fonctionnelles in vitro et in vivo 

capable d’améliorer la perfusion dans un modèle artificiel d’ischémie chez la souris (Park et 

al. 2010). Dans tous ces protocoles, les cellules en cours de différenciation expriment très 

précocement le récepteur au VEGF (Vascular Endothelium Growth Factor) Flk-1 ou VEGFR-

2 (Niwa et al. 2009). Ainsi, l’équipe de Verma montre que le dosage du VEGF est très 

important dans la différenciation mésodermique précoce. Les corps embryoïdes mis en 

présence d’une faible concentration de VEGF (0,5-1ng/ml) avec les cytokines 

hématopoïétiques habituelles (SCF, Flt3-L, TPO, BMP-4) permet une différenciation en 

cellules hématopoïétiques (CD45+) et endothéliaux (CD31+) très efficace (environ 43% des 

cellules) contrairement à une forte concentration (20ng/ml) mettant en évidence la présence 

d’un progéniteur commun pour ces deux lignées cellulaires (Woods et al. 2011). Une 

adaptation de ce dernier protocole a été utilisée pour différencier les cellules iPS corrigées 

issues de fibroblastes de patients porphyriques PEC (Bedel et al. 2012). La différenciation de 

cellules ES et iPS humaines en progéniteurs hématopoïétiques est également possible sans 

stroma mais avec une efficacité moindre (Park et al. 2012). 

 

II-3-4) La transdifférenciation : la fin des cellules souches ? 

 
 La transdifférenciation est la conversion directe d’une cellule différenciée (ayant des 

fonctions, morphologie et expression génique propres) en une autre cellule différenciée (par 

exemple, reprogrammation d’un fibroblaste en neurone). Pendant longtemps, le dogme 

consistant à penser qu’une cellule ne pouvait évoluer qu’en se spécialisant a persisté. Ce n’est 

que dans les années 1960 que celui-ci fut ébranlé lorsque Gurdon (Prix Nobel de Médecine 
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2012) et collaborateurs montrent en 1966 qu’une cellule somatique peut être dédifférenciée 

par la technique de transfert de noyau (SNCT pour Somatic-Cell Nuclear Transfert – Gurdon 

et Uehlinger, 1966). Ces travaux montraient ainsi qu’une cellule somatique, même totalement 

différenciée, contenait toute l’information génétique nécessaire pour la création d’un nouvel 

individu (ouvrant la porte aux clonages thérapeutique et reproductif) et donc que son état 

différencié n’était pas aussi figé que ce que l’on pensait.  

Vers la fin des années 1990, plusieurs études tendent à montrer qu’une cellule différenciée 

peut également se « transdifférencier » spontanément en une autre cellule mature, sans 

passage par un état souche. Pour cela, de simples expériences de greffe de moelle osseuse ont 

été effectuées et le chimérisme de certains organes a été étudié. Les conclusions de ces études 

font donc part de transdifférenciation de cellules hématopoïétiques en cellules hépatiques, 

musculaires, neurales… (Lagasse et al. 2000 ; Jackson et al 1999 ; Mezey et al. 2000). Des 

études plus approfondies révèleront que de très nombreuses observations de 

« transdifférenciation » n’étaient en fait que des évènements de fusion cellulaires (Wagers et 

Weissman, 2004). Un exemple de transdifférenciation in vivo a été observé dans le pancréas 

de souris où une grande majorité des cellules β-pancréatiques ont été détruites 

artificiellement : cellules α-pancréatiques en β-pancréatiques (Thorel et al. 2010). Mais la 

transdifférenciation est un phénomène rare in vivo. 

 La preuve de la transdifférenciation induite est apportée en 1987 quand le facteur de 

transcription MyoD, exprimé spécifiquement dans les cellules musculaires, est transfecté dans 

des fibroblastes, entraînant ainsi la transdifférenciation de ces derniers en myoblastes (Davis 

et al. 1987). Récemment, la génération d’iPS a relancé la recherche sur la conversion directe 

d’un type cellulaire vers un autre. En utilisant le même protocole que lors de la génération des 

premières cellules iPS murines, Zhou et collaborateurs ont surexprimé dans des cellules 

pancréatiques exocrine des facteurs de transcription spécifique des cellules β-pancréatiques 

(Ngn3, Pdx1 et Mafa) conduisant à la génération de nouvelles cellules β-pancréatiques 

capables de secréter de l’insuline (Zhou et al. 2008). Vierbuchen et collaborateurs montrent 

par la même technique la transdifférenciation de fibroblastes en neurones, montrant ainsi pour 

la première fois la conversion d’une cellule d’un feuillet embryonnaire (fibroblastes provenant 

du mésoderme) vers une cellule issue d’un autre feuillet (neurones provenant de l’ectoderme) 

(Vierbuchen et al. 2010). Par la suite, des études de reprogrammation directe de plusieurs 

types cellulaires ont été publiées : hépatocytes en neurones (Marro et al. 2011), fibroblastes 

en cellules hématopoïétiques (Szabo et al. 2010), fibroblastes en hépatocytes (Huang et al. 

2011), fibroblastes en cardiomyocytes (Ieda et al. 2010), fibroblastes humains en neurones 

(Pang et al. 2011) (Figure 18). Les cellules induites à la transdifférenciation (iT cells) 
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possèdent les caractéristiques des cellules d’intérêt (morphologie, expression de gènes, 

fonctions) mêmes si, tout comme les cellules iPS, elles conservent parfois le profil 

épigénétique de la cellule de départ (Marro et al. 2011). 

 La conversion directe d’un type cellulaire vers un autre présente d’un point de vue, 

recherche et thérapeutique, de nombreux avantages par rapport aux iPS. Le temps de 

génération est en général plus court, l’efficacité est plus importante (jusqu’à 20% de cellules 

transdifférenciées chez Ieda et al. 2010) et les cellules désirées sont obtenues en une étape 

(sans passer par un état souche). De plus, le potentiel tumorigénique est faible comparé à celui 

des iPS (Vierbuchen et Wernig, 2011). 

Mais, contrairement aux cellules iPS, leur application thérapeutique est handicapée par leur 

nature même de cellule différenciée. Ces cellules n’ont pas de capacité d’autorenouvellement 

ce qui limite leur nombre de division. Il est également impossible de sélectionner les clones 

possédant une intégration stable du transgène thérapeutique par une approche clonale dans le 

cadre d’une thérapie génique. Les cellules souches pluripotentes présentent donc, en plus de 

leurs apports à la compréhension du développement embryonnaire, des propriétés essentielles 

à l’amélioration de protocoles de thérapie génique (efficacité et sécurité). 

 
Figure 18. Différents potentiels de transdifférenciation d’un fibroblaste. (D’après Vierbuchen et Wernig, 2011). 
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II-4) Intérêts et potentiel thérapeutique des cellules souches 

pluripotentes 

 

 L’entretien et la fonction de nombreux tissus (moelle osseuse, peau, système 

digestif…) dépendent d’un pool de cellules souches adultes (multipotentes). Un défaut 

génétique ou un épuisement de ce pool de cellules souches est souvent à l’origine de maladies 

graves. La découverte puis la génération de cellules souches pluripotentes (ES et iPS) 

représentent un espoir dans les domaines des thérapies cellulaire et génique. Ces cellules aux 

capacités d’autorenouvellement et de pluripotence vont probablement permettre des avancées 

uniques dans le traitement de maladies dégénératives, génétiques, inflammatoires… Mais 

elles sont également un outil indéniable dans la compréhension des processus du 

développement embryonnaire, dans la modélisation de maladies et dans des études de 

pharmacologie. 

 

 

II-4-1) Potentiels thérapeutiques des cellules souches pluripotentes 

  

 La capacité des cellules ES à coloniser la lignée germinale permet de manipuler le 

génome murin en les utilisant comme vecteur. Il est en effet possible de générer des mutations 

ou au contraire de restaurer un phénotype dans le génome des ES murines et de créer des 

souches de souris modélisant une pathologie (Greaves et al. 1990 ; Shehee et al. 1993 ; Ged et 

al. 2006).  

Les cellules pluripotentes et notamment les cellules ES, permettent d’étudier les facteurs 

contrôlant la prolifération et la différenciation lors du développement de l’embryon, 

notamment lors de surexpression ou de répression de gènes sans avoir à se soucier du devenir 

de l’embryon.  

Grâce à leur potentiel de différenciation, les cellules pluripotentes sont impliquées dans de 

nombreuses études à visée thérapeutique. Ainsi les cellules ES murines ont pu être 

différenciées en une grande variété de cellules matures voire même en structures tissulaires 

(neurones, adipocytes, myocytes squelettiques et cellules hématopoïétiques, cardiomyocytes, 

structures vasculaires complètes… Bain et al. 1995 ; Dani et al. 1997 ; Wiles et Keller, 1991 ; 

Wobus et al. 1991 ; Yamashita et al. 2000). Des études de transplantations de ces cellules ont 

montré une fonctionnalité de ces cellules in vivo dans des modèles murins de scléroses 

multiples, de lésions de la moelle épinière ou d’infarctus du myocarde, pouvant 
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potentiellement améliorer la pathologie (Brustle et al. 1999 ; Liu et al. 2000 ; Klug et al. 

1996). 

 

 Les recherches sur les cellules ES humaines s’inscrivent dans la lignée de leurs 

homologues murines. De nombreuses protocoles de différenciation ont été mis au point soit 

en modulant le milieu de culture (stroma et cytokines variables selon la différenciation 

cellulaire désirée) soit en surexprimant un ou plusieurs facteurs de différenciation connus 

pour engendrer la différenciation souhaitée. Les cellules embryonnaires humaines ont pour le 

moment été différenciées avec succès en beaucoup de cellules différenciées issues des trois 

feuillets germinaux embryonnaires : tissu neural (Zhang et al. 2001 ; Schuldiner et al. 2001 ; 

Reubinoff et al. 2001), cellules sécrétrices d’insuline (Assady et al. 2001), cardiomyocytes 

(He et al. 2003 ; Kehat et al. 2003 ; Boheler et al. 2002 ; Mummery et al. 2003), cellules 

hématopoïétiques (Chadwick et al. 2003 ; Kaufman et al. 2001 ; Itskovitz-Eldor et al. 2000), 

cellules endothéliales (Levenberg et al. 2002), ostéoblastes (Sottile et al. 2003), hépatocytes 

(Rambhatla  et al. 2003)… Une population différenciée et fonctionnelle peut ensuite être 

sélectionnée par immunomarquage en cytométrie de flux ou par sélection en culture in vitro 

avec un gène de sélection sous contrôle d’un promoteur tissu-spécifique. Aubry et 

collaborateurs ont ainsi montré qu’il était possible de différencier les cellules ES humaines en 

neurones du striatum dans l’optique d’une greffe chez les patients atteints par la maladie de 

Huntington (Aubry et al. 2008 ; Aubry et al. 2009). Ces cellules pourraient ainsi remplacer les 

neurones fœtaux utilisés jusque-là dans le cadre de la thérapie cellulaire de cette maladie. Ces 

neurones provenant d’embryons  étant issus d’IVG (Interruption Volontaire de Grossesse), la 

quantité et le « contrôle-qualité » des neurones sont difficiles à assurer. La différenciation de 

neurones à partir de cellules ES pourraient grandement améliorer ces paramètres, même si les 

études menées jusqu’à présent ont mis à jour d’autres problèmes. En effet, une prolifération 

excessive des neurones issus de cellules ES greffées dans des cerveaux de rats modèles pour 

la maladie entraîne la formation d’une masse importante dans l’hémisphère greffé et 

comprime les autres aires neurales (Aubry et al. 2008). Les cellules ES humaines pourraient 

donc servir à remplacer des cellules souches adultes multipotentes (cellules souches de la 

moelle osseuse) ou unipotentes (cellules β-pancréatiques) épuisées ou ayant acquis un défaut 

génétique les rendant inopérantes ou à l’origine d’une pathologie. Elles pourraient également 

remplacer les greffes d’organes (comme dans le cas d’une cirrhose du foie) par une thérapie 

cellulaire diminuant ainsi la demande d’organes (le manque de donneurs étant un problème 

récurrent). Le problème de compatibilité donneur-receveur ne serait pour autant pas résolu et 
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nécessiterait un co-traitement à base d’immunosuppresseur pour éviter un rejet de greffe ou 

dans le cas de la moelle osseuse la maladie du greffon contre l’hôte. 

 

 Une réponse à ce problème a été trouvée grâce à la génération de cellules iPS. Ces 

cellules souches pluripotentes étant dérivées de cellules somatiques du patient, aucun rejet 

n’est en théorie à envisager en cas de greffe. Grâce à leur potentiel de différenciation 

équivalent à celui des cellules ES, elles présentent un grand intérêt en médecine régénérative 

ou thérapie génique. Plusieurs protocoles ont déjà été publiés sur leurs potentielles 

applications. Wernig et collaborateurs ont ainsi dérivé des précurseurs neuraux issus de 

cellules iPS de souris capables d’avoir une activité dopaminergique. Ces cellules, greffées 

dans le cerveau de fœtus de souris (E13,5-E14,5), migrent dans différentes zones du cerveau 

et se différencient en plusieurs types cellulaires matures et fonctionnels (neurones 

GABAergique, dopaminergique, cellules gliales...). La greffe de ces cellules différenciées 

vers la lignée neuronale dopaminergique permet une amélioration de l’état des rats modèles 

de la maladie de Parkinson (Wernig et al. 2008). Un deuxième protocole a montré le potentiel 

des cellules iPS dans des protocoles de thérapie génique. Des cellules iPS ont été dérivées de 

fibroblastes d’une souris modèle de la drépanocytose. Une fois corrigées par recombinaison 

homologue, les cellules iPS sont différenciées en progéniteurs hématopoïétiques et greffées 

aux souris malades après myélosuppression par irradiation (Hanna et al. 2007). Les souris 

greffées sont corrigées : restauration d’hémoglobine fonctionnelle, de l’hématocrite, de 

l’anémie… Ces deux études sont des preuves de principe de l’utilité des cellules iPS et de leur 

grand potentiel dans le traitement des maladies neurodégénératives et des maladies 

génétiques. 

De nombreux groupes ont commencé à appliquer ces protocoles aux cellules humaines. Des 

iPS de patients de différentes maladies ont été dérivées dans différents buts. Park et 

collaborateurs dérivent ainsi des lignées de cellules iPS issues de cellules primaires de 

patients atteints de déficience en adénosine déaminase (adenosine deaminase deficiency-

related severe combined immunodeficiency ADA-SCID), syndrome de Shwachman-Bodian-

Diamond (SBDS), maladie de Gaucher type III (GD), Dystrophie musculaire de Duchenne 

(DMD) and de Becker (BMD), maladie de Parkinson (PD), maladie de Huntington (HD), 

diabète de type I juvénile (JDM), syndrome de Down (DS)/trisomie 21 et du syndrome de 

Lesch-Nyhan (Park et al. 2008). De nombreuses lignées ont également été dérivées de cellules 

de patients atteints de maladies neurodégénératives : sclérose amyotrophique latérale (ALS – 

Dimos et al. 2008), Parkinson avec des vecteurs excisables permettant d’obtenir des lignées 

iPS et des cellules différenciées non perturbées par l’expression de facteurs de transcription 
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oncogéniques (Soldner et al. 2009), amyotrophie spinale (SMA – Ebert et al. 2009). Ces 

lignées vont permettre de tester des thérapies sur les différentes pathologies (tests de 

substance, thérapie génique…) et de mieux comprendre les mécanismes impliqués dans une 

pathologie où les cellules primaires sont difficiles à acquérir (modélisation de la pathologie) 

(Figure 19). Raya et collaborateurs ont ainsi dérivé des lignées de cellules iPS provenant de 

patients atteints d’anémie de Fanconi. Après transduction de vecteurs lentiviraux 

thérapeutiques exprimant le gène FANCA ou FANCD2 (2 des gènes impliqués dans l’anémie 

de Fanconi), les cellules iPS corrigées sont différenciées en progéniteurs hématopoïétiques 

présentant un phénotype normal (Raya et al. 2009). Egawa et collaborateurs montrent 

également une restauration partielle de phénotype dans des motoneurones issus de cellules 

iPS de patients ALS traitées avec un des quatre composés testés (Egawa et al. 2012). Comme 

décrit précédemment, il sera nécessaire lors de l’utilisation de cellules iPS dans une vue 

thérapeutique, de séquencer le génome et de vérifier le statut épigénétique global de la lignée 

d’intérêt. Dans le cas d’une thérapie génique, la correction génique ciblée (utilisation de 

protéines à doigts de zinc ou de TALEN) est à privilégier à un vecteur lentiviral classique 

nécessitant la recherche de l’intégration ou des intégrations du vecteur par des techniques de 

séquençage ou de LAM-PCR. 

 
Figure 19. Applications potentielles de cellules iPS humaines dérivées de patients en thérapie ou recherche. Les 
cellules iPS (ici atteints de la maladie de Huntington) après différenciation permettent de développer des 
modèles pathologiques, de tester des thérapies ou de tester / découvrir de nouvelles molécules thérapeutiques. 
(Modifié d’après Perrier et Peschanski, 2012) 
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 Les cellules iPS pourraient donc bientôt être utilisées dans des protocoles de thérapie 

cellulaire comme c’est déjà le cas pour les cellules ES.  

En effet, Keirstead et collaborateurs démontrent en 2005 la restauration partielle de la 

locomotion par thérapie cellulaire chez des rats artificiellement lésés au niveau de la moelle 

épinière. Des progéniteurs d’oligodendrocytes, issus de cellules ES humaines différenciées, 

ont été injectés au niveau de la lésion. Après différenciation en oligodendrocytes, les cellules 

se sont distribuées autour du dommage de la moelle épinière et ont permis une 

remyélinisation des fibres nerveuses et parfois une amélioration de la locomotion chez les rats 

traités peu de temps après la lésion (sept jours) contrairement à ceux traités longtemps après 

(dix mois) malgré une survie des cellules injectées dans les deux cas (Keirstead et al. 2005). 

Un essai clinique de phase I a été autorisé par la FDA en 2009 à l’entreprise américaine Geron 

et a permis de traiter quatre patients (ayant reçu deux millions de cellules) mais a été stoppé 

en 2011 pour des raisons économiques (Alper, 2009). Dix patients devaient être recrutés lors 

de cette phase.  

Un autre essai clinique a été lancé en Angleterre en 2011 par la compagnie américaine ACT 

(Advanced Cell Technology) sur la thérapie cellulaire de la maladie de Stargardt, une 

dystrophie maculaire juvénile et sur la dégénérescence maculaire liée à l’âge. Douze patients 

participent à cet essai qui fait suite à une publication de 2009 où des cellules épithéliales 

rétiniennes pigmentaires, issues de cellules ES humaines, ont été greffées à des souris 

modèles de la maladie de Stargardt et à des rats modèles de dégénérescence rétinienne (Lu et 

al. 2009). Dans cette étude, la thérapie cellulaire a permis de générer une quantité suffisante 

de photorécepteurs pour améliorer la vue de ces rats de manière dose-dépendante. Les patients 

de l’essai recevront entre donc des doses différentes de cellules (comprises entre 50 000 et 

200 000 cellules) (http://www.advancedcell.com/clinical-trials/stargardts-Macular-

Dystrophy.aspx). 

 Enfin, un essai clinique est préparé en France sur la thérapie cellulaire de 

l’insuffisance cardiaque. Des résultats encourageants ont été obtenus par différenciation de 

cellules ES humaines (traitées par un facteur cardiogénique BMP2) en progéniteurs 

cardiaques dans des modèles d’infarctus du myocarde chez le rat et chez Macaca Mulatta 

(macaque rhésus) (Tomescot et al. 2007 ; Blin et al. 2010). Les cellules implantées se 

différencient et recolonisent partiellement la lésion cardiaque chez  le rat (environ 3% de la 

lésion) et de manière plus importante chez le macaque (environ 20% de la lésion cardiaque) 

suite à une amélioration de protocole consistant à isoler une sous-population de cellules 

exprimant l’antigène SSEA1. 
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La thérapie cellulaire et bientôt génique utilisant des cellules pluripotentes humaines forment 

donc de nouveaux espoirs de médecine régénérative. 
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 Les porphyries sont des maladies provoquées par le déficit d’une des enzymes de la 

voie de biosynthèse de l’hème. Les mutations à l’origine de ces déficits peuvent être 

localisées au niveau du promoteur et entraîner une diminution de l’expression du gène. Mais 

nombre d’entre elles affectent directement la séquence protéique notamment dans le cas de la 

PEC (Ged et al. 2009). Si une mutation apparaît dans ou proche du site catalytique de 

l’enzyme, celle-ci peut voir son activité diminuée ou supprimée. Mais une mutation, même 

éloignée du site catalytique, peut bouleverser les interactions inter acides aminés et engendrer 

une perturbation de la structure tertiaire de la protéine. L’enzyme, mal conformée, crée un 

stress au niveau du réticulum endoplasmique. La réponse UPR (Unfolded Protein Respons) 

entraîne la diminution de la synthèse protéique et la dégradation des protéines dont la 

structure tertiaire est altérée, par le protéasome (Bernales et al. 2006). Ce phénomène peut 

réduire de manière importante la demi-vie de certaines protéines. Cette dégradation cause 

parfois un déficit non compensé, à l’origine d’une pathologie. 

 Récemment, Fortian et collaborateurs ont démontré que la mutation la plus fréquente 

dans la PEC (C73R retrouvée chez un tiers des patients) entraînait un mauvais repliement de 

l’URO III synthase qui la vouait à une dégradation précoce. L’inhibition du protéasome dans 

des cellules murines transfectées avec l’ADNc de l’URO III synthase portant cette mutation 

permet de restaurer partiellement la stabilité de la protéine. Au vu de ces résultats, nous avons 

étudié le comportement de l’URO III synthase dans des cellules humaines transfectées avec 

l’URO III synthase mutée (C73R ou P248Q) couplée à la GFP et dans un modèle de souris 

PEC (porteur de la mutation P248Q) afin d’évaluer le potentiel thérapeutique d’une inhibition 

du protéasome sur le phénotype engendré par la mutation P248Q in vitro et in vivo. Dans ce 

chapitre, nous traiterons donc du fonctionnement des systèmes de dégradation protéique 

intracellulaire et de l’intérêt de leur ciblage dans le traitement des porphyries 

érythropoïétiques. 

 

 

III-1) Les systèmes de dégradation protéique 

 

 La cellule, pour le maintien de son homéostasie, nécessite d’éliminer des protéines : 

pour renouveler un stock de protéines trop vieilles, éliminer les protéines mal conformées 

et/ou non fonctionnelles, protéines en excès… Pour cela, elle utilise différents systèmes de 

dégradations. 
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III-1-1) Le système ubiquitine-protéasome 

 

 Ce système fonctionne en deux étapes : l’adressage des protéines à dégrader via la 

fixation d’une protéine (l’ubiquitine, une petite protéine de 9kDa) et leur dégradation par 

différentes protéases regroupées dans le complexe multiprotéique appelé protéasome. 

 

 La première étape de ce processus consiste en l’activation de la molécule d’ubiquitine 

par l’enzyme d’activation E1 (ubiquitin-activating enzyme) de manière ATP-dépendante 

(carboxylation terminale de l’ubiquitine par E1). Cette enzyme fixe par une liaison thioester 

l’ubiquitine et la transfère sur la protéine E2 (ubiquitine-conjugating enzyme) par une liaison 

thioester également. Cette protéine activée peut alors interagir avec un troisième intervenant : 

le complexe protéique E3. E3 est parfois composé de plusieurs protéines et offre ainsi, de part 

des combinaisons différentes, une spécificité de la protéine-substrat à dégrader (Li et al. 

2008). L’association E2/ubiquitine/E3 se lie à la protéine cible et y fixe l’ubiquitine via une 

de ses lysines (Figure 20). Il existe plusieurs formes d’ubiquitinylation entraînant des 

conséquences différentes pour la protéine ciblée : 

- la monoubiquitinylation est la fixation d’une seule molécule d’ubiquitine. Elle 

n’entraîne pas la destruction de la protéine mais l’ubiquitine fixée peut perturber sa 

localisation et/ou sa fonction comme dans le cas des protéines Ras (Jura et al. 2006). 

- La multiubiquitinylation est la fixation d’une ubiquitine par lysine de la protéine cible. 

Ce signal permet l’endocytose des protéines ciblées (Miranda et Sorkin, 2007). 

- La polyubiquitinylation est la fixation de plusieurs ubiquitines sur une seule lysine 

(Chau et al. 1989). Il faut au moins quatre ubiquitines formant une chaîne pour obtenir un 

signal d’adressage au protéasome. 
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Figure 20. Polyubiquitinylation d’une protéine cible (substrat). La protéine E1 permet l’activation de la protéine 
ubiquitine (Ub) via la consommation d’une molécule d’ATP. E1 transfère ensuite l’ubiquitine sur la protéine E2. 
Celle-ci lie la protéine E3 elle-même fixée au substrat. Un transfert de l’ubiquitine de E2 vers le substrat est alors 
possible. Une chaîne d’au moins quatre ubiquitines est nécessaire pour la dégradation d’une protéine. (D’après 
Wikipédia : http://en.wikipedia.org/wiki/Ubiquitin_ligase). 
 
 
 La deuxième étape est la reconnaissance de la chaîne d’ubiquitine par le protéasome 

26S permettant ainsi la destruction de la protéine. Le protéasome est un complexe 

multiprotéique composé de plusieurs sous-unités aux fonctions propres en forme de tonneau 

(Krüger et al. 2001). 

Le complexe 20S (S pour Svedberg) est composé de 28 sous-unités distribuées en 4 anneaux 

de sept sous-unités formant un cylindre creux (« baril ») où sont dégradées les protéines. Les 

deux anneaux internes contiennent les sous-unités β différentes (1 à 7) qui possèdent une 

activité catalytique (au moins 5 activités peptidasiques différentes ont été caractérisées par 

l’utilisation de substrats et inhibiteurs différents mais seules 3 ont été localisées physiquement 

: chymotrypsine-like, trypsine-like et peptidylglutamyl-peptide hydrolase ou caspase-like) 

(Thèse de Amandine Berthet, 2010). Les deux anneaux externes sont composés de sept sous-

unités α différentes (1 à 7) qui contrôlent l’entrée de la protéine à dégrader dans les anneaux 

internes. Ce contrôle s’effectue via la fixation de sous-unités régulatrices (19S et 11S). 

Les sous-unités 19S servent à reconnaître l’ubiquitine liée à la protéine (Lam et al. 2002). Le 

19S dirige la protéine vers le cœur catalytique du protéasome, assure une partie de la 

dénaturation de la protéine et possède une isopeptidase permettant la libération des 

ubiquitines pour leur recyclage. Elle permet également l’activation de la partie 20S grâce à ses 
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sous-unités ATPases qui génèrent l’énergie nécessaire au dépliement de la protéine à dégrader 

et à l’ouverture de l’extrémité du complexe 20S (Braun et al. 1999). 

La sous-unité 11S est composée elle aussi de deux sous-unités hexa ou heptamériques 

activant la partie 20S en maintenant ouvert le canal mais de façon ATP-indépendante (Förster 

et al. 2005). La partie 11S serait impliquée dans la dégradation de protéines exogènes 

(virus…) et génèrerait des peptides servant d’antigènes pour le CMH (Goldberg et al. 2002). 

 

 

III-1-2) Le système lysosomal 

 

 Un autre système de dégradation des protéines intracellulaires concernent les 

lysosomes. Ce sont des organites pratiquant une dégradation non sélective des protéines mais 

aussi des lipides, des sucres et des acides nucléiques grâce aux trois types d’enzymes qu’ils 

contiennent (protéase, lipases et glycosidases). Le contenu du lysosome est très acide ce qui 

permet l’action des enzymes hydrolases. Ce pH (variant entre 3,5 et 5) est généré et maintenu 

par des canaux ioniques (pompes à protons et canaux chlorure) présents dans la membrane de 

ces organelles. Si un lysosome est dégradé, les enzymes s’en échappant sont inactivées par le 

pH neutre du cytosol (pH de 7,2). 

Les lysosomes servent d’ « estomac cellulaire » et digèrent les macromolécules issues 

d’endocytose (comme le recyclage de récepteur membranaire), de phagocytose (d’une cellule 

morte ou d’une bactérie) ou encore d’autophagie (recyclage d’une organelle inutile ou 

vieillissante) (Campbell et Reece, Biologie, 2004). Ils sont indispensables au maintien d’une 

homéostasie cellulaire comme le prouve les pathologies associées à leur déficience. Ces 

pathologies rares mais sévères sont toutes dues à une déficience en enzymes lysosomales : 

maladie de Pompe (alpha-1,4-glucosidase acide), maladie de Tay-Sachs (hexosaminase A), 

maladie de Gaucher (acide β-glucosidase)… Ceci entraîne l’accumulation de molécules non 

métabolisées dans les cellules (défaut de génération de glucose à partir du glycogène dans la 

maladie de Pompe, d’élimination de glucocérébroside dans la maladie de Gaucher…) 

entraînant des manifestations graves, irréversibles et variées selon la maladie et le patient. Des 

thérapies sont à l’étude ou déjà utilisées pour certaines de ces maladies allant de 

l’enzymothérapie, à la greffe de moelle osseuse et la thérapie génique (Bruni et al. 2007 ; 

Ponder et  al. 2007). 
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III-2) Approche pharmacologique de la porphyrie 

érythropoïétique congénitale 

 

 

 Les protéines sont synthétisées dans le réticulum endoplasmique et parfois maturées 

dans l’appareil de Golgi (modifications post-traductionnelles comme les glycosylations pour 

les protéines transmembranaires). Mais elles ne deviennent fonctionnelles qu’après avoir 

adopté une conformation adéquate. Cette structure tertiaire est guidée par la séquence des 

acides aminés composant la protéine (structure primaire). Mais certaines protéines nécessitent 

le concours d’autres protéines appelées chaperonnes qui vont les aider à acquérir une structure 

tertiaire fonctionnelle. Les chaperonnes, conservées au cours de l’évolution, permettent 

d’interagir avec un polypeptide nouvellement formé ou une protéine dénaturée afin de l’aider 

à retrouver sa conformation. Il existe de très nombreuses protéines chaperonnes, conservées 

dans l’évolution (des bactéries aux mammifères Figure 21). Elles sont de tailles variées (1 

million de Daltons (Da) à quelques kDa) dont les plus connues sont les « protéines de choc 

thermique » (Heat shock proteins, Hsp). Elles fonctionnent généralement de manière ATP-

dépendante. La protéine Hsp70 (~70kDa) est la plus étudiée des Hsp. Lorsqu’elle lie l’ATP, 

son affinité pour les substrats est faible. L’hydrolyse de l’ATP est stimulée par la présence des 

substrats en forte concentration et par l’action de cofacteurs (protéines co-chaperonnes 

comme Hsp40). L’hydrolyse de l’ATP entraîne un changement de conformation de l’HSP70 

qui fixe un de ses substrats par des liaisons hydrophobes. Sous l’action des cofacteurs et du 

bouleversement de ses liaisons avec l’Hsp70, la protéine substrat va se replier. Lorsqu’elle 

atteint sa configuration opérationnelle, Hsp70 libère son ADP, fixe une molécule d’ATP et 

perd son affinité pour la protéine substrat qui est libérée (Mayer et Bukau, 2005). 
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Figure 21. Structure et mode d’action de la chaperonine d’Escherichia coli. La chaperonine est formée de 2 
sous-ensembles : le couvercle et un cylindre creux. Un peptide nouvellement généré peut entrer dans le cylindre. 
Le couvercle se referme alors, changeant la configuration du cylindre ce qui apporte des conditions propices 
pour le repliement du polypeptide. Lorsqu’il est correctement conformé, le couvercle se désengage et la protéine 
sort, active et fonctionnelle. Modifié d’après Campbell et Reece, Biologie, 2004. 
 
 
 Les chaperonnes sont essentielles à la fonction de nombreuses protéines. En effet, des 

protéines mal conformées sont à l’origine de pathologies sévères notamment neurologiques 

comme la maladie d’Alzheimer où la protéine Tau hyperphosphorylée, change de 

conformation et s’agrège, n’assurant plus le maintien de la stabilité des microtubules et 

dégradant ainsi le transport intracellulaire de vésicules neuronales (Hernandez et Avila, 2007). 

Dans le cas de la maladie de Huntington, la protéine huntingtine mutée est clivée libérant un 

fragment côté N-terminal. Ces fragments s’agrègent dans les cellules et causent, par un 

mécanisme encore mal compris, le phénotype (Zheng et Diamond, 2012). 

Récemment, Fortian et collaborateurs, à la recherche de la cause moléculaire du déficit en 

UROS dans la porphyrie érythropoïétique congénitale, ont démontré que la PEC pouvait être 

causée par une mauvaise conformation de cette protéine (Fortian et al. 2009). En effet, à partir 

de mutations faux sens retrouvées chez les patients, les auteurs ont exprimé et purifié in vitro 

ces protéines. Chaque protéine mutée conserve une activité catalytique intrinsèque (Tableau 

9). Certaines mutations diminuent l’activité enzymatique (<30% C73R, p248Q). D’autres, au 

contraire, n’entraînent que peu voire aucune perte d’activité quand la protéine est exprimée 

dans Escherichia coli contrairement à ce qui est observé chez les patients (S47P, Ged et al. 

2004) suggérant un mécanisme différent qu’une perte de fonction conduisant au phénotype 

porphyrique. 
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Tableau 9. Valeurs de l’activité spécifique et de stabilité des mutants de l’URO III synthase retrouvées chez les 
patients. Modifié d’après Fortian et al. 2009 
 
 
 Du fait du caractère labile de l’UROS (Omata et al. 2004), les auteurs étudièrent la 

stabilité des différents mutants à la recherche de conformations inopérantes pour l’enzyme. Le 

résultat de leur étude met en évidence une région formant une hélice indispensable à la 

stabilité de la protéine. Cette région est formée par des acides aminés qui sont retrouvés mutés 

dans des cas de PEC dont la cystéine en position 73. La mutation C73R (remplacement d’une 

cystéine par une arginine en position 73) bouleverse les interactions au niveau de cette région 

et affecte la structure tertiaire de l’UROS. Mais la présence de cette cystéine n’est pourtant 

pas obligatoire car la mutation C73D n’engendre pas de diminution de la stabilité de 

l’enzyme. L’ajout d’un acide aminé chargé positivement (arginine) perturbe la conformation 

de la protéine quand une charge négative permet de la stabiliser et de faire perdurer son action 

(Fortian et al. 2011). La protéine mutée en C73R conserve une partie de son activité 

enzymatique mais la mutation accélère son changement de conformation vers une structure 

tertiaire inadéquate et son agrégation. La protéine mal repliée est reconnue par le système de 
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dégradation du protéasome et détruite très rapidement expliquant la déficience à l’origine de 

la pathologie (demi-vie de 15min contre 2,5 jours pour l’UROS-WT à 37°C) (Fortian et al. 

2011 et Figure 22). L’expression du gène muté, analysée par qRT-PCR, ne montre aucune 

répression transcriptionnelle confirmant la théorie d’une dégradation protéique. 

 

 
Figure 22. Synthèse et dégradation de l’URO III synthase WT ou mutée (C73R). La protéine mutée est très vite 
déstabilisée et prend une mauvaise conformation : celle-ci est reconnue par les ubiquitines ligases l’adressant au 
protéasome pour dégradation réduisant sa demi-vie et causant une perturbation de la voie de biosynthèse de 
l’hème. 
 
 
 L’inhibiteur du protéasome utilisé (MG132) conduit à l’accumulation de l’UROS-

C73R dans les cellules exprimant une protéine de fusion UROS-GFP (Fortian et al. 2011). 

L’inhibition des lysosomes ne permet pas de réduire la dégradation protéique confirmant que 

celle-ci est opérée par le protéasome majoritairement. La même accumulation protéique est 

observée pour la protéine WT et les protéines ubiquitinylées lors de l’ajout de MG132 dans le 

milieu. Les protéines mutées, contrairement, aux protéines WT, s’agrègent et forment des 

amas intracellulaires mais conservent tout de même leur activité enzymatique (~50% de 

l’activité enzymatique de la protéine normale – Fortian et al. 2011). Une activité enzymatique 

de cette importance serait suffisante chez un patient pour ne plus causer de troubles, 

supportant l’hypothèse qu’un traitement au niveau moléculaire par inhibition de la 

dégradation de la protéine serait thérapeutique. Ce type de traitement serait potentiellement 
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moins risqué que les traitements curatifs conventionnels (greffe de moelle osseuse) ou qu’une 

thérapie génique (plus de risque de mutagenèse insertionnelle). 

 La mutation P248Q (touchant ~5% des patients) fait également partie des mutations 

réduisant l’activité enzymatique bien que la proline en position 248 n’intervienne pas 

structurellement dans le site catalytique de l’UROS. Au vue des résultats obtenus par Fortian 

et collaborateurs, nous avons étudié les conséquences d’une inhibition du protéasome sur le 

phénotype porphyrique causé par les mutations C73R et P248Q in vitro sur des cellules 

transfectées avec des protéines de fusion UROS mutée-GFP et in vivo dans le modèle de 

souris exprimant la mutation P248Q que nous possédons au laboratoire (Ged et al. 2006). Ces 

résultats sont présentés dans la 4ème partie du chapitre Résultats. 
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Présentation générale 
 

 

 L’hème est un composé impliqué dans le transport de l’oxygène dans les érythrocytes 

mais il participe également à la synthèse de nombreuses protéines en tant que groupe 

prosthétique (cytochromes principalement).  L’hème est produit dans tous les tissus mais la 

moelle osseuse (compartiment érythroïde) et le foie sont majoritairement impliqués dans sa 

synthèse. Les porphyries érythropoïétiques sont des pathologies liées à un déficit d’une des 

enzymes de la voie de biosynthèse de l’hème et sont caractérisées par une accumulation de 

molécules précurseurs de l’hème (porphyrines) dans les cellules de la moelle osseuse et leurs 

dérivés particulièrement dans le compartiment érythroïde. On distingue 3 types de porphyries 

érythropoïétiques : la porphyrie hépatoérythrocytaire (PHE), la porphyrie érythropoïétique 

congénitale (PEC) et la protoporphyrie érythropoïétique (PPE). 

 

 Au cours de ma thèse, je me suis particulièrement intéressé à la PEC et à la PPE. La 

PEC est caractérisée par une photosensibilité et une anémie hémolytique de sévérité variable. 

Le seul traitement curatif pour les formes sévères de ces deux pathologies est la greffe de 

moelle osseuse allogénique qui nécessite la disponibilité d’un donneur HLA-compatible. 

Vingt-deux cas de thérapie cellulaire de la PEC ont été rapportés dans la littérature 

(Handbook of porphyria, sous presse, 2013). Ce traitement a permis une réversion complète 

du phénotype pathologique pour la majorité des patients (4 échecs, notamment liés à des 

complications infectieuses) (cf. Tableau 4). La PPE, généralement bénigne, est 

essentiellement caractérisée par une photosensibilité cutanée. La gravité de cette maladie 

réside dans l’atteinte hépatique pouvant conduire à une insuffisance hépatocellulaire 

(affectant environ 1 à 10% des malades). 

La notion de bénéfice/risque est donc à évaluer en fonction de l’atteinte hépatique (seules 4 

transplantations de moelle osseuse ont été réalisées depuis 2002, cf. Tableau 5). Au plan 

physiopathologique, des dépôts de protoporphyrine IX dans les hépatocytes et les canalicules 

biliaires sont à l’origine d’une cholestase et d’une cirrhose susceptible de décompenser en 

insuffisance hépatique nécessitant une greffe de foie orthotopique. Une quarantaine de cas de 

greffes hépatiques ont été décrits dans la littérature pour la PPE (Anstey et Hift, 2007). En 

l’absence de correction du déficit enzymatique dans la moelle osseuse, l’accumulation 

endogène massive de protoporphyrine dans la lignée érythroïde conduit à une récidive élevée 

de la maladie hépatique. La correction du déficit en ferrochélatase (FECH) hépatique ne suffit 
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donc pas à enrayer l’atteinte hépatique de la PPE. Sur le plan expérimental, des études de 

thérapie cellulaire dans un modèle murin de PPE (Fech
m1Pas/Fech

m1Pas) montrent qu’une greffe 

de cellules souches hématopoïétiques permet de corriger la photosensibilité cutanée sans 

amélioration des paramètres hépatiques. Des études ont montré une amélioration partielle de 

ces paramètres par une greffe de moelle osseuse pratiquée sur de jeunes adultes murins 

(Fontanellas et al. 2000 ; Garcia-Bravo et al. 2009). La greffe semble avoir été pratiquée trop 

tardivement pour corriger la fibrose hépatique qui était déjà installée. 

 

Dans la 1ère partie de ma thèse, nous avons cherché à déterminer la cinétique 

d’apparition de l’atteinte hépatique dans un modèle murin de PPE. Les premiers dépôts de 

protoporphyrines IX (PPIX), responsables de la dégradation progressive des paramètres 

hépatiques, apparaissent de manière précoce (2ème semaine de vie). Puis nous avons cherché à 

déterminer si une greffe précoce de moelle osseuse pouvait empêcher ces dépôts. Pour cela, 

nous avons développé un nouveau protocole de conditionnement chez les nouveau-nés. Nous 

avons greffé les souris à J2-3 et nous avons observé une forte amélioration des paramètres 

hépatiques. Nous démontrons ainsi que l’atteinte hépatique est essentiellement due à un 

déficit enzymatique dans le compartiment érythroïde de la moelle osseuse (et non au seul 

déficit enzymatique hépatique). La thérapie cellulaire précoce permet donc de prévenir tous 

les signes de la pathologie (Résultats 1). 

 

 Dans la 2ème partie de ma thèse, nous nous sommes intéressés à la thérapie génique des 

porphyries érythropoïétiques et à l’intégration des cellules iPS dans ces protocoles 

thérapeutiques. Les cellules iPS sont des cellules souches pluripotentes provenant de cellules 

matures et ayant la capacité de se différencier à façon et notamment en progéniteurs 

hématopoïétiques. Elles pourraient ainsi devenir une source alternative de cellules souches 

hématopoïétiques autologues corrigées. De plus, il est possible de caractériser des lignées iPS 

corrigées à l’état clonal afin de déterminer les sites d’insertion du vecteur thérapeutique (par 

LAM-PCR ou séquençage) et de réduire les risques d’oncogenèse insertionnelle.  

 Pour tester la faisabilité d’un tel protocole de thérapie génique des porphyries 

érythropoïétiques nous avons d’une part, généré des cellules iPS à partir de cellules 

épidermiques d’un patient PEC. Les cellules iPS humaines ont été transduites avec un vecteur 

thérapeutique, caractérisées et différenciées en progéniteurs hématopoïétiques puis en cellules 

érythroïdes. Les clones iPS présentant un site d’intégration du vecteur thérapeutique 

suffisamment éloigné d’oncogènes ont été sélectionnés par LAM-PCR. La correction du 
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phénotype porphyrique a été observée par un dosage de l’activité de l’UROS et de la quantité 

de porphyrines dans les cellules érythroïdes générées (Résultats 2). 

 D’autre part, des cellules iPS ont été générées à partir de fibroblastes dérivés d’un 

modèle murin de PEC ou PPE.  Les cellules iPS murines ont été corrigées par transduction 

d’un vecteur lentiviral thérapeutique et leur pluripotence a été caractérisée in vitro et in vivo. 

La différenciation hématopoïétique n’a pour le moment pas pu être finalisée. Cette étape est 

un prérequis avant la transplantation dans les modèles murins (Résultats 3). Ici nous 

démontrons qu’un protocole de thérapie génique des porphyries érythropoïétiques utilisant les 

cellules iPS peut être efficace pour la correction de cellules humaines. Les études sur les 

modèles murins permettront de vérifier cette efficacité in vivo. 

 

 Dans une 3ème partie, nous nous sommes intéressés à une approche thérapeutique 

pharmacologique de la PEC basée sur l’inhibition du protéasome. En effet, une étude 

fonctionnelle récente des différents mutants de l’UROS a permis de révéler que certaines 

mutations faux sens de l’UROS n’affectaient pas le site actif de l’enzyme. In vitro, l’étude 

s’est focalisée sur la mutation C73R retrouvée dans un tiers des cas de PEC. Dernièrement, 

Fortian et collaborateurs ont démontré que le déficit en UROS causée par la mutation C73R 

entraînait un changement de conformation rendant la protéine thermodynamiquement instable 

et sa dégradation prématurée (Fortian et al. 2011). En effet, dans la cellule, les protéines mal 

conformées et leur accumulation génèrent un stress dans le réticulum endoplasmique 

conduisant à un adressage des protéines au protéasome (réponse UPR : Unfolded Protein 

Response, Bernales et al. 2006). L’inhibition du protéasome par un inhibiteur spécifique 

entraîne l’accumulation de l’UROS-C73R qui montre une activité enzymatique résiduelle 

équivalente à 50% de l’activité normale. Ainsi, le défaut de conformation induit par la 

mutation C73R entraîne son adressage et sa dégradation prématurée par le protéasome.  

L’étude fonctionnelle révèle également une similitude dans les stabilités des protéines mutées 

UROS-C73R et UROS-P248Q (Fortian et al. 2009). Comme nous disposons au laboratoire du 

modèle murin de PEC porteur de la mutation P248Q (Uros
P248Q/P248Q), nous avons voulu 

déterminer si cette autre mutation faux sens entraînait également une dégradation prématurée 

de la protéine (Ged et al. 2006). Pour cela, nous avons transfecté de manière stable une lignée 

cellulaire érythroïde humaine (K562) avec des plasmides exprimant la protéine de fusion 

UROS WT-GFP ou portant la mutation C73R ou P248Q. Les protéines mutées, non 

détectable en condition contrôle, sont accumulées dans les cellules et détectables par 

cytométrie après un traitement des cellules avec les inhibiteurs du protéasome. In vivo, le 

traitement du modèle murin avec un inhibiteur du protéasome entraîne une diminution du taux 



 119 

de fluorocytes circulants dès la première semaine de traitement. Cette diminution se poursuit 

au cours des semaines jusqu’à atteindre 50% du taux observé chez les souris PEC contrôles. 

Ceci permet une amélioration significative de la photosensibilité cutanée chez les souris 

traitées. Ces travaux préliminaires sont une preuve de concept montrant qu’une inhibition du 

protéasome permet de corriger partiellement le déficit enzymatique en UROS dans les cas des 

mutations faux sens C73R et P248Q. Ces résultats ouvrent des perspectives sur de nouvelles 

thérapies basées sur traitement pharmacologique de la PEC (Résultats 4). 
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Résultats 1 : 

 

Article 1 
Neonatal bone marrow transplantation prevents liver disease in a 

murine model of erythropoietic protoporphyria 
 

Duchartre, Y., Petit, N., Moya, C., Lalanne, M., Dubus, P., Verneuil, H., Moreau-Gaudry, F., 
and Richard, E. (2011). Neonatal bone marrow transplantation prevents liver disease in a 
murine model of erythropoietic protoporphyria. Journal of hepatology 55, 162-170. 
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Résultats 1 :  

Thérapie cellulaire de la protoporphyrie érythropoïétique 

 
 La protoporphyrie érythropoïétique (PPE) est une maladie causée par un déficit en 

ferrochélatase, la dernière enzyme de la voie de biosynthèse de l’hème. Une mutation gain de 

fonction sur le gène codant pour l’ALAS2 entraine les mêmes symptômes qu’une PPE 

(Protoporphyrie Erythropoïétique Dominante Liée à l’X - XLDPP). Le déficit enzymatique en 

FECH aboutit à l’accumulation de protoporphyrine IX (PPIX) dans tous les tissus et plus 

particulièrement dans la moelle osseuse, les érythrocytes, le plasma et le foie. Le principal 

symptôme de cette pathologie est une photosensibilité cutanée responsable d’érythèmes 

apparaissant rapidement après l’exposition solaire mais généralement sans cicatrice ou 

mutilation. La PPIX plasmatique est filtrée par le foie et, tout comme la PPIX  hépatique, 

s’accumule et précipite dans les cellules hépatiques et dans les canaux biliaires. Les 

occlusions générées (lithiase biliaire) entraînent une cholestase suivie d’une fibrose 

débouchant parfois sur une insuffisante hépatique nécessitant une greffe de foie. 

 Les traitements symptomatiques consistent à éviter toute exposition solaire pour la 

photosensibilité cutanée associée (protections solaires et prise de β-carotène). La 

transplantation hépatique est le seul traitement efficace dans les cas d’atteinte hépatique 

sévère (1 à 10% des cas de PPE) bien qu’elle ne corrige pas le défaut enzymatique présent 

dans la moelle osseuse, principal organe responsable de la production de PPIX. De ce fait, une 

nouvelle progression de l’atteinte hépatique quelques temps après la greffe est souvent 

constatée (Anstey et Hift, 2007). Le seul traitement curatif est une greffe de moelle osseuse 

provenant d’un donneur HLA-compatible. Des protocoles de thérapies cellulaires dans un 

modèle murin de PPE (souris Fech
m1Pas/Fech

m1Pas) ont permis de démontrer l’efficacité de 

cette thérapie. Ce modèle murin reproduit fidèlement les symptômes la maladie humaine : 

anémie hypochrome, photosensibilité cutanée et atteinte hépatique sévère systématique 

(dépôts de PPIX et cholestase - Tutois et al. 1991). La correction de ce modèle a été obtenue 

par greffe de moelle osseuse : l’activité enzymatique de la ferrochélatase est alors restaurée 

dans la moelle osseuse et corrigeant ainsi la photosensibilité cutanée (Fontanellas et al. 2000). 

Fontanellas et collaborateurs démontrent également une réversion partielle des lésions 

hépatiques lors du traitement de jeunes animaux déficients. Cependant, aucun traitement ne 

parvient à inverser complètement les lésions hépatiques, la transplantation de moelle osseuse 

étant peut-être pratiquée trop tardivement. Notre hypothèse de travail était qu’une greffe de 

moelle osseuse, antérieure aux dépôts de PPIX dans le foie, permettrait peut-être de corriger 
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le déficit enzymatique assez précocement pour ne pas altérer le foie des souris PPE, tout en 

corrigeant leur photosensibilité. 

 Or, la cinétique d’apparition des lésions hépatiques n’était  pas connue. Nous avons 

donc dans un premier temps, déterminé à quel moment du développement, les premiers dépôts 

de PPIX apparaissaient dans le foie. Pour cela, nous avons sacrifié des souris à des temps 

différents. Nous avons observés les premiers dépôts vers le 12ème jour de vie, s’accumulant 

progressivement avec l’âge. La fibrose hépatique étant irréversible une fois installée, nous 

nous sommes demandé s’il était possible de prévenir ces lésions par une greffe précoce (avant 

le 12 ème jour). Pour cela, nous avons mis au point un protocole de myélosuppression chez le 

nouveau-né. Contrairement aux protocoles précédents entraînant une mortalité élevée et un 

prise de greffe inégale (irradiation totale des nouveau-nés ou traitement de la mère au 

busulfan), nous avons choisi de traiter directement les nouveau-nés par une à deux doses de 

busulfan, injectées par voie intrapéritonéale à J1 et 2 puis par une greffe de cellules souches 

hématopoïétiques par voie intraveineuse (par la veine faciale visible les premiers jours de 

vie). La dose de 10mg/kg, injectée à 24h d’intervalle, engendre une faible mortalité, aucune 

toxicité et un bon chimérisme. Finalement, les nouveau-nés traités de manière précoce ont été 

complètement corrigés : ils ne présentaient plus de photosensibilité et aucune lésion 

hépatique, démontrant ainsi l’efficacité d’une thérapie cellulaire précoce dans ce modèle 

murin (Article 1). 
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Background & Aims: Erythropoietic protoporphyria (EPP) is an
inherited disorder of heme biosynthesis caused by partial ferro-
chelatase deficiency, resulting in protoporphyrin IX (PPIX) accu-
mulation in erythrocytes, responsible for skin photosensitivity.
In some EPP patients, the development of cholestatic liver injury
due to PPIX accumulation can lead to hepatic failure. In adult EPP
mice, bone marrow transplantation (BMT) leads to skin photo-
sensitivity correction but fails to reverse liver damages, probably
because of the irreversible nature of liver fibrosis. Our aim was to
determine the time course of liver disease progression in EPP
mice and to evaluate the protective effect of BMT into neonates.
Methods: We studied the development of liver disease from
birth in EPP mice, in relation with erythroid and hepatic PPIX
accumulation.

To prevent the development of liver disease, BMT was per-
formed into newborn mice using a novel busulfan-mediated pre-
conditioning assay.
Results: We showed that hepatic PPIX accumulates during the
first 2 weeks and correlates with the onset of a progressive liver
fibrosis in 12-day-old EPP mice. Transplantation of normal con-
genic hematopoietic stem cells into EPP neonates led to long-
term donor hematopoiesis recovery. A full correction of erythroid
PPIX accumulation and skin photosensitivity was obtained. Fur-
thermore, five months after neonatal BMT, liver damage was
almost completely prevented.
Conclusions: We demonstrated for the first time that BMT could
be successfully used to prevent liver disease in EPP mice and sug-
gested that BMT would be an attractive therapeutic option to pre-
vent severe liver dysfunction in EPP patients.

Ó 2010 European Association for the Study of the Liver. Published
by Elsevier B.V. All rights reserved.

Introduction

EPP is an inborn error of heme biosynthesis, inherited with both
recessive and dominant patterns, caused by a partial deficiency of
the mitochondrial enzyme ferrochelatase (FECH, EC 4.99.1.1),
which catalyzes the insertion of ferrous iron into protoporphyrin
IX (PPIX) [1]. Reduced FECH enzymatic activity results in the
accumulation of PPIX in erythrocytes, plasma, feces, and the liver.
PPIX is highly toxic and induces tissue damages through reac-
tions with free radicals, especially in the skin after light exposure
[1]. EPP is characterized clinically by the childhood onset of life-
long cutaneous photosensitivity and is commonly associated
with mild microcytic and hypochromic anemia [1,2]. Ferrochela-
tase is highly active in cells that produce heme including ery-
throid precursors in the bone marrow (BM) and hepatocytes.
However, in EPP patients, the majority of PPIX (80% or more)
originates from the BM and especially the erythroid lineage, with
most of the remainder generated by the liver [3]. PPIX is excreted
by the liver and is insoluble in the bile where it exerts cholestatic
effects leading to architectural changes in the hepatobiliary sys-
tem, ranging from mild inflammation to fibrosis and cirrhosis.
There is a wide variation in the severity of liver disease in EPP
patients, but PPIX deposition, liver damage, as well as abnormal
biochemical parameters of liver function are relatively common.
Severe PPIX-induced hepatotoxicity is a rare complication occur-
ring in 1–16% of patients for whom liver transplantation is often
required [3,4]. However, liver transplantation fails to correct the
underlying metabolic deficiency, and PPIX damage to the trans-
planted liver is likely.

A mouse model of EPP was obtained by chemical mutagenesis
using ethylnitrosourea [5]. The Fechm1Pas/Fechm1Pas mouse accu-
mulates massive amounts of PPIX in the BM, erythrocytes, and
the liver and displays features of normocytic and hypochromic
hemolytic anemia, photosensitivity, and severe hepatobiliary dis-
ease. The obstruction and damage of large and small bile ducts by
PPIX deposits cause PPIX accumulation in the parenchyma and
cytotoxic damage of hepatocytes [6,7]. The Fechm1Pas mutation
has been introduced into three different congenic mouse strains:
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the originally described BALB/cByJCrl, C57BL/6JCrl, and SJL/JOrlCrl
[8]. These three strains present with different BM and liver PPIX
accumulation patterns, liver disease severity, and biliary PPIX
excretion. This demonstrates that the EPP phenotype in mice is
modulated by the genetic background, suggesting that one or
several modifying genes are involved.

Since most of the accumulated-PPIX originates from the BM,
hematopoietic stem cell (HSC) replacement therapy could be
viewed as a therapeutic option for EPP [9,10]. BM transplantation
(BMT) was successfully used in conjunction with liver transplan-
tation to prevent recurrent liver failure [11,12]. We and others
demonstrated a dramatic decrease in plasma and erythrocyte
PPIX content, associated with the complete cure of skin photo-
sensitivity after BMT in EPP mice [13–17]. These experiments
highlight the absence of natural selective advantage of normal
hematopoietic cells in this model and demonstrate the need for
efficient HSC gene delivery to cure EPP in mice. However, the
liver damage that is invariably present in EPP mice was not or
only moderately improved by this treatment, especially if BMT
was performed in adult mice (>2 months) with already developed
severe hepatitis [13–17]. These results suggest that, when severe
liver damage is installed (fibrosis and cirrhosis), a metabolic cor-
rection limited to the hematopoietic compartment is insufficient
to reverse the liver pathology in EPP mice.

In this paper, we determined the time course of liver disease
progression in EPP mice. We demonstrated that, in 2-day-old
EPP mice, most of the erythrocytes accumulate excessive
amounts of PPIX whereas the liver contains normal PPIX concen-
tration. We showed that PPIX content increases during the first
2 weeks in both erythrocytes and the liver, which correlates with
the onset of liver fibrosis in 12-day-old EPP mice. Furthermore,
we demonstrated that early BMT into EPP neonates could totally
prevent liver disease as compared with a late-onset treatment in
EPP adult mice. These results demonstrate for the first time that a
complete hepatic, erythropoietic, and skin photosensitivity cor-
rection could be obtained in EPP mice by early BMT into neo-
nates. These data highlighted the potential benefit of BMT in
preventing liver disease in EPP patients.

Materials and methods

Mice colonies

B6.SJL-Ptprca Pep3/BoyJ mice (Ly5.1) were obtained from Charles River labora-

tory and were maintained in the conventional animal facility core of the Univer-

sity Bordeaux 2 under pathogen free conditions. C57BL/6JCrl (Ly5.2) congenic EPP

mice (Fechm1Pas/Fechm1Pas) were previously described [8]. All procedures were

performed in compliance with the local ethical committee of the University

Bordeaux 2.

Bone marrow transplantation

BM was harvested from Ly5.1 adult (6–10 weeks old mice) donor mice and bone

marrow nucleated cells (BMNC) were separated from RBCs using a Ficoll gradient.

Lineage-negative cells (lin neg) were depleted by incubation with a cocktail of rat

anti-mouse antibodies against CD5, CD11b, CD45R, Ly-6G (Gr-1), TER119, 7–4, as

described by the manufacturer (Mouse Hematopoietic Progenitor Enrichment kit,

Stemcell Technologies, Grenoble, France).

For BMT into adult EPP mice, lineage-negative cells (1.7–5 � 105 Linÿ cells)

were transplanted by retro-orbital injection into adult recipients (8–10 weeks

old mice) that were previously irradiated with two splits of 6 Grays, 24 h apart,

as described previously [13,15].

For BMT into newborn mice, 1- to 2-day-old Ly5.2 pups were given single (10,

15, 20 mg/kg) or double (2 � 10 mg/kg, 24 h apart) i.p. injection of busulfan (BU)

(BusilvexÒ, Pierre Fabre, Boulogne, France). BU (6 mg/ml) was diluted in PBS prior

to injection and pups were injected with 25–30 ll of the diluted solution. New-

born mice were transplanted 24 h after the last BU injection by intravenous

(via temporal vein) injection of 1 � 106 BMNCs ±4.5–5 � 105 Linÿ cells (lin neg).

Engraftment and lineage analysis of peripheral blood, BM, spleen, and thymus

Peripheral blood (PB) was collected via retro-orbital puncture in heparinized cap-

illaries. For analysis of hematopoietic engraftment, CD45.1 positive cells from

blood and BM were assessed by flow cytometry using standard protocols. Briefly,

cells were incubated with antibodies directed against Ly5.1-fluorescein isothio-

cyanate (FITC), and granulocytes, monocytes, and lymphocytes were gated by

forward and side scatter. BM cells were incubated with antibodies against

Ly5.1-FITC and either B220-phycoerythrin (PE) or Gr1-PE for BM engraftment

analysis of B lymphoid or myeloid cells (granulocytes/monocytes), respectively.

The spleen and the thymus were harvested from transplanted mice, and nucle-

ated cells were extracted by dissection and incubated with antibodies directed

against Ly5.1-FITC and either B220-PE (spleen) or CD3-PE (thymus) for engraft-

ment analysis of B lymphoid cells and T lymphoid cells in the spleen and thymus,

respectively. Flow cytometric analysis was performed using the FACScalibur™

and CellQuest Pro software (Becton Dickinson, San José, CA, USA).

Biochemical parameters, ferrochelatase assay, and porphyrin level

Total serum bilirubin (TBil), serum alkaline phosphatase (ALP), and serum trans-

aminase (aspartate and alanine aminotransferase, ASAT and ALAT) were deter-

mined by standard methods using clinical grade instrumentation (Beckman

Coulter Olympus, AU5400). FECH activity and PPIX levels in RBCs, plasma, BM,

and the liver were measured as described [13,15].

Liver histology

Histological analysis of the liver was carried out on 4-lm paraffin-embedded sec-

tions. Hematoxylin–eosin and Sirius Red coloration were used to determine struc-

ture and fibrosis, respectively. Liver sections were digitalized using a Mirax Scan

(Zeiss) virtual slides imaging system and analyzed by a trained pathologist, who

was blind to the origin of the sections, to evaluate lesions following criteria

described elsewhere [8]. Briefly, cholestasis was defined by bile duct retention

and canaliculi bile ducts proliferation. Intra-hepatic PPIX deposits were identified

as macroscopic brown deposits in hepatocytes, bile canaliculi, and Küpffer cells.

Chronic hepatitis consisted of fibrosis and inflammatory infiltrates in portal

tracts.

Skin photosensitivity assay

Reversal of skin photosensitivity was assayed 5 months after transplantation

using an irradiation protocol as previously described [15]. Skin pictures were

taken 5 days after irradiation.

Statistical analysis

Data are presented as the mean ± SEM or median as indicated. The non paramet-

ric Mann–Whitney test was used for comparison between two groups. The level

of significance was set at p less than 0.05.

Results

Liver pathology develops during the first month in EPP mice

We analyzed the time course of liver injury development and the
relationship with erythrocyte and hepatic PPIX accumulation in
EPP andWTmice at 2, 6, and 12 days, 4 weeks, and 4 months after
birth. We found that EPP neonates accumulated PPIX in most
erythrocytes, as determined by flow cytometry analysis of fluo-
rescing RBCs (named hereafter fluorocytes), (Fig. 1A) and that
the intracellular PPIX content progressively increased during the
first month (Fig. 1B). Surprisingly, we observed near normal PPIX
values in the liver of 2- or 6- day-old EPP mice. Hepatic PPIX
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accumulation became significant in 12-day-old EPP mice and
increased over time (Supplementary Figs. 1C and 2). These results
suggested that a significant amount of circulating PPIX could be
cleared by the mother until birth. While a significant hepatomeg-
aly was observed in adult EPP mice, no significant differences in
liver size were observed until day 12 after birth (Fig. 1D). Struc-
tural alteration of the hepatic parenchyma could not be detected
in 6-day-old EPP pups as compared with WT (Fig. 2). In 12-day-
old EPP mice, Sirius Red staining indicated a moderate periportal
fibrosis that, with age, tended to expand within the parenchyma.
In 4-month-old EPP mice, a bridging fibrosis with porto-portal
septa was present. The cholestasis induced by PPIX retention
and precipitation in biliary ducts led to a ductular reaction and
proliferation that was detectable in 12-day-old mice (Fig. 2). As
observed with fibrosis, the ductular reaction was enforced with
age, due tomassive and continued PPIX hepatocellular deposition.

In conclusion, we demonstrate that the liver damages devel-
oped during the second week of life in EPP mice and correlated
with a significant increase of PPIX accumulation in the erythroid
compartment as well as deposition in the liver.

Low-dose busulfan conditioning allows long-term engraftment of

HSC in newborn mice

Based on these results, we hypothesized that BMT into neonates
would prevent PPIX accumulation in both erythroid and hepatic
compartments and the subsequent liver damage. However,
myeloablative conditioning methods are well described for adult
mice but protocols for myelosuppression in newborn mice are
not as well-established. In this study, we report an improved
BMT assay after direct injection of low-dose busulfan into
newborn mice. One to 2-day-old pups, obtained by inter-crossing
heterozygote Fechm1Pas/+ mice, were conditioned by BU injection
(0–25 mg/kg) and transplanted with bone marrow nucleated
cells (BMNC) from CD45.1+ mice. Six weeks after BMT, hemato-
poietic engraftment was assessed in the peripheral blood
(Fig. 3A). A low hematopoietic engraftment level (<1%) was
observed in mice that had received no preconditioning, while
the administration of busulfan increased the level of donor chi-
merism in a dose-dependent manner in both lymphoid and mye-
loid lineages. A significant acute toxicity was noticed in neonates
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injected with the highest dose (25 mg/kg BU), with up to 50%
pups dying during the following 48 h (not shown), while inter-
mediate doses were well tolerated, independently of the mice
genotypes. In some injected mice, a minor to moderate growth
retardation (8–10% reduction in body mass) was noted 12 weeks
after BMT but was not further observed at 20 weeks (not shown).

In order to increase the engraftment level and to evaluate the
long-term hematopoietic reconstitution, we injected lineage-
negative cells, enriched with hematopoietic stem/progenitor cells
(HSPC), into neonates. As expected, the donor chimerism was low

inmice receiving no cytoreduction (Fig. 3B and C). The injection of
purified HSPC led to homogeneous engraftment in a dose-depen-
dent manner and increased the donor chimerism that remained
stable during 21 weeks (Fig. 3D). A high engraftment level was
observed in all hematopoietic organs at 21 weeks after BMT, dem-
onstrating the long-term repopulation with HPSC after direct
busulfan injection into neonates (Fig. 3E). These results indicate
that a preconditioning regimen based on dual BU injection
(2 � 10 mg/kg) is well tolerated by neonates, leading to long-term
and efficient engraftment of all hematopoietic lineages.
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Neonatal BMT prevents liver disease in 6-week-old EPP mice

A total of 19 engrafted EPP pups presented a significant donor
chimerism at 6 weeks after BMT (Table 1). Nine of them pre-
sented less than 80% CD45.1+ peripheral blood cells (range from
0.1 to 45% and 0.05% to 24% CD45.1+ granulocytes and lympho-
cytes respectively, Table 1) according to the BU dose received
(group 3). Ten animals, presenting a high hematopoietic chime-
rism (range from 82% to 98% and 37% to 67% CD45.1+ into PB
granulocytes and lymphocytes respectively, Table 1), were split
into two groups sacrificed at 6 weeks (group 4) or 5 months
(group 5) after BMT, respectively. Group 3 showed low BM FECH
activity, close to that of untransplanted EPP mice, while highly
engrafted mice (group 4) presented normal BM FECH activity
(Table 1). As expected, a high proportion of fluorocytes was
observed in untransplanted 6-week-old EPP mice (group 2) as

compared with WT (group 1) (Table 1). The percentage of fluoro-
cytes was slightly reduced in group 3 mice (82.3% versus 90.2% in
EPP mice) while a dramatic decrease was obtained in group 4
(10.5%). A similar reduction of PPIX was observed in RBCs and
plasma (Table 1). A ten-fold reduction of hepatic PPIX was
observed in group 4 mice as compared with group 3 and group
2 untransplanted EPP mice. Interestingly, we did not observe a
significant increase of hepatic FECH activity in group 4, demon-
strating the major contribution of the erythroid compartment
to hepatic PPIX deposits. This metabolic correction of the erythro-
poietic compartment was associated with an impressive modifi-
cation of liver structure and hepatic parameters in group 4. EPP
mice showed a dark liver (not shown) with marked hepatomeg-
aly (8% liver/body weight vs 5.1% respectively) as compared with
normal mice (Table 2). A complete normalization of the liver size
was obtained in group 4 mice, while minor engraftment did not
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prevent hepatomegaly (Table 2). The severity of hepatic damage
was evaluated on histological sections and quantified as
described in Materials and methods. In 6-week-old EPP mice, a
massive portal fibrosis and biliary duct proliferation indicated
severe cholestasis and hepatitis. Poorly engrafted EPP mice
(group 3) presented severe and diffuse liver fibrosis, whereas
highly engrafted EPP mice (group 4) showed near absent or mild
periportal fibrosis, without cholestatis-induced ductular reaction
(Fig. 4). The concentration of plasmatic enzymes, reflecting

hepatocyte (ALAT and ASAT) or biliary duct cell damages and
cholestasis (bilirubin and ALP), was elevated in EPP mice despite
inter-individual heterogeneity (Table 2). Normal values of these
biochemical hepatic parameters were observed in fully engrafted
mice (group 4), while a slight improvement was observed in
group 3 mice (Table 2). We analyzed the relationship between
donor chimerism, fluorocyte accumulation, and hepatomegaly
in EPP mice transplanted at neonatal stages. As previously
described for skin photosensitivity correction following BMT in

Table 1. Engraftment, metabolic parameters, and skin photosensitivity in cellular therapy groups at sacrifice.

1

2

3

4

5

6

7

8

9

none

none

WT

WT

WT

none 

none

WT

WT

WT (4)

EPP (6)

EPP * (9)

EPP # (5)

EPP # (5)

WT (9)

EPP (9)

WT (6)

EPP (5)

ND

ND

15.5 ± 17

86.5 ± 6

92 ± 9

ND

ND

95 ± 8

94 ± 9

ND

ND

ND

ND

N / M

N

P / S

ND

ND

0.5 ± 0.3

90.2 ± 5

p <0.01 2 vs 1

82.3 ± 12

 NS 3 vs 2

10.5 ± 6

p <0.01 4 vs 2

4.9 ± 5

p <0.01 5 vs 7

0.7 ± 0.5

84.5 ± 18

p <0.01 7 vs 6

0.3 ± 0.2

NS 8 vs 6

8.4 ± 5.6

p <0.01 9 vs 7

0.5 ± 0.3

31 ± 12

p <0.01 2 vs 1

30 ± 11

NS 3 vs 2

2.6 ± 1.2

p <0.01 4 vs 2

1.2 ± 0.9

p <0.01 5 vs 7

0.3 ± 0.2

43 ± 36

p <0.01 7 vs 6

0.2 ± 0.2

NS 8 vs 6

3.2 ± 2

p <0.01 9 vs 7

89 ± 59

3662 ± 4259

p <0.01 2 vs 1

1630 ± 2882

NS 3 vs 2

177 ± 54

p <0.01 4 vs 2

52 ± 16

p <0.01 5 vs 7

19 ± 13

1462 ± 1380

p <0.01 7 vs 6

9 ± 9

NS 8 vs 6

64 ± 17

p <0.01 9 vs 7

1.3 ± 1

5238 ± 3500

p <0.01 2 vs 1

5060 ± 3535

NS 3 vs 2

552 ± 412

p <0.01 4 vs 2

1385 ± 792

p <0.01 5 vs 7

2.4 ± 1.2

3939 ± 3675

p <0.01 7 vs 6

0.8 ± 0.2

NS 8 vs 6

1888 ± 1087

NS 9 vs 7

5.5 ± 2.8

0.9 ± 0.2

p <0.01 2 vs 1

1.9 ± 1.4

p <0.05 3 vs 2

7.2 ± 1.1

p <0.01 4 vs 2

3.4 ± 0.7

p <0.01 5 vs 7

3.4 ± 0.4

0.46 ± 0.1

p <0.01 7 vs 6

3.5 ± 0.4

NS 8 vs 6

4.2 ± 0.3

p <0.01 9 vs 7

12.9 ± 2.7

0.42 ± 0.01

p <0.01 2 vs 1

0.38 ± 0.1

NS 3 vs 2

1.1 ± 0.7

NS 4 vs 2

0.7 ± 0.2

NS 5 vs 7

12.2 ± 1.2

0.42 ± 0.2

p <0.01 7 vs 6

9.4 ± 1.1

NS 8 vs 6

0.6 ± 0.1

NS 9 vs 7

2-3 

days

6-8 

weeks

6 weeks

after BMT

5 months 

after BMT

4 months 

after BMT

Protoporphyrin IX level FECH activity 
nmoles Mézo-Zn/H/mg prot

Group Age at
graft

Age at
sacrifice

Donor Recipient
(mice #)

Donor
chimerism

Skin photo 
sensitivity

Fluorocytes
(%)

RBC
(nmoles/g Hb)

Plasma 
(nM)

Liver  
(nmoles/g prot)

Bone 
marrow

Liver

N, negative; M, mild; P, positive; S, severe. Donor chimerism (% CD45.1+/Gr1+ bone marrow cells), #chimerism <80%; ND, not determined; NS, not significant. p Value refers

to group mouse numbers.

Table 2. Hepatic parameters in cellular therapy groups at sacrifice.

1

2

3

4

5

6

7

8

9

none

none

WT

WT

WT

none 

none

WT

WT

WT (4)

EPP (6)

EPP * (9)

EPP # (5)

EPP # (5)

WT (9)

EPP (9)

WT (6)

EPP (5)

4 ± 0.1

45 ± 70

p <0.01 2 vs 1

22 ± 47

NS 3 vs 2

3.5 ± 1

p <0.01 4 vs 2

3 ± 1

p <0.01 5 vs 7

2 ± 0.5

10 ± 7

p <0.01 7 vs 6

1.5 ± 0.5

NS 8 vs 7

1.3 ± 0.5

p <0.01 9 vs 7

291 ± 157

1300 ± 1022

p <0.01 2 vs 1

924 ± 1440

NS 3 vs 2

206 ± 92

p <0.01 4 vs 2

105 ± 41

p <0.05 5 vs 7

96 ± 35

335 ± 140

p <0.01 7 vs 6

98 ± 48

NS 8 vs 7

114 ± 47

p <0.01 9 vs 7

117 ± 77

999 ± 604

p <0.01 2 vs 1

645 ± 806

NS 3 vs 2

114 ± 68

p <0.01 4 vs 2 

40 ± 12

p <0.01 5 vs 7

43 ± 18

284 ± 234

p <0.01 7 vs 6

37 ± 26

NS 8 vs 7

42 ± 17

p <0.01 9 vs 7

123 ± 57

309 ± 269

p <0.01 2 vs 1

170 ± 80

NS 3 vs 2

92 ± 10

p <0.01 4 vs 2

32 ± 9

p <0.05 5 vs 7

20 ± 10

87 ± 40

p <0.01 7 vs 6

28 ± 12

NS 8 vs 7

35 ± 8

p <0.01 9 vs 7

0

3

3

1

1

0

2

0

2

0

2

2

1

1

0

3

0

 2-3

0

2

2

0

 0-1

0

2

0

0-1

Lesions Type &

Group Age at
graft

Age at
sacrifice

Donor Recipient
(mice #)

Total Bilirubin
(µmole/L)

5.1 ± 0.8

8 ± 0.7

p <0.01 2 vs 1

7.7 ± 1.5

NS 3 vs 2

5 ± 0.8

p <0.01 4 vs 2

6 ± 0.1

p <0.05 5 vs 7 

4.2 ± 0.8

8.2 ± 4

p <0.01 7 vs 6 

4.6 ± 0.4

NS 8 vs 7

5.1 ± 1

p <0.01 9 vs 7 

Liver/Body
weight (%)

ASAT     
(UI/L)

ALAT    
(UI/L)

ALP          
(UI/L)

PPIX
deposits

Cholestasis Chronic
hepatitis

2-3 

days

6-8 

weeks

6 weeks

after BMT

5 months 

after BMT

4 months 

after BMT

#Chimerism >80%; ⁄chimerism <80%; &histological liver damage: 0, none; 1, mild; 2, moderate; 3, severe. p Value referred to group mice number.
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adult EPP mice, a high hematopoietic chimerism is required to
achieve full hepatic correction after neonatal BMT (not shown).

Long-term metabolic and complete phenotypic correction of EPP

mice after neonatal BMT

Previously described gene and cellular therapy experiments were
performed in adult EPP mice with BalbC/J genetic background
and reported moderate or near absent liver disease correction
[15–19]. We performed a BMT assay with normal CD45.1+ HSC

in adult C57BL/6J EPP mice to evaluate a potential reversion of
liver disease. Four months after transplantation, engrafted WT
(group 8) and EPP (group 9) mice presented a high hematopoietic
chimerism in peripheral blood (Table 1). Transplanted WT mice
presented metabolic and biochemical values similar to untrans-
planted WT mice, indicating that the irradiation procedure had
no incidence on the experiments (Tables 1 and 2). We observed
that FECH activity was restored in transplanted EPP mice, corre-
lating with a dramatic decrease of PPIX accumulation in RBCs as
compared with untransplanted EPP mice (Table 1). As expected, a
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profound FECH enzymatic activity deficiency was observed in the
liver of both transplanted and untransplanted EPP mice (Table 1).
Surprisingly, the liver function was greatly improved in trans-
planted adult EPP mice, as indicated by a strong reduction of
the hepatomegaly and a normalization of the biochemical liver
functions (Table 2). However, the examination of histological
liver sections showed the persistence of periportal fibrosis with
PPIX deposits indicating that liver hepatitis was only partially
reverted in adult mice (Fig. 4). To study if both the hepatic and
erythroid metabolic corrections could be maintained over time
in transplanted EPP neonates, group 5 (conditioning with
2 � 10 mg/kg BU) was sacrificed 5 months after BMT. We
observed a high hematopoietic chimerism associated with a
strong decrease of PPIX accumulation in RBCs which was main-
tained for 5 months after BMT (Fig. 5A and Table 1). As compared
with untransplanted EPP mice, these mice presented a 26 and 70
fold reduction of PPIX in erythrocytes and plasma, respectively,
while hepatic PPIX was moderately reduced (Table 1). We then
investigated whether the decrease of circulating PPIX was suffi-
cient to reverse skin photosensitivity (Fig. 5B). Normal C57BL/6J
mice showed no evidence of burns or lesions on the exposed skin
surface whereas untransplanted EPP mice showed severe skin
photosensitivity. As expected, transplanted EPP mice (group 5)
showed no signs of photosensitivity on dorsal skin. In trans-
planted EPP mice (group 5), we observed a dramatic reduction
of both hepatomegaly and liver damage (Table 2). Histological
sections’ analyses showed a massive reduction of periportal fibro-
sis as well as ductular reaction in group 5 (Fig. 4). These results
confirmed the long-term prevention of chronic hepatitis and cho-
lestasis by early-stage BMT into EPP neonates.

Discussion

EPP is characterized by a wide variation in the severity of liver
disease and a genotype–phenotype correlation related to liver
disease is unclear in humans. A significant association between
the possession of null-allele mutations that cause major struc-
tural alterations in the FECH enzyme and subsequent accumula-
tion of high levels of PPIX in the blood and related liver disease
was described (reviewed in [3]). There is currently no way to
identify patients at risk, and no intervention is known to be uni-
formly effective in restoring normal liver function once hepatic
failure ensues. It remains unclear what effect PPIX has on hepato-
cytes in vivo and how this relates to the development of liver dis-
ease. Until recently, there was uncertainty about whether EPP is a
strictly erythropoietic porphyria and about the role of the hepatic
contribution to the excess PPIX in some individuals. However, a
new dominant EPP called X-linked erythropoietic porphyria
was described, which resulted from increased activity of ALAS2
in the erythroid progeny and led to the production of excess PPIX
by erythroid cells [18]. These patients accumulated sufficient
amount of PPIX to cause photosensitivity and 17% of them had
overt liver disease despite a normal FECH activity in the BM
and the liver. These results strongly suggest the predominant role
of the erythron as the main source of PPIX accumulation, respon-
sible for liver damage. Liver transplantation is an effective ther-
apy for liver failure, but persistence of the metabolic defect in
the native bone marrow leads, in most cases, to the recurrence

of liver injury caused by EPP in the graft. Although there is actu-
ally no definitive treatment to cure EPP in humans, an optimal
therapy would correct the defect in heme biosynthesis and elim-
inate the photosensitivity before the development of significant
liver injury. BMT constitutes a potential therapeutic option to
reduce erythroid PPIX accumulation, especially for patients with
high risk for liver failure [11,12]. However, the usefulness of BMT,
to prevent liver disease occurrence before hepatic damages
become detectable, was never demonstrated.

In adult EPP mice, BMT or HSC-gene therapy was successfully
used to reverse the skin photosensitivity but failed to totally
reverse the liver disease in EPP mice with BALB/CJ genetic back-
ground [13–17]. One possible explanation is that BMT is per-
formed to a latter stage regarding the advanced liver fibrosis, in
6- to 8 week-old EPP mice. Fontanellas et al. demonstrated a par-
tial reversion of hepatobiliary alterations by BMT in young adult
EPP mice [13]. Using a similar approach, Garcian-Bravo et al.
demonstrated that, after BMT, the liver function improved with
time, suggesting a progressive contribution of bone marrow cells
to liver repair and regeneration [17]. Surprisingly, we found a sig-
nificant improvement of biochemical hepatic parameters without
reversion of hepatic fibrosis after BMT in adult EPP mice with a
C57BL/6 genetic background. These results can be explained by
the differences in liver injury which were observed among EPP
mice of different genetic background [8]. The more severe chole-
stasis in BALB/CJ as compared to C57BL/6 mice led to an increased
acute toxicity of PPIX in hepatocytes.

We can hypothesize that the dramatic reduction of circulating
PPIX, associated with a moderate cholestasis in C57BL/6 EPP
mice, participated to the correction of the hepatocyte damage.
However, it is important to note that hepatic fibrosis was not
improved by BMT, confirming its irreversibility in adult EPP mice.

We showed that newborn EPP mice accumulate high PPIX lev-
els in erythrocytes but not in the liver. We observed a significant
increase of erythrocyte PPIX content after birth, leading to pro-
gressive hepatic PPIX deposits during the second week. These
metabolic modifications are associated with the progressive
development of liver injury in EPP mice. These data suggest that
the first week of life could constitute an interesting therapeutic
window to perform BMT, before liver dysfunction becomes
detectable. While BMT preparative regimens are well described
for adult mice, very few studies describe efficient hematopoietic
engraftment assays in newborn mice [19,20]. Total body irradia-
tion (TBI) is a standard procedure for myelosuppression in adult
mice, but is toxic and leads to increase in morbidity and mortality
as well as disruption of normal tissue development when admin-
istrated to newborn mice, even at sublethal doses. Busulfan is an
alkylating agent that affects mainly HSC and is widely used in
myeloablative conditioning regimens for BMT. The few published
papers exploited the pioneering study of Yoder et al. which
describes the effect of in utero busulfan exposure and/or TBI of
day 1 newborn on BM engraftment [19]. In order to improve this
protocol and prevent BU injection into pregnant female mice, we
developed a new myeloablative assay based on direct injection of
low doses BU directly into newborn mice. We showed that a
twice injection of 10 mg/kg BU allows efficient and long-term
hematopoietic engraftment. Six weeks after BMT into newborn
EPP mice, we observed near complete normal values of hepatic
biochemical parameters as compared with severely affected
control EPP mice. Furthermore, histological analysis confirmed
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the absence of liver fibrosis and cholestasis after transplantation.
Interestingly, we determined that 60% of donor hematopoietic
engraftment constituted a threshold to get liver benefits, as pre-
viously demonstrated for skin photosensitivity [15,16]. Highly
engrafted EPP neonates were maintained for 5 months in order
to evaluate the long-term efficiency of the therapeutic procedure
on both skin photosensitivity and liver disease. A full donor mye-
loid chimerism was maintained during 5 months in transplanted
EPP neonates, allowing the normalization of circulating PPIX and
the correction of the skin photosensitivity. As observed in 6-
week-old mice, a dramatic improvement of the liver function
was observed 5 months after BMT, confirming the full long-term
metabolic and phenotypic corrections.

In view of the relatively benign nature of uncomplicated EPP
in humans, the use of HSCT would be related to liver disease. It
is actually difficult to identify EPP patients at risk for severe liver
disease. However, progressive fibrosis might be detected in time
but better prognostic markers are needed to identify these
patients early. Furthermore, the field would benefit from the
identification of genetic markers that are potentially involved in
hepatic injury in EPP patients, as suggested for EPP mice [8].

In conclusion, we demonstrate, for the first time, that hepatic
injury develops during the first 2 weeks in EPP mice. Further-
more, we show that, in the EPP mouse, BMT can fully protect
from hepatic damages when performed at an early stage, before
hepatic involvement. These results highlight the importance of
the use of BMT or autologous HSC-gene therapy for EPP, espe-
cially to prevent liver disease.
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Résultats 2 et 3 : 
 

Thérapie génique des porphyries érythropoïétiques 
à l’aide de cellules iPS 

 

 La porphyrie érythropoïétique congénitale (PEC) se caractérise par un défaut de 

l’activité de l’uroporphyrinogène III synthase entraînant une photosensibilité cutanée et une 

anémie hémolytique importantes. Le seul traitement curatif de la PEC et de la PPE est la 

transplantation de moelle osseuse d’un donneur HLA-compatible.  

 Bien que ce traitement soit efficace, il est risqué (4 décès dans le cas de la PEC et 1 

dans le cas de la PPE) et les patients souffrent du manque de donneurs de moelle osseuse 

compatibles. La greffe de cellules souches hématopoïétiques autologues corrigées est une 

alternative à la transplantation de moelle osseuse. Depuis plusieurs années, les travaux du 

laboratoire se concentrent sur la réalisation d’une thérapie génique des porphyries 

érythropoïétiques. Dernièrement, la correction d’un modèle de souris (porteur de la mutation 

P248Q ayant été introduite par recombinaison homologue) a été réalisée marquant une étape 

supplémentaire vers la thérapie génique de cette porphyrie (Robert-Richard et al. 2008). 

Cependant, deux principaux inconvénients freinent ce protocole : le faible nombre de cellules 

souches hématopoïétiques à disposition pour la correction génique et l’insertion aléatoire du 

transgène pouvant entraîner une oncogenèse insertionnelle (Hacein-Bey-Abina et al. 2003). 

 

 Le deuxième projet de ma thèse a consisté à essayer de résoudre ces problèmes en 

évaluant la faisabilité d’un protocole de thérapie génique des porphyries érythropoïétiques à 

l’aide de cellules iPS. En 2006, Takahashi et Yamanaka génèrent des cellules pluripotentes à 

partir de cellules différenciées murines puis humaines en exprimant quatre facteurs de 

transcription (Takahashi et Yamanaka, 2006 et Takahashi et Yamanaka, 2007). Ces cellules 

ont les mêmes propriétés que des cellules ES (autorenouvellement et pluripotence) et sont 

donc particulièrement intéressantes dans le cadre d’une thérapie génique. En effet, il est 

possible de générer des lignées iPS à partir de cellules de patients. Ces lignées et les cellules 

différenciées en découlant seront donc compatibles avec le patient. Leur capacité 

d’autorenouvellement lève l’inconvénient du faible nombre de cellules corrigées à greffer. 

Surtout, il est possible d’effectuer une approche clonale des populations de cellules iPS 

corrigées permettant ainsi d’analyser les sites d’insertion du vecteur thérapeutique par LAM-

PCR ou séquençage et de  sélectionner les clones présentant une insertion sûre. 
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 Nous avons travaillé sur un modèle de cellules humaines de patients PEC et sur deux 

modèles murins (PEC et PPE). Des kératinocytes (humains PEC) ou des fibroblastes (murins 

PEC et PPE) ont été transduits avec un vecteur thérapeutique. Ces cellules ont ensuite été 

reprogrammées en cellules iPS par l’action de facteurs de transcription ectopiques (OCT4, 

SOX2, KLF4 pour les cellules murines et ces 3 transgènes ajoutés à un deuxième vecteur 

exprimant c-MYC et un ARN interférent permettant d’inhiber l’expression de p53). Ces 

transgènes sont flanqués par des séquences LoxP permettant leur excision lors de l’expression 

de la CRE recombinase. La pluripotence des lignées obtenues a été caractérisée par l’étude de 

marqueurs de pluripotence par RT-PCR et immunomarquages ainsi que des expériences de 

différenciation in vitro par la formation de corps embryoïdes et in vivo par celle de tératomes. 

Les vecteurs de reprogrammation ont été correctement excisés lors de l’expression transitoire 

de la CRE recombinase. L’étude visant à déterminer le site d’intégration du vecteur 

thérapeutique s’est faite par LAM-PCR permettant ainsi de sélectionner les clones les plus 

sécuritaires. Les cellules iPS humaines ont par la suite été différenciées en progéniteurs 

hématopoïétiques afin d’apprécier la correction génique dans ces cellules. Le vecteur 

thérapeutique contenant un promoteur érythroïde-spécifique, l’augmentation de l’activité 

enzymatique de l’UROS a pu être observée une fois la différenciation érythroïde acquise 

(Article 2). 

 Dans le cas des cellules iPS murines, des lignées pluripotentes des deux modèles 

murins de porphyries ont été générées. Leur pluripotence a également été caractérisée par RT-

PCR, immunomarquages, formation de corps embryoïdes et de tératomes. La différenciation 

hématopoïétique n’a, pour le moment, pas pu être finalisée (Résultats 3). 
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Metabolic Correction of Congenital Erythropoietic
Porphyria with iPSCs Free of Reprogramming Factors

Aurélie Bedel,1,2 Miguel Taillepierre,1,2 Véronique Guyonnet-Duperat,2,3 Eric Lippert,1,2 Pierre Dubus,2,4

Sandrine Dabernat,1,2 Thibaud Mautuit,1,2 Bruno Cardinaud,1,2 Catherine Pain,1,2 Benoı̂t Rousseau,2,5

Magalie Lalanne,1,2 Cécile Ged,1,2 Yann Duchartre,1,2 Emmanuel Richard,1,2 Hubert de Verneuil,1,2

and François Moreau-Gaudry1,2,3,*

Congenital erythropoietic porphyria (CEP) is due to a deficiency in the enzymatic activity of uroporphyrinogen III synthase (UROS);

such a deficiency leads to porphyrin accumulation and results in skin lesions and hemolytic anemia. CEP is a candidate for retro-

lentivirus-mediated gene therapy, but recent reports of insertional leukemogenesis underscore the need for safer methods. The discovery

of induced pluripotent stem cells (iPSCs) has opened up new horizons in gene therapy because it might overcome the difficulty of

obtaining sufficient amounts of autologous hematopoietic stem cells for transplantation and the risk of genotoxicity. In this study,

we isolated keratinocytes from a CEP-affected individual and generated iPSCs with two excisable lentiviral vectors. Gene correction

of CEP-derived iPSCs was obtained by lentiviral transduction of a therapeutic vector containing UROS cDNA under the control of an

erythroid-specific promoter shielded by insulators. One iPSC clone, free of reprogramming genes, was obtained with a single proviral

integration of the therapeutic vector in a genomic safe region. Metabolic correction of erythroblasts derived from iPSC clones was

demonstrated by the disappearance of fluorocytes. This study reports the feasibility of porphyria gene therapy with the use of iPSCs.

Introduction

Congenital erythropoietic porphyria (CEP [MIM 263700])

is an autosomal-recessive disorder characterized by

a profound deficiency in the enzymatic activity of uropor-

phyrinogen III synthase (UROS; EC 4.2.1.75), the fourth

enzyme of the heme biosynthetic pathway.1,2 The enzy-

matic defect causes the accumulation of the nonphysiolog-

ical porphyrin isomer uroporphyrin I. The lack of UROS

causes mutilating dermatological lesions resulting from

the release of photocatalytic porphyrins and transfusion-

dependent hemolytic anemia with massive secondary

hypersplenism. The clinical severity of the disease and the

lack of specific treatment—apart from when bone marrow

(BM) transplantation with a histocompatibility leukocyte

antigen (HLA)-compatible donor is available3–8—are

strong arguments for gene therapy.2 We, as well as

others,9–11 have generated an animal model of CEP in

order to study the pathophysiology of the disease and to

evaluate the feasibility of stem cell and gene therapy for

this disease. Lentivirus-mediated transfer of the human

therapeutic UROS cDNA into hematopoietic stem cells

(HSCs) from homozygous Urosc.744C>A/c.744C>A-knockin

mice (p.Pro248Gln) (the Uros RefSeq accession number is

NM_009479.2) resulted in the complete and long-term

enzymatic, metabolic, and phenotypic correction of the

disease. This correction is favored by the survival advan-

tage of corrected red blood cells.12 This data supports the

proof of concept of a successful gene therapy for this

disease by transplantation of genetically modified HSCs.

Gene-transfer technologies have now been successfully

used in clinical gene-therapy applications formany genetic

diseases,13–19 but recent reports of proviral insertional

leukemogenesis underscore the need for safer methods.20

The discovery of key transcription factors enabling

reprogramming of a somatic cell into a pluripotent stem

cell, called an induced pluripotent stem cell (iPSC),

has provoked an exciting rebound in gene-therapy

research.21–24 Gene-therapy model systems based on iPSCs

have been created for a wide range of hereditary hemato-

logic disorders, such as Fanconi anemia (MIM 227650),25

sickle-cell anemia (MIM 141900),26 thalassemia (MIM

613985),27 and hemophilia B (MIM 306900).28 Because

iPSCs can be maintained indefinitely in vitro, they repre-

sent an unlimited source of cells, and this surmounts the

difficulty of obtaining sufficient amounts of autologous

HSCs for transplantation. Moreover, the clonal approach

allowed by iPSCs could overcome the risk of insertional

oncogenesis by the characterization of proviral integration

sites (ISs) of the therapeutic vectors and the selection of

iPSC clones with ISs in a genomic safe harbor (GSH).27,29

The main goal of this project was to evaluate whether

iPSCs might provide a key cell resource for gene therapy

in a CEP model. To achieve this goal, we derived human

iPSCs with epidermal keratinocytes taken from a CEP-

affected individual by using excisable lentiviral vectors.

Excised iPSC clones, free of reprogramming factors, were

corrected (gene additive therapy). All ISs were found in

nononcogenic genes, and one IS was found without

cancer-related genes nearby. Then, they were differentiated
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into HSCs. Enzymatic and metabolic corrections were

obtained in erythroid cells derived from corrected CEP

iPSC clones. This study is a proof of principle of a safe

iPSC-mediated gene therapy for CEP.

Material and Methods

Lentiviral Constructions and Productions

Two lentiviral vectors were used for iPSC generation (OSK 1 and

Mshp53) (Figure 1B). The polycistronic pKP332 (Lenti-OSK1)

vector (OSK 1) was obtained from Addgene (plasmid 21627).

OCT4 (POU5F1 [MIM 164177]), SOX2 (MIM 184429), and KLF4

(MIM 602253) cDNAs, linked with porcine teschovirus-1 2A

sequences, were under the control of the EF1-a promoter in

a self-inactivating (SIN) lentiviral vector containing a Lox P site

in the truncated 3’ long terminal repeat (LTR).30 We constructed

Mshp53 containingMYC (MIM 190080) cDNA and shRNA against

TP53 (MIM 191170) as follows: MYC from a lentiviral Cre-Lox

pMXs-hc-MYC plasmid (17220 from Addgene) was digested by

NotI and inserted into a subcloning vector to flank the cassette

with EcoRI and BamH1 restriction sites. The EGFP cassette from

pLVTH-siP53 (12239 from Addgene) was removed with EcoRI

and BamHI and replaced by the insert of MYC under the control

of the EF1- a promoter.

The therapeutic lentiviral vector HAUPins has been previously

described31 and is derived from the original HAUW vector con-

taining UROS cDNA under the control of the chimeric HS40-

Ankyrin promoter, a vector already used in gene therapy in the

CEP mouse model.12 In brief, HAUPins is different from HAUW

in that it contains (1) the insertion of a mutated WPRE sequence

(PRE) without the potentially oncogenic WPRE-X32 and (2) the

insertion of the 50 cHS4 insulator in the DU3 sequence of the 30

LTR.33 The HAEPins control vector contains exactly the same

backbone but has EGFP instead of UROS cDNA (Figure 5C).

VSV-G pseudotyped lentivectors were produced by triple tran-

sient transfection in 293T cells and were concentrated by ultrafil-

tration (Vivaspin 20, Sartorius Biotech SA, USA) as previously

described.12 To determine viral production, we measured human

immunodeficiency virus (HIV) p24 titles in the concentrated viral

supernatant by ELISA assay (Innotest HIV, p24, Innogenetics,

France). We estimated viral titers by comparing p24 antigen levels

of each lentiviral supernatant with a green fluorescent protein

(GFP) lentiviral supernatant produced simultaneously. Superna-

tants were found to be free of replication-competent virus.

Source of Somatic Cells for Human iPSC Generation

and Transduction

Keratinocytes were isolated from a CEP-affected person and

a healthy person undergoing plastic surgery after informed

consent was obtained in accordance with the ethical standards

of the responsible committee on human experimentation (Centre

Hospitalier Universitaire de Bordeaux). Skin fragments were

treated with trypsin-EDTA for 3 hr at 37"C for the separation of
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Figure 1. CEP Characterization and
Schematic Drawing of iPSC Generation
(A) Genotyping of keratinocytes from
a CEP-affected individual compound
heterozygous for UROS mutations
c.217T>C (p.Cys73Arg) and c.683C>T
(p.Thr228Met).
(B) Schematic representation of the
proviral form of the lentivectors used.
OSK 1 is an excisable single polycistronic
vector coexpressing OCT4, SOX2, and
KLF4 cDNAs linked with the porcine
teschovirus-1 2A sequence. Mshp53 coex-
presses MYC and a shRNA against TP53;
both vectors are flanked by loxP sites.
HAUPins contains the UROS cDNA under
the control of the erythroid chimeric
HS-40 enhancer/ankyrin promoter. Arrows
show the position of forward (F) and
reverse (R) primers used for proviral inte-
gration analyses. The following abbrevia-
tions are used: HS40, enhancer of HBA1
(MIM 141800); Ank p, ankyrin promoter
of ANKYRIN-1 (MIM 612641); UROS,
cDNA of uroporphyrinogene III synthase;
H1p, mammalian polymerase III H1
promoter; EF1a-p, elongation factor-1 alpha
promoter; WPRE, woodchuck posttran-
scriptional regulatory element; PRE, a
mutated WPRE sequence (WPREmut6);
and cHS4, element of the chicken b-globin
hypersensitivity site 4.
(C) Schematic strategy used for reprogram-
ming human keratinocytes from a CEP-
affected person and for HSC differentia-
tion. The following abbreviations are
used: HD, hematopoietic differentiation;
and ED, erythroid differentiation.
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the epidermis from the dermis. Keratinocytes were seeded at

a concentration of 105 cells per cm2 in MCDB153 medium, which

included hydrocortisone (0.5 mg/ml), epidermal growth factor

(10 ng/ml), insulin (5 mg/ml), and bovine pituitary extract

(70 mg/ml) (all from Sigma). For reprogramming, keratinocytes

were seeded at a concentration of 105 cells per well (in a 6-well

plate) and were cotransduced 24 hr later with a combination of

OSK 1 and Mshp53 lentivectors at a multiplicity of infection

(MOI) of 10. After an additional 2 day culture in the samemedium,

cells were transferred onto mitomycined mouse embryonic fibro-

blasts (MEFs) and cultured in the embryonic stem (ES) medium

described below.

CD34þ cells from a cord-blood sample were obtained after

informed consent was obtained according to procedures approved

by the Bagatelle Hospital review board. Mononuclear cells were

isolated by Ficoll gradient. CD34þ cells were purified according

to the manufacturer’s (Miltenyi Biotech) instructions. Purity was

analyzed by flow cytometry with a phycoerythrin-conjugated

CD34 antibody (Becton Dickinson). CD34þ cells were cultured

2 days in expansion medium consisting of Stem Span SFEM

(STEMCELL Technologies, Grenoble, France) supplemented with

Flt3-L (50 ng/ml), SCF (50 ng/ml), and human TPO (50 ng/ml)

(all from Peprotech, Rocky Hill, NJ, USA). For reprogramming,

CD34þ cells were cotransduced with a combination of the two

reprogramming lentivectors at a MOI of 100. After an additional

2 day culture in the same expansion medium, cells were trans-

ferred onto mitomycined MEFs and cultured in ES medium.

For keratinocytes and CD34þ cells, the individual iPSC-like

colonies were picked up from days 14–21 for expansion. iPSC-

like colonies from human skin fibroblasts were obtained with

the same two lentivectors at a MOI of 30 and were later picked

up from week 5 to week 6.

Human iPSC Culture

Human iPSC clones were maintained as undifferentiated cells in

cocultures with mitomycined MEFs. The ES medium used was

the following: KO-DMEM (Invitrogen, Villebon sur Yvette, France)

containing 20% KOSR (Invitrogen) (vol/vol), 15 ng/ml human

bFGF (Peprotech), 1 mM GlutaMAX (Invitrogen), 100 mM Non-

Essential Amino Acids (Invitrogen), 100 mM 2-mercaptoethanol

(Sigma-Aldrich, Saint Louis, MO, USA), 50 mg/ml ascorbic

acid (Sigma-Aldrich), 0.5 mM sodium butyrate (Sigma-Aldrich),

50 U/ml penicillin, and 50 mg/ml streptomycin (Invitrogen).

The ES medium was changed every day.

iPSC Characterization

Substrate staining for alkaline phosphatase (ALP) was carried out

with a leukocyte ALP staining kit (Sigma-Aldrich).

For the detection of pluripotency markers, cells grown in

24-well plates were fixed by 4% paraformaldehyde and permeabi-

lized with ice-cold 0.2% Triton X-100 in PBS. After saturation with

0.2% PBS-triton and 1%HSA, cells were stained with primary anti-

bodies for 1 hr and were then incubated with a second fluoro-

chrome-labeled antibody (Alexa Fluor, Invitrogen). The primary

antibodies used were: OCT4 (clone C-10, Santa Cruz,CA, USA),

SOX2 (Abcam, Cambridge, UK), KLF4 (Abcam), NANOG (Abcam),

SSEA-4 (clone 813-70, STEMCELL Technologies), and TRA1-60

(STEMCELL Technologies).

For RT-PCR analysis of pluripotency markers, total RNA from

iPSC clones and primary cells (CD34þ cells, keratinocytes, and

fibroblasts) was isolated with TRIZOL reagent (Invitrogen). RT-PCR

(27 cycles) was performed after RNase-free DNase pretreatment

with a first-Strand cDNA synthesis kit for RT-PCR (Roche Applied

Science, Meylan, France) and with oligonucleotides described by

Papapetrou et al.27

For teratoma induction, iPSCs were plated in a 10 cmMEF feeder

dish. At day 6, approximately 2 3 106 cells were harvested, resus-

pended in 100 ml of ES medium containing 10 mMof the Rho-asso-

ciated kinase (Rock) inhibitor Y-27632 (Sigma), and injected into

NOD Cg-Prkdcscid Il2rgtm1Wjl/SzJ (NOD-SCID IL2Rg null:NSG)

mice (subcutaneous space). The NSG mice were produced and

housed in the University Bordeaux Segalen animal facility accord-

ing to the rules and regulations governed and enforced by

the Institutional Animal Care and Use Committee. The animal

facility’s institutional agreement number is A33063916. Animals

were included in protocols between the ages of 6 and 8 weeks.

Teratomas were harvested 8–12 weeks after injection. Paraffin-

embedded tissue was sliced and stained with Alcian blue.

Karyotyping

After FrdU synchronization followed by a thymidine chase,

standard R-banding analysis was performed on metaphase chro-

mosomes obtained with all iPSC clones. At least 20 metaphase

chromosomes were fully karyotyped.

Cre-Mediated Vector Excision

IPSC clones were transduced twice at an MOI of 100 with a Cre-

expressing adenovirus (kindly provided by the Association

Française contre les Myopathies, Généthon). At day 7, iPSCs

were dissociated into single cells with accutase (STEMCELL

Technologies) and cloned by a limiting dilution. Cre-Lox excision

of proviral reprogramming cassettes was checked in each subclone

by multiple PCR analyses. Primers used were designed by Primer3

software for both proviruses, and their positions in OSK 1 and

Mshp53 are shown in Figure 1B. All oligonucleotide sequences

are provided in Table S1, available online.

Quantitative PCR Detection of HAUPins Provirus

DNAwas isolatedwith the NucleoSpin Tissue kit (Macherey-Nagel,

Hoerdt, France) from 1 3 106 cells, and real-time PCR was per-

formed on 100 ng of DNA with the use of Taqman technology

(Applied Biosystems, Foster City, CA). DNA from nontransduced

cells was isolated and amplified at the same time for demon-

strating the absence of contamination. Samples were heated to

50"C for 2 min and to 95"C for 10 min, and then 40 cycles of

PCR were performed for 15 s at 95"C and for 1 min at 60"C.

UROS amplimers are described in Table S1. RNaseP was used for

normalization (Applied Biosystems, Foster City, CA). DNA from

two different cell clones (human 293T and K562 cells), containing

a single integrated copy of the transgene, was used as a standard.

Characterization of Proviral Integration Site

by LAM-PCR

For the identification of genomic proviral ISs, linear amplification-

mediated PCR (LAM-PCR) was performed as previously

described34 with 100 ng of DNA from each iPSC clone. Linear

PCR was carried out with biotinylated primer LTRI*. Selection of

biotinylated extension products was performed with magnetic

beads according to the manufacturer’s (Invitrogen Dynal AS,

Oslo, Norway) instructions. After double-stranded DNA synthesis,

Tsp509I was used as the restriction enzyme, and a double-stranded

asymmetric linker cassette was linked with LC1 and LC3 linkers.
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The first exponential PCR was carried out with linker-cassette

primer LCI and vector-specific primer LTRII*, whereas the second

exponential PCR was carried out with internal primers LCII and

LTRIII. PCR products were cloned into the TOPOTA cloning vector

(Invitrogen, Carlsbad, CA) and sequenced. Sequences obtained

were aligned by BLAST with the human genome.

ISs were confirmed by PCR with the forward primer specific to

the cHS4 insulator sequence and the reverse primers specific to

the genomic sequence adjacent to the integration (all oligonucle-

otides are provided in Table S1).

The proximity of ISs to proto-oncogenes was determined by

comparison with the allOnco database.

Hematopoietic Differentiation of iPSCs

Hematopoietic differentiation of iPSCs was performed as described

by Woods et al.35 with modifications. In brief, we first generated

embryonic bodies (EBs). From day 0 to day 2, iPSCs were harvested

and placed in EB medium (IMDM medium, 15% fetal bovine

serum [FBS], 1%nonessential amino acid) overnight on nonadher-

ent cell-culture dishes. Then, to induce mesodermal transition, we

cultured newly generated EB colonies onmitomycined OP9 feeder

cells (CRL-2749 from ATCC, Manassas, VA, USA) on Matrigel (BD

Biosciences) for 12 additional days; we partially changed the

medium every day in a mesodermal-specifying medium (DMEM/

F12, 15% FBS with BMP4, low doses of VEGF, TPO, EPO, SCF,

and Flt3L [all from Peprotech at the same concentrations described

byWoods et al.35], holotransferrine and ascorbic acid [from Sigma-

Aldrich], and PGE2 [Cayman Chemical]). From day 14 to day 21 of

hematopoietic differentiation, mediumwas changed to serum-free

expansionmedium (STEMCELLTechnologies) supplemented with

TPO, EPO, SCF, Flt3L, and PGE2 for the promotion of hematopoi-

etic differentiation and HSC expansion. Fluorescence-activated

cell sorting (FACS) analysis of CD34þ and CD45þ cells was per-

formed at day 21 for the evaluation of hematopoietic-differentia-

tion efficiency.

Hematopoietic Colony Formation in Methylcellulose

Single-cell suspensions of hematopoietic cells were plated

in a methylcellulose-based medium of MethoCult H4435

(STEMCELL Technologies) (approximately 105 cells) in 6-well

plates. At day 14, colonies were scored by bright-field microscopy

and fluorescence for the visualization of fluorocytes and GFP

expression. Fluorescent images were acquired with a Nikon

ECLIPSE Ti inverted microscope and captured with a digital sight

camera and NIS-element imaging software.

Erythroid Differentiation

For erythroid differentiation, we performed a 3 week protocol after

hematopoietic differentiation. In brief, cells were seeded in a

6-well low attachment plate with erythroid medium (Stem-alpha

AE base [Stem Alpha, France] supplemented with 5% human

plasma, 5 U/ml Epo, 50 ng/ml SCF from Peprotech, 1 mg/ml

holotransferrine, 10ÿ6 M dexamethasone, 20 ng/ml insulin, and

10ÿ4 M b-mercapto-ethanol [Sigma Aldrich]). Hemoglobin anal-

ysis was performed by HPLC (Variant II, Bio-Rad). FACS analysis

of CD71þ and GPAþ cells was performed at day 21 for the evalua-

tion of erythroid-differentiation efficiency.

Flow Cytometry

Cells were individualized from the differentiation cultures,

collected, and washed with 1% PBS-HSA. Cells were stained with

phycoerythrin (PE)- or allophycocyanin (APC)-conjugated anti-

CD34, PECy5- or PE-conjugated anti-CD45, PE-conjugated anti-

CD14, APC-conjugated anti-CD19, PE-conjugated anti-CD33,

PE-conjugated anti-CD71, and APC-conjugated anti-GpA (all

from BD, Franklin Lakes, NJ, USA).

Fluorocytes were analyzed at 550 nm emission wavelength with

a 405 nm excitation laser. Cells were analyzed on a FACS flow

cytometer (Canto II, BD, San Jose, CA, USA).

UROS Enzymatic Activity and Metabolic Correction

UROS activity was determined by an enzyme-coupled assay as

described previously.36 One unit was defined as the amount of

enzyme that formed 1 nmol of uroporphyrinogen III per hour at

37"C.

Statistical Analysis

Results are expressed as mean 5 standard deviation (SD). Statis-

tical tests were performed with Student’s t tests. p < 0.05 was

considered statistically significant.

Results

Generation of iPSCs

Primary human epidermal keratinocytes were isolated

from the skin of a healthy donor undergoing plastic

surgery and from a skin biopsy from a CEP-affected indi-

vidual after informed consent was obtained. Genetic

testing revealed that the CEP-affected individual was

compound-heterozygous for UROS (RefSeq NG_011557.1)

mutations c.217T>C (p.Cys73Arg) and c.683C>T

(p.Thr228Met), thus confirming the diagnosis of CEP

(Figure 1A). The residual enzymatic activity measured by

an enzyme coupled assay was below 2% of the normal

level.

To increase the yield of iPSC generation, we designed the

Mshp53 vector carrying the coexpression of MYC under

the control of EF1-a promoter and a shRNA against TP53

under the control of the H1 promoter (Figure 1B). In addi-

tion to the expression of the four standard reprogramming

factors, the repression of TP53 has been previously re-

ported to improve the efficiency of the reprogramming

process.37 iPSC generation was obtained by transduction

of normal and deficient keratinocytes with the two SIN

lentivectors (OSK 1 and Mshp53, Figure 1B). Colonies

with ES-like morphology from normal keratinocytes (N-K

iPSCs) and CEP keratinocytes (CEP-K iPSCs) were picked

from days 14–21 (Figure 1C). Fibroblasts were also trans-

duced for reprogramming as controls. In addition to

transduction of these cells, transduction of neonatal

CD34þ cells from umbilical-cord blood cells was performed

for generating control iPSCs for further hematopoietic

differentiation.

Generation of iPSC clones from keratinocytes was ten

times more efficient than that from control skin fibroblasts

(0.4% versus 0.04%, respectively) and was faster (picked

from days 14–21 versus days 35–42 for fibroblasts).

Although OSK 1 vector transduction alone led to efficient

reprogramming with murine fibroblasts,30 the use of this
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single vector failed to generate stable iPSC clones from

human cells. Indeed, the addition of the Mshp53 vector

was mandatory for achieving the terminal reprogramming

and generating high-quality iPSC clones. Efficiency and

kinetics of keratinocyte reprogramming were quite similar

to neonatal normal CD34þ cells (N-CB iPSCs). All the colo-

nies harvested demonstrated the typical characteristics of

pluripotent stem cells, i.e., similar morphology to human

ES cells, strong alkaline-phosphatase activity (data not

shown), and expression of pluripotent stem cell markers,

such as OCT3/4, SOX2, KLF4, NANOG, SSEA-4, and

TRA1-60 (Figure 2A), as evidenced by immunocytochem-

istry. We isolated a total of 23 iPSC clones from keratino-

cytes (N-K iPSCs and CEP-K iPSCs), fibroblasts, or normal

CD34þ cells (N-CB iPSCs). Four putative iPSC clones (two

CEP-K iPSCs [3 and 4] and two N-CB iPSCs [10 and 11])

were kept for further characterization. RT-PCR analysis re-

vealed that the endogenous pluripotency-associated genes

NANOG (MIM 607937), ESG1 (TLE1 [MIM 600189]),

DNMT3B (MIM 602900), REX1 (ZFP42 [MIM 614572]),

Figure 2. Characterization of iPSC
Clones
(A) Representative immunofluorescence of
pluripotency markers in human iPSC
clones derived from normal CD34þ CB
cells (N-CB iPSC 10) and in keratinocytes
derived from a normal individual (N-K
iPSC 21) and a CEP-affected individual
(CEP-K iPSC 3 and CEP-K iPSC 4); staining
is with anti-OCT4, anti-SOX2, anti-KLF4,
anti-NANOG, anti-SSEA-4, and anti-
TRA1-60. MEFs surrounding human
iPSCs served as a negative control for
immunofluorescence (magnification3100
or 3200).
(B) Expression of pluripotency-associated
genes (OCT4, SOX2, NANOG, ESG1,
DNMT3B, REX1, HTERT, DPPA4, and
CRIPTO) by RT-PCR cycles (28) from two
independent CEP-K iPSC clones and two
N-CB iPSC clones. Primary N-K cells and
primary normal human fibroblast (N-
Fibro) cells were used as controls. GAPDH
served as an internal positive control.
The following abbreviation is used: Blk,
blank (PCR performed without cDNA).
(C) Alcian-blue staining of histological
sections of a representative teratoma
derived from human CEP-K iPSC 4 shows
tissues of all three germ layers (magnifica-
tion3200).
(D) Representative karyotypic analysis of
two human CEP-K iPSC clones (CEP-K
iPSC 3 and CEP-K iPSC 4).

TERT (MIM 187270), DPPA4 (MIM

614125), and CRIPTO (TDGF1 [MIM

187395]) were robustly expressed in

the isolated colonies (Figure 2B).

iPSC xenografts into immunodefi-

cient NSGmice resulted in the forma-

tion of teratomas, and all three

embryonic germ layers demonstrated in vivo pluripotency

of the iPSC clones (Figure 2C). Karyotypic analyses

confirmed the absence ofmacroscopic genetic abnormality

in all the tested iPSC clones (Figure 2D) except for CEP-K

iPSC 3, in which there was a minor abnormality (some

mitosis with one X chromosome deletion) (Figure 2D,

left panel). As a precaution, this iPSC clone was kept as

an uncorrected control for further experiments.

Generation of Safe and Corrected iPSC Clones

without Exogenous Reprogramming Factors

To develop safe iPSCs without exogenous reprogramming

factors, we excised the reprogramming cassettes, flanked

by the loxP sites, by adenovirus-mediated CRE recombi-

nase expression in the four iPSC clones tested (Figure 1C).

After subcloning the four iPSCs (two CEP-K iPSCs [3 and 4]

and two N-CB iPSCs [10 and 11]), we performed a DNA-

PCR analysis to select clones with excision of both reprog-

ramming cassettes (Figure 3A, upper panel). To check

the absence of additional recombination with portions of
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the reprogramming vectors in the three excised clones (4-c,

4-e, and 4-i), we used an additional set of multiple primers

all along both proviruses (Figure 3A, lower panel). Gene

correction of CEP-K iPSC 4 was then obtained by lentiviral

transduction with a HAUPins vector. This vector contains

the UROS cDNA sequence under the control of the

chimeric HS40 enhancer/ ankyrin-1 erythroid-specific pro-

moter and is shielded by cHS4 insulators in the LTR

(Figure 1B). Subsequently, we tested excised subclones

fromCEP-K iPSC 4 by quantitative-PCR analysis to identify

those with only one copy of the HAUPins vector. The

sequencing of the proviral IS after LAM-PCR allowed us

to locate the IS of HAUPins (Figure 3C). For corrected

subclone 4-c, the IS is located on chromosome 1 (position

148,683,731, orientation þ) in the sixth intron of RPRD2.

For corrected subclone 4-e, the IS is located on chromo-

Figure 3. Characterization of iPSC
Clones Free of Reprogramming Trans-
gene
(A) Upper panel: PCRs for the integrated
vectors OSK 1 and Mshp53 in seven
CEP-K iPSC 4 subclones pretreated by
CRE adenovirus (subclones are A, B, C, D,
E, F, and I). Lower panel: Multiple PCRs
performed on DNA from the three excised
clones (C, E, and I) and the nonexcised
iPSC 4 with seven couples of primers
described in (B) for detecting the presence
of portions of the recombinant provirus.
(B) Expression of pluripotency-associated
genes by RT-PCR from three independent
iPSC subclones from CEP-K iPSC 4 and
one iPSC subclone from N-CB iPSC 10.
(C) Chromosome ideograms and graphics
depicting 300 kb of the human genome
on both sides of the proviral IS (in green)
of HAUPins from CEP-K iPSC 4-c (upper
panel), from CEP-K iPSC 4-e (middle
panel), and from CEP-K iPSC 4-i (lower
panel). Graphics were obtained with the
UCSC Genome Graphs tool. All known
genes present in the genomic region are
shown (genes implicated in cancer accord-
ing to the allOnco database are shown
in red).
(D) Representative immunofluorescence
of pluripotency markers in human iPSC
clones that are free of reprogramming
transgene and derived from CEP-K iPSC
4-c and 4-i (magnification 3100 or 3200).
(E) Karyotypic analysis of the two excised
clones (4-c and 4-i).
(F) Alcian-blue staining of histological
sections of a teratoma derived from
human CEP-K iPSC 4-c, free of reprogram-
ming transgene, shows tissues of all three
germ layers.

some 11 (position 64,963,338, orien-

tation þ) in the tenth intron of

CAPN1 (MIM 114220). For corrected

subclone 4-i, the IS is located on chro-

mosome 3 (position 17,418,684,

orientation þ) in the fifth intron of TBC1D5. Graphics de-

picting 600 kb of human genome of the IS region for each

clone and all genes present are shown in Figure 3C. Sixteen

genes, including three cancer-related genes (APH1A [MIM

607629], ECM1 [MIM 60220], and MCL1 [MIM 159552];

all labeled in red in Figure 3C, upper panel) were found

in the 600 kb region around the IS of clone 4-c. In the

same way, twenty-eight genes, including three cancer-

related genes (SLC22A20 [MIM 611696], CDC42EP2

[MIM 606132], and FRMD8 [Figure 3C, middle panel])

were found near the IS of clone 4-e. In contrast, only two

genes (neither of them related to cancer) were found in

the 600 kb region of the 4-i IS (Figure 3C, lower panel).

Then, we eliminated clone 4-e because of the density

of genes in the neighbor of the IS. Characterization of

the four excised iPSC clones (4-c, 4-e, 4-i, and 10-f) by
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RT-PCR (Figure 3B), immunocytochemistry (Figure 3D),

and teratoma assays (Figure 3F) confirmed that the sub-

clones retained their pluripotency. No abnormality was

found by new karyotypic analysis (Figure 3E).

Differentiation of iPSCs into HSCs

To generate hematopoietic cells, including hematopoietic

stem and progenitors cells (HSPCs), we used the optimized

3 week protocol described by Woods et al.35 with some

modifications (days 1–21, Figure 1C). At day 21, after

hematopoietic differentiation, we obtained hematopoietic

cells (CD45þ) derived from all iPSC clones but with various

yields of hematopoietic cells (CD45þ) depending on the

cell fractions (in adherent or nonadherent compartments)

(Figures 4A and 4B).

Figure 4. Efficient Hematopoietic Differ-
entiation of iPSCs
(A) Representative FACS analysis of CD45þ

and CD34þ cells obtained from N-CB iPSC
10-f (upper panels) and CEP-K iPSC 4-c
(lower panels), both free of reprogram-
ming transgenes, after hematopoietic
differentiation (at day 21) in nonadherent
fraction (left panels) and in adherent
fraction (right panels) from the same
experiment.
(B) Bar graphs show the average percent-
ages of CD45þ, CD34þ, and CD34þ and
CD45þ cells obtained from four iPSC
clones (N-CB iPSC 10-f, uncorrected
CEP-K iPSC 3, and corrected CEP-K iPSCs
4-i and 4-c) in nonadherent fractions (left
panel) and in adherent fractions (right
panel) at day 21 of hematopoietic differen-
tiation (n ¼ 5 independent experiments,
mean 5 SD). No statistical difference was
observed between clones.
(C) Bright-field microscopy of CFUs (a
granulocytic CFU [CFU-G], a monocytic
CFU [CFU-M], and an erythroid burst-
forming unit [BFU-E]) in methylcellulose
medium by hematopoietic cells obtained
from uncorrected (upper panel) or cor-
rected (lower panel) CEP-K iPSCs (magnifi-
cation 3100).
(D) Inverted microscopy of a BFU-E in
methylcellulose derived from the uncor-
rected CEP-K iPSC 3 under visible (upper
panel) or UV light (lower panel).

In the nonadherent fraction, high

yields of CD45þ cells were obtained

without a significant difference

between clones: N-CB iPSC 10-f had

a mean of 50.7%, CEP-K iPSC 3

had a mean of 22.8%, CEP-K iPSC 4i

had a mean of 43%, and CEP-K iPSC

4c had a mean of 21.8% (Figures 4A

and 4B, left panels). For the CD34þ

and CD45þ population, we observed

a higher mean of percentage for cells

derived from N-CB iPSCs than for

cells derived from K iPSCs, but there was no significant

difference: N-CB iPSC 10-f had a mean of 14%, CEP-K-

iPSC 3 had a mean of 1.1%, CEP-K iPSC 4i had a mean of

4.5%, and CEP-K-iPSC 4c had a mean of 3.5% (Figure 4B,

left panel).

In the adherent fraction, no difference in hematopoietic-

differentiation efficiency was observed for percentages of

CD45þ cells and CD34þ and CD45þ cells between iPSCs

derived from keratinocytes and those derived from cord-

blood cells (Figure 4B, right panel). Interestingly, however,

we found that the mean fluorescent intensity (MFI) of

CD34-APC signals was ten times higher in the adherent

fraction than in the nonadherent counterpart (Figure 4A).

A more complete cell-surface-marker signature was real-

ized in nonadherent CD45þ cells compartment derived
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from the corrected CEP-K iPSC 4-i clone. FACS analysis

showed the presence of myeloid cells (CD33þ: 29.5%),

monocytes (CD14þ: 27.1%), erythroid cells (CD71þ and

GPAþ: 11.2%), and B lymphoid cells (CD19þ: 2.6%).

In addition to performing cell-surface-marker analysis,

we performed colony-forming unit (CFU) assays and

observed erythroid burst-forming units (BFU-Es) and CFU

granulocyte/monocyte (CFU-GM) colonies derived from

all iPSC clones (Figure 4C). As a result of spontaneous

porphyrin accumulation, BFU-Es from uncorrected CEP-K

iPSC 3 fluoresced in red when viewed under UV light (exci-

tation light 405 nm) (Figure 4D, lower panel), whereas

BFU-Es from normal N-CB iPSCs, corrected CEP iPSC 4-c,

and CEP iPSC 4-i did not fluoresce. A 3 week in vitro

erythroid differentiation was then performed from nonad-

herent hematopoietic cells (Figure 1C). A very efficient

erythroid differentiation was obtained (from 10% CD71þ

and glycophorin-Aþ at day 10 to 76% at day 17, for exam-

ple, with CEP-K iPSC 4i) (Figure 5A). Cytological examina-

tion revealed abundant basophilic and polychromatic

erythroblasts without enucleation (Figure 5B). HPLC

analysis showed that these erythroblasts contained mainly

fetal hemoglobin, but not adult hemoglobin (not shown).

Enzymatic and Metabolic Rescue

of the Corrected Cells

After reprogramming, it is possible that epigenetic modifi-

cations induce silencing of the transgene promoter carried

by a lentiviral vector. In our model, rescue of UROS activity

was dependent on the activity of the HS40/Ank promoter

during erythropoiesis. So, we first analyzed whether the

chimeric HS40/Ank promoter was still functional and

erythroid specific in our iPSC differentiation model. To

carefully verify this main prerequisite, we transduced

the N-CB iPSC 10-f clone with the HAEPins lentivector

(the same as HAUPins but with EGFP cDNA instead of

UROS cDNA [Figure 5C]) at a MOI of 10. Erythroid-specific

GFP expression was confirmed by FACS analysis at day 21,

when the hematopoietic differentiation was complete.

Almost all GFPþ cells were Glycophorin Aþ and had a

highMFI, confirming the erythroid specificity of the vector

in the iPSC model (Figure 5D). Surprisingly, inverted fluo-

rescence microscopy at the early stage of hematopoietic

differentiation (between days 10 and 14) revealed the

presence of erythroid progenitor cells contained in sacs

on the OP9 feeder cells; these sacs resembled the yolk sac

described in early erythropoiesis during embryogenesis

(Figure 5E, middle and left panels). These cells were found

in the supernatant medium at day 21 (Figure 5E, right

panel). GFPþ BFU-E colonies in methylcellulose assays

were observed under an inverted microscope (Figure 5F).

The residual UROS activity in primary CEP keratinocytes

used for iPSC generation was much lower than that

in normal primary keratinocytes (<0.2 U/mg protein,

Figure 6A). We performed quantification of UROS enzy-

matic activity of erythroid cells derived from iPSCs

21 days after the induction of erythroid differentiation.

In erythroid cells derived from N-CB iPSC 10-f, a high level

of enzymatic activity was observed in erythroblasts as a

result of the strong activity of the endogenous erythroid-

specific UROS promoter from the two alleles (mean ¼

46.3 5 9.6 U/mg protein). By contrast, the erythroid cells

from the uncorrected CEP iPSC 3 displayed very low levels

of UROS activity (below <1 U/mg protein). We observed

that the enzymatic activity in erythroid cells from the cor-

rected clone (4-i) was six times higher than that in cells

from the uncorrected clone 3 (mean ¼ 5.2 5 0.9 U/mg

protein) (Figure 6 A).This activity represents 11% of the

UROS activity of the erythroid cells derived from N-CB

iPSCs and 52% of the UROS activity of normal keratino-

cytes (Figure 6A). To examine whether this partial enzy-

matic correction was translated into a metabolic rescue,

we looked at the proportion of fluorocytes at the end of

erythroid differentiation. Spontaneous accumulation of

porphyrins in erythroid cells derived from the uncorrected

CEP-K iPSC 3 clone resulted in a high percentage of fluoro-

cytes (47.3% 5 1.8, n ¼ 3), whereas fluorocytes were

almost absent in the erythroblasts derived from N-CB

iPSC 10-f (2.6% 5 0.4, n ¼ 3, p < 0.001) (Figures 6B and

6C, upper panels). After gene therapy, metabolic correction

was easily demonstrated by the complete disappearance of

fluorocytes in the erythroid cells derived from the cor-

rected CEP-K iPSC clones 4-c and 4-i (4.3% 5 1.8 and

6.3% 5 3.5, respectively; p < 0.01 for both clones versus

the uncorrected CEP-K iPSC) (Figures 6B and 6C, lower

panels). These data demonstrate that a single HAUPins

proviral copy in CEP-K iPSC clones is sufficient to allow

a metabolic correction of erythroid cells by the disappear-

ance of 90% of porphyrins in erythroid cells.

Discussion

We generated iPSCs from keratinocytes at a high efficiency

(up to 1.4% of input cells) with only two reprogramming

vectors. On the basis of our preliminary results, we chose

these cells because they had a reprogramming yield 103

higher and 2.53 faster than did human control fibroblasts.

The low endogenous expression of pluripotency markers

in keratinocytes is in agreement with the higher reprog-

ramming yield in these cells compared with fibroblasts in

our model. The efficiency of reprogramming human

keratinocytes has also been observed by others studying

normal and dystrophic-epidermolysis-bullosa-affected

individuals.38,39 The low endogenous expression of KLF4

and MYC in keratinocytes could also explain the ease

with which they are reprogramed.38

An efficient hematopoietic differentiation was obtained

from two independent N-CB iPSC clones and three

independent K iPSC clones. Interestingly, we found that

the MFI of CD34-APC signals was ten times higher in

the adherent fraction than in the nonadherent counter-

part, suggesting the presence of more primitive HSCs

in the adherent fraction, as previously observed by
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Figure 5. Efficient Erythroid Differentiation of HSCs Derived from iPSCs with Specific Transgene Expression
(A) Representative flow-cytometry data of in vitro erythroid-differentiation (ED) cultures from CEP-K iPSC 4-i. Cells were stained at day
10 and at day 17 of ED with anti-CD71-phycoerythrin (PE)- and anti-GPA-APC-conjugated antibodies (or they were stained with control
isotype antibodies conjugated with PE and APC; left panels).
(B) Erythroblast maturation was evaluated at day 24 of ED by staining with May-Grünwald-Giemsa. Photographs show the late stage of
erythroid maturation.
(C) Schema of the proviral form of the HAEPins control vector containing EGFP under the control of the HS40/ankyrin erythroid
promoter.
(D) Representative FACS analysis of hematopoietic progenitors at day 21 of hematopoietic differentiation (HD) from the N-CB iPSCs
previously transduced with the HAEPins lentivector.
(E) At day 10 of HD, formation of early erythroblast cells was revealed by GFP expression in sacks on OP9 stroma (middle and left panels)
and by erythroblast cell suspension at day 21 of HD (right panel).
(F) Inverted microscopy of BFU-E colonies under a visible-light microscope (upper panels) and merged with GFP expression detected
under UV light (lower panels).
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Woods et al.35 The type of donor cell can influence the epi-

genome and the differentiation potential of iPSCs.40,41

Hematopoietic differentiation was supposed to be more

efficient with iPSCs derived from cord blood than with

those derived from keratinocytes. Surprisingly, in our

study, CEP-K iPSCs did not show a hematopoietic differen-

tiation rate that was significantly different from that of N-

CB iPSCs. We believe that both downregulation of TP53

and forced expression of MYC are key requisites for erasing

the residual epigenetic memory of the primary source of

cells. Importantly, our experimental strategy was set to

excise the reprogramming vectors for the generation of

‘‘clean’’ iPSCs, i.e., those that are free of reprogramming

cassettes. Lack of the remaining reprogramming gene in

our iPSCs possibly prevents aberrant de novo methyla-

tions, which can be deleterious to efficient further differen-

tiation.41 Methylcellulose assays showed evidence that the

cells differentiated from both K iPSCs and N-CB iPSCs were

functional hematopoietic progenitors. We can conclude

that human primary keratinocytes are easily (1) available

from human skin, (2) reprogrammed, and (3) differenti-

ated in HSCs. Therefore, these cells are a very attractive

somatic cell source for iPSC-based gene therapy for hema-

topoietic disorders.

A

C

B Figure 6. Enzymatic and Metabolic
Correction
(A) UROS enzymatic activities in primary
N-K and deficient CEP-K cells and in
erythroid cells derived from N-CB iPSC
10-f, CEP-K iPSC 3 (uncorrected), and
CEP-K iPSC 4-i (corrected) clones.
(B) Bar graphs show average percentages
of fluorocytes gated on erythroid GPAþ

cells from three independent experiments
(mean5 SD).
(C) Representative FACS analysis of the
fluorocytes gated on erythroid GPAþ cells
derived from N-CB iPSC 10-f and uncor-
rected CEP-K iPSC 3 (upper panels) and
from two corrected clones (4-i and 4-c;
lower panels) at day 21of erythroid differen-
tiation.

We also report a highly efficient

erythroid differentiation with HSCs

derived from iPSCs. The erythroid

specificity of our vector was demon-

strated by a GFP-expressing control

vector in which expression of the

reporter gene was restricted to GPAþ

cells. The UROS enzymatic activity

generated in erythroid cells was similar

to that previously observed in erythro-

blasts from normal primary CD34þ

peripheral-blood cells.42 A single copy

of this vector restored 11% of the

UROS enzymatic activity, whereas

one allele of the normal endogenous

erythroid-specific UROS restored 50%,

suggesting that the endogenous UROS enhancer and

promoter is almost five times stronger than our enhancer

and promoter construct.43 However, this partial activity

(11% of the normal activity in erythroblasts) led to

a disappearance of 90% of fluorocytes and was then

enough to obtain a sufficient metabolic correction of the

disease. This is in agreement with recently published

results concerning a knockin CEPmouse model11 in which

the substitutions p.Cys73Arg (c.217T>C) and p.Val99Leu

(c.296G>C) described in this mouse model were associated

with 11% of wild-type UROS activity; the animals

were just very mildly anemic (hemoglobin: 14 g/dl). This

is also in agreement with clinical observations of the

absence of phenotypes or minor phenotypes in persons

with genotypes inducing residual UROS enzymatic

activity.44,45

In a 3 week protocol of in vitro erythroid differentiation,

iPSC-derived erythroid cells expressed the majority of fetal

hemoglobin (65%), as previously reported.27 This is prob-

ably due to an early stage of development, after only

21 days of culture. In vivo experiments in immunodefi-

cient NSG mice could be helpful for modeling long-term

erythroid differentiation with the use of iPSC clones

derived from CEP cells. However, current humanized
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mice have not proved to be very useful in assessing human

red blood cell function because macrophages limit recon-

stitution of human red blood cells in them.46

In current HSC-based gene therapy, the recommended

transduction level is around 30%–40% so that multiple

integration events and associated oncogenic risks can be

avoided. However, in CEP, there is no metabolic cross-

correction between nontransduced and transduced

deficient cells, and the majority of cells have to be cor-

rected.47 Fortunately, we previously demonstrated that

gene therapy of CEP mice is facilitated by an in vivo

survival advantage of corrected erythroid cells: only 40%

of corrected cells were required for obtaining a complete

phenotypic correction.12 Therefore, for current CEP gene

therapy, a full conditioning regimen prior to grafting is

likely to be necessary. By contrast, a major advantage of

the iPSC clonal approach is that 100% of HSCs derived

from a genetically corrected clone are metabolically cor-

rected. Thus, reinjection of 100% of corrected cells with

their survival advantage allows us to consider only a partial

conditioning with the advantage of dramatically reducing

the morbidity risks of full conditioning.

For clinical applications, safe iPSC-based gene therapy

will require considerable efforts for establishing a sufficient

number of iPSC clones with (1) a normal karyotype, (2)

full pluripotential capability, (3) complete excision of

reprogramming cassettes, (4) only one proviral copy

number of therapeutic gene, and (5) a rare random GSH.

The reprogramming vectors used in this study were flanked

by two loxP sites in order to be excised by expression of

CRE recombinase. Thus, iPSCs free of potentially onco-

genic reprogramming genes could be obtained. We chose

adenovirus-mediated CRE transient expression with no

risk of genomic integration to obtain a fast and efficient

proviral excision. However, with this approach, small

DNA from RU5 and the two residual loxP sites (34 bp

each) still remains and could potentially cause deleterious

effects, such as alteration of regulatory sequences. For

clinical application, nonintegrative reprogramming

methods could be safer, even if the efficiency of these

methods is still very low. Furthermore, one advantage of

iPSC-based gene therapy is the clonal approach allowing

the characterization of the proviral IS of the therapeutic

gene. Here, the IS of the HAUPins vector was mapped by

LAM-PCR from the three corrected iPSC clones with only

one copy of the transgene. We characterized the exact

position of the IS: in both clones, the HAUPins vector

was located outside of the exons in the intronic regions

of nononcogenic genes (according to the allOnco data-

base). However, three proto-oncogenes were found in the

600 kb region surrounding the IS of both clones 4-c and

4-e. This method allows us to identify and eliminate

clones with potential oncogenic risk for clinical transla-

tion. The HAUPins vector used is a new generation of

lentiviral vector secured by an erythroid-specific promoter

and by the insertion of the efficient chicken hypersensitive

site 4 (cHS4) chromatin insulator in the DU3 sequence

from the 30 LTR. This insulator was designed to prevent

deregulation of neighboring genes.48,49 Interestingly, no

oncogene was found in the vicinity of the IS for the other

clone (4-i). These would-be ‘‘GSHs’’ defined by Papapetrou

et al.27 are relatively rare (fewer than 10% of ISs)29 and

require a tedious characterization of each IS. In the

same way, even the well-known safe AAVS1 locus does

not respect all these strict rules because two oncogenes

are in its vicinity and it even disrupts one gene.50 An

interesting alternative to lentiviral additive therapy for

clinical application could be to insert UROS cDNA by the

zinc finger nuclease (ZFN) strategy into GSHs chosen

in silico.50 Predicted high efficiency of this approach

will certainly overpass the rarity of random retroviral

ISs in GSHs. In the future, targeted repair of specific muta-

tions will be the ‘‘ideal’’ correction approach but will

require design of specific ZFNs for the most frequent

UROS mutations.

In conclusion, this study reports iPSC-based gene

therapy for porphyria. The next step of this project will

be to evaluate the interest of iPSC-gene therapy in our

CEP mouse model to study in vivo whether a long-term

enzymatic and metabolic correction is possible. Although

biosafety concerns still need to be addressed for clinical

translation, regenerative therapy for CEP and other genetic

red blood cell disorders is very promising.
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Supplemental Data include one table and can be found with this

article online at http://www.cell.com/AJHG.

Acknowledgments

We would like to thank Alice Biberan (from the vectorology

platform, Bordeaux) for her technical assistance; Alban Giese for

his technical assistance at the experimental histological platform,

Canceropole Grand Sud-Ouest, Bordeaux; and Ollivier Milhavet

(Institut de Génétique Humaine, Montpellier) for his helpful

discussion in the field of iPSC culture. The authors also thank
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42. Géronimi, F., Richard, E., Lamrissi-Garcia, I., Lalanne,M., Ged,

C., Redonnet-Vernhet, I., Moreau-Gaudry, F., and de Verneuil,

H. (2003). Lentivirus-mediated gene transfer of uroporphyri-

nogen III synthase fully corrects the porphyric phenotype in

human cells. J. Mol. Med. 81, 310–320.

43. Aizencang, G., Solis, C., Bishop, D.F., Warner, C., and Desnick,

R.J. (2000). Human uroporphyrinogen-III synthase: Genomic

organization, alternative promoters, and erythroid-specific

expression. Genomics 70, 223–231.

44. Shady, A.A., Colby, B.R., Cunha, L.F., Astrin, K.H., Bishop,

D.F., and Desnick, R.J. (2002). Congenital erythropoietic

porphyria: Identification and expression of eight novel muta-

tions in the uroporphyrinogen III synthase gene. Br. J. Haema-

tol. 117, 980–987.

45. Ged, C., Moreau-Gaudry, F., Richard, E., Robert-Richard, E.,

and de Verneuil, H. (2009). Congenital erythropoietic

porphyria: Mutation update and correlations between geno-

type and phenotype. Cell. Mol. Biol. (Noisy-le-grand) 55,

53–60.

46. Hu, Z., Van Rooijen, N., and Yang, Y.G. (2011). Macrophages

prevent human red blood cell reconstitution in immunodefi-

cient mice. Blood 118, 5938–5946.

47. Moreau-Gaudry, F., Mazurier, F., Bensidhoum, M., Ged, C.,

and de Verneuil, H. (1995). Metabolic correction of congenital

erythropoietic porphyria by retrovirus-mediated gene transfer

into Epstein-Barr virus-transformed B-cell lines. Blood 85,

1449–1453.

48. Arumugam, P.I., Scholes, J., Perelman, N., Xia, P., Yee, J.K., and

Malik, P. (2007). Improved human beta-globin expression

from self-inactivating lentiviral vectors carrying the chicken

hypersensitive site-4 (cHS4) insulator element. Mol. Ther.

15, 1863–1871.

49. Robert-Richard, E., Richard, E., Malik, P., Ged, C., de Verneuil,

H., and Moreau-Gaudry, F. (2007). Murine retroviral but not

human cellular promoters induce in vivo erythroid-specific

deregulation that can be partially prevented by insulators.

Mol. Ther. 15, 173–182.

50. Sadelain, M., Papapetrou, E.P., and Bushman, F.D. (2012). Safe

harbours for the integration of new DNA in the human

genome. Nat. Rev. Cancer 12, 51–58.

The American Journal of Human Genetics 91, 109–121, July 13, 2012 121



 129 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Résultats 3 : 

 

Génération de cellules iPS murines : 
application à la thérapie génique de porphyries érythropoïétiques 
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Matériels et Méthodes 
 
 

 Dans le but de tester l’efficacité d’un protocole de thérapie génique des porphyries 

érythropoïétiques utilisant des cellules iPS, nous avons isolé des fibroblastes murins de 

modèles de PEC et PPE. Ces fibroblastes ont été transduits avec un vecteur thérapeutique puis 

reprogrammés en cellules iPS. Ces lignées iPS ont ensuite été caractérisées (pluripotence, 

différenciation), le vecteur de reprogrammation a été excisé puis les cellules iPS ont de 

nouveau été caractérisées. La différenciation hématopoïétique a été expérimentée selon 

plusieurs protocoles. Toutes les étapes du protocole sont résumées dans la figure 23. 

 
 

Figure 23. Protocole de thérapie génique des porphyries érythropoïétiques. Les différentes étapes sont indiquées 
par des chiffres et seront répétées au cours des chapitres Matériels et Méthodes et Résultats3. 
 
 

1) Productions virales et vecteurs utilisés 
 
 
 Productions lentivirales 
 
 Les vecteurs viraux sont produits par cotransfection de cellules HEK 293T (Human 

Embryonic Kidney) avec trois plasmides : un plasmide codant pour le transgène d’intérêt, un 

plasmide codant pour les glycoprotéines d’enveloppe du virus de la stomatite vésiculeuse au 
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tropisme large  et un plasmide codant pour les protéines de structure. Les cellules sont 

transfectées pendant 16 heures puis placées en milieu OPTIMEM-HEPES et P/S pendant 36 

heures. Le surnageant viral est ensuite récupéré, centrifugé et filtré à 0,20µm avant d’être 

concentré par ultracentrifugation. Le titre viral est obtenu par transduction de cellules HEK 

293T avec une concentration croissante de virus (préalablement dilué au 1/200ème) pendant 4 

jours pour les vecteurs possédant un gène rapporteur type EGFP ou par un dosage de la 

protéine p24 par ELISA (vecteur viral sans gène rapporteur). 

 

 

 Vecteur de reprogrammation 
 

 Le vecteur de reprogrammation utilisé est un vecteur lentiviral polycistronique 

comprenant les séquences des ADNc de Oct3/4, Sox2 et Klf4 humains sous contrôle du 

promoteur du facteur d’élongation humain α - EF1α - (vecteur OSK, Chang et al. 2009). Ces 

transgènes sont séparés par des séquences peptides 2A provenant du teschovirus-1 porcin. Ces 

séquences lors de leur traduction, inhibent la liaison entre l’extrémité C-terminale du peptide 

naissant et l’acide aminé suivant. Elles permettent la traduction de plusieurs protéines à partir 

d’un seul ARNm (Figure 24). Le vecteur OSK possède également une séquence LoxP située 

dans sa séquence LTR en 3’ qui, une fois répliquée en 5’ lors du processus de 

rétrotranscription, permet une excision de ce vecteur par l’ajout de la recombinase CRE. Le 

vecteur est présenté en figure 25A. 

 
Figure 24. Traduction des protéines OCT3/4, SOX2 et KLF4 du vecteur de reprogrammation OSK. Le vecteur 
est transcrit en un ARN polycistronique contenant les séquences codantes pour les 3 protéines séparées par des 
séquences peptides 2A. Ces séquences, lors de la traduction, hydrolysent la liaison entre la fin du peptide 
naissant et l’ARN de transfert dans le site P du ribosome. Ils inhibent ainsi la liaison peptidique entre les 
protéines OCT3/4 et SOX2 par exemple. Le ribosome, ayant déjà commencé la traduction de la suite de 
l’ARNm, poursuit la traduction. 
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 Vecteurs thérapeutiques 
 

 Les vecteurs thérapeutiques expriment l’ADNc de l’enzyme déficiente (UROS dans le 

cas de la PEC ou FECH pour la PPE, (ADNc humains, 1371pb et 1287pb respectivement). 

Ces transgènes sont placés sous le contrôle d’un enhancer/promoteur composé de la région 

activatrice de transcription (enhancer) de l’α-globine et du promoteur de l’ankyrine humaine 

(protéine du cytosquelette des érythrocytes) conférant un caractère érythroïde-spécifique à 

l’expression du transgène. Une séquence WPRE (Woodchuck hepatitis virus 

Posttranscriptional Regulatory Element) est placée après l’ADNc afin d’améliorer 

l’expression du transgène. Ces vecteurs lentiviraux ont une délétion de leur LTR au niveau du 

promoteur rétroviral U3 (vecteurs SIN) et contiennent dans leur LTR des régions isolatrices 

(isolateurs HS4). Un vecteur contrôle exprimant la GFP au lieu du transgène thérapeutique a 

également été utilisé. Ces vecteurs sont présentés en figure 25B. 

 

 
 

Figure 25. Schéma des provirus utilisés. A) Vecteur de reprogrammation OSK exprimant les facteurs de 
transcription Oct3/4, Sox2 et Klf4 flanqué par des séquences LoxP permettant son excision. B) Vecteurs SIN de 
correction génique (exprimant l’URO III synthase HAUPIns ou la ferrochélatase HAFPIns) et le vecteur contrôle 
(exprimant la GFP HAEPIns) sous contrôle d’un promoteur-enhancer permettant l’expression spécifique des 
transgènes dans les cellules érythroïdes. C) Vecteurs de différenciation (codant pour le facteur de transcription 
HoxB4) et contrôle (puromycine) sous contrôle d’un promoteur viral puissant (MND). Les vecteurs 
thérapeutiques et de différenciation comportent une séquence isolatrice cHS4 limitant les phénomènes de 
transactivation des promoteurs génomiques. Tous les vecteurs ont été vérifiés par séquençage avant leur 
utilisation. Les flèches noires placées sous les provirus représentent les amorces utilisées lors de la 
caractérisation des clones iPS. 
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2) Culture cellulaire et transductions 
 

 Préparation de fibroblastes murins – Etape 1 
 

 Les fibroblastes murins sont issus de souris BALB/c wild type (sauvage) ou de 

modèles de PEC ou de PPE décrits précédemment (Ged et al. 2006 ; Tutois et al. 1991). Les 

souris sont sacrifiées par dislocation cervicale. L’épiderme est aseptisé à l’éthanol 70° puis 

rasé au scalpel. La peau est ensuite coupée en fins morceaux disposés derme contre le 

plastique sur des plaques six puits scarifiées. Les morceaux de peau sont laissés sous la hotte, 

plaque ouverte, pendant trente minutes pour permettre l’adhésion des tissus au plastique. Puis, 

ils sont recouverts de quelques gouttes de milieu et placées à l’étuve pendant une nuit. Le 

milieu de culture  des fibroblastes est composé de DMEM (4,5g/l de glucose), sérum de veau 

fœtal 20%, 100 U/ml de Pénicilline /Streptomycine (P/S) et amphotéricine B (0,5µg/ml). Le 

lendemain, ils sont totalement recouverts pour 24 heures supplémentaires (3ml de milieu par 

puits). Le milieu est ensuite changé tous les deux jours (pendant une semaine environ). 

Lorsque les cellules sont confluentes, les fibroblastes sont récupérés par action de la trypsine. 

 

 

 Génération de lignées de cellules iPS – Etape 2 et 3 
 

 Les fibroblastes d’intérêt sont ensemencés à ~500 cellules/cm² et infectées sur une nuit 

avec le vecteur lentiviral de reprogrammation OSK. Le lendemain matin, le milieu des 

cellules est changé. La transduction des fibroblastes WT s’est faite avec un vecteur concentré 

et titré par dosage de la protéine virale p24. Quatre conditions de transductions ont été 

utilisées : des fibroblastes contrôles non transduits, puis transduits à MOI de 10, 30 et 100 

(Figure 26A). Les protocoles de reprogrammation suivants (cellules PEC et PPE) ont été 

effectués avec une préparation virale non concentrée (Figure 26B). Dans le cas des 

fibroblastes déficients, la transduction avec le vecteur thérapeutique s’effectue le jour 

précédent celle du vecteur OSK. Le jour suivant la dernière transduction, les fibroblastes sont 

décollés à la trypsine et réensemencés sur une boîte 10cm (préalablement recouverte de 

gélatine à 0,2%) en milieu ES : DMEM GLUTAMAX (4,5g/L de glucose), 15% de SVF non 

décomplémenté (remplacé par du Knock Out Serum Remplacement (KOSR) pour les 

expériences sur les fibroblastes PEC), P/S 100U/ml, bêta-mercaptoéthanol (0,1mM), 

amphotéricine (0,5µg/ml), acides aminés non essentiels 1X et LIF (10ng/ml). Le milieu est 

changé quotidiennement. Les colonies iPS apparaissent environ le 30ème jour  après la 

transduction avec le vecteur OSK. 
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Figure 26. Protocoles de reprogrammation de fibroblastes murins WT (A) ou porphyriques (PEC ou PPE en B) 
en cellules pluripotentes induites (iPS). 
 

 

 Elles sont repiquées manuellement sous microscope et cultivées sur boîte couvertes de 

gélatine. Les cellules sont passées environ tous les 3 jours. Pour cela, le milieu est enlevé, les 

cellules sont lavées au PBS, détachées par une incubation dans de la trypsine et 

réensemencées sur des boîtes de culture recouvertes de gélatine. 

 

 

 Excision du vecteur de reprogrammation – Etape 4 
 

 Après une première caractérisation, les cellules iPS sont transduites avec un 

adénovirus exprimant la recombinase CRE sous contrôle d’un promoteur CAG (combinaison 

d’un élément early enhancer du cytomégalovirus (CMV) et du promoteur de la bêta actine de 

poulet). Cette recombinase permet l’excision du vecteur de reprogrammation au niveau des 

séquences LoxP situées dans les LTR du vecteur OSK (cf. Figure 13). Les cellules sont 

infectées plusieurs fois à faible MOI et sous-clonées par un ensemencement à très faible 

densité (environ 20 cellules/cm²). Le milieu de culture est changé quotidiennement. Après une 

semaine de culture, les clones isolés sont repiqués. Une PCR permet de déterminer la 

présence du vecteur de reprogrammation OSK. Les clones négatifs sont à nouveau 

caractérisés (RT-PCR, immunofluorescence et activité de la phosphatase alcaline). 



 136 

 

 

3) Caractérisation des iPS murines – Etape 5 
  

 

Marquage de l’activité phosphatase alcaline 
 

 La phosphatase alcaline est une protéine exprimée par les cellules embryonnaires 

(même si d’autres types cellulaires partage cette expression : cellules hépatiques, rénales, 

certaines lignées tumorales…). Son expression est considérée comme un des critères de 

pluripotence de cellules iPS. Son activité est révélée par une coloration rouge lors de 

l’incubation des cellules avec une solution alcaline de naphtol (Leukocyte Alkaline 

Phosphatase Kit, Sigma Aldrich). 

 

 PCR et RT-PCR 
 

 L’intégration du vecteur OSK dans le génome des lignées iPS est déterminée par PCR 

et RT-PCR semi-quantitative. L’expression des gènes marqueurs de pluripotence est 

également testée par RT-PCR : OCT4, ESG1, CRIPTO, ERAS, c-MYC. 

Lors de la différenciation in vitro, les corps embryoïdes sont récupérés à J6 et leurs ARNm 

sont extraits. Une RT-PCR permet de déterminer l’expression des gènes marqueurs de 

différenciation : BRACHYURY (mésoderme), NESTIN (ectoderme), ALPHA-

FOETOPROTEINE (endoderme). La protéine BRACHYURY est un facteur de transcription 

impliqué, lors du développement embryonnaire, dans la mise en place de l’axe antéro-

postérieur et dans la différenciation mésodermique (Lartillot et al. 2002 ; Marcellini et al. 

2003). La protéine NESTIN est une protéine du filament intermédiaire de type IV. Elle est 

exprimée dans les premières étapes du développement du système nerveux central 

(Michalczyk et Ziman, 2005). La protéine ALPHA-FOETOPROTEINE est une protéine 

plamatique produite par le foie durant le développement fœtal (Tomasi, 1977). Elle se lie aux  

L’expression du gène codant pour la GAPDH est utilisée comme référence pour toutes les 

RT-PCR. 

Les amorces utilisées sont listées dans le tableau 10. 
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Tableau 10. Liste des amorces utilisées lors de la caractérisation des lignées iPS générées. 
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 Immunofluorescence 
 

 Les cellules iPS sont ensemencées en plaque 24 puits à 50 000 cellules par puits. 

Après 3 jours de culture, les cellules sont fixées au formaldéhyde 1,5%, perméabilisées avec 

une solution de PBS/Triton X-100 (0,5%) et incubées dans un solution d’anticorps dirigés 

contre OCT3/4, SSEA1 (Mouse, Santa Cruz BioTechnologies, Santa Cruz, USA) ou NANOG 

(Rabbit, Abcam, Cambridge, USA) pendant 1 heure à température ambiante ou à 4°C sur la 

nuit. Les cellules sont ensuite lavées 3 fois au PBS. Les anticorps secondaires (Goat anti-

rabbit ou chicken anti-mouse Alexa Fluor 488, Invitrogen) sont également incubés pendant 1 

heure à température ambiante à l’obscurité. Un milieu de montage contenant du DAPI (4',6'-

diamidino-2-phénylindole) est utilisé pour l’observation des marquages au microscope 

(Vectorshield meduim mouting H-1200, Vector Labs). Les photos des cellules et des 

marquages ont été prises sur un microscope à fluorescence Nikon Eclipse Ti à l’aide du 

logiciel Nis Elements BR (Nikon, Japon). 

 

 

 Cytométrie en flux 
 

 Toutes les acquisitions sont effectuées sur un cytomètre en flux FACS Canto II 

(Becton Dickinson Biosciences, Franklin Lakes, USA). Les analyses se sont faites sur le 

logiciel BD FACS Diva. 

 

  

 Corps embryonnaires et tératomes 
 

 La pluripotence des cellules iPS est évaluée in vitro par la formation spontanée de 

corps embryonnaires. Pour cela, les cellules sont détachées de la boîte par incubation dans une 

solution de trypsine, lavées et réensemencées en boîte non gélatinée et non traitée dans un 

milieu de culture de cellules ES et sans LIF. L’expression de gènes marqueurs de chaque 

feuillet embryonnaire est caractérisée par RT-PCR après 6 jours de culture (Nestin, 

Brachyury, Alpha-fœtoprotéine - Tableau  10). 

 Pour tester la pluripotence des cellules iPS in vivo, elles sont détachées par action de la 

trypsine, lavées et un million de cellules sont implantées par voie sous-cutanée dans des 

souris NOG immunodéficientes. Environ 1 mois plus tard, les tératomes formés sont fixés au 

formol, déshydratés et inclus en paraffine avant d’être coupés au microtome (coupes de 4µm). 
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Les coupes sont colorées à l’hématoxyline/éosine ainsi qu’au bleu Alcian. Le Pr Dubus a 

scanné numériquement et analysé toutes les coupes. Il a pratiqué l’analyse histologique et 

distingué les différents types de tissus (endoderme, mésoderme et ectoderme). 

 

 

 Caryotypes 
 

 Les caryotypes sont effectués en collaboration avec l’Institut Clinique de la Souris 

(Strasbourg). 

 

 

 LAM-PCR 
 

 La recherche des sites d’intégration du vecteur thérapeutique dans les lignées iPS PEC 

s’est faite par LAM-PCR (Linear Amplification-Mediated-Polymerase Chain Reaction). Cette 

technique consiste à séquencer les portions de génome flaquant les LTR du vecteur lentiviral. 

Les amorces ont été élaborées afin de cibler spécifiquement le transgène thérapeutique (cf. 

Tableau 10). Brièvement, une PCR est pratiquée en utilisant l’amorce LTRI biotinylée sur 

100ng d’ADN. L’ADN synthétisé est capturé par une incubation avec des billes magnétiques. 

Après synthèse du brin complémentaire, l’ADN est digéré par l’enzyme de restriction 

Tsp509I. Une cassette formée des amorces LC1 et LC3 est liguée aux extrémités des 

fragments d’ADN. L’ADN est ensuite dénaturé et les fragments non biotinylés sont récupérés 

pour pratiquer une PCR nichée avec les amorces LTRII et LCI. Une deuxième PCR nichée est 

effectuée avec les amorces LTRIII et LCII (Figure 27). Ces fragments PCR sont ensuite 

clonés dans un T-Vecteur, séquencés (plateforme de séquençage de l’université Bordeaux 2) 

et analysés par BLAST avec le génome murin. Les intégrations provirales proches d’un proto-

oncogène connu ou d’un gène identifié sont écartées afin de réduire le risque de mutagenèse 

insertionnelle. 
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Figure 27. Représentation schématiques des étapes de la LAM-PCR (D’après Schmidt et al. 2007) 

 

 

 

4) Protocoles de différenciation hématopoïétique –Etape 6 
 

 Après avoir excisé les facteurs de reprogrammation et caractérisé la pluripotence de 

nos lignées iPS, l’étape suivante consiste à les différencier en progéniteurs hématopoïétiques 

utilisables pour une greffe dans les modèles de souris porphyriques. Nous avons pour cela 

testé l’efficacité de deux protocoles décrits dans la littérature : une différenciation directe des 

cellules iPS sur un stroma OP9 et une différenciation des cellules iPS en passant  par une 

étape de corps embryoïdes puis une culture sur stroma OP9. 

 

A - Le premier, publié par Seiler et collaborateurs en 2011, consiste à ensemencer les 

cellules pluripotentes (ES ou iPS) sur un stroma de cellules OP9 confluentes à faible densité 

cellulaire (1250 cellules/ml) dans une plaque 6 puits en milieu de culture OP9 (α-MEM, 20% 

SVF, P/S). Les cellules OP9 (ATCC) sont une lignée de cellules issues de la calotte crânienne 

de souris op/op possédant une mutation sur le gène codant pour le M-CSF. Elles ne produisent 

donc pas de M-CSF fonctionnel qui est délétère pour toute autre différenciation que celle en 

macrophage. Cinq jours plus tard, les cellules sont décollées, comptées et réensemencées sur 

un nouveau stroma OP9 confluent à 70 000 cellules/ml en milieu OP9 complété avec les 
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cytokines mSCF (Stem Cell Factor murin, 10ng/ml) et mFlt3-L ((Fms-related Tyrosine kinase 

3-Ligand murin, 10ng/ml) (toutes les cytokines utilisées proviennent de PeproTech, Rocky 

Hill, USA). Les cellules sont récupérées à J10 pour analyse par cytométrie en flux et culture 

en milieu semi-solide (méthylcellulose) (Seiler et al. 2011 et Figure 28A). 

 

B - Le deuxième protocole consiste à former des corps embryoïdes avec les cellules 

pluripotentes et à les conserver en culture pendant 6 jours (milieu ES - LIF). Les corps 

embryoïdes sont ensuite passés sur un filtre 0,45µm pour se débarrasser des cellules isolées et 

mortes. Les corps embryoïdes sont dissociés à la trypsine (préalablement chauffée à 37°C) et 

centrifugés. Les cellules sont comptées, infectées avec le vecteur HoxB4 et ensemencées à 

100 000 cellules sur un stroma de cellules OP9 confluentes en milieu IMDM, SVF10%, 

mSCF (100ng/ml), mFlt3-L (100ng/ml), hTPO (40ng/ml) et hVEGF (40ng/ml) (Hanna et al. 

2007). 

 

 
Figure 28. Protocoles de différenciation. A) Issu de Seiler et al. 2011. Ce protocole ne nécessitant pas la 
formation de corps embryoïdes. B) Issu de Hanna et al. 2007. Ce protocole débute la différenciation par la 
formation de corps embryoïdes pendant 6jours. 
 
 
La mortalité causée par la dissociation des corps embryoïdes étant très importante, les 

transductions post-dissociation étaient peu efficaces. Des lignées iPS transduites avec le 

vecteur HoxB4 ont donc ensuite été générées afin de poursuivre le protocole sans étape de 

transduction. Après sept jours de culture, les cellules sont trypsinées et incubées avec des 
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anticorps dirigés contre le CD45, CD41, SSEA1 ou VEGFR2 (= Flk-1) (20 minutes à 4°C). 

Après un lavage, les cellules sont passées au cytomètre en flux. Une partie des cellules est 

remise en culture sur de nouvelles OP9. Sept jours plus tard, les cellules sont de nouveau 

analysées in vitro (Figure 28B). 

 Le vecteur lentiviral exprimant le facteur de transcription mésodermique HoxB4 

(ADNc humain, 756pb). Le transgène est sous contrôle du promoteur viral MND (promoteur 

synthétique composé l’association de la région U3 du LTR du virus Moloney de la leucémie 

murine MoMuLV et de l’enhancer du virus de sarcome myéloprolifératif et dont la région de 

contrôle négatif a été excisée, Li et al. 2010). La ZsGreen, protéine émettant une fluorescence 

dans le vert, est placée en aval d’une séquence IRES (Internal Ribosome Entry Site) 

permettant l’expression simultanée des deux transgènes. Le même vecteur mais comportant le 

gène de résistance à la puromycine à la place du transgène HoxB4 a servi de contrôle dans 

une expérience de différenciation (Figure 25). 
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Résultats 
 
 
I- Génération de cellules iPS à partir de fibroblastes murins – 
Etapes 1 à 3 
   

 Les 10 premiers jours après la transduction avec le vecteur de reprogrammation OSK, 

les fibroblastes poussent et envahissent la boîte jusqu’à la confluence. Puis vers le 30ème jour, 

des colonies cellulaires se forment très rapidement (en quelques jours). Elles sont rondes au 

bord lisse. Les colonies ont une structure en relief, sont dense et composées de petites cellules 

(Figure 29). Après 40 jours de culture, une colonie est apparue et repiquée dans la condition 

MOI 30 et 6 colonies dans la condition MOI 100 sur 100 000 fibroblastes WT transduits (soit 

une efficacité de reprogrammation de 0,001% et 0.006% respectivement). Une nouvelle 

expérience de reprogrammation sur fibroblastes murins WT a permis d’obtenir 12 colonies 

iPS sur 200 000 cellules transduites (0,006% d’efficacité de reprogrammation). Selon le 

même protocole, des colonies iPS ont été obtenues à partir de fibroblastes issus de souris PPE 

et CEP avec une efficacité plus importante vraisemblablement due à une meilleure qualité du 

lot de virus et au changement de sérum (KOSR remplaçant un sérum spécial cellule ES dans 

le cas des cellules PEC). 54 colonies ont été obtenues lors de la reprogrammation de 

fibroblastes PPE (0,054% d’efficacité de reprogrammation) et une centaine de colonies dans 

le cas des fibroblastes PEC (~0,1% d’efficacité de reprogrammation). Nous montrons donc 

qu’il est possible de générer des cellules ES-like à partir de fibroblastes déficients en 

uroporphyrinogène III synthase ou en ferrochélatase avec une efficacité de reprogrammation 

proche de celles décrites dans la littérature (Takahashi et Yamanaka, 2006). 

 

 Une nomenclature spécifique est appliquée aux clones ES-like dérivés. Le nom d’un 

clone est constitué de lettres représentant les fibroblastes d’origine (« WT » pour les clones 

iPS issus de fibroblastes sauvages, « U » pour ceux issus de fibroblastes PEC et « F » pour 

ceux provenant de fibroblastes PPE) et d’un chiffre correspondant au numéro du clone. Un 

deuxième chiffre est ajouté pour distinguer les sous-clones obtenus après excision du vecteur 

OSK. Les clones iPS infectés avec le vecteur contrôle (GFP) sont annotés avec deux lettres : 

la première faisant référence aux fibroblastes d’origine (U pour PEC et F pour PPE), suivi 

d’un « E » pour EGFP. 

Exemple : le clone WT1.2 est le 2ème sous-clone iPS excisé provenant de la 1ère lignée iPS 

issue de fibroblastes WT.  
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Figure 29. Colonies iPS apparues environ 30 jours après transduction du vecteur de reprogrammation OSK. Les 
colonies sont rondes, au bord bien définis et très denses. La morphologie est très différente des fibroblastes non 
reprogrammés situés sur les bords des colonies. (x10) 
 

 

II- Caractérisation des lignées iPS dérivées de fibroblastes murins 
 

Les clones « ES-like » sont caractérisés afin de prouver la pluripotence de ces cellules. 

 

Les cellules iPS expriment des marqueurs de pluripotence 
 

Afin de démontrer le caractère embryonnaire des clones « ES-like » obtenus, un test 

d’activité de la phosphatase alcaline a été pratiqué. Les fibroblastes, cellules différenciées, 

n’expriment pas cette enzyme et ne montrent aucune coloration. Les cellules ES et les clones 

d’intérêt révèlent une coloration rouge spécifique de l’activité de la phosphatase alcaline. 

Tous les clones iPS testés (WT, PEC et PPE) étaient positifs pour ce test (Figure 30).  
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Figure 30. Révélation de l’activité phosphatase alcaline dans les lignées iPS générées. A) Lignées iPS issues de 
fibroblastes WT. Toutes les lignées iPS expriment la phosphatase alcaline tout les cellules ES (contrôle positif). 
Les fibroblastes d’origine, en tant que cellules différenciées, servent de contrôle négatif. B) Les lignées iPS 
issues de fibroblastes PEC expriment toutes la phosphatase alcaline. C) Un résultat identique a été obtenu dans le 
cas des lignées iPS dérivées de fibroblastes PPE où toutes les lignées se sont révélées positives pour ce marqueur 
de pluripotence. (Echelle : 100µm) 

 

 

 Les clones sont testés pour l’expression des marqueurs embryonnaires OCT4, 

NANOG et SSEA1 par immunofluorescence. Les fibroblastes, cellules différenciées, 

n’expriment aucun des 3 marqueurs (marquage contrôle avec le DAPI). Les différentes 

lignées WT, PPE et PEC expriment toutes OCT4, NANOG et SSEA1. L’expression de Oct4 

endogène est présent mais indiscernable de celle assurée par le vecteur OSK intégré au 

génome des cellules. Mais les protéines NANOG et SSEA1 sont exprimées de manière 

endogène uniquement. Leur expression suggère la reprogrammation des fibroblastes en 

cellules pluripotentes (Figure 31). 
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Figure 31. Expression des marqueurs de pluripotence NANOG, OCT3/4 et SSEA1 dans les lignées iPS 
générées. Toutes les lignées pluripotentes (ES et iPS) testées expriment les différents marqueurs de pluripotence. 
Les fibroblastes, en tant que cellules différenciées, servent de contrôle négatif. A) Lignées iPS WT. B) Lignées 
iPS PEC. C) Lignées iPS PPE. Echelle : 100µm. 

 

 

 Une PCR permet de vérifier que les clones possèdent bien le vecteur de 

reprogrammation OSK. La reprogrammation s’effectue donc exclusivement dans les cellules 

infectées et ne proviennent pas d’une contamination avec d’autres cellules pluripotentes (ES). 

Tous les clones iPS obtenus (WT, PEC, PPE) possèdent dans leur génome au moins un 

exemplaire du provirus OSK. Les RT-PCR montrent l’expression des marqueurs 

embryonnaires Oct4 (murin donc endogène), Cripto, ERas et Esg1 spécifiquement dans les 

cellules ES et les différents clones iPS dérivés prouvant ainsi leur pluripotence (Figure 32). Le 

gène c-Myc est, quant à lui, exprimé de manière constitutive dans les fibroblastes. Comme 

dans le cas de la caractérisation par immunofluorescence, les fibroblastes n’expriment aucun 

marqueur de pluripotence. L’expression de la  GAPDH est utilisée comme contrôle de charge. 
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Figure 32. Expression du vecteur de reprogrammation et des marqueurs de pluripotence dans les lignées iPS 
générées par RT-PCR. Toutes les lignées iPS générées expriment les gènes spécifiques des cellules 
pluripotentes. Les cellules ES sont un contrôle positif et les fibroblastes un contrôle négatif. La ligne -RT 
représente une PCR GAPDH effectuée sur les ARN de chaque lignée après extraction et traitement à la DNase. 
A) Lignées iPS WT. B) Lignées iPS PEC. C) Lignées iPS PPE. GAPDH : Glycéraldéhyde 3-phosphate 
déshydrogénase. 
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Correction génique des iPS 
 

 La transduction des lignées iPS par les différents vecteurs thérapeutiques (HAUPIns, 

HAFPIns) et contrôle (HAEPIns) est vérifiée par PCR et qPCR (amorces listées dans le 

tableau 10, Figure 33). Un faible nombre d’intégrations du vecteur thérapeutique HAUPIns a 

été déterminé par Q-PCR (Tableau 11). 

 

 

 
 

Figure 33. Détection des transgènes HAFPIns et HAUPIns (à gauche) et HAEPIns (à droite) dans les lignées iPS 
issus de fibroblastes murins PPE (ligne du haut) et PEC (ligne du bas). 

 

 

 
Tableau 11. Nombre de copies du transgène HAUPIns obtenu par qPCR dans les lignées iPS issues de 
fibroblastes PEC. 
 

 Les sites d’intégration du vecteur HAUPIns dans les lignées PEC sont détectés par 

LAM-PCR. Les lignées U1 et U3 n’offrent pas de séquences interprétables au moment de 

l’écriture de la thèse. La lignée U2 révèle 2 intégrations : 1 sur le chromosome 17 dans un 

intron du gène de la lysocardiolipine acyltransférase 1 (en position : 73,154,588-

73,154,737pb) et une autre intégration sur le chromosome 6 dans un intron du gène codant 

pour la protéine à doigt de zinc 212 (en position : 47,879,000-47,979,000pb). Du fait de la 

présence du vecteur thérapeutique dans ces gènes, la lignée a été écartée. Les lignées U4 et E3 

présentent toutes les deux une intégration dans les chromosomes 6 et 14 respectivement. Les 
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locus sont éloignés de tous gènes identifiés (position : 55,530,506-55,530,613pb pour U4, 

~30Kb et position : 38,041,000-38,141,000pb pour E3, >200Kb). Les nombres d’intégrations 

obtenus en LAM-PCR n’étant pas toujours corrélés avec ceux de la Q-PCR, nous allons 

continuer les expériences de LAM-PCR et séquencer d’autres clones. 

 

 Les lignées iPS transduites avec le vecteur HAFPIns n’ont pour le moment pas été 

étudiées par qPCR ni LAM-PCR.  

 

 

 

III- Excision du vecteur de reprogrammation et caractérisation – 
Etape 4 
 

 Les cellules obtenues lors des différentes expériences de reprogrammation présentent 

une activité phosphatase alcaline et l’expression de marqueurs de pluripotence. Il est 

nécessaire de prouver la pluripotence de ces lignées lors d’une différenciation in vitro et in 

vivo par la formation de corps embryoïdes et de tératomes respectivement. Dans le but de ne 

pas perturber l’expression génique endogène et de promouvoir la différenciation de nos 

lignées, la cassette de reprogrammation est excisée une fois les clones iPS établis (Sommers et 

al. 2010). Pour cela, ces derniers sont transduits avec un vecteur adénoviral exprimant la 

recombinase CRE. Cette recombinase clive spécifiquement l’ADN au niveau des séquences 

LoxP qui flanquent le vecteur OSK et permet la réparation de l’ADN aux points de cassure 

(cf. Figure 13). Dans le cas des lignées iPS PEC et PPE, plusieurs expériences (n=2 et n=3) de 

transductions/sous-clonage ont été nécessaire afin d’obtenir des clones iPS viables et excisés. 

En effet, la transduction avec le vecteur adénoviral est toxique et élimine de nombreuses 

cellules. Mais la mortalité se poursuit même une semaine après transductions 

vraisemblablement causée par une excision du provirus. Les transgènes permettent la 

recombinaison des cellules et sont donc initiateurs de voies intracellulaires de survie et 

d’autorenouvellement (Hong et al. 2008 ; Li et al. 2009). Leur excision entraîne donc parfois 

l’entrée en apoptose des clones dont le système endogène de maintien de la pluripotence 

n’aurait pas été totalement activé. Mais des lignées excisées issues de chaque type cellulaire 

ont pu être dérivées (WT, PEC et PPE). 

 

 Après excision, les lignées iPS conservent leur morphologie « ES-like ». L’expression 

des marqueurs de pluripotence est à nouveau testée. En effet, le  vecteur de reprogrammation 
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permet d’activer les gènes endogènes impliqués dans le maintien de la pluripotence 

(déméthylation des promoteurs de Oct3/4 et Nanog et expression des protéines 

correspondantes). Si l’activation des gènes endogènes n’est pas complète, le clone iPS excisé 

peut perdre sa pluripotence.  

 

 
Figure 34. Evaluation de l’activité de la phosphatase alcaline. Même après excision du vecteur de 

reprogrammation, toutes les lignées iPS générées continuent à exprimer ce marqueur. Echelle : 100µm. 
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Figure 35. Evaluation de l’expression de marqueurs de pluripotence Nanog, Oct3/4 et SSEA1 par 
immunofluorescence. Toutes les lignées générées, même après excision de leur vecteur de reprogrammation 
expriment ces marqueurs de pluripotence. 
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Figure 36. Evaluation de l’expression de marqueurs de pluripotence par RT-PCR. L’excision du vecteur de 
pluripotence est vérifiée par PCR et RT-PCR. Toutes les lignées iPS utilisées sont excisées et expriment les 
marqueurs de pluripotence testés. 
 
Ceci démontre que le système transcriptionnel endogène a pris le relais dans le maintien de la 

pluripotence. 

 

 La différenciation des cellules pluripotentes in vitro est testée par la formation 

spontanée de structures cellulaires non adhérentes en 3 dimensions appelées corps 

embryoïdes. Ces structures miment le développement embryonnaires jusqu’au stade J5-6. 

Dans ces structures, les cellules se différencient en différents tissus dérivés des trois feuillets 

embryonnaires (endoderme, mésoderme et ectoderme). L’étude par RT-PCR révèle 

l’expression de gènes spécifiques de ces tissus. Deux lignées de cellules iPS WT et 5 lignées 

PEC ont été testées. Les lignées ne semblent pas toutes avoir les mêmes capacités de 
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pluripotence car l’expression des marqueurs de différenciation est inégale. Ceci semblerait 

indiquer une déficience dans la différenciation in vitro ou une pluripotence incomplète de 

certaines lignées. De plus, les lignées iPS expriment toutes la protéine NESTIN tout comme 

les fibroblastes d’origine peut-être à cause de la conservation de l’empreinte épigénétique des 

fibroblastes (Figure 37). 

 

 
Figure 37. Expression de gènes caractéristiques de la différenciation dans un des 3 feuillets embryonnaires 
(Brachyury : mésoderme, Nestin : ectoderme, AFP –Alpha-fœtoprotéine : endoderme) dans les cellules iPS 
générées (C5 et F6 : WT et U1 à E3 : PEC) à J0 et J6. La ligne -RT représente une PCR GAPDH effectuée sur 
les ARN de chaque lignée après extraction et traitement à la DNase. GAPDH : Glycéraldéhyde 3-phosphate 
déshydrogénase. 

 

 

 Les lignées iPS WT et PEC ont été différenciées in vivo par leur injection par voie 

sous-cutanée dans des souris NOG. Toutes les lignées testées ont formé une masse tumorale 

bénigne et non invasive. Les tératomes, formés par la greffe de lignées iPS testées WT3.5, 

WT6.6, WT6.9 (WT) et U1.4, U2.2, U3.1, U4.6, étaient composées de tissus issus des 3 

feuillets embryonnaires (Figure 38 ). 
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Figure 38. Coupes de tératomes (4µm) marquées à l’hématoxyline/éosine issus de la lignée iPS U4.1. Les tissus 
différenciés observés proviennent de feuillets embryonnaires différents prouvant la pluripotence des cellules. 
Toutes les photos ont été prises au x400. 
 

 

 Les cellules iPS sont donc toujours pluripotentes même après excision du vecteur de 

reprogrammation. Elles conservent leur pluripotence comme montré dans la formation de 

tératome chez la souris immunodéficiente. Pour une utilisation dans notre protocole de 

différenciation, les lignées U4.6 et UE3 ont été envoyées à l’Institut Clinique de la Souris 

(Strasbourg) pour une étude caryotypique. 

 

 

 

IV- Différenciation hématopoïétique des lignées iPS – Etape 6 
 

 Afin de corriger les modèles murins porphyriques, nous avons cherché à différencier 

nos lignées iPS en cellules souches hématopoïétiques. Pour cela, nous avons utilisé plusieurs 

protocoles de différenciation hématopoïétique décrits dans la littérature. La majorité de ces 

protocoles sont basés sur l’expression ectopique du facteur de transcription HOXB4 facilitant 

la différenciation mésodermique des cellules pluripotentes et d’un stroma OP9 soutenant la 

différenciation hématopoïétique.  

Dans un premier temps, nous voulions déterminer le potentiel de différenciation innée de nos 

lignées iPS. Nous avons donc expérimenté un protocole de différenciation sans HOXB4 
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consistant à générer des corps embryoïdes pendant 6 jours puis à placer les cellules résultant 

de leur dissociation en milieu permettant la prolifération de progéniteurs hématopoïétiques 

(Stem alpha, SVF 10%, mSCF 50ng/ml, mFlt3-L 50ng/ml, hTPO 50ng/ml, mIL-3 10ng/ml, 

hIL-6 10ng/ml, hIGF1 20ng/ml). Les antigènes analysés (CD45, Sca-1, c-Kit) par cytométrie 

en flux n’ont pas permis la sélection d’une population de progéniteurs hématopoïétiques : 

aucune cellule n’exprimait les  antigènes hématopoïétiques CD45 et Sca-1. Une forte 

proportion de cellules exprimait l’antigène c-Kit+ mais le récepteur au SCF est également 

présent à la surface des cellules pluripotentes en condition normale et aucune différence 

significative n’a pu être trouvée avec les cellules cultivées en milieu avec cytokines. De plus, 

la mortalité occasionnée par la dissociation des corps embryoïdes était très importante (~70-

80%). Les cellules viables après dissociation ne proliféraient pas. Nous avons donc 

expérimenté un autre protocole pour l’expérience suivante. Les études publiées analysant des 

marqueurs hématopoïétiques beaucoup plus précoces que le marqueur CD45 (antigène pan-

hématopoïétique), le cluster de différenciation 41 (antigène hématopoïétique embryonnaire) a 

été ajouté aux antigènes analysés pour les études suivantes. 

 

 Dans un premier temps, le protocole de différenciation A a été utilisé (Figure 28A et 

Seiler et al. 2011). Les cellules iPS sont ensemencées à faible densité sur le stroma OP9 et 

poussent parfois en formant des colonies rondes et lisses, semblables morphologiquement à 

des colonies iPS. Mais cette prolifération n’est pas observée dans toutes les conditions. Les 

cellules récoltées à J5 sont réensemencées sur un stroma OP9 pour 4 à 5 jours 

supplémentaires. A J10, une population de cellules non adhérentes est analysée par 

cytométrie. Les cellules sont marquées et l’évolution des différents marqueurs est suivie par 

cytométrie. L’expression des marqueurs CD41 et CD45 est évaluée. La lignée OP9 exprimant 

le marqueur Sca-1, nous n’avons plus suivi cet antigène qui ne permettait pas de distinguer les 

cellules iPS des cellules stromales. 

 Une seule expérience a permis une différenciation hématopoïétique : la différenciation 

de cellules ES et iPS WT (lignée F9) a engendré l’apparition de cellules CD41+ (51,3% dans 

les ES et 17,8% dans les iPS) et une plus faible proportion de cellules CD45+ dans les ES 

uniquement (10,6%). Seules les cellules ES présentent un double marquage CD41/CD45 

attestant d’une population cellulaire en cours différenciation hématopoïétique avancée (6,7%) 

(Figure 39). La lignée iPS F9 semble plus difficile à différencier car selon le même protocole 

de différenciation, environ 2,5 fois moins de cellules CD41+ sont générées et aucune CD45+. 
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Figure 39. Différenciation de cellules ES et iPS WT. Après 10 jours sur stroma OP9, les cellules ES expriment 
les marqueurs hématopoïétiques CD45 et CD41 contrairement aux cellules iPS n’exprimant que le facteur le plus 
immature. 
 

 L’ensemencement de ces cellules en milieu semi-solide (méthylcellulose 

complémentée avec des cytokines hématopoïétiques) n’a pas permis d’observer de colonies 

hématopoïétiques. 

 

 De ce fait et afin d’obtenir des conditions expérimentales plus efficaces, nous avons 

cloné un vecteur lentiviral exprimant le facteur de transcription HOXB4 humain permettant 

une amélioration de la différenciation mésodermique (cf. Figure 25C). Le vecteur comprend 

également la séquence ADNc de la ZsGreen permettant de suivre les cellules transduites. Les 

mêmes lignées sont également transduites avec un vecteur contrôle comportant une 

construction identique, le gène de résistance à la puromycine se substituant à HoxB4. 

Plusieurs lignées de cellules pluripotentes ont été utilisées dans les 2 protocoles décrits (Seiler 

et al. 2011 - A et Hanna et al. 2007 - B) : ES, WT3.5 et WT6.6, U1.1, U2.2, U3.1, U4.6. Les 

antigènes VEGFR2 (apparaissant précocement dans le développement hématopoïétique) ainsi 

que SSEA1 (antigène strictement embryonnaire) ont également été analysés lors de ces 

protocoles. 

 

 Dans le protocole B, les lignées iPS ont été infectées avec le vecteur HoxB4 ou 

contrôle avant la formation de corps embryoïdes afin d’obtenir une meilleure transduction et 

de réduire la mortalité lors de leur dissociation. Après une sélection à la puromycine, les 

lignées obtenues par transduction du vecteur contrôle sont transduites à plus de 80%. Dans le 
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cas des lignées infectées avec le vecteur lentiviral exprimant HoxB4, les lignées présentent 

entre 30 et 50% de cellules positives (ZsGreen+). L’expression de  la ZsGreen dans ces deux 

vecteurs permet de suivre les cellules iPS au cytomètre lors des expériences de différenciation 

utilisant le stroma OP9 beaucoup plus aisément que dans les premiers protocoles. 

L’efficacité de transduction est appréciée par cytométrie (tableau 11) et la surexpression de 

HoxB4 est vérifiée par un western blot sur deux lignées ES et F6 où l’expression est 

augmentée de 7,7 et 23,5 fois respectivement (Fig X).  

 

 

Figure 40. Transduction des lignées GFP et HoxB4. Le tableau montre le pourcentage de cellules GFP+. Les 
images de cytométrie sont un exemple des images obtenues et ayant servies aux quantifications. Le western blot 
montre une surexpression forte de HoxB4 dans certaines lignées iPS (U1.4H et U2.2H). 
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 A J0, toutes les lignées testées montrent le même profil d’expression : peu de cellules 

expriment les marqueurs hématopoïétiques recherchés et présentent une expression 

importante du SSEA1. L’expression de ces différents marqueurs est ensuite suivie lors des 

deux protocoles de différenciation. Les quantifications se sont faites sur la portion de cellules 

GFP+ afin de ne pas tenir compte du marquage aspécifique potentiel dû au stroma (cellules 

stromales largement excédentaires par rapport aux cellules pluripotentes à différencier). Les 

marqueurs CD45 et VEGFR2 (Flk-1) n’ont jamais montré de résultats significatifs lors des 

deux protocoles de différenciation. L’étude de la différenciation s’est donc concentrée sur les 

marqueurs CD41 et SSEA1. 

 

 

 Lors du protocole de différenciation A, les cellules iPS poussent parfois parmi le 

stroma OP9 en formant des colonies semblables à des colonies iPS. Comme précédemment, 

cette prolifération n’est pas observée dans toutes les conditions. Les cellules expriment bien la 

ZsGreen visualisable en microscopie à fluorescence (Figure 41). Les cellules récoltées à J5 

sont réensemencées sur un stroma OP9 pour 4 à 5 jours supplémentaires puis analysées par 

cytométrie. Le tableau 12 récapitule les résultats obtenus pour les deux marqueurs CD41 et 

SSEA1. 

 

 
 

Figure 41. Lignées iPS observées en contraste de phase et en fluorescence au 5ème jour du protocole de 
différenciation A. Echelle 10µm. 

 

 Très peu de cellules expriment l’antigène hématopoïétique CD41 même après 10 jours 

sur stroma OP9. La lignée WT6.6 PURO présente le marquage le plus important avec 1,9% 
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des cellules CD41+. Ces résultats s’expliquent par le maintien de l’état pluripotent dans ces 

cellules. En effet, toutes les lignées testées ayant suffisamment proliféré pour avoir un 

marquage interprétable, présentent un marquage embryonnaire très important (>70% de 

cellules SSEA1+ sauf pour ES HoxB4 ~40% de cellules SSEA1+). Cette différenciation 

inefficace est retrouvée dans les lignées iPS mais aussi dans les lignées ES. Ceci suggère que 

la méthode de reprogrammation (vecteur intégratif) ou l’excision du vecteur OSK n’est pas 

responsable de ce maintien de la pluripotence. 

Contrairement à ce qui avait été démontré par Chan et collaborateurs, les cellules montrent 

une prolifération réduite même dans les lignées transduites avec le vecteur HoxB4 sensé 

soutenir cette prolifération (Chan et al. 2008). De ce fait, les résultats de plusieurs lignées ne 

sont pas interprétables par manque de cellules à analyser (environ 6 000 cellules sont 

ensemencées en début de protocole). Seules les cellules SSEA1+ semblent conserver une 

certaine prolifération ou survie cellulaire comme observée dans la lignée U4 PURO où le 

pourcentage de cellules ZsGreen+ augmente entre le début et la fin de l’expérience. 

 

Lors du protocole de différenciation B, un plus grand nombre de lignées a été étudié. 

Les cellules sont analysées après 13 jours de différenciation (6 jours de corps embryoïdes 

suivis de 7 jours sur stroma OP9) et après 20 jours (7 jours supplémentaires sur stroma) 

(Figure 28B). Dans ces conditions, les cellules se différencient mieux comme attesté par la 

diminution du nombre de cellules SSEA1+ à J13 (Tableau 13). Mais ce résultat dépend de la 

lignée considérée au vu de la disparité des résultats (entre 28% et 90% de cellules SSEA1+). 

Seule la lignée ES semble restée indifférenciée indépendamment du facteur de transcription 

HoxB4. L’expression du marqueur CD41 est faible bien que présente dans la plupart des 

lignées (entre 0,5 et 5,9% de cellules CD41+). La prolifération des cellules est également 

déficiente dans ce protocole où peu de résultats sont interprétables à J20 par manque de 

cellules ZsGreen+. Les seules lignées présentant des cellules vivantes à J20 expriment le 

même pourcentage ou un pourcentage plus élevé de cellules non différenciées (SSEA1+) qu’à 

J7. Ceci renforce l’hypothèse selon laquelle les cellules différenciées ne prolifèreraient que 

peu ou pas et entreraient potentiellement en apoptose tandis que les cellules non différenciées 

parviendraient à maintenir une prolifération même faible. 
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Tableaux 12 et 13. Tableaux récapitulatifs des résultats de différenciation obtenus à partir du protocole A et B. 
ND : Non déterminé par manque de cellules. 
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Figure 42. Marquage des antigènes CD41 et SSEA1 après 13 jours de différenciation (protocole n°2). Les 

lignées ES ou iPS n’expriment que peu le marqueur CD41. En comparaison, l’antigène SSEA1 est toujours 

fortement exprimé dans les cellules ES et par 50% des cellules U4. Beaucoup moins de cellules iPS sont 

détectables par cytométrie à cause d’une faible prolifération. 
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Ces résultats ne permettent pas de sélectionner une population de progéniteurs 

hématopoïétiques pour une transplantation dans des souris porphyriques, quelque soit le 

protocole de différenciation utilisé. Les expériences de greffe de cellules iPS différenciées 

seront donc faites à partir d’un tri cellulaire basé sur l’expression du facteur HoxB4 

(ZsGreen+) et l’arrêt de l’expression du facteur embryonnaire (SSEA1-) tout comme dans le 

protocole de Hanna et collaborateurs pour tester leur capacité à proliférer et à recoloniser la 

moelle osseuse in vivo. Les greffes se feront par voie intraveineuse (sinus rétro-orbital) ou par 

voie intrafémorale afin de déterminer si la différenciation en cellule hématopoïétique est 

facilitée par l’environnement médullaire. 
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Résultats 4 : 

Approche pharmacologique de 

la porphyrie érythropoïétique congénitale 

 

 

 Le déficit en UROS caractérisant la PEC peut résulter de mutations différentes. Les 

mutations affectant le gène de l’UROS peuvent être localisées au niveau du promoteur 

(diminuant ainsi l’expression du gène, Solis et al. 2001) ou dans la séquence codante elle-

même (affectant dans ce cas, la protéine en elle –même, Ged et al. 2009). La plus commune 

des mutations (retrouvée chez un tiers des patients) est une mutation faux sens remplaçant la 

cystéine en position 73 par une arginine (C73R). Cette mutation est responsable d’un 

phénotype sévère avec un vaste tableau clinique : anémie hémolytique importante, 

photosensibilité cutanée entraînant des lésions graves pouvant conduire à la mutilation de la 

zone exposée (extrémités et visage généralement). Cette mutation est également la cause de 

décès in utero. 

 Or, il a récemment été montré que cette mutation, comme beaucoup d’autres mutations 

faux sens retrouvées dans la PEC, affecte la structure tertiaire de l’enzyme mais pas son site 

actif (Fortian et al. 2009). La mutation n’est donc pas la cause directe de la déficience 

fonctionnelle car l’enzyme est toujours active. Le changement de séquence primaire 

bouleverse les interactions inter-acides aminés et donc la structure tertiaire de la protéine. 

Celle-ci, mal conformée, induit un stress dans le réticulum endoplasmique qui augmente sa 

dégradation par le système ubiquitine ligase-protéasome (réponse UPR : Unfolded Protein 

Response, Klausner et Sitia, 1990 ; Ellgaard et Helenius, 2003). L’accumulation 

intracellulaire de cette enzyme par une inhibition du protéasome prouve que ce changement 

de structure entraîne sa reconnaissance rapide par les ubiquitines ligases et sa dégradation 

précoce (Fortian et al. 2011). L’inhibition des lysosomes n’aboutit pas à l’accumulation des 

protéines mutées confirmant la spécificité d’une dégradation par le protéasome. Cette 

expérience montre également que son activité enzymatique est partiellement restaurée grâce à 

cette accumulation (50% de l’activité enzymatique de la protéine WT). 

 

 La mutation P248Q, une mutation faux sens fréquente dans la PEC, présentant une 

activité similaire à la mutation C73R, nous avons essayé d’extrapoler les résultats obtenus sur 

la mutation C73R à cette mutation. Pour cela, nous avons travaillé sur un modèle de cellules 
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érythroïde humaines (K562) et in vivo sur un modèle de souris PEC présentant la mutation 

P248Q. L’ADNc des protéines UROS C73R ou UROS P248Q fusionnées à la GFP, transfecté 

de manière stable dans les K562, ne permet pas de détecter les protéines par cytométrie en 

condition de culture classique contrairement à la protéine UROS WT-GFP. L’inhibition du 

protéasome dans ces cellules par des inhibiteurs spécifiques (bortezomib ou MG132) entraîne 

la stabilisation et l’accumulation des protéines UROS C73R-GFP et UROS P248Q-GFP dans 

les cellules, détectable par cytométrie. Pour les expériences in vivo, nous avons dans un 

premier temps déterminé la demi-vie de l’inhibiteur du protéasome (Velcade®) utilisé. 

L’inhibition du protéasome est maximale 2 heures après injection et nulle 48 heures après 

injection. Les souris Uros
P248Q ont été traitées avec 2 doses différentes de Velcade® tous les 2 

jours par une injection par voie intrapéritonéale. Le taux de fluorocytes est suivi par 

prélèvement sanguin hebdomadaire. Chez les souris traitées, le pourcentage moyen de 

fluorocytes diminue dès la première semaine jusqu’à se stabiliser à 50% du taux de 

fluorocytes retrouvé chez les souris non traitées, après 5 semaines de traitement. Les souris 

traitées présentent également une amélioration significative de leur photosensibilité. En 

revanche, les paramètres hématologiques ne sont que peu ou pas améliorés (anémie, 

hématocrite). Ces résultats préliminaires semblent montrer une accumulation de la protéine 

mutée ce qui restaurerait partiellement son activité. Ceci démontrerait que l’UROS-P248Q 

est, tout comme la protéine UROS-C73R, déstabilisée par sa mutation et qu’une approche 

pharmacologique visant à inhiber le protéasome dans les cellules des patients porteurs de cette 

mutation pourrait être thérapeutique (Résultats 4 : Article 3 en préparation). 
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Résultats 4 :  

 

Potentiel thérapeutique d’inhibiteurs du protéasome dans la 

porphyrie érythropoïétique congénitale 
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ABSTRACT. 

 

Congenital erythropoietic porphyria (CEP) is a rare autosomal-recessive disorder 

characterized by a deficiency in uroporphyrinogen III synthase (UROS) resulting to massive 

porphyrin accumulation in blood cells, responsible for haemolytic anemia and skin 

photosensitivity. Among the 25 missense mutations actually described in CEP patients, C73R 

and P248Q mutations are responsible for a profound UROS deficiency and are usually 

associated with a sever clinical phenotype. Through the analysis of EGFP-tagged versions of 

UROS enzyme we showed that both UROS mutants are equally destabilized and triggers 

premature degradation in mammalian cells via the proteasome but not the lysosome pathway. 

Congenital erythropoietic porphyria mice (UROS 
P248Q/P248) were treated with bortezomib, a 

clinically approved proteasome inhibitor. We observed a reduced porphyrin accumulation in 

circulating red blood cells and reversion of the skin photosensitivity. These results suggest 

that the stabilization of several UROS mutants by proteasome inhibitors or chaperone therapy 

may significantly improve the disease phenotype in CEP patients. 
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INTRODUCTION. 

 

Congenital erythropoietic porphyria (CEP, [MIM 263700]) or Günther’s disease, is a rare 

autosomal recessive disease resulting from markedly deficient uroporphyrinogen III synthase 

enzymatic activity (UROS, EC 4.2.1.75). UROS catalyse the cyclization of the linear 

tetrapyrrole hydroxymethylbilane to produce uroporphyrin III. UROS deficiency results in a 

specific and massive overproduction of nonphysiologic and pathogenic type I isomers of 

uroporphyrin (URO I) and coproporphyrin (COPRO I) in bone marrow and erythroid cells. 

URO I is a highly photocatalytic molecule that cannot be converted to heme and accumulate 

in erythrocytes inducing hemolysis (Andreson et al, 2001). The released type I porphyrins are 

distributed throughout the body and especially in skin where it is responsible for skin lesions 

after sunlight exposure. The clinical severity of the anemia and cutaneous lesions is highly 

variable, and for some patients, prognosis is poor, with death in early life or in neonatal period 

(Katugampola et al, 2012). Classical treatments are only symptomatic and unsatisfactory. 

General recommendations include minimal exposure to the sun, avoidance of trauma to the 

skin and careful treatment of infection. Severely affected patients are transfusion-dependent 

(Anderson et al, 2001; Katugampola et al, 2012). Because the predominant site of metabolic 

expression of the disease is the erythropoietic system, bone marrow transplantation (BMT) 

represents a curative treatment for patients with severe phenotypes, as long as human 

leucocyte antigen (HLA)-compatible donor is available (Richard et al, 2008). As interesting 

alternative strategy, we have successfully used autologous hematopoietic stem cells (HSC) 

gene therapy with integrative lentivectors in a murine model of CEP (Robert-Richard et al, 

2008). However, serious oncogenic and abnormal proliferation events were observed in 

several gene therapy clinical trials (Wu et al, 2011). Pharmacological therapeutic approaches 

are actively pursued for many genetic diseases, based on the understanding of the protein 

dysfunction mechanism. The molecular study of the UROS gene in CEP patients highlighted a 
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variety of mutations, spreading along the 10 exons, including missense or nonsense 

mutations, splicing defects and large deletions/insertions. Mutations in the erythroid-specific 

promoter region of the UROS gene were also described (Solis et al, 2009). In disease related 

to protein dysfunction, it is diagnostically and therapeutically essential to understand the 

multiple mechanisms that relate the specific mutants with the pathology. The degree of 

impairment of UROS activity with the concomitant accumulation of photoreactive UROI and 

derived porphyrins may correlate with the severity of the CEP disease (To-Figueras et al, 

2011). However, striking deviations to the genotype/phenotype correlation were observed in 

CEP, suggesting additional mechanisms in the pathophysiological process (Ged et al, 2004). 

Recently, additional ALAS2 gain-of-function mutations in CEP patients presenting the same 

UROS genotype was demonstrated to exacerbate the disease phenotype by amplifying the 

URO I and COPRO I accumulation in erythrocytes (To-Figueras et al, 2011). Considering 

abnormal UROS enzymatic activity levels in CEP patients, we considered the mechanisms of 

protein alterations due to inherited mutations. At the protein level, some of the defects may 

alter the catalytic machinery of the enzyme, whereas other mutations can undermine the 

stability of the folded conformation. In a recent study, wild-type and 25 misense UROS 

mutants previously described in CEP patients were expressed in Escherichia Coli and specific 

enzymatic activities as well as unfolding kinetics wer measured (Fortian et al, 2009). 

Interestingly, most of the mutants showed a reduction in protein yield recovery as compared 

with WT UROS, probably due to altered protein stability. A functional analysis of the UROS 

mutants indicated that the very low enzymatic values are mainly due to a drop in the 

expression (and purification) yield instead of alterations in intrinsic specific enzymatic 

activity of the mutants. Some mutant subset (ex. S47P) retaining a near complete UROS 

enzymatic activity. Genetic mutations can lead to mis or unfolded protein harboring reduced 

thermodynamic stability. Furthermore, unfolded protein accumulation is responsible for a 

reticulum endoplasmic (RE) stress and induces an unfolded protein response (UPR) that 

attenuates protein translation and enhances proteasomal degradation of abnormal proteins 
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(Ellgaard and Helenius, 2003). These results suggest that recovery of protein stability in vivo 

should be considered as a possible therapy because it would also imply an increase in 

intracellular enzymatic activity. The two missense C73R and P248Q UROS mutants are 

retrieved with a higher frequency in CEP patients (Ged et al, 2009). The C73R mutant is 

found in approximately 30% of disease alleles found in CEP patients from Caucasian origin. 

Structural studies and modeled complexes indicate that Cys-73 is far from the enzyme-

substrate interaction site, suggesting that it does not play a critical role in catalyses (Schubert 

et al, 2008). Consistent with this idea, it was shown recently that, in vitro, purified 

recombinant human C73R-UROS partially retains its catalytic activity (30% versus WT)  but 

suffer from rapid irreversible unfolding aggregation (Fortian et al 2009, 2011). In a cellular 

reporter assay, it was demonstrated that the mis-folded C73R mutant is targeted to the 

proteasomal degradation pathway, and becomes undetectable in human cells (Fortian et al 

2011). Interestingly, the treatment with proteasome inhibitor (MG132) could restore the C73R 

protein level. In the present paper, we have extended these promising results to the P248Q 

UROS mutant in vitro and in vivo using in a knock-in CEP mouse model (Uros
P248Q/P248Q CEP 

mice). Using EGFP-tagged versions of UROS, we showed that both C73R and P248Q 

mutants are unstable proteins that become rapidly degraded in K562 cells. We rescued both 

C73R and P248Q UROS mutant expression after treatment with proteasome but not lysosome 

inhibitors in transfected human erythroleukemic cells. Furthermore Uros
P248Q/P248Q CEP mice 

were treated with the clinically qualified drug bortezomib (Velcade®) to evaluate the 

therapeutic potential of proteasomal inhibition in vivo. Following a 9-week period of repeated 

bortezomib injection, we observed a significant decrease of uroporphyrin accumulation in 

circulating red blood cells (RBC) and urine accompanied with the disappearance of skin 

photosensitivity in CEP mice. We demonstrate here for the first time that a pharmacological 

approach could be successfully used to modulate the expression of the CEP disease phenotype 

in vivo. These results pave the way for the development of pharmacological drugs (ex. 
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chemical chaperones) that would stabilize UROS mutants in order to improve the clinical 

phenotype, and especially skin lesions in CEP patients.  
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RESULTS. 

 

C73R and P248Q UROS mutations lead to enhanced protein degradation by the 

proteasome pathway in mammalian cells. 

In a recent study, the C73R mutation was associated with enhanced UROS degradation in 

mammalian cells, accounting for the almost undetectable UROS activity observed in CEP 

patients with the UROS
C73R/C73R genotype (Fortian et al, 2011). In order to compare the 

consequences of C73R and P248Q mutation on intracellular UROS stability, we have 

generated C-terminal EGFP-tagged versions of WT, C73R and P248Q mutants (named here 

after EGFP-WT, EGFP-C73R and EGFP-P248Q). The mammalian vector pEGFP-C3 was 

used as a control for transfection and all vectors carried the gene encoding neomycin 

phosphotransferase II (NPTII). We developed human erythroleukemic cells (K562) stably 

expressing EGFP-tagged UROS after neomycin selection and the level of ectopically 

expressed proteins was analysed by flow cytometry (Figure 1). A significant EGFP 

expression was observed in control pEGFP-C3 or EGFP-WT (47% and 31% EGFP+ cells 

respectively) as compared with untransfected cells (Figure 1). A slight decrease of EGFP 

fluorescence intensity was observed with EGFP-WT as compared with pEGFP-C3, probably 

due the conformational modification bring related to the fusion with the UROS protein. The 

introduction of C73R or P248Q misense mutation in the UROS constructs led to a massive 

drop of EGFP expression in stably transfected K562 cells. We then investigated the 

contribution of several protein degradation pathways on intracellular P248Q behaviour.  K562 

cells stably expressing EGFP-UROS (WT, C73R or P248Q UROS), were incubated during 18 

hours with proteasome (MG132, bortezomib) or lysosome (bafilomycin, chloroquine) 

inhibitors (Figure 1). Treatment with chloroquine or bafilomycin, potent inhibitors of the 

endosomal-lysosomal pathways, does not significantly improve EGFP-WT expression in 

stably transfected K562 cells (Figure 1). On the contrary, proteasome inhibitors moderately 
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increased EGFP-WT expression (1.5 fold increase as compared with DMSO treated cells), 

suggesting that normal UROS degradation is at least partially mediated by the proteasome 

pathway. On the other hand, proteasome inhibitors (bortezomib or MG132) increased EGFP-

C73R and EGFP-P248Q expression in a dose-dependent manner in K562 stably transfected 

cells (up to 53-fold and 30-fold increase as compared with DMSO for C73R and P248Q 

respectively) (Figure 1).  

Then, human fibroblasts were transiently transfected with EGFP-UROS plasmids to 

evaluate UROS mutant protein behaviour in epithelial cells. As observed in K562 cells, no 

EGFP signal was detected for EGFP-C73R and EGFP-P248Q (1% and 1.5% EGFP+ cells for 

C73R and P248Q mutants respectively) whereas 30 to 40% EGFP positive cells were 

observed for WT-EGFP and pEGFP-C3 constructs (Figure 2A). As expected, EGFP-UROS 

mutants were partially rescued after treatment with 0.1nM bortezomib (9 and 12% EGFP+ 

cells for C73R and P248Q mutants respectively). Because proteasome inhibitors could lead to 

abnormal protein aggregation in cells, we analysed the intracellular localization of EGFP-

tagged UROS (WT, C73R and P248Q) in human fibroblasts by fluorescence microscopy 

(Figure 2B). A cytosolic staining was observed for EGFP-WT whereas a partial aggregated 

pattern was observed for both EGFP-C73R and EGFP-P248Q UROS in epithelial cells.  

Taken together, these results indicated that C73R and P248Q mutations lead to 

unstable mutant UROS  that is quickly degraded in the cell, in agreement with the results 

suggested by previous thermodynamical and structural analysis (Fortian et al, 2009). 

 

 

 

Treatment with bortezomib significantly improves porphyrin accumulation in 

UROSP248Q/P248Q CEP mice. 

We then sought to determine whether bortezomib delivery affects porphyrin accumulation and 

rescue the porphyric phenotype in CEP UROS 
P248Q/P248Q mice. First, we performed a dose-
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response analysis of proteasome inhibition in vivo following bortezomib injection in congenic 

BalbC WT mice. Previous studies from oncogenic research had shown in different mouse 

models that the therapeutic window is quite narrow and is comprised between 0.7 and 1.3 

mg/kg bortezomib. After a single bortezomib injection (from 0.2 to 2 mg/kg i.p.) we observed 

a dose-dependent proteasome inhibition in red blood cells (RBCs), reaching a maximum of 

70% inhibition (Supplementary figure 1). A kinetic analysis of proteasome inhibition revealed 

that the 26S proteasome recover rapidly after administration and returned to normal values in 

48h (Supplementary figure 1). Based on these results and considering the potential neuronal 

toxicity of chronic bortezomib administration, 6 to 10 weeks-old CEP and normal mice were 

given 0.5 or 1mg/kg every 48h for 9 consecutive weeks. The body weight was measured 

every week to detect a potential drug side effect on mice development (Supplementary figure 

2). We did not observed any growth differences between BTZ-treated and untreated mice 

during the 9-weeks period, suggesting an absence of toxic adverse effect due to long-term 

bortezomib administration in mice. 

 Uroporphyrin I accumulation is a hallmark of the disease and lead to as spontaneous 

fluorescence of RBCs (fluorocytes) that can be monitored by flow cytometry analysis. We 

observed a progressive decrease of porphyrin accumulation in peripheral RBCs after serial 

bortezomib injection as revealed by the drop of fluorocytes over time (Figure 3A). Finally, a 

50% correction level was obtained after a 9-weeks period of treatment using both doses (0.5 

mg/kg or 1mg/kg). Nine weeks after starting bortezomid injection, we obtained a 63% and 

43% reduction of porphyrin accumulation in RBCs of CEP mice treated with 0.5 mg/kg and 1 

mg/kg respectively as compared with untreated mice (Figure 3B and Table 1). Uroporphyrin 

accumulates also in bone marrow (BM) and liver tissues of CEP mice (Table 1). A X to Y % 

decrease of porphyrin accumulation was observed in the liver and BM cells from CEP mice 

treated with bortezomib. Interestingly, bortezomib administration did induce heme 

biosynthesis pathway modification as indicated by normal porphyrin values in WT mice 

(Figure 3 and Table 1). We next analysed the UROS enzymatic activity recovery in RBCs, 
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BM and liver from bortezomib treated mice. These results demonstrate that partial proteasome 

inhibition in vivo is able to significantly decrease circulating porphyrin accumulation in CEP 

UROS
P248Q/P248Q mice. 

 

Bortezomib administration improves skin photosensitivity but not haemolytic anemia in 

UROSP24Q/P248Q deficient mice. 

The massive URO I porphyrin accumulation results in haemolytic anemia and skin 

photosensitivity features in CEP UROS 
P248Q/P248Q mice (Robert-Richard et al, 2008). We then 

investigated the consequences of bortezomib administration on skin photosensitivity in 

porphyric mice. We previously demonstrated that UVA light exposure (8J/cm2) results in a 

severe skin photosensitivity with macroscopic lesions of the cutaneous barrier in CEP 

UROS
P248Q/P248Q mice (Robert-Richard et al, 2008). Skin photosensitivity was evaluated in 

untreated and bortezomib-treated WT and CEP mice (Figure 4). A skin photosensitivity assay 

revealed macroscopic lesions on depilated dorsal skin of untreated CEP mouse while no 

alteration could be observed in bortezomib-treated and untreated WT mice. The skin 

photosensitivity was correlated to massive accumulation of porphyrin in peripheral RBCs 

(Figure 4). The treatment with bortezomib resulted in a significant improvement of the skin 

photosensitivity in CEP UROS 
P248Q/P248Q (Figure 4). Some CEP UROS 

P248Q/P248Q treated mice 

were found completely free of macroscopic skin lesions. These results correlated to a drop of 

porphyrin accumulation in RBCs, with up to 4-fold reduction in fluorocyte level as compared 

with untreated CEP mice (Figure 4A). 

We then investigated the effects of long-term proteasome inhibitors administration on 

haematological parameters. CEP mice presented with regenerative haemolytic anemia 

characterized by a drop of haemoglobin level, haematocrit, RBC number and spleen 

enlargement (Table 2) (Ged et al, 2006). Bortezomib administrated during a 9-week period 

did not induce toxicity on the hematopoietic system as indicated by peripheral blood 

hematopoietic cell count in Bortezomib-treated versus saline-treated mice (Table 2). 
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However, bortezomib administration failed to improve anemia in CEP Uros 
P248Q/P248Q mice 

(Table 2). This result probably relies to the moderate metabolic correction obtained in 

erythroid cells. As described previously, a 40 to 60% reduction of porphyrin accumulation in 

RBCs did not improved anemia in CEP Uros 
P248Q/P248Q mice treated by hematopoietic stem 

cell transplantation (Robert-Richard et al, 2008). 
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DISCUSSION. 

 

Congenital erythropoietic porphyria is a genetic disease characterized by uroporphyrinogen 

III synthase (UROS) deficiency leading to heme biosynthesis impairment and accumulation of 

toxic porphyrins in the erythroid lineage. So far 43 disease-causing mutants were reported in 

CEP and most of them (25/43) are missense mutations (Ged et al, 2009). Misense mutations 

often result in the inability of protein to fold efficiently into their native conformation, that is 

the most energetically favorable state, thus leading to either accumulation of toxic aggregates 

(with a  gain of function effect) or to increased degradation (with loss of metabolic or cellular 

functions) (Chaudhuri et al 2006, Arakawa et al, 2006). It has been shown that UROS is a 

thermolabile enzyme whose suffer from irreversible denaturation over time (Fortian et al, 

2012). Biophysical analysis of the mutants has clearly shown that thermodynamic 

destabilization is the main mechanism by which the enzyme loss its activity upon mutation 

(Fortian et al, 2009). The p.Cys73Arg is a recurrent misense mutation representing 30% of the 

mutant alleles in CEP (Ged et al, 2009). In a recent study, it was demonstrated that the sever 

C73R enzymatic deficiency was due associated with a folding defect and premature 

intracellular degradation by the proteasome pathway (Fortian et al, 2009 and 2010). This 

study based on reporter gene assays analysed EGFP or c-Myc-fused C73R mutant expression 

in vitro in stably-transfected epithelial cell lines. In the present study, we extended the 

analysis to the P248Q UROS mutant using both transfection of reporter gene assays in 

erythroleukemic cells and in vivo in a murine model of the disease (CEP Uros 
P248Q/P248Q 

mice). We showed that both C73R and P248Q mutations are associated with enhanced 

proteasome degradation in human erythoid K562 cells. Treatment of stably-transfected cells 

with two different proteasome inhibitors (bortezomib and MG132) but not lysosmal inhibitors 

(bafilomycin and chloroquine) could restore C73R and P248R expression in vitro. When 

performed with lysosome inhibitors, CT3R and P248Q could not be rescued and these results 

explain that such treatments failed to improve the disease in CEP patients (Moore et al, 1978). 
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We have previously generated a knock-in CEP mouse model by introducing the P248Q 

mutation in ES cells using homologous recombination (Ged et al, 2006). As a proof of 

concept, we then evaluated the therapeutic potential of proteasomal inhibition in 

UROS
P248Q/P248Q CEP mice. We used Velcade® (bortezomib, PS-341), a proteasome inhibitor 

that belongs to the family of a reversible peptide boronate blocking the chymotrypsin-like 

activity of the proteasome.  Velcade® is already approved by the Food and Drug 

Administration and the European Medicines Agency for treatment of multiple myeloma and 

mantle cell lymphoma and its side effects have been already explored and managed. We first 

performed preliminary experiments on WT mice to determine the optimal dose and timing of 

Velcade® injection to reach optimal proteasome inhibition in vivo in the erythroid lineage. As 

described previously, we found a transient proteasome inhibition in RBCs after a single 

administration of Velcade® in vivo. While a maximum inhibition was obtained during the two 

first hours after injection, proteasome activity returns to basal levels at 48h. Because the BM 

erythroid lineage and mature RBCs express high level of cytoplasmic UROS protein, these 

results highlighted the challenge of preventing long-term UROS degradation in vivo using 

proteasome inhibitors. In order to mimic a clinical trial, Velcade® was administrated into 

UROS 
P248Q/P248Q CEP every two days at a dose of 0.5 or 1 mg/kg. Considering the relatively 

long half-life of RBCs in vivo (60 days), Velcade® was administrated during a 9-weeks 

period. This is to our knowledge the longest period of uninterrupted proteasome inhibitor 

administration in mice for the therapeutic purpose of a genetic disease. Proteasome inhibition 

was successfully used to correct protein misfolding in several genetic diseases such as 

Osteogeneis Imperfecta, Hyaline Fibromatosis Syndrome and muscular myopathies (Gioia et 

al, 2010; Deuquet et al, 2011; Azakir et al, 2012). Several structural abnormalities of the 

sarcolemma are characterized by muscle dystrophy and could be salvaged in primary cultures 

or in mouse models upon treatment with proteasomal inhibitors (Gazzero et al, 2010; Kwon et 

al, 2011). Gazzero and collaborators injected Velcade® every 72h during a 2 consecutive 

weeks in MDX mice, and could restore the membrane expression of dystrophin as well as 
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dystrophin glycoprotein complex members and improve the dystrophic phenotype (Gazzerro 

et al, 2010). In a spinal muscular atrophy (SMA) mouse model, a daily injection of Velcade® 

(0.15 mg/kg), from day 5 to day 13 of life increased the level of survival motoneuron 1 

protein (SMN) and improved motor function (Kwon et al, 2011).  

We observed a progressive decrease of porphyrin accumulation in peripheral RBCs of 

CEP mice treated with 0.5 mg/kg Velcade®. However, we failed to improve the therapeutic 

efficiency by increasing the dose of proteasome inhibitors (1 mg/kg), and a threshold of 40 to 

60% decreased porphyrin accumulation was reached. This result probably relies to the 

transient effect of proteasome inhibition in vivo, in association with the sustained erythroid 

cells production in mice. However, this partial metabolic correction allowed a significant skin 

photosensitivity phenotype improvement in CEP mice, with some animal exempt of skin 

damages in skin photosensitivity assay. These results are in accordance with our previous 

results of hematopoietic stem cell gene therapy in CEP mice (Robert-Richard et al, 2008). We 

have previously determined that at least 50% reduction of fluorocytes was required to convert 

a severe to a mild or moderate skin photosensitivity phenotype in this mouse model of CEP. 

However, we failed to improve the feature of haemolytic anemia by proteasome 

inhibition in UROS
P248Q/P248Q CEP. This is probably relies to the moderate reduction level of 

porphyrin accumulation observed in peripheral RBCs after Velcade® administration in CEP 

mice. We have previously determined that at least 75% decrease of RBCs-porphyrin content 

should be obtained to moderately improve the haemolytic anemia pathological process 

(Robert-Richard et al, 2008).  

As a proof of principle, we demonstrated here that a treatment aiming at reversing the 

stability defect of UROS mutants could constitute a new therapeutic option for CEP. 

However, we showed that efficient and long-term proteasome inhibition is difficult to obtain 

in vivo, especially in the erythroid lineage, even with clinical grade drugs. Furthermore, such 

unspecific inhibition of abnormal protein degradation could lead to serious adverse toxic 

effects, especially in central nervous system, and would not constitute the treatment of choice 
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for CEP (Mujtaba and Dou, 2011). Therapeutic strategies aiming at modulate protein folding 

using pharmacological chaperones has emerged for many genetic diseases. The endoplasmic 

reticulum (ER) has a quality control for newly synthesized proteins based on both molecular 

chaperones that facilitate a correct protein conformation and sensors that recognize and tag 

incompletely folded proteins. Incorrectly folded proteins are retro-translocated in the cytosol 

and degraded by the ER-associated degradation (ERAD) machinery (Allgaard and Helenius, 

2003). Pharmacological chaperone therapy (PCT) is based on the concept that ligands may 

assist the folding of mutated enzymes that retain some catalytic activity and prevent their 

recognition by the quality control system. PCT-based therapeutic approaches have been 

proposed for a number of loss-of-function genetic disorders such as cystic fibrosis (Wang et 

al, 2008), phenylketonuria (Pey et al, 2008), hyperoxaluria type I (Hopper et al, 2008) and 

lysosomal storage disorders (Parenti et al, 2009). A number of therapeutic discovery and 

developments efforts are underway to develop drugs that repair the underlying molecular 

defects in CFTR caused by different mutations in cystic fibrosis. Recently, a CFTR 

potentiator agent (ex. Ivacaftor) was described that improve chloride transport by potentiating 

the open probability of the G551D-CFTR channel (Van Goor et al, 2009). In phase II clinical 

trials, Ivacaftor was associated with marked improvements in lung function at 2 weeks that 

were sustained through 48 weeks (Ramsey et al, 2011). The discovery of pharmacological 

molecules able at stabilizing UROS mutants in vivo would represent a promising therapeutic 

approach for most patients with congenital erythropoietic porphyria. 
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MATERIAL AND METHODS. 

 

Mice and bortezomib injection. 

Wild-type BALB/cByJCrl mice (hereafter BALB/c) were purchased from Charles River 

Laboratories (L’Arbresle, France). Congenital erythropoietic porphyria (CEP) knock-in mice 

(Uros
P248Q/P248Q) were previously described (Ged et al, 2006). Congenic heterozygous 

Uros
P248Q/N mice strains were backcrossed to the BALB/c inbred background for more than 10 

generations. Mutant mice were maintained in the Animal Facility of the university Bordeaux 

Segalen. According to standard husbandry procedure, they were maintained in filter-top cages 

with artificial fluorescent light, under a 12-hour light/dark cycle. They received unlimited 

amounts of autoclaved water and irradiated food pellets. Mice (6 to 10 weeks-old) were 

treated with intraperitoneal (i.p.) injection of 0.5 or 1 mg/kg bortezomib (Velcade®) (or 

saline) diluted in phosphate buffer saline. Velcade was administrated every 48h for 9 

consecutive weeks and the mice were weighted before each injection. 

 

DNA constructs. 

We generated mammalian expression plasmids encoding human UROS (wild type, C73R and 

P248Q mutants) fused at the C terminus end of EGFP protein (pEGFP-C3 vector backbone, 

Promega). The complete open reading frame was amplified by PCR from bacterial plasmids 

pBSK expressing WT, C73R or P248Q versions of the UROS and cloned into TEasy vector 

for DNA sequencing (Promega). Primers were designed to append an EcoRI endonuclease 

restriction site upstream of the kozak sequence and a SalI site directly after the stop codon of 

the UROS cDNA. The PCR products were gel-purified and cloned in the EcoRI-SalI sites of 

the pEGFP-C3 vector. 

 

Cell culture and reagents. 



 187 

Alll media and reagents for cell culture were purchased from Invitrogen. Primary fibroblasts 

were derived from a CEP patient (UROS
P248Q/P248Q) skin biopsy and grown in DMEM medium 

supplemented with fetal calf serum (10%), penicillin 100 U/ml and streptomycin (0.1mg/ml). 

Normal fibroblasts were derived from skin biopsy obtained after breast reduction surgery and 

used as a control in the experiments.  Human erythroleukemic cells (K562) were maintained 

in RMI medium supplemented with fetal calf serum (10%) and penicillin/streptomycin. When 

indicated, cells were cultured during 16h in the presence of appropriate concentration of 

MG132 (Sigma-Aldrich), Bortezomib (Velcade®), bafilomycin (Sigma-Aldrich) or 

chloroquine (Sigma-Aldrich). 

 

Transfection and generation of stably transfected mammalian cell lines. 

For stable transfection, 1.106 K562 cells were electroporated (AmaxaTM NucleofectorTM 

Technology, Lonza, USA), with 5mg of control pEGFP-C3 or N-terminal EGFP-tagged 

UROS (WT, C73R or P248 mutant) encoding plasmids. Fourty-eight hours after transfection, 

the medium was changed to complete RPMI medium containing 1g/l G418. About 3 weeks 

later, G418-resistant K562 cells expressing EGFP or EGFP-tagged UROS (WT, C73R or 

P248Q) were selected to perform this study. 

Normal fibroblasts were transiently transfected by electroporation with EGFP-tagged UROS 

(WT, C73R or P248Q) encoding plasmids. Thirty-six hours after transfection the medium was 

changed and fibroblasts were treated with 0.1nM bortezomib or saline for additional 16 hours. 

EGFP expression was analysed by fluorescence microscopy (Nikon Eclipse Ti, Japan). 

Flow cytometry analysis. 

FACS analyses were performed on the FACS Canto II (BD Biosciences, France). Peripheral 

blood porphyrin-accumulating RBCs (fluorocytes) were excited at and emitted fluorescence 

was detected at in the FL-3 channel. EGFP expression was detected after excitation at and 

fluorescence emission at. 
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Hematologic Analysis 

Blood was collected by puncture of the orbital sinus. Total hemoglobin, red cell counts, and 

hematocrit were measured on an Animal Blood Counter (vetABC, SCIL, France).  

Biochemical Measurements 

The quantification of the different porphyrins and the uroporphyrin isomers in urines were 

done by reverse-phase highperformance liquid chromatograph (HPLC). 

Skin photosensitivity assay. 

Reversal of skin photosensitivity was assayed as previously described after a 9-weeks period 

of Velcade administration in mice (Robert-Richard et al, 2008, Richard E et al, 2001). Dorsal 

mouse skin was depilated to render mouse skin accessible to irradiation, and the skin was 

irradiated at total dose of 8J/cm2 UVA irradiation (materiel). 
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FIGURE LEGENDS 

 

Figure 1. P248Q and C73T UROS mutants trigger premature degradation by the 

proteasome pathway in human erythroid K562 cells. 

Human erythroleukemic K562 cells were stably transfected with plasmids expressing EGFP 

fused at the N-terminus of WT, C73R or P248Q UROS cDNA. The pEGFP-C3 plasmid was 

used as a control. Stably-transfected cells were treated with DMSO or the indicated 

concentration of lysosome (Bafilomycine, chloroquine) or proteasome (MG132, bortezomib) 

inhibitors for 18 hours. EGFP expression was monitored by flow cytometry analysis. Results 

are expressed as mean of 3 independent experiments and error bars represent the standard 

deviation. 

 

Figure 2. Subcellular localization of EGFP-UROS in human fibroblasts after 

proteasome inhibition. 

A. Flow cytometry analysis of EGFP-UROS expression in human fibroblasts transiently 

transfected with EGFP-UROS plasmids. Twenty four hours after transfection, cells 

were incubated with bortezomib (0.1 nM) or DMSO during 18 hours and analysed by 

flow cytometry. 

B. Confocal microscopy analysis of EGFP-UROS distribution in transiently-transfected 

fibroblasts treated with 0.1 nM bortezomib. GFP fluorescence (green) and DAPI 

nuclear staining (blue) of representative cells are shown. 

 

Figure 3. Reduced porphyrin accumulation in CEP UrosP248Q/P248Q mice treated with 

bortezomib. 

A. Porphyrin-accumulating red blood cells (named fluorocytes) were analysed by flow 

cytometry in wild type and CEP Uros
P248Q/P248Q mice treated with 0.5 or 1mg/kg 

bortezomib (BTZ). Bortezomib was injected every 48h over a 9-weeks period and 
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control mice received saline. Results are expressed as mean of individual mice and 

error bars represent the standard deviation. Asterisks represent significant difference 

with respect to control CEP mice (p<0.01). 

B. Porphyrin accumulation was quantified in the peripheral blood of wild type and CEP 

Uros
P248Q/P248Q mice treated with 0.5 or 1mg/kg bortezomib (BTZ). Results are 

expressed as mean of individual mice and error bars represent the standard deviation. 

Significant difference versus WT (*, p<0.0001) or control CEP mice (#, p<0.001). 

 

Figure 4. Reversion of the skin photosensitivity in CEP UrosP248Q/P248Q mice treated with 

bortezomib. 

A. Porphyrin-accumulating red blood cells (named fluorocytes) were analysed by flow 

cytometry in wild type and CEP Uros
P248Q/P248Q mice treated with 0.5 or 1mg/kg 

bortezomib (BTZ). Individual mice are represented by a circle. 

B. Mice were depilated and subjected to UVA irradiation (8J/cm2). Macroscopic 

observations of representative primary mice 5 days following UVA irradiation. 

 

Supplementary figure 1. Dose-dependent inhibition of proteasome activity was evaluated 

in RBCs from normal mice following a single bortezomib injection. 

A. The proteasome activity was quantified in peripheral RBCs from mice previously (2h) 

injected with a single dose of bortezomib (0.2 to 2 mg/kg). A dose-dependent 

inhibition of the proteasome activity was observed in vivo. 

B. The proteasome activity was quantified over time (from 2h to 48h) in peripheral RBCs 

from mice injected with a single dose of bortezomib (0.5 mg/kg). Proteasome activity 

completely recovers within 2 days following injection of bortezomib. 

 

Supplementary figure 2. Bortezomib injection does not induce toxicity in WT and CEP 

mice. 
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Wild type and CEP mice were treated with bortezomib (0.5 or 1 mg/kg) every 2-days and 

weighted over a 9-weeks period. We did not observe toxicity such as cachexia in mice treated 

with proteasome inhibitors. 

 

Table 1. Metabolic and skin photosensitivity parameters in WT and CEP mice treated 

with proteasome inhibitors. 

 

Table 2. Hematological parameters in WT and CEP mice treated with proteasome 

inhibitors. 
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I – Protoporphyrie érythropoïétique et greffe de moelle osseuse 
  

 

 La protoporphyrie érythropoïétique (PPE) est une maladie modèle étudiée au 

laboratoire depuis plusieurs années. Elle est caractérisée par une photosensibilité cutanée et 

une atteinte hépatique sévère liée au dépôt de protoporphyrine IX intrahépatique (hépatocytes 

et canaux biliaires) entraînant une cholestase puis une fibrose hépatique (chez 1 à 10% des 

patients environ). Dans les cas les plus sévères, les patients nécessitent une greffe de foie. 

  

A- Thérapie cellulaire dans un modèle murin de PPE 

 

De considérables avancées dans la compréhension de la transmission de la maladie ont 

été réalisées ces dernières années par la découverte d’un allèle sauvage hypomorphe qui, si il 

est associé à un allèle délétère, entraîne l’apparition la maladie (Gouya et al. 2002). La 

modélisation de protocoles de thérapies cellulaire et génique, au laboratoire comme ailleurs, 

s’est faite grâce à l’établissement d’un modèle murin généré par mutagenèse aléatoire (Tutois 

et al. 1991). Ce modèle déclare une fibrose hépatique et donc un tableau clinique complet de 

la maladie humaine. Des études thérapies cellulaire et génique ont démontré l’efficacité de ces 

approches thérapeutiques dans le modèle murin de la maladie (augmentation de l’activité 

enzymatique dans la moelle osseuse et dans les érythrocytes, diminution des fluorocytes et de 

la protoporphyrine IX dans le plasma, diminution ou disparition de la photosensibilité cutanée 

(Pawliuk et al. 1999 ; Fontanellas et al. 2000 ; Richard et al. 2001 ; Richard et al. 2003)). 

Cependant, aucune réversion complète du phénotype hépatique n’a pu être réalisée malgré la 

mise en évidence d’une amélioration des paramètres hépatiques dans certaines études de 

thérapie cellulaire pratiquées chez le jeune animal (Fontanellas et al. 2000 ; Garcia-Bravo et 

al. 2009). Dans ces travaux, une greffe de moelle osseuse a été pratiquée sur des animaux de 

3-4 et 8 semaines respectivement (Fontanellas et al. 2000 ; Garcia-Bravo et al. 2009). Les 

taux de transaminases ainsi que les dépôts hépatiques de PPIX observés chez les souris 

traitées sont significativement plus faibles que ceux du modèle PPE mais sans revenir à la 

normale. Ces études suggèrent que l’atteinte hépatique s’installe précocement et que la greffe 

de moelle osseuse a été pratiquée de manière trop tardive. Une greffe de moelle osseuse 

précoce serait donc peut-être capable de corriger le déficit enzymatique avant l’apparition de 

l’atteinte hépatique. 

 Dans ce contexte, nous avons développé un protocole de thérapie cellulaire chez le 

nouveau-né, afin de corriger le déficit enzymatique avant l’apparition de la fibrose hépatique. 
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Pour cela, nous avons dans un premier temps déterminé la cinétique d’apparition des lésions 

hépatiques en sacrifiant des nouveau-nés à différents temps et en pratiquant une analyse 

histopathologique. De façon surprenante, les nouveau-nés accumulent de la protoporphyrine 

IX dans leurs globules rouges mais cette accumulation n’est pas détectable dans les 

hépatocytes malgré une activité enzymatique hépatique aussi faible que dans les globules 

rouges. La PPIX produite dans les érythrocytes du fœtus pourrait potentiellement gagner le 

plasma maternel en traversant la barrière placentaire et être éliminée par la mère. Ceci 

expliquerait l’accumulation de PPIX dans les érythrocytes (la PPIX y est synthétisée 

perpétuellement) et son absence dans le foie où la synthèse est beaucoup moins importante, 

les dépôts de PPIX nécessitant un apport de la PPIX provenant des érythrocytes. Les dépôts 

de PPIX dans le foie apparaissent vers le 12ème jour de vie. A partir de cet âge, l’accumulation 

hépatique de protoporphyrine IX débute et entraîne des changements architecturaux de plus 

en plus visibles avec le temps (dépôts de PPIX importants, fibrose, réaction ductulaire). 

Ayant déterminé la cinétique d’apparition de l’atteinte hépatique, nous nous sommes demandé 

si une greffe de moelle osseuse précoce, pratiquée avant le 12ème jour de vie, permettrait 

d’empêcher le dépôt de PPIX dans le foie. Plusieurs protocoles de myélosuppression chez les 

nouveau-nés sont décrits dans la littérature. Le traitement de la mère avec une dose de 

busulfan de 15mg/kg injectée par voie sous-cutanée entraîne une mortalité importante des 

nouveaux nés (Askmyr et al. 2009). Une dose de 7,5mg/kg est mieux tolérée et permet la 

survie des nouveau-nés au détriment du chimérisme qui ne dépasse pas les 10% (Askmyr et 

al. 2009). Ces protocoles de conditionnement présentent l’inconvénient de devoir sacrifier les 

reproducteurs myélosupprimés à chaque portée. Nous nous sommes donc intéressés à un 

conditionnement chez le nouveau-né. Yoder et collaborateurs décrivent qu’une irradiation 

totale des nouveau-nés par une irradiation totale avec une dose importante (>7Gy - gray) 

entraîne une mortalité importante, un retard de croissance et un problème développemental du 

système nerveux central (Yoder et al. 1996). Si la dose est réduite à 5Gy, les nouveau-nés ont 

un développement normal et présentent un chimérisme au moins égal à 50%. Dans une autre 

étude, Carbonaro et collaborateurs montrent que des doses croissantes de 1 Gy à 4Gy chez des 

nouveau-nés augmentent le chimérisme mais également la mortalité de façon dose-

dépendante (Carbonaro et al. 2008). Le traitement au busulfan semble mieux toléré par les 

nouveau-nés qu’une irradiation totale et permet d’observer des chimérismes importants 

(Carbonaro et al. 2008 ; Yoder et al. 1996). Pour nos travaux, nous avons donc mis au point 

un protocole de myéloablation chez le nouveau-né par un traitement à base de busulfan 

(Busilvex®) injecté par voie intrapéritonéale. Plusieurs dosages ont été testés afin d’obtenir le 

meilleur rapport entre une myélosuppression efficace et une faible mortalité. Le chimérisme, 
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très faible sans préconditionnement, augmente de manière dose dépendante avec le busulfan. 

La dose la plus élevée (25mg/kg) n’est pas satisfaisante de part la forte mortalité associée 

(50% des nouveau-nés sont morts 48 heures après traitement). La condition 2x10mg/kg s’est 

révélée la plus efficace permettant une greffe sur le long terme avec un très bon chimérisme et 

une faible mortalité. Les nouveau-nés présentant un chimérisme élevé (>80%) ont développé 

une hématopoïèse complète dérivée des cellules du donneur. Ils n’accumulent que peu de 

protoporphyrine IX dans leurs érythrocytes preuve d’une activité enzymatique de la 

ferrochélatase restaurée dans les cellules érythroïdes. Les souris, 21 semaines après la greffe, 

ne présentent aucune photosensibilité. De plus, les paramètres hépatiques sont normaux (taille 

du foie, transaminases, bilirubine totale) bien que l’activité de la ferrochélatase hépatique des 

souris greffées soient toujours très faible (pas de différence significative avec l’activité 

retrouvée chez des souris PPE non greffées). Ceci confirme d’une part que les dépôts de 

protoporphyrine conduisant à l’atteinte hépatique sont essentiellement dus à la 

protoporphyrine érythroïde et prouve d’autre part, que la greffe de moelle osseuse précoce 

suffit pour prévenir la fibrose et les lésions hépatiques. 

 

B- Thérapie cellulaire et PPE : Aspect clinique 

 

 Les équipes ayant démontré une amélioration partielle du foie dans le modèle murin 

de PPE (Fech
m1Pas/Fech

m1Pas) n’ont pas pu corriger totalement la fonction hépatique car la 

greffe s’est pratiquée trop tardivement. Ce modèle murin reflétant la maladie humaine dans 

son ensemble (photosensibilité et atteinte cutanée), il est possible que les résultats de 

cinétique d’apparition des lésions hépatiques soient transposables à la pathologie humaine 

dans les cas où elle présenterait une atteinte du foie. Dans ce cas, l’éventualité d’une 

transplantation de moelle osseuse se discuterait en fonctions des différents scénarios de 

complications hépatiques (Figure 43) : la majorité des patients ne présentant pas de 

complication hépatique (A), la transplantation de moelle osseuse paraît inutile (1). Une 

minorité développe une fibrose hépatique progressive (B) qui peut conduire à une insuffisance 

hépatique rapide nécessitant un traitement ou parfois une greffe de foie (C). Ces patients 

peuvent également présenter une nouvelle cholestase sur le foie traité entraînant une 

insuffisance hépatique (D). Le taux de récidive élevé de l’atteinte hépatique dans la PPE 

suggère qu’une transplantation de moelle osseuse après correction hépatique pourrait 

empêcher la réapparition des lésions  (2). Une greffe médullaire pourrait également prévenir 

une nouvelle atteinte hépatique progressive après une greffe de foie (3). La greffe de moelle 

osseuse est particulièrement indiquée chez les jeunes patients ayant subit une greffe de 
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foie compte tenu de leur importante espérance de vie et de la forte récidive de l’atteinte 

hépatique (4). Un faible nombre de malades développent très jeune une fibrose hépatique de 

progression rapide (E). Dans ce dernier cas, le traitement est intéressant si la fibrose hépatique 

est détectée précocement et n’est pas trop étendue (5) (Wahlin et Harper, 2010). Nos travaux 

accréditent ce dernier cas, en démontrant qu’une transplantation de moelle osseuse précoce 

peut permettre d’empêcher l’apparition des lésions. 

 

 
Figure 43. Schéma des différents scénarios de complications hépatiques et possibles indications pour une 
transplantation de moelle osseuse. Les lettres et chiffres sont expliqués dans le texte. (D’après Wahlin et Harper, 
2010). 
 

 

C- Relation génotype/phénotype et atteinte hépatique de la PPE 

 

 Il est donc important de suivre les patients pour juger au plus tôt de la nécessité d’une 

transplantation de moelle osseuse. Minder et collaborateurs ont émis l’hypothèse en 2002 

d’une corrélation entre la présence d’allèles nuls et le développement d’une atteinte hépatique 

mais l’étude d’autres cas montrent que ces mutations sont également présentes dans des 

familles asymptomatiques ou déclarant une PPE sans altération du foie (Minder et al. 2002 ; 

Chen et al. 2002 ; Schoenfeld et al. 2003). La présence d’allèles nuls ne peut donc servir de 

marqueur pronostic de l’atteinte hépatique. L’évolution de la maladie, bien que non corrélée à 

la mutation en elle-même, pourrait être sous l’influence d’autres facteurs génétiques ou 

épigénétiques. En effet, la mutation entraîne des phénotypes de sévérités différentes selon le 

fond génétique de la souris modèle (Abitbol et al. 2005). Il est observé, chez les souris de 

fond génétique BALB/c et C57BL/6 portant la mutation, un retard de croissance et une 

diminution de la fertilité. Sur le plan physiopathologique, les souris des 3 fonds génétiques 

(C57BL/6JCrl, BALB/cByJCrl  et SJL/JOrlCrl nommés respectivement C57BL/6, BALB/c et 

SJL) présentent un plasma et des urines ictériques à 3 mois (plus important chez les souris 

BALB/c). Bien que les SJL présentent un taux de PPIX érythrocytaire significativement plus 

élevé que les BALB/c et les C57BL/6, ce sont les souris BALB/c qui présentent l’anémie la 
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plus élevée. Cette anémie est causée par une lyse des érythrocytes engendrant une 

splénomégalie retrouvée essentiellement dans ce fond génétique. Le taux de bilirubine totale 

est plus élevé dans les souris BALB/c qui présentent vraisemblablement un catabolisme plus 

important de l’hème, ceci expliquant la jaunisse importante chez les souris BALB/c et moins 

développée chez les C57BL/6 et les SJL (Figure 44). Sur le plan hépatique, les souris 

présentent toutes une élévation des taux sériques de phosphatase alcaline (ALP) et des 

transaminases ALAT et ASAT souvent de manière plus importante dans les souris BALB/c. 

Ceci reflète une dysfonction hépatocytaire pour les taux de transaminases et des cellules 

canalaires biliaires pour la phosphatase alcaline. A 6 mois de vie, les souris BALB/c 

présentent une élévation des taux de bilirubine totale, d’ALP et une diminution de l’excrétion 

de la PPIX significativement plus importante que dans les souris des 2 autres fonds 

génétiques. Les souris des fonds C57BL/6 et BALB/c présentent des dépôts de PPIX plus 

importants que ceux observés dans les souris SJL. Le nombre de dépôts diminue au cours du 

temps chez les BALB/c ce qui n’est pas le cas des souris C57BL/6. Ils sont très peu nombreux 

dans le cas des souris SJL et diminue avec le temps. La cholestase est plus importante chez les 

souris BALB/c et l’hépatite chronique engendrées par ces dépôts est sévère très tôt (3 mois) 

chez les souris C57BL/6 et dans les souris des fonds génétiques BALB/c et C57BL/6 à 6 

mois. Parallèlement, la cholestase et l’hépatite sont modérées voire faible dans le cas des 

souris SJL. Ces expériences montrent une différence de phénotype importante dans les trois 

fonds génétiques. Une analyse fonctionnelle discriminante basée sur 6 critères (nombre de 

globules rouges, volume moyen de la cellule, taux d’hémoglobine, de bilirubine totale, d’ALP 

et de fluorocytes) permet de séparer les souris en 3 groupes distincts représentant les 3 fonds 

génétiques étudiés démontrant ainsi que le phénotype est forment corrélé au fond génétique 

(Abitbol et al. 2005). 

 
Figure 44. Schéma récapitulatif des variations de phénotypes observés entre 3 fonds génétiques murins 
différents porteurs de la même mutation sur le gène Fech. 
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Une explication fonctionnelle de ces différences de phénotypes est donnée par Lyoumi et 

collaborateurs (Lyoumi et al. 2011 et figure 45). Ils ont remarqué que la rétention de la PPIX 

dans les hépatocytes est plus importante dans les souris C57BL/6 que dans les souris BALB/c 

et que cette rétention était inversement corrélée avec le degré d’atteinte hépatique observée 

dans ces souris. Une étude préliminaire a montré que la sécrétion de sels biliaires était plus 

importante chez les souris BALB/c et contribuait au développement de l’atteinte hépatique 

dans ces souris (Meerman et al. 1999). En effet, la formation de micelles composées du 

cholestérol, des phospholipides et des sels biliaires permet d’empêcher une atteinte des 

cellules épithéliales biliaires par les sels biliaires libres cytotoxiques. Dans les souris BALB/c, 

l’augmentation du flux des sels biliaires n’est pas corrélée à une augmentation de la sécrétion 

de cholestérol et de phospholipides ce qui conduit à une augmentation du ratio sels 

biliaires/phospholipides dans les souris BALB/c comparé aux souris C57BL/6. De plus, in 

vitro, la PPIX se lie aux phospholipides et les souris BALB/c présentent une sécrétion de 

PPIX plus importante que les C57BL/6. Ce phénomène participerait donc à la déplétion 

intracanaliculaire des phospholipides par une association de ces derniers avec la PPIX. Les 

phospholipides ne seraient donc plus disponibles pour former des micelles, augmentant 

encore ainsi la proportion de sels biliaires libres cytotoxiques (Lyoumi et al. 2011 et figure 

45). La protection contre la toxicité hépatique est également à mettre au crédit d’une 

diminution de la réabsorption des acides biliaires par les hépatocytes et à une augmentation de 

l’export des acides biliaires vers la circulation sanguine dans les souris C57BL/6. Ces 

modifications physiologiques sont dues respectivement à une diminution de l’expression des 

gènes codant pour les transporteurs permettant la réabsorption des acides biliaires et à une 

élévation de l’expression des gènes codant pour les transporteurs permettant l’export des 

acides biliaires vers le sang. Les souris C57BL/6 présentent également une diminution de la 

synthèse des sels biliaires ainsi que de leur sécrétion canaliculaire permettant de réguler la 

proportion de sels biliaires dans le ratio sels biliaires/phospholipides-cholestérol, phénomène 

adaptatif non retrouvé chez les souris BALB/c (Figure 45). 

 Ces travaux, dans le cas où ils seraient adaptables à la pathologie humaine, 

permettraient de détecter précocement les patients susceptibles de déclarer une atteinte 

hépatique (par dosage des lipoprotéines sériques et détermination de la composition de la bile 

des patients). La détection précoce de ces patients, avant fibrose hépatique, pourrait permettre 

leur traitement par greffe de moelle osseuse et ainsi éviter une insuffisance hépatique. L’étude 

des relations génotype/phénotype dans la PPE est à poursuivre pour découvrir de nouvelles 

cibles thérapeutiques pouvant servir au traitement de la dysfonction hépatique ou comme 
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marqueur pronostic (comme dans le cas du récepteur PPARα dont l’expression est retrouvée 

diminuée chez les souris BALB/c et qui aurait un rôle protecteur contre la cholestase, Hays et 

al. 2005). 

 

 
Figure 45. Schéma proposant une explication aux différences de phénotypes observés entre les souris 
développant une atteinte hépatique sévère (B) ou une relative protection (A). PPIX : Protoporphyrine IX. 
Modifié d’après Lyoumi et al. 2011. 
 
 
 
 
 

II – Cellules souches pluripotentes induites et thérapie génique des 
porphyries érythropoïétiques 
 

 

 Les porphyries érythropoïétiques sont dues à un déficit de l’une des enzymes de la 

voie de biosynthèse de l’hème. Le déficit en UROS cause la PEC et la majorité des cas de 

PPE sont dus à un défaut en FECH. La transplantation médullaire est curative pour ces deux 

pathologies mais elle est handicapée par un manque de donneurs HLA-compatibles. La 
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thérapie génique est une alternative envisagée et explorée depuis plusieurs années. Les études 

de thérapies géniques in vitro et in vivo publiées montrent l’efficacité de ce traitement dans les 

deux maladies et suggèrent une potentielle application à l’homme (Mazurier et al. 1994 ; 

Kauppinen et al. 1998 ; Géronimi et al. 2003 ; Robert-Richard et al. 2008 pour la PEC et 

Pawliuk et al. 1999 ; Fontanellas et al. 2001 ; Richard et al. 2001, 2003, 2004 pour la PPE). 

Or, dans les protocoles de thérapie génique classiques, deux inconvénients majeurs freinent 

l’efficacité du traitement : le nombre de cellules à corriger et l’impossibilité d’analyser les 

cellules transduites à l’échelon clonal et donc de sélectionner une population caractérisée pour 

son intégration provirale. Le patient est alors traité avec des cellules qui possèdent une 

intégration du vecteur thérapeutique pouvant potentiellement activer la surexpression de 

proto-oncogènes (comme cela a été montré lors de la thérapie génique de l’immunodéficience 

sévère combinée liée à l’X ( SCID-X, Hacein-Bey-Abina et al. 2003, Hacein-Bey-Abina et al. 

2008). 

 Les cellules souches pluripotentes induites (iPS) sont des cellules provenant de la 

dédifférenciation de cellules matures. Ces cellules iPS possèdent des propriétés 

d’autorenouvellement et de pluripotence. Elles sont en effet capables de se différencier en 

tissus provenant des 3 feuillets embryonnaires et pourraient donc être une source de cellules 

souches hématopoïétiques autologues corrigées. Elles permettraient donc de s’affranchir du 

problème d’histocompatibilité en injectant ses propres cellules au patient. De plus, leur 

capacité d’autorenouvellement permettrait de générer suffisamment de progéniteurs 

hématopoïétiques pour traiter efficacement un patient. Les cellules iPS permettraient 

également une approche clonale de la correction génique. Il serait donc possible d’analyser 

différentes lignées cellulaires corrigées par un vecteur thérapeutique et de sélectionner celle 

possédant une intégration sûre. Des études ont montré la faisabilité d’une thérapie génique 

utilisant des cellules iPS dans le cadre du traitement de plusieurs maladies génétiques : 

anémie de Fanconi (Raya et al. 2009), drépanocytose (Ye et al. 2009 ; Hanna et al. 2007), 

thalassémie (Papapetrou et al. 2011) et hémophilie A (Xu et al. 2009). Nous avons donc 

voulu appliquer ce type de protocoles à la thérapie génique des porphyries érythropoïétiques, 

notre premier protocole utilisant des cellules humaines de patients PEC et le second à partir de 

cellules de souris modèles de la PEC et de la PPE. 
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Correction métabolique de la porphyrie érythropoïétique congénitale humaine à 
partir de cellules iPS 
 

 Des kératinocytes de patients PEC ont été transduits avec deux vecteurs de 

reprogrammation, l’un exprimant les facteurs de transcription OCT3/4, SOX2 et KLF4, 

l’autre exprimant c-MYC et un ARN interférent dirigé contre l’ARNm de p53 (ARNsh anti 

p53). La reprogrammation de cellules humaines est fortement freinée par la protéine p53 

(Kawamura et al. 2009). L’inhibition de p53 de manière transitoire a ainsi augmenté le taux 

de cellules reprogrammées jusqu’à 1,4% des cellules infectées. Cette efficacité de 

reprogrammation s’explique également par le fait que les kératinocytes expriment faiblement 

de manière endogène les facteurs de transcription OCT3/4, NANOG, KLF4 et la protéine c-

MYC (Aasen et al. 2008 ; Bedel et al. 2012). Les clones iPS sont ensuite infectés avec le 

vecteur thérapeutique exprimant l’UROS sous contrôle d’un promoteur HS40-promoteur 

ankyrine permettant l’expression du transgène dans le compartiment érythroïde 

spécifiquement. 

Les lignées iPS corrigées sont caractérisées pour l’expression de marqueurs de pluripotence et 

infectées avec un vecteur adénoviral permettant une expression transitoire de la recombinase 

CRE. Cette enzyme catalyse l’excision des vecteurs lentiviraux de reprogrammation, étape 

essentielle pour la correcte différenciation des iPS par la suite et pour le maintien de 

l’intégrité génomique (l’inhibition de p53 ne doit être que transitoire). Même si plusieurs 

protocoles n’ont pas inclus l’excision des vecteurs de reprogrammation dans leurs protocoles, 

nous avons choisi de retirer les cassettes rétrovirales afin de perturber le moins possible 

l’expression génomique de nos lignées iPS (Raya et al. 2009 ; Xu et al. 2009). L’excision et 

la dilution limite permettant l’approche clonale entraîne une forte mortalité des cellules iPS 

humaines. La culture cellulaire, lors de ces étapes, nécessite un inhibiteur d’apoptose afin de 

conserver les cellules excisées (Rho-associated kinase (Rock) inhibitor, Claassen et al. 2009). 

Les lignées iPS excisées et corrigées expriment toujours les différents marqueurs de 

pluripotence testés et présentent un caryotype normal. Leur capacité de différenciation est 

évaluée par la formation de tératomes in vivo. La plupart des protocoles pratiqués utilisent la 

LAM-PCR pour connaître les sites d’intégrations provirales (Cartier et al. 2009). Nous avons 

donc analysé nos lignées par LAM-PCR ce qui a permis d’écarter celles dont les sites 

d’intégrations étaient trop proches de proto-oncogènes. Une lignée présente une intégration 

unique et aucun oncogène n’est présent dans les régions flanquant l’intégration (300 kb de 

part et d’autre de l’intégration). La différenciation hématopoïétique s’est effectuée selon un 

protocole en trois étapes : la formation de corps embryoïdes, leur culture en milieu 

complémenté en cytokines hématopoïétiques sur un stroma OP9 et enfin un passage en milieu 
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d’expansion sans sérum. La faible concentration en VEGF est primordiale pour ce protocole. 

Woods et collaborateurs ont en effet montré qu’une trop forte concentration inhibait la 

différenciation hématopoïétique (Woods et al. 2011). Contrairement à ce qui avait 

précédemment été décrit, aucune différence significative n’est observée entre l’efficacité de 

différenciation hématopoïétique à partir de cellules iPS humaines issues de kératinocytes ou 

de progéniteurs hématopoïétiques CD34+ issus de sang de cordon ombilical (Kim et al. 2011). 

Nos lignées iPS présentent peut-être une pluripotence plus importante que d’autres lignées 

grâce à la combinaison de l’inhibition de p53 et la surexpression de c-MYC au moment de 

leur génération qui aurait « effacé la signature épigénétique » de nos lignées épidermiques 

(Araki et al. 2011). Ceci leur confèrerait le même potentiel de différenciation 

hématopoïétique que les cellules CD34+ de sang de cordon. La différenciation érythroïde s’est 

faite en 3 semaines dans un milieu complémenté avec de l’érythropoïétine. Les cellules 

différenciées présentent en majorité une hémoglobine fœtale vraisemblablement due au 

caractère immature des cellules obtenues (Lapillonne et al. 2010 ; Papapetrou et al. 2011).  

 Récemment, Robert-Richard et collaborateurs ont démontré que la correction de la 

PEC pouvait être complète par transduction de 40% des cellules hématopoïétiques au 

minimum (Robert-Richard et al. 2008). Ce « faible » pourcentage de cellules corrigées est 

suffisant par l’avantage sélectif qu’il donne aux cellules corrigées qui ne sont plus hémolysées 

(survie des cellules corrigées accrue). D’autres études ont démontré qu’un avantage sélectif 

améliorait la correction (comme dans le cas de la drépanocytose : Pawliuk et al. 2001). De 

plus, l’approche clonale du protocole passant par l’utilisation de cellules iPS garantit la greffe 

de cellules corrigées à 100%. Ceci permettra, dans une perspective d’essai clinique, de réduire 

la myélosuppression diminuant ainsi les risques liés à cette opération. Ici, les cellules iPS 

ayant reçues le vecteur thérapeutique et différenciées en cellules érythroïdes, présentent 

significativement moins de porphyrines de types I (~3% de fluorocytes contre 35% pour les 

cellules iPS non corrigées). La correction observée in vitro est complète. 

 

 

Thérapie génique de modèles murins de  PEC et PPE 
 

 Les expériences de thérapie génique des porphyries érythropoïétiques sur les modèles 

murins de ces maladies permettraient de compléter ces études in vitro avant une potentielle 

utilisation clinique. C’est pour cela que nous avons expérimenté un protocole de thérapie 

génique des porphyries érythropoïétiques proche de celui utilisé pour les cellules de patients. 

Nous avons tout d’abord cultivé des fibroblastes issus de fragments de la peau dorsale de 
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souris nouveau-nés PEC et PPE. Ils sont transduits avec un vecteur lentiviral thérapeutique. 

Comme dans le cas des cellules humaines, ce transgène est sous contrôle d’un promoteur 

permettant son expression spécifique dans la lignée érythroïde de la moelle osseuse. La 

transduction d’un unique vecteur de reprogrammation exprimant les trois facteurs de 

reprogrammation OCT3/4, SOX2 et KLF4 (flanqué de séquences LoxP) suffit pour générer 

des cellules iPS avec une efficacité retrouvée classiquement dans les publications et suffisante 

étant donné le nombre de cellules d’origine (entre 0,05% et 0,1% - Robinton et al. 2012). Les 

cellules iPS sont caractérisées pour l’expression de différents marqueurs caractéristiques des 

cellules ES pluripotentes. Les lignées PEC et PPE obtenues expriment tous les marqueurs 

testés (y compris les protéines Nanog et Oct3/4 endogènes). L’excision des facteurs de 

reprogrammation a ensuite été pratiquée par la transduction de nos lignées iPS avec un 

vecteur adénoviral exprimant de manière transitoire de la recombinase CRE. Même si ce 

protocole présente l’avantage d’avoir un seul vecteur à exciser, l’excision fut laborieuse et 

nécessita plusieurs transductions adénovirales. Une mortalité cellulaire importante est 

observée jusqu’à 3-4 jours après la transduction. Il semble que l’excision fasse entrer les 

cellules en apoptose en les privant des voies de signalisation exogènes de survie et de 

pluripotence/autorenouvellement. Les clones excisés sont à nouveau caractérisés pour 

l’expression des marqueurs de pluripotence. Toutes les lignées continuent à exprimer ces 

gènes. Ceci démontre que les voies endogènes impliquées dans le maintien de la pluripotence 

ont bien été activées par notre vecteur de reprogrammation. Ces lignées sont capables de 

former des corps embryoïdes et des tératomes pleinement différenciés (présence de tissus 

différenciés provenant des trois feuillets embryonnaires). La différenciation hématopoïétique 

s’est révélée difficile à réaliser. Aucun des trois protocoles utilisés n’a permis de générer des 

progéniteurs hématopoïétiques en quantité suffisante dans le cadre d’une transplantation de 

moelle à des souris. 

L’effet du facteur de transcription HoxB4 est, dans nos protocoles, sujet à contradiction. Des 

études montrent qu’une expression même transitoire de HoxB4 permet d’améliorer le 

potentiel de différenciation hématopoïétique de cellules ES ou iPS et la survie des 

progéniteurs hématopoïétiques qu’elles génèrent (Bonde et al. 2008 ; Tashiro  et al. 2012). 

Nous n’avons pas observé une meilleure survie des cellules transduites contrairement à ce qui 

fut publié par Chan et collaborateurs (Chan et al. 2008). Plusieurs lignées transduites avec 

HoxB4 ne sont pas analysables aux derniers temps des deux principaux protocoles utilisés 

contrairement aux lignées infectées avec le vecteur contrôle. Il ne semble pas non plus 

participer à la différenciation (générale ou hématopoïétique). Les lignées HoxB4 expriment le 

marqueur hématopoïétique CD41 dans les mêmes proportions que les lignées contrôles (sauf 
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la lignée U3 lors du protocole 2). Lors de l’étude du marqueur de pluripotence, seule la lignée 

ES HoxB4 du protocole 1 présente une différenciation qui pourrait être attribuée à 

l’expression du transgène (38,6% contre 81,9% sans HoxB4). Les autres lignées utilisées lors 

de ce protocole ne sont pas analysables car très peu de cellules ont survécu jusqu’à la fin du 

protocole. Dans le deuxième protocole de différenciation, les lignées iPS expriment autant 

l’antigène SSEA1 qu’elles aient été transduites avec le vecteur exprimant HoxB4 ou non. 

Ce résultat peut potentiellement s’expliquer par le choix des cellules d’origine et par la 

méthode de reprogrammation. En effet, de nombreuses études montrent que la « signature 

épigénétique » de la cellule d’origine joue un rôle important non pas dans la génération de 

lignées iPS mais dans leurs potentiels de différenciation (Kim et al. 2011). Ainsi, la 

différenciation hématopoïétique est beaucoup plus efficace à partir de cellules iPS issues de 

progéniteurs hématopoïétiques que de fibroblastes (Pfaff et al. 2011). Mais une importante 

variation du potentiel de différenciation est également observée entre lignées issues du même 

tissu : les fibroblastes embryonnaires possédant des capacités supérieures que leurs 

homologues adultes (Kulkeaw et al. 2010). L’utilisation de cellules hématopoïétiques et à 

fortiori de progéniteurs hématopoïétiques, aurait peut-être facilité la différenciation de nos 

lignées. 

Dans un souci de biosécurité, nous avions choisi d’utiliser un vecteur dépourvu du transgène 

c-Myc car il n’est pas nécessaire à la génération de cellules iPS et qu’il était connu pour être 

fortement oncogénique (Wernig et al. 2007 ; Okita et al. 2007). Or, il semble maintenant 

indispensable à la génération de cellules iPS de haute qualité ayant des capacités de 

différenciation plus importantes que les cellules iPS générées sans ce facteur (Araki et al. 

2011). Il serait intéressant de tester la pluripotence de nos lignées iPS en vérifiant leur 

capacité à former des chimères une fois injectées dans des blastocystes. De plus, Seiler et 

collaborateurs mettent en exergue la difficulté de générer des progéniteurs hématopoïétique à 

partir d’iPS murines (Seiler et al. 2011). Cette difficulté est corrélée au fait qu’une seule étude 

démontre la faisabilité d’un protocole de thérapie génique utilisant des iPS murines 

différenciées en cellules souches hématopoïétiques (correction de souris drépanocytaires, 

Hanna et al. 2007). Dans ce cas, les cellules iPS différenciées ont été triées sur l’expression de 

la GFP (reliée à celle du facteur de transcription HoxB4) et la disparition du marqueur 

embryonnaire SSEA1. Aucun marqueur hématopoïétique n’est considéré suggérant que la 

sélection sur ce type d’antigène est difficilement réalisable par manque de cellules 

différenciées. 
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La thérapie génique des porphyries érythropoïétiques via l’utilisation des cellules iPS 

semble conceptuellement possible mais de nombreux points méritent une étude plus 

approfondie visant à améliorer la sécurité du protocole : 

- La génération des cellules iPS devrait être réalisée sans addition génique. Ici, les transgènes 

ont été excisés mais une cicatrice des différents provirus de reprogrammation persiste dans le 

génome (une séquence LTR comportant une séquence LoxP) pouvant déréguler l’expression 

d’un ou de plusieurs gènes. Il est maintenant possible de générer des iPS par des méthodes 

d’expression transitoire des facteurs de reprogrammation (protéines, microARN, ARNm 

stabilisés, piggyBac…) parfois même de manière plus efficace qu’avec des vecteurs 

intégratifs et permettant d’obtenir une pluripotence d’un niveau équivalent (Woltjen et al. 

2009 ; Warren et al. 2010). Ces méthodes sont à privilégier. 

- Les iPS doivent être caractérisées de manière exhaustive : l’étude du caryotype n’est qu’une 

étape dans la sélection des iPS sûres pour ce type de thérapies. Ces cellules développent des 

anomalies génétiques de part leur méthode de génération et leur culture in vitro (Mayshar et 

al. 2010 ; Gore et al. 2011 ; Samer et al. 2011 ; Lister et al. 2011). Le séquençage à très haut 

débit des lignées devra être effectué avant toute thérapie afin d’étudier les variations 

génétiques mais aussi épigénétiques (étude possible des sites de méthylations par les 

nouveaux séquenceurs - http://curie.fr/fr/recherche/sequencage-adn-haut-debit?prehome=0 ; 

Morozova et Marra, 2008). 

- La délétion du promoteur rétroviral U3 et la présence de séquences isolatrices dans les LTR 

permet d’éliminer ou de réduire  les interactions du provirus avec le génome et donc les 

phénomènes d’oncogenèse insertionnelle. L’utilisation d’un promoteur tissu-spécifique est 

une garantie supplémentaire d’une expression ciblée dans le tissu d’intérêt (Lavenu-Bombled 

et al. 2007 ; Richard et al. 2001). 

- Récemment, le développement des méthodes de correction génique ciblée par 

recombinaison homologue permet d’envisager une diminution des risques liés à l’insertion 

d’une séquence d’ADN exogène dans le génome. En effet, l’intégration aléatoire des vecteurs 

viraux est un important handicap pour la thérapie génique. Il est maintenant possible de 

choisir le site d’intégration de la séquence thérapeutique. Les nucléases à doigt de zinc (ZFN 

pour Zinc Finger nucleases) et les TALEN (Transcription Activator- Like Effector Nucleases) 

sont des protéines artificielles composées d’un domaine capable de se lier à l’ADN et d’un 

domaine pouvant cliver l’ADN double brin (nucléase). Par ingénierie, il est possible de 

modifier la protéine pour qu’elle reconnaisse un site génomique spécifique (Zou et al. 2009). 

L’apport d’un ADN exogène d’intérêt avec des extrémités complémentaires aux régions 

flanquant le site de coupure entraîne l’intégration de cet ADN par recombinaison homologue 
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lors de la réparation de la cassure double brin. Les ZFN et les TALEN permettent d’obtenir 

une efficacité de recombinaison beaucoup plus importante qu’avec une recombinaison 

homologue classique (jusqu’à 20% d’efficacité d’après Porteus et Carroll, 2005). Cette 

modification génomique a permis la correction de pathologies y compris in vivo démontrant 

l’efficacité de cette technique (Urnov et al. 2005 ; Wood et al. 2011 ; Li et al. 2011). Sadelain 

et collaborateurs définissent le site d’intégration idéal afin d’éviter toute interaction avec le 

génome hôte (Sadelain et al. 2012). Le site doit se trouver à une distance : 

- supérieure à 50kb d’un gène (quel qu’il soit),  

- supérieure à 300kb s’il s’agit d’un gène connu pour son implication dans un cancer,  

- supérieure à 300kb d’un microARN (quel qu’il soit),  

- le site doit également se situer en dehors d’une unité de transcription génique, 

- et en dehors de régions génomiques ultra-conservées. 

Plusieurs stratégies de correction génique ciblée existent (Figure 46) : les premières études 

portent sur l’apport d’un transgène entier dans un locus spécifique comme le site AAVS1 (le 

site d’intégration des adénovirus dans les cellules humaines -adeno-associated virus site 1- 

localisé entre l’exon 1 et l’intron 1 du gène de la sous-unité régulatrice de la protéine 

phosphatase 1 (PPP1R12C) en position 19q13). Le site AAVS1 est souvent cité comme 

permettant l’expression de transgènes sans perturber l’expression du génome hôte (Lombardo 

et al. 2011). Il est nécessaire d’apporter un promoteur avec le transgène qui devra être 

exprimé spécifiquement dans le tissu selon l’application. Le locus CCR5 (Chemokine (motif 

CC) receptor 5) et le locus humain Rosa26 (chromosome 3 en position 3p21.31 et 3p25.3 

respectivement) sont également des locus ciblés lors de ce type de stratégies. La protéine 

CCR5 est un des cofacteurs permettant l’entrée du virus de l’immunodéficience humaine 

(VIH). Des patients possédant une mutation sur ce gène à l’état homozygote présentaient une 

résistance importante à l’infection par le VIH-1. Un autre patient, traité par greffe de moelle 

osseuse pour une leucémie myéloïde aiguë et déjà infecté par le VIH, a été totalement 

débarrassé du virus par ce traitement (Hütter et al. 2009). Le donneur était homozygote pour 

la mutation Δ32 générant une protéine CCR5 tronquée et ne participant plus au maintien du 

virus. Les patients portant des mutations dans ce gène à l’état hétérozygote ou homozygote ne 

montrent aucun phénotype particulier. Ce site a également été choisi pour un essai clinique de 

phase I visant à traiter le VIH (Sangamo Biosciences). Dans ce cas, la stratégie consiste à 

supprimer une partie du gène afin de créer un codon STOP et générer une protéine tronquée et 

non fonctionnelle. Les essais cliniques consistent à injecter aux patients des lymphocytes 

CD4+ dont le gène CCR5 aurait été partiellement délété par l’action de ZFN délivrées par un 

vecteur adénoviral (Urnov et al. 2010 ; Cannon, 2011). 
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Les locus sont cependant localisés près d’autres gènes (dont certains sont reliés à des cancers 

dans le cas de CCR5) et peuvent donc potentiellement déréguler leur expression (Sadelain et 

al. 2012). L’utilisation de ces locus comme sites d’intégration sûrs (« safe harbours ») est 

encore à l’étude. 

Une troisième stratégie consiste à placer la séquence d’intérêt dans l’intron d’un gène 

déficient. La génération d’un site accepteur d’épissage sur l’ADN d’intérêt permet, une fois 

intégré au génome, de transcrire toute la séquence exogène. Cette séquence peut couvrir un 

exon ou la totalité du gène. Si plusieurs mutations différentes, présentes sur toute la longueur 

du gène, génèrent une seule maladie (comme c’est le cas pour les porphyries 

érythropoïétiques), cette technique permettrait leur correction avec un seul couple de 

nucléases. Ainsi Li et collaborateurs ont ciblé une séquence intronique du gène exprimant un 

facteur 9 humain déficient dans l’hémophilie (Li et al. 2011). L’apport des séquences WT des 

exons 2 à 8 placées en amont des séquences génomiques permet une correction de la maladie 

dans un modèle murin d’hémophilie B. De plus, dans ce type de stratégie, le transgène 

possède une expression stable et régulée car il est sous le contrôle du promoteur du gène 

endogène.  

 
 

Figure 46. Stratégies de correction génique ciblée à partir de ZFN/TALEN. Les ZFN permettent l’apport d’un 
transgène et de son promoteur dans un locus précis (par exemple AAVS1) (1) ou la correction fine pouvant 
corriger une mutation ponctuelle, introduire une délétion…(2). Enfin, il est possible d’introduire le transgène 
dans l’intron du gène d’intérêt sous contrôle du promoteur endogène. L’ajout d’un site accepteur d’épissage 
permet de transcrire le transgène et plus la séquence génomique comportant les mutations (3). La régulation de 
l’expression du transgène sera alors identique à celle du gène endogène. 
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La haute spécificité et l’efficacité de cette technologie font d’elle une potentielle voie 

thérapeutique notamment pour les porphyries érythropoïétiques qui présentent le même profil 

de mutations (distribuées sur la totalité du gène) même si des études restent à faire pour 

prouver leur innocuité. 

 
 
 

III – Biothérapie de la porphyrie érythropoïétique congénitale : 
une nouvelle approche thérapeutique 
 

 De nombreuses mutations à l’origine de la porphyrie érythropoïétique congénitale ont 

été recensées dont la majorité sont des mutations faux sens (25/43 mutations, Ged et al. 

2009). Ces mutations sont responsables d’une modification de la structure primaire de la 

protéine. Or, une modification de cette séquence est responsable de variations dans les 

interactions inter-acides aminés lors de la synthèse et de la maturation de la protéine qui peut 

perdre sa fonction et causer un phénotype pathologique (Ellis et Pinheiro, 2002). Lors d’une 

étude fonctionnelle de ces différents mutants, Fortian et collaborateurs démontrent en 2009 

que plusieurs de ces mutations ne font pas toutes parties du site actif de l’enzyme. Les 

activités des différents mutants sont plus importantes que celles retrouvées chez les patients. 

Ils posent l’hypothèse d’un mécanisme différent à l’origine du déficit enzymatique : l’analyse 

de la structure protéique révèle la présence d’une région en forme d’hélice indispensable au 

maintien d’une conformation stable de l’UROS et de sa fonctionnalité. La mutation C73R, 

retrouvée dans 1/3 des cas de PEC, est située dans cette hélice (Fortian et al. 2009). L’étude 

de la protéine montre que la cystéine en position 73 ne participe pas directement à l’action de 

la protéine (elle n’est pas située dans le site actif) mais que sa mutation en arginine entraîne 

un changement de la structure tertiaire de la protéine causant une instabilité thermodynamique 

et sa destruction prématurée (Fortian et al. 2011). Pour comprendre ce phénomène, les auteurs 

ont transfecté des cellules avec des constructions exprimant l’UROS sauvage ou mutée 

fusionnée avec la GFP ou un épitope myc. La protéine sauvage est synthétisée et la GFP est 

détectée par fluorescence et western blot contrairement à la protéine mutée. Des RT-PCR 

prouvent que l’UROS-C73R est bien transcrite : la régulation de l’expression de la protéine 

mutée est donc post-transcriptionnelle. L’inhibition du protéasome par du MG132 (inhibiteur 

spécifique) permet d’accumuler la protéine mutée détectable par western blot. Les images de 

fluorescence montrent que la protéine mutée s’agrège et forme des amas protéiques. Or, la 

protéine conserve une activité enzymatique mesurable et équivalente à 50% de l’activité de 

l’enzyme sauvage (Fortian et al. 2011). L’inhibition du protéasome suffirait donc à accumuler 
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la protéine mutée dans les cellules pour qu’elle accomplisse sa fonction. L’inhibition du 

protéasome semble avoir plusieurs applications en cancérologie (en sensibilisant les cellules 

leucémiques de patients aux effets apoptotiques engendrés par un traitement à base 

d’anthracyclines - Pigneux et al. 2007), en traitement des maladies neurodégénératives 

(amélioration de l’état de souris d’un modèle de maladie neurodégénérative associée au 

maintien de complexes SNARE fonctionnels – Sharma et al. 2012) ou dans le cadre de 

maladies génétiques comme le syndrome de la fibromatose hyaline, de l’ostéogenèse 

imparfaite dominante ou de dystrophies musculaires (Deuquet et al. 2011 ; Azakir et al. 

2012 ; Gioia et al. 2012 ; Gazzerro et al. 2010 ; Kwon et al. 2011). 

 La mutation faux sens P248Q entraîne, comme la mutation C73R, une diminution très 

importante de l’activité enzymatique chez les patients PEC (Ged et al. 2009). L’étude 

fonctionnelle révèle également une similitude dans les activités enzymatiques in vitro des 

protéines mutées UROS-C73R et UROS-P248Q (Fortian et al. 2009). Comme nous 

disposions du modèle murin de PEC (Uros
P248Q/P248Q), nous avons cherché à déterminer si la 

mutation P248Q perturbait également la stabilité de l’UROS (Ged et al. 2006). Pour cela, 

nous avons étendu l’étude de l’inhibition du protéasome in vitro aux deux mutations C73R et 

P248Q et in vivo dans le modèle murin de PEC. Pour cela, nous avons transfecté de manière 

stable des cellules érythroleucémiques humaines (K562) avec des constructions exprimant la 

GFP fusionnée à l’UROS sauvage (WT) ou portant la mutation C73R ou P248Q. Par 

cytométrie, l’UROS WT est facilement observable grâce à la GFP alors que les deux protéines 

mutées sont indétectables. L’inhibition du protéasome par du bortezomib ou du MG132 dans 

ces cellules permet de détecter des cellules GFP+ pour les deux mutations, suggérant une 

accumulation de ces protéines. L’inhibition des lysosomes par un traitement à la chloroquine 

ou la bafilomycine n’a aucun effet sur la dégradation protéique (aucune accumulation de GFP 

n’a été observée comme démontré précédemment) démontrant ainsi que la dégradation de la 

protéine est assurée majoritairement par le protéasome (Fortian et al. 2011). Le traitement 

avec un inhibiteur de protéasome de fibroblastes humains transfectés avec ces constructions, 

révèle une agrégation des protéines mutées contrairement à la protéine sauvage répartie 

équitablement dans le cytosol. Les deux protéines étant fusionnées à la GFP de la même façon 

(par leur extrémité C-Terminale), l’agrégation de l’UROS-P248Q observée est attribuée à un 

changement de conformation induit par la mutation. Lors des études in vivo, un inhibiteur du 

protéasome (Velcade® dont la molécule active est le bortezomib), a été injecté aux souris du 

modèle de PEC porteur de la mutation P248Q. Ce composé est un inhibiteur spécifique et 

réversible de l’activité chymotrypsine du protéasome 26S. Il est déjà utilisé en clinique 

(approuvé par la FDA et l’agence de médecine européenne) pour le traitement de myélomes 
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multiples et de rechute après traitement d’un lymphome à cellules du manteau. La dose 

optimale et la répartition dans le temps d’injections du Velcade® ont été déterminées dans la 

lignée érythroïde de souris sauvages. L’inhibition maximale du protéasome est observée 2 

heures après injection pour un retour à un niveau basal 48 heures après injection. Les souris 

PEC ont ensuite été traitées par voie intrapéritonéale avec 0,5 à 1mg/kg de Velcade® tous les 

2 jours pendant 9 semaines. Des prélèvements sanguins hebdomadaires permettent de suivre 

la quantité de fluorocytes circulants. La toxicité du produit est vérifiée par la mesure 

hebdomadaire du poids des souris qui ne montre aucune différence entre les souris traitées et 

non traitées. Les souris ne présentent pas de comportement anormal qui aurait pu être associé 

à une neurotoxicité déjà observé lors de l’utilisation de ce médicament (Badros et al. 2007). 

Dès la première semaine de traitement, la proportion de fluorocytes dans les souris traitées 

diminue. Cet effet est observé dans les deux conditions de traitement. La diminution se 

poursuit pendant 5 semaines jusqu’à atteindre un palier identique pour les deux conditions de 

traitement (~11,5% de fluorocytes contre ~23% pour les souris non traitées). Le dosage des 

porphyrines érythrocytaires confirment les analyses de cytométrie (entre 30,5 et 45,8 µmol/l 

de porphyrines dans les globules rouges des souris PEC traitées contre 80,8 µmol/l en 

moyenne dans les souris non traitées). Cette diminution est vraisemblablement à mettre au 

crédit d’une augmentation de l’activité enzymatique que nous devons doser prochainement. 

La chute du pourcentage de fluorocytes circulants, bien qu’incomplète (~50%), a pour 

principal conséquence de réduire significativement la photosensibilité des souris traitées. 

Comme publié précédemment, la correction d’au moins 40% à 50% des fluorocytes permet de 

corriger la photosensibilité (Robert-Richard et al. 2008). Les paramètres hématologiques 

(anémie et hématocrite) restent par contre inchangés par rapport aux souris PEC non traitées. 

Les taux de porphyrines érythrocytaires dans les souris traitées, bien que réduits de 40 à 60%, 

doivent contribuer à la destruction des globules rouges par la rate expliquant ainsi la 

splénomégalie persistante (bien que faiblement réduite). 

 Même si le projet n’est pas encore terminé, nous démontrons ici que l’inhibition du 

protéasome est une thérapeutique efficace permettant d’augmenter la quantité d’UROS et son 

activité dans les cellules porteuses des deux mutations faux sens les plus recensées chez les 

patients (C73R et P248Q). La courte demi-vie du bortezomib est un inconvénient majeur dans 

ce type de traitement. L’inhibition du protéasome nécessite des injections répétées car elle 

n’est plus effective après 48 heures. De plus, l’inhibition complète des protéasomes cellulaires 

ne peut être une solution thérapeutique durable. La toxicité de ce traitement, ayant déjà subit 

des essais cliniques, est avérée. Il provoque des effets secondaires parfois graves. 30% des 

patients ont déjà développé des neuropathies, une hypotension, des problèmes cardiaques, 
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pulmonaires (parfois fatals), hépatiques, une neutropénie et thrombocytopénie,… (Orlowski et 

al. 2005 et http://www.velcade.com/). Une approche thérapeutique plus ciblée serait 

préférable : des analogues du bortezomib ont déjà été développés (le carfilzomib et le 

marizomib sont capables d’induire une inhibition du protéasome plus importante et de traiter 

même les cellules résistantes au bortezomib. Des études cliniques sont en cours afin de 

déterminer de la toxicité de ces composés (Kuhn et al. 2011 ; Yang et al. 2009). 

 Malgré le développement des ces analogues, une approche basée sur l’utilisation de 

chaperonnes pharmacologiques serait préférable car plus ciblée. Les chaperonnes sont des 

protéines présentes généralement dans le réticulum endoplasmique permettant de prévenir une 

mauvaise conformation des protéines nouvellement formées en les aidant à atteindre une 

structure tertiaire opérationnelle. L’accumulation de protéines mal configurées génère un 

stress dans le réticulum endoplasmique. La réponse à ce stress (appelée UPR : Unfolded 

Protein Response) passe dans un premier temps par une diminution de la synthèse générale 

des protéines autres que les chaperonnes dont l’expression est stimulée afin de diminuer le 

taux de protéines mal conformées. L’entrée de protéines dans le réticulum endoplasmique est 

également réduite et une partie des protéines mal conformées est exclue du réticulum 

endoplasmique pour être dégradée par le protéasome (voie ERAD : Endoplasmic Reticulum 

Associated-Degradation). Dans un second temps, si l’accumulation de protéines persiste, la 

cellule déclenche un programme d’apoptose (Hiller et al. 1996 ; Wiertz et al. 1996 ; Meusser 

et al. 2005 ; Römisch, 2005). L’efficacité de chaperonnes pharmacologiques a déjà été étudiée 

et observée dans plusieurs modèles de maladies génétiques : la phénylcétonurie (Pey et al. 

2008),  la mucoviscidose (Wang et al, 2008), l’hyperoxalurie de type I (Hopper et al, 2008) et 

les maladies lysosomales (Flanagan et al. 2009 ; Porto et al. 2009 ; Parenti et al. 2009). Une 

étude porte notamment sur la mutation G551D à l’origine de la mucoviscidose. Cette 

mutation affecte l’adressage du canal chlorure CFTR à la membrane plasmique. Un agent 

pharmacologique VX-770 récemment synthétisé augmente la probabilité d’ouverture du canal 

CFTR permettant une meilleure sécrétion des ions chlorure (van Goor et al. 2009). Un essai 

clinique a été conduit sur 167 patients âgés de 12 ans et plus atteints de mucoviscidose causée 

par la mutation G551D et traités avec cette molécule (Ivacaftor®). La chaperonne permet une 

amélioration des fonctions pulmonaires dès la deuxième semaine de traitement et ce, pendant 

48 semaines (Ramsey et al. 2011). Des chaperonnes pharmacologiques ont également été 

découverte pour le traitement de la maladie de Pompe. Cette maladie est caractérisée par une 

atteinte neuromusculaire causée des mutations du gène codant pour l’acide α-glucosidase 

(GAA), une hydrolase lysosomale. Un déficit en GAA conduit à une accumulation de 

glycogène dans les lysosomes et une dysfonction cellulaire dans de nombreux tissus, 



 219 

notamment les muscles squelettiques et cardiaques. Deux chaperonnes ont montré une 

efficacité de traitement in vitro en augmentant le nombre et l’activité protéique et l’adressage 

au lysosome de la GAA mutée (Flanagan et al. 2009). Une autre étude révèle que la 

combinaison d’une thérapie de remplacement de l’enzyme (apport de l’enzyme purifiée) et 

d’un traitement pharmacologique (chaperonne moléculaire) permet de potentialiser les effets 

de ces traitements (Porto et al. 2009). 

 Dans un protocole similaire, des chaperonnes pharmacologiques pourraient être 

criblées par un test fonctionnel visant à stabiliser l’UROS mutée fusionnée à une protéine 

fluorescente. La détection par cytométrie ou immunofluorescence des plus fortes 

concentrations permettrait de sélectionner les molécules ayant la meilleure efficacité de 

stabilisation de l’UROS pour une caractérisation plus approfondie. Une chaperonne 

moléculaire est spécifique d’une conformation protéique spécifique, ce qui signifie qu’une 

chaperonne ne peut vraisemblablement pas permettre l’amélioration de conformation de 

plusieurs protéines portant une mutation différente. Mais l’utilisation d’une telle molécule 

assurerait une approche ciblée qui ne perturberait pas la dégradation protéique dans son 

ensemble et présenterait donc potentiellement moins d’effets secondaires. 
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