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RESUME 

 Le muscle squelettique adulte a une importante capacité à se régénérer après 

une lésion. La régénération musculaire dépend de divers signaux moléculaires tels 

que l’activation de la signalisation Wnt dans les cellules souches musculaires, 

appelées cellules satellites. Les protéines R-spondins (Rspo) composent une famille 

de quatre protéines qui ont un rôle d’activateurs/potentialisateurs sur les voies Wnt 

dans les cellules souches de différents tissus. Bien qu’il soit connu que ces protéines 

sont importantes pour la régénération de ces tissus, leur rôle dans la myogenèse 

régénérative n’a pas été étudié à ce jour. L’expression génique de R-spondin1 étant 

sur-régulée par Pax7, le marqueur des cellules satellites, nous avons émis 

l’hypothèse que R-spondin1 participe à la régénération musculaire. 

 Nous avons, tout d’abord, isolé les cellules souches musculaires des 

modèles murins d’invalidation constitutive pour Rspo1 et avons observé qu’une 

déficience de R-spondin1 n’altère pas le cycle cellulaire de ces cellules. Cependant, 

une altération de l’expression de Rspo1 induit un défaut global de la cinétique de 

différenciation myogénique. Nous montrons que R-spondin1 inhibe la fusion des 

cellules musculaires puisque les myotubes déficients pour R-spondin1 possèdent un 

plus grand nombre de noyaux. Nous avons ensuite induit la régénération du muscle 

squelettique Tibalis Antérieur par une injection de Cardiotoxine et nous avons 

analysé les muscles à différents temps de régénération. Nos données prouvent qu’en 

l’absence de R-spondin1, les cellules souches présentent un retard de 

différenciation alors qu’elles possèdent une plus grande capacité de fusion, ayant 

pour conséquence une hypertrophie des myofibres dans le muscle.  

 Concordant au rôle de R-spondin dans les cellules souches intestinales ou 

dans le follicule pileux, la protéine R-spondin1 stimule l’expression des gènes 

cibles de la voie Wnt canonique dans les cellules souches musculaires. Nous avons 

mis en évidence que R-spondin1 potentialise la voie Wnt canonique et régule 

négativement l’activation de la voie non-canonique dans les cellules. Nos résultats 

démontrent que la protéine R-spondin1 contribue à la régénération du muscle 

squelettique adulte  par la régulation de l’activation des voies Wnt. 



  

 ABSTRACT 

 

 

 Adult mammalian skeletal muscles have the remarkable ability to repair 

after injury. Muscle regeneration depends on various cellular and molecular 

responses, such as activation of Wnt signaling pathways in muscle stem cells called 

satellite cells. R-spondin (Rspo) proteins are able to potentiate Wnt signaling 

pathways in vivo in many stem cells and play important role for regeneration of 

several tissues. The role of R-spondin in injury-induced myogenesis has not been 

studied. Given that R-spondin1 gene expression is up-regulated by Pax7, the 

satellite cell-specific transcription factor, we explored the hypothesis that R-

spondin1 plays a role during skeletal muscle regeneration.  

 We firstly isolated primary myoblasts from Rspo1 constitutive knock-out 

mice and observed that a depletion of Rspo1 did not alter cell cycle of these cells. 

However, a lack of R-spondin1 on cells resulted in global alteration of 

differentiation kinetics. We found that R-spondin1 inhibits muscle cell fusion, as 

Rspo1 knock-out myotubes contain an higher number of myonuclei.  Then, we 

injured the Tibialis Anterior (TA) muscle of Rspo1-null mice and littermates 

controls by Cardiotoxin injection and analyzed muscle regeneration at different 

time points following injury. Our data show that R-spondin1 removal results in a 

delay of stem cell differenciation. In contrast, a R-spondin1 deficiency leads to 

better cell capacity to fuse to dommaged myofibers, giving rise to myofiber 

hypertrophy.    

 As with other tissue-specific stem cells, such as hair follicle or intestinal 

crypt stem cells, R-spondin1 potentiates canonical Wnt signaling target genes 

expression in muscle stem cells. We proved that R-spondin1 potentiates canonical 

Wnt signaling target genes expression and negatively regulates non-canonical 

signaling in muscle stem cells. Our results demonstrate that R-spondin1 is crucial 

for adult muscle regeneration through a tighly cross-talk regulation between Wnt 

signalings. 



 

 



                                                                                       INTRODUCTION 1 

INTRODUCTION 

 

I.  Physiologie Musculaire 

 

 Les animaux sont des êtres vivants organisés ayant entre autre la capacité de 

se déplacer. Pour la grande majorité des animaux, le déplacement s’effectue grâce 

aux mouvements musculaires. L’acquisition des cellules musculaires au cours de 

l’évolution des espèces est apparue chez les Métazoaires. Cependant, certains 

clades comme les Porifera sont dépourvus de muscles (Lorenz et al., 1996).  

 Les vertébrés ont acquis deux types de muscles : les muscles striés et les 

muscles lisses. Les muscles lisses sont des muscles à mouvements involontaires et 

nécessaires à la circulation sanguine, à la digestion et à la respiration (www.institut-

myologie.org). Les muscles striés peuvent être squelettiques (et reliés aux os grâce 

aux tendons) ou peauciers. Les muscles squelettiques permettent notamment le 

mouvement ou la locomotion du corps, puisque la contraction de ces muscles est 

volontaire et est directement contrôlée par l’influx nerveux (Sunderland and Ray, 

1950). Le muscle cardiaque, bien que strié, est considéré comme un muscle à 

contraction involontaire et permet la contraction du cœur afin de propulser le sang 

dans les vaisseaux sanguins.  

  

 Pendant mon Doctorat, j’ai principalement étudié le muscle Tibialis 

Antérieur, qui est un muscle squelettique de la patte arrière de la souris. Le muscle 

squelettique est un tissu organisé qui contient plusieurs types cellulaires nécessaires 

pour le maintien de son homéostasie. Cette hétérogénéité cellulaire contribue, entre 

autre, à sa régénération après une blessure. En effet, le muscle possède une 

importante capacité à se régénérer chez l’individu adulte. Les cellules souches 

musculaires participent à la formation du muscle au stade embryonnaire et à sa 

réparation au stade adulte. 



2          INTRODUCTION 

 Malgré le fort potentiel de régénération que possède le muscle, une 

désorganisation dans sa structure peut engendrer des maladies ou de graves 

malformations.  

 

 

 

I. 1)   Le muscle squelettique 

 

 Le corps humain comprend plus de 600 muscles squelettiques. Un muscle 

squelettique est contractile, excitable, extensible et élastique (www.afm-telethon.fr). 

La contractilité est la faculté qui permet au muscle à se contracter avec force tandis 

que l’excitabilité lui permet de répondre à un stimulus. L’extensibilité et l’élasticité 

sont respectivement la propriété qu’un muscle a de s’étirer au delà de sa longueur 

de repos, et la faculté musculaire à reprendre la longueur de repos après une 

contraction. 

 

 

 

 Organisation du muscle squelettique 

    

 Chez les vertébrés, un muscle squelettique est protégé par une couche de 

tissu conjonctif (Figure 1) appelée épimysium (classes.midlandstech.edu). Le 

muscle se compose de plusieurs faisceaux de fibres musculaires (www.afm-

telethon.fr), appelées myofibres, pourvues d’une multitude d’unités contractiles. 

Les myofibres sont des cellules plurinucléées résultant de la fusion de plusieurs 

milliers de cellules mononucléées au cours du développement embryonnaire ou au 

cours de la régénération musculaire après la naissance. Ainsi, une fibre musculaire 

peut mesurer plusieurs dizaines de centimètres de longueur et jusqu’à 100 µm de 

diamètre. Les noyaux sont localisés à la périphérie de chaque myofibre. Plusieurs 

dizaines de fibres musculaires sont rassemblées en faisceaux et entourées par le 

périmysium (classes.midlandstech.edu). L’endomysium sépare chaque fibre 

musculaire. La fibre musculaire est entourée de la lame basale et du sarcolemme 

(Figure 2). Tous les organites nécessaires au fonctionnement musculaire comme les 
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ATPasique des myofibres et les  enzymes du métabolisme (Brooke and Kaiser, 

1970). Aujourd’hui, le typage de fibre est principalement détecté par 

Immunofluorescence pour les isoformes I, IIa ou IIb de la protéine Myosine Heavy 

Chain (MyHC) (Braun and Gautel, 2011). Les fibres de type I sont appelées fibres 

lentes puisqu’elles possèdent une faible activité ATPasique, contiennent beaucoup 

de mitochondries et utilisent principalement la phosphorylation oxidative pour 

produire l’ATP (Adénosine Triphosphate) nécessaire à leur contraction (Roy et al., 

2008). De plus, la vascularisation est très développée autour de ces fibres. Ces 

dernières ont une forte résistance à la fatigue et sont principalement retrouvées dans 

les muscles posturaux.  

Les fibres de type II sont à l’inverse appelées fibres rapides. Elles possèdent moins 

de mitochondries et sont moins vascularisées que les fibres de type I. De plus, elles 

ont un métabolisme glycolytique (Roy et al., 2008). La vitesse de contraction des 

fibres rapides est trois fois plus importante que celle des fibres lentes. Les fibres de 

type IIa ont à la fois un grand potentiel de contraction et de résistance à la fatigue. 

Elles sont souvent appelées fibres intermédiaires car elles possèdent une coloration 

intermédiaire entre les fibres de type I et de type IIb. On les retrouve principalement 

dans les muscles inférieurs (de la jambe). Les fibres de type IIb se contractent 

rapidement mais sont sensibles à la fatigue. On les retrouve dans les muscles 

inférieurs principalement (du bras).  

La plupart des muscles squelettiques sont composés d’une combinaison de tous les 

types de fibres (Roy et al., 2008). Lors d’un effort léger, les fibres de type I seront 

sollicitées, tandis que lors d’un effort plus soutenu, les fibres de type IIb se 

contracteront. Enfin, lors d’un effort intense, les fibres IIa permettront une 

meilleure résistance musculaire contre la fatigue. Selon l’effort physique régulier de 

l’individu, un typage de fibre peut devenir prédominant dans le muscle. Par 

exemple, un sportif pratiquant régulièrement un sport d’endurance modifiera 

progressivement le typage de ses fibres en type I. 
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Contraction musculaire 

  

 La contraction du muscle strié provient de la contraction coordonnée des 

fibres musculaires, tout d’abord initiée par un signal nerveux puis poursuivie par 

une cascade moléculaire. 

  Les myofibrilles sont les structures musculaires qui permettent la 

contraction volontaire du muscle squelettique. Elles sont constituées d’unités 

contractiles répétitives appelées sarcomères, identifiables par la présence de stries 

claires et foncées (Braun and Gautel, 2011). Cette série de stries présentes dans les 

sarcomères explique l’appartenance du muscle squelettique à la famille des muscles 

striés. Le sarcomère est composé de deux sortes de filaments qui jouent des rôles 

majeurs dans la contraction musculaire: des filaments fins constitués d’Actine-F et 

d’Actine-G sous forme de double hélice et des filaments épais constitués d’un 

ensemble de protéines (Braun and Gautel, 2011). Chaque sarcomère est délimité par 

des stries foncées, dites stries Z, sur lesquels sont stabilisés les filaments d’Actine 

(Figure 3). Les protéines Troponine et Tropomyosine sont également nécessaires 

dans les sarcomères pour la production de la force musculaire (Poole et al., 2006). 

Lorsque le muscle est au repos, la Tropomyosine se fixe sur l’actine, empêchant 

toute interaction entre la Myosine et cette première.  

 

Figure 2.  Schéma d'une myofibre  
 
Les cellules satellites, en vert, sont nichées entre la lame basale et le 
sarcolemme. Les noyaux sont localisés à la périphérie de la myofibre. 
D’après Fujimaki et al., 2013 
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 La jonction neuromusculaire est une région sur laquelle s’effectue le contact 

entre une terminaison axonale et la fibre musculaire. Lorsqu’un influx nerveux est 

envoyé par les neurones et la moelle épinière jusqu’aux muscles cibles, le signal 

éléctrique parcourt les axones et atteint les points de jonctions neuromusculaires, 

créant un potentiel d’action. Le courant électrique pénètre dans la cellule par les 

Tubules-T qui sont en contact avec le réticulum sarcoplasmique. Lors de la 

réception de ce stimulus, les canaux calcium voltage-dépendants sont ouverts, 

augmentant ainsi considérablement la concentration en ions Ca2+ dans le 

sarcoplasme (Braun and Gautel, 2011). Lorsque le muscle est au repos, ces ions 

sont stockés dans le réticulum sarcoplasmique. Ce changement brutal de 

concentration d’ions Ca2+ permet la libération du neurotransmetteur Acétylcholine à 

la membrane post-synaptique. Le potentiel d’action engendré par ces phénomènes 

se propage le long du sarcolemme. La présence d’ions Ca2+ libres dans le 

sarcoplasme permet le déclenchement de la contraction des unités motrices (Braun 

and Gautel, 2011).  

 

 La contraction des myofibrilles requiert la disponibilité de l’ATP. Les 

longueurs des filaments d’Actine ou de Myosine lors de la contraction musculaire 

restent identiques à celles du muscle au repos. En effet, la contraction du sarcomère 

s’effectue uniquement par le chevauchement des deux filaments (Huxley and 

Hanson, 1954). Sous l’action des ions Ca2+, la Tropomyosine change de 

conformation, permettant à la Troponine de libérer les sites de liaison de l’Actine 

(Poole et al., 2006). Les têtes de Myosine utilisent l’énergie apportée par l’ATP 

pour se fixer sur les points de fixation de l’Actine. La libération d’énergie de l’ATP 

déplace les têtes de Myosine vers l’Actine, permettant le glissement des filaments. 

Les têtes de Myosine vont ensuite libérer leurs liaisons avec l’Actine, et mettre fin à 

un cycle de glissement de filaments. Lors d’un stimulus, le cycle se reproduit 

plusieurs fois. L’action coordonnée de tous les filaments permet la contraction 

totale de la myofibre, rapidement suivie de la contraction du muscle entier (Poole et 

al., 2006).  
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 La vascularisation permet l’apport nutritif et respiratoire nécessaire au 

fonctionnement musculaire par de fins capillaires. Le débit sanguin peut être 

rapidement régulé afin d’anticiper la demande en oxygène par le muscle pendant un 

effort musculaire. Lors d’un exercice important, elle peut être multipliée par dix  

(Rådegran and Saltin, 1998). Les péricytes, cellules localisées autour des 

capillaires sanguins, jouent un rôle important dans la régulation du débit sanguin 

par leur fonction contractile (Hamilton et al., 2010).  

  

 Le rôle premier du système immunitaire est de protéger les muscles contre 

les agents pathogènes. Lors d’une inflammation, les phagocytes mononucléés 

résidents (macrophages et cellules dendritiques) et les mastocytes s’activent les 

premiers afin d’initier la défense immunitaire. Le second rôle du système 

immunitaire est de maintenir l’homéostasie musculaire (McLennan, 1996). Les 

macrophages vont, notamment, permettre la dégradation et l’évacuation des débris 

cellulaires. Ils sont nécessaires au maintien du muscle squelettique. 

  

 Les cellules interstitielles sont une population fibroblastique hétérogène 

présente dans l’espace interstitiel entre les fibres musculaires. Ces cellules 

contribuent à l’entretien de cet espace par sécrétion de Collagène, de Laminine, de 

Fibronectine et d’autres protéines de la matrice extracellulaire. Parmi les cellules 

interstitielles, deux types ont été caractérisées : les PICS (cellules interstitielles 

PW1+ / Pax7-) et les FAPs (Fibro/adipogenic progenitors) qui sont présentes en 

grand nombre dans un muscle sain, mais leur rôle a été récemment reconnu pour la 

réparation du tissu musculaire endommagé (Joe et al., 2010). 

 

 

 

 Maladies musculaires 

  

 Les maladies neuromusculaires sont des maladies touchant près de 30 000 

personnes en France (www.ffn-neurologie.org). Elles se manifestent par une 

faiblesse musculaire dont la cause peut être génétique, immunitaire ou 

environnementale. Ces maladies peuvent impacter le bon fonctionnement des 

motoneurones (amyotrophies spinales), des cellules immunitaires (myasthénie auto-
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immune), des mitochondries (syndrome de MELAS) ou de la protéine Dystrophine 

(myopathie de Duchenne).   

  

 La myopathie de Duchenne est la forme de myopathie d’origine génétique 

la plus répandue chez l’enfant, affectant les garçons. Elle se traduit par une 

dégénérescence du tissu musculaire. Cette myopathie est due à une mutation dans le 

gène codant la Dystrophine, localisée sur le chromosome X. La Dystrophine est une 

protéine présente dans le sarcolemme et contribue à la stabilité des myofibrilles 

avec la matrice extracellulaire par son interaction avec 18 autres protéines 

(Matsumura et al., 1993). Lorsque le gène codant pour la Dystrophine possède une 

mutation, les protéines partenaires de la Dystrophine ne sont plus localisées au 

niveau du sarcolemme, fragilisant ainsi la membrane des myofibres. Les actions 

répétées de contraction des myofibres amplifient cette fragilité et affectent la 

perméabilité membranaire. Sous ces contraintes, les myofibres se nécrosent. A long 

terme, la mutation entraine une dégénérescence progressive des muscles de 

l’organisme (Pastoret and Sebille, 1993). 

 A ce jour, aucun médicament ou aucune thérapie commercialisée ne permet 

de guérir de la myopathie de Duchenne. La principale stratégie thérapeutique 

explorée à ce jour est centrée sur le saut d’exon afin de rétablir l’expression d’une 

protéine fonctionnelle. La thérapie génique est actuellement l’approche la plus 

prometteuse malgré ses contraintes (injection de vecteurs viraux ou de plasmides, 

introduction du matériel génétique dans un grand nombre de fibres et persistance de 

l’expression génique). 

 

 

 

I. 2)   Les cellules souches musculaires 

 

 Les cellules souches musculaires jouent un rôle principal dans le maintien 

de l’homéostasie musculaire et dans la régénération du muscle squelettique adulte. 

Elles sont caractéristiques de par leur localisation à la périphérie de la fibre 

musculaire et par l’expression de marqueurs spécifiques. Après une lésion 

musculaire, la cellule satellite, alors quiescente, s’active et prolifère sous l’influence 

d’une régulation parfaitement orchestrée de signaux et de molécules. La cellule 
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alors activée peut se différencier en myocytes afin de s’engager dans la réparation 

des fibres musculaires (Snow, 1977). Enfin, la présence de cellules neuronales, 

immunitaires, interstitielles et endothéliales est nécessaire pour la fonction des 

cellules satellites et la réorganisation du muscle. 

 

 

 

 Cellules souches 

 

 Les cellules souches sont des cellules indifférenciées capables de générer 

plusieurs types cellulaires d’un organisme. Elles ont la propriété de s’auto-

renouveler pour entretenir le nombre de cellules souches et de produire un grand 

nombre de cellules différenciées. La capacité que possède la cellule à engendrer 

différents types cellulaires différenciés définit sa potentialité (www.inserm.fr). 

  

 Les cellules souches ayant la plus grande potentialité sont celles qui 

constituent un embryon au stade précosse de développement (jusqu’au stade 

blastocyste, 8 jours après la fécondation pour les mammifères). Ces cellules 

peuvent donner naissance à trois feuillets embryonnaires (mésoderme, endoderme, 

ectoderme) et générer tous les types cellulaires de l’organisme, sauf les cellules 

germinales (www.medicalnewstoday.com et www.inserm.fr). Elles ont une capacité 

illimitée d’auto-renouvellement. Par ces caractères, elles sont les seules cellules à 

être totipotentes. Au cours du développement embryonnaire, les cellules souches 

embryonnaires s’engagent dans un destin cellulaire et leur potentialité se réduit 

progressivement, devenant pluripotentes car elles peuvent se différencier en tous 

types cellulaires du feuillet embryonnaire auquel elles appartiennent 

(www.medicalnewstoday.com et www.inserm.fr).  

 Les cellules souches adultes participent au renouvellement de tous les tissus 

adultes. Elles ont une capacité de différenciation restreinte mais sont essentielles à 

la maintenance des tissus de l’organisme. Certaines cellules, comme les cellules 

souches hématopoïétiques, sont multipotentes car elles peuvent se différencier en 

un nombre limité de cellules. Par exemple, les cellules souches hématopoïétiques 

issues de la moelle osseuse sont à l’origine de toutes les cellules sanguines 

(www.inserm.fr). Les cellules qui ne peuvent se différencier qu’en un seul type 
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cellulaire comme les kératinocytes ou les myoblastes sont appelées cellules souches 

unipotentes.  

 Les cellules iPS sont des cellules souches pluripotentes adultes qui ont, par 

manipulation in vitro, acquis des caractéristiques de cellules souches pluripotentes. 

Des cellules iPS générées in vivo ont une excellente plasticité de différenciation et 

ont acquis de fortes similitudes avec les cellules embryonnaires (Abad et al., 2013). 

 

 

 

 Découverte des cellules satellites 

 

 Les cellules souches musculaires ont été découvertes en 1961 par Mauro 

(Mauro, 1961) par observation en microscopie électronique des fibres musculaires 

isolées. Ces cellules ont été nommées cellules satellites par leur stricte localisation à 

la périphérie de la fibre musculaire. Les cellules souches musculaires sont des 

cellules unipotentes et mononucléées qui peuvent s’engager uniquement dans la 

voie de différenciation musculaire. Depuis le stade embryonnaire, elles sont 

originaires des somites (Cossu et al., 1996). 

  

 Les cellules satellites représentent 2 à 5% du nombre total de noyaux que 

comprend le muscle adulte. La majorité des cellules satellites sont mitotiquement et 

transcriptionnellement quiescentes (cellules satellites quiescentes) mais en réponse 

à une blessure dans le tissu, elles s’activent et initient leur prolifération (cellules 

satellites activées) et leur différenciation (myoblastes). Les cellules satellites 

quiescentes, activées et les myoblastes ont des caractéristiques transcriptionnelles et 

fonctionnelles distinctes (Yin et al., 2013). 

  

 Les cellules souches musculaires ont la particularité de se localiser entre la 

lame basale et le sarcolemme de la myofibre. La lame basale est composée de 

Collagène de type IV, principalement sécrété par les fibroblastes résidents dans le 

muscle (Kühl et al., 1984) et de Laminine (isoforme α2, β1 et γ1). Ces deux 

protéines sont étroitement liées entre elles et créent un réseau dense intéragissant 

avec les Glycoprotéines de la matrice extracellulaire. Les cellules souches 

musculaires expriment les Intégrines α7 et β1 qui interagissent avec la Laminine de 
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la lame basale (Blanco-Bose et al., 2001). Contrairement à la plupart des cellules 

souches, les cellules satellites n’ont pas besoin d’un environnement riche en 

facteurs sécrétés par un grand nombre de cellules afin de maintenir leur quiescence. 

Cependant, la matrice extracellulaire joue un rôle important dans l’activation des 

cellules souches musculaires.  En plus de son rôle de maintenance et de protection 

des fibres musculaires, la matrice extracellulaire influence la sortie de quiescence 

des cellules satellites (Urciuolo et al., 2013) et leur différenciation. Le potentiel 

mécanique, électrique et chimique de la myofibre influence également la fonction 

de la cellule satellite (Chargé and Rudnicki, 2004). 

 

 

 

 Expression génique et marqueurs moléculaires de la cellule satellite 

 

 La sortie de quiescence, l’activation ou encore la différenciation des cellules 

souches musculaires sont des évènements régulés par des signaux intracellulaires et 

extracellulaires tels que des marqueurs moléculaires, le modelage de la chromatine,  

les voies de signalisation et les microARN. 

  

 Le facteur de transcription Pax7 (Paired Box 7) est considéré comme un 

marqueur spécifique des cellules satellites en quiescence et des cellules activées en 

prolifération (Seale et al., 2000). Il est nécessaire pour maintenir leur activité et leur 

fonction dans le muscle squelettique adulte. Une altération génique de Pax7 dans 

les cellules satellites diminue la capacité de régénération du muscle (Maltzahn et al., 

2013). De plus, une délétion de Pax7 a pour conséquence un arrêt du cycle 

cellulaire, un défaut d’auto-renouvellement et une différenciation précoce des 

cellules satellites, montrant ainsi que Pax7 est un facteur transcriptionnel important 

pour la maintenance et l’expansion des cellules souches musculaires (Günther et al., 

2013).  

 L’expression de Pax7 permet directement de réguler l’expression de 

Facteurs de Régulation Myogéniques appelés MRFs, impliqués dans l’activation, la 

prolifération et la différenciation des cellules satellites, et plus largement dans le 

processus de myogenèse (McKinnell et al., 2008, Jo et al., 2011 et Sartorelli and 
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Caretti, 2005). Cette famille de facteurs comprend Myf5,  MyoD,  Mrf4 et 

Myogénine (Figure 4). 

 Une régulation directe de l’expression de Myf5 (Myogenic Factor 5) par 

Pax7 a été mise en évidence il y a quelques années (McKinnell et al., 2008). En 

effet, Pax7 recrute un complexe protéique au niveau du gène codant pour Myf5 

capable de remodeler la chromatine et de méthyler la Lysine 4 de l’histone H3 

(H3K4). L’action de ce complexe protéique sur le locus Myf5 permet l’activation 

transcriptionnelle de ce dernier. Au début de la régénération musculaire, Myf5 est 

détectable dans 90% des cellules satellites (McKinnell et al., 2008). Cependant, son 

expression est peu détectée dans les cellules satellites quiescentes, montrant que les 

cellules exprimant Myf5 sont pré-engagées dans la différenciation myogénique. 

L’expression génique de ce facteur détermine le destin cellulaire de la cellule. 

 La progression des cellules dans le lignage myogénique dépend également 

d’autres facteurs tels que MyoD (Myogenic Differentiation). Le gène codant pour 

MyoD n’est pas exprimé dans les cellules en quiescence, mais son expression est 

importante pour la prolifération des cellules activées et particulièrement leur entrée 

en phase S (Zhang et al., 2010). Les muscles des souris déficientes pour MyoD 

présentent un défaut de régénération et une masse musculaire réduite, causés par un 

défaut de différenciation des cellules satellites (Wood et al., 2013). Dans les 

cellules satellites, l’activation de MyoD est principalement régulée par 

phosphorylation. La forme déphosphorylée de MyoD est transportée dans le noyau, 

et initie la transcription des gènes permettant la différenciation des cellules 

musculaires (Jo et al., 2011), alors qu’une phosphorylation de la protéine ne permet 

pas à MyoD de se fixer sur ses sites de fixation à l’ADN.  

 Alors que MyoD est un facteur pré-myogénique, l’expression de la 

Myogénine et de Mrf4 dans les cellules myogéniques est importante pour les 

dernières étapes de différenciation (Hasty et al., 1993). La transcription de la 

Myogénine nécessite la déphosphorylation et la translocation de MyoD dans le 

noyau. En effet, MyoD se fixe stablement sur le promoteur du gène codant pour la 

Myogénine et permet son expression (Sartorelli and Caretti, 2005). De plus, une 

régulation étroite entre les MRFs et Pax7 est établie. Myogénine inhibe l’activité 

transcriptionnelle de Pax7 alors que ce dernier diminue celle de MyoD (Olguin et 

al., 2007), établissant ainsi un destin cellulaire parfaitement régulé et orchestré dans 

les cellules souches musculaires. Une mutation dans le gène codant pour la 
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Myogénine altère la formation de nouveaux myotubes et la régénération musculaire 

chez la souris (Hasty et al., 1993), montrant que la Myogénine est importante pour 

la dernière étape de différenciation et les premières étapes de fusion des cellules 

musculaires. 

  

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 Des facteurs de transcription de la famille Mef2 (Myocyte-specific 

Enhancer Factor 2) permettent également la régulation de gènes impliqués dans la 

myogenèse (Molkentin and Olson, 1996 et Ornatsky et al., 1997). Les facteurs 

Mef2C et Mef2D coopèrent activement avec les MRFs pour la régulation des gènes 

importants pour l’activité myogénique. L’expression de MyoD, Myogénine et 

Mef2C permet la transcription de gènes spécifiés dans la structure et la 

fonctionnalité du muscle, tel que les gènes codant pour l’Actine, la Myosine et la 

Troponine (Yin et al., 2013). 

Figure 4. Expression des différents marqueurs géniques au cours de la 

progression myogénique de la cellule satellite 

 
Le facteur Pax7 permet l’auto-renouvellement des cellules satellites alors que Myf5 
et MyoD stimulent l’activation et la différenciation cellulaire. Les facteurs 
Myogénine et MRF4 sont importants pour les dernières étapes de différenciation et 
de fusion des cellules. 
D’après Dominov et al., 1998 



                                                                                       INTRODUCTION 15 

 Les cellules satellites expriment également un panel de protéines et signaux, 

nécessaires pour le maintien de leur fonction au sein du muscle, tels que le facteur 

de transcription homeobox Barx2, la protéine d’adhésion M-cadhérine, le récepteur 

Tyrosine kinase c-Met, le récepteur α7-intégrine, les Protéoglycans 

transmembranaires Syndecan-3 and Syndecan-4, le récepteur des chemokines 

CXCR4, la protéine Cavéoline-1, et les protéines de l’enveloppe nucléaire Lamine 

A/C et Emerine (Yin et al., 2013). De plus, la protéine Six1 (SIX Homeobox 1) 

contrôle l’expression de MyoD et de Myogénine. Elle est par conséquent nécessaire 

pour la régulation de l’auto-renouvellement et pour l’activation des cellules 

satellites (Le Grand et al., 2012). L’antigène CD34 est exprimé dans la majorité des 

cellules souches musculaires quiescentes. Cette protéine facilite la migration 

cellulaire et joue un rôle important dans l’initiation de la prolifération des cellules 

activées (Alfaro et al., 2011). Des microARN (miRNA) interviennent également 

dans la régulation du programme myogénique. Le miR-431 cible l’expression de 

Pax7 et est impliqué dans l’initiation de la différenciation des cellules souches 

musculaires (Wu et al., 2015). 

 Plusieurs voies de signalisation influencent également la myogenèse. 

L’activation de la voie Notch induit l’expansion des cellules satellites puisque la 

protéine Notch1 est activée dans les cellules musculaires lors de la sortie de la 

quiescence (Conboy and Rando, 2002), influençant la prolifération cellulaire. Il a 

été démontré que l’activation de la voie Notch est transitoire et permet l’activation 

rapide de la voie Wnt canonique lors de la différenciation des cellules souches. 

L’activation des voies de signalisation Wnt stimule l’expression de Myf5 et de 

MyoD et permet aux cellules satellites d’acquérir un potentiel myogénique (Brack 

et al., 2008). 

 

 

 

 Dynamique des cellules satellites 

 

 En réponse à une blessure musculaire, les cellules satellites traversent 

plusieurs états selon leur destin cellulaire (un état prolifératif pour maintenir la 

population de cellules satellites ou état de différenciation et de fusion pour 

contribuer à la régénération du tissu lésé). 
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 Après une lésion musculaire, les cellules satellites quittent leur état de 

quiescence et s’activent transcriptionnellement (Buckingham and Relaix, 2007). 

Bien que le contrôle de l’activation soit étroitement régulé par les signaux 

intracellulaires (cf partie I-2-Expression génique et marqueurs moléculaires de la 

cellule satellite), l’initiation de l’activation est influencée par plusieurs signaux 

externes (Yin et al., 2013) tels que HGF (Hepactocyte Growth Factor), FGF 

(Fibroblast Growth Factor), IGF (Insulin-like Growth Factor) et NO (Nitric Oxide). 

HGF est sécrété dans la matrice extracellulaire et assurent le regroupement de 

récepteurs sous forme de complexe pour transmettre les signaux intracellulaires aux 

cellules satellites (Gill et al., 2010). Ce facteur est important pour l’expression de 

MyoD dans les cellules sortant de quiescence (Floss et al., 1997), alors que le NO a 

un rôle dans l’activation des cellules avant la sécrétion de HGF dans la matrice 

extracellulaire (Wozniak and Anderson, 2007). Selon la concentration en NO, les 

cellules satellites interprèteront différemment le signal reçu. A faible ou forte 

concentration, le NO aura une action positive sur l’activation des cellules 

musculaires tandis qu’à concentration « moyenne » il stimulera la différenciation 

cellulaire (Wozniak and Anderson, 2007). Les cellules satellites activées, dans 

lesquelles les facteurs pro-myogéniques tels que Myf5 et MyoD sont exprimés, sont 

appelées Myoblastes. Les cellules activées contribuent parallèlement à la 

régénération musculaire par leur différenciation. 

  

 La balance entre ces deux destins cellulaires est cruciale pour le maintien de 

l’homéostasie du tissu musculaire lésé. Un défaut de l’auto-renouvellement 

cellulaire induit une diminution du nombre de cellules satellites qui aura pour 

conséquence une altération de la régénération musculaire. Lorsque les cellules sont 

activées, elles prolifèrent dans leur niche de façon symétrique ou asymétrique 

(Kuang et al., 2007). La caractéristique de la division cellulaire déterminera le 

destin de chaque cellule fille. Le choix de la division symétrique ou asymétrique est 

déterminé par l’orientation du fuseau mitotique et par la concentration de facteurs 

dans la cellule mère. 

  La division symétrique s’effectue en parfaite symétrie à tout temps de la 

division. Dans 92% des cas, les cellules filles sont donc parfaitement semblables à 

la cellule mère, tant au niveau moléculaire que dans leur localisation (Kuang et al., 
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2007). Les deux cellules filles sont en contact avec la lame basale et restent dans la 

niche le long de la fibre musculaire par la polarisation apportée par α7-intégrine. La 

division s’est alors effectuée de façon planaire à la fibre, contrôlée par la voie Wnt 

non-canonique (Wnt7a/PCP) (Le Grand et al., 2009). De plus, la localisation de la 

protéine Vangl2 dans les cellules filles influence leur adhérance à la lame basale et 

leur destin cellulaire (Le Grand et al., 2009). La division symétrique permet 

l’expansion des cellules satellites (Figure 5). 

 Alors que la division symétrique permet uniquement la maintenance de la 

population de cellules souches, la division asymétrique permet à la fois le 

renouvellement de la population de cellules souches et la génération de cellules 

destinées à la différentiation cellulaire. La génération de deux cellules 

moléculairement différentes est un phénomène produit par 82% des divisions 

asymétriques (Kuang et al., 2007). Lors de la division asymétrique, la cellule se 

divise en direction apico-basal de par sa polarité et par son interaction avec la 

matrice extracellulaire (Kuang et al., 2008). Dans la cellule mère, la protéine α7-

intégrine est localisée au contact avec la lame basale alors que la M-cadhérine est 

localisée au pôle apical de la cellule. Ce différentiel de localisation des protéines 

participe à l’établissement de la polarité de la cellule. De plus, Numb, un 

antagoniste de la voie Notch est localisé asymétriquement lors de la mitose de la 

cellule mère (Shinin et al., 2006). Au cours de la division, Numb est concentré 

uniquement dans une des cellules filles. Il a été démontré que seule la cellule fille 

avec une forte concentration en protéine Numb peut s’auto-renouveler (Shinin et al., 

2006). La division s’effectuant de manière apico-basal, une des cellules filles 

générée est alors poussée vers le sarcolemme et n’est plus en contact avec la lame 

basale (Figure 5). Cette cellule s’engagera dans la voie de différentiation. L’autre 

cellule fille reste en contact avec la lame basal et permettra la maintenance des 

cellules souches musculaires. Les cellules activées et préposées à la voie 

myogénique peuvent également se diviser de façon symétrique afin d’entretenir une 

population de cellules souches musculaires en différenciation (Kuang et al., 2007).  

 Les cellules filles issues de la division asymétrique et adhérentes à la lame 

basale resteront Pax7-positive mais n’exprimeront ni Myf5 ni MyoD (Kuang et al., 

2007). Les cellules filles qui ne sont plus en contact avec la lame basale seront 

Pax7-positive, Myf5-positive et MyoD-positive à l’issue de la division. Lorsque ces 

dernières seront totalement engagées dans le lignage myogénique, elles 
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n’exprimeront plus Pax7 mais continueront à exprimer les facteurs myogéniques 

tels que MyoD (Kuang et al., 2007). Ces cellules sont alors appelées Myocytes.  

 

 

 

 

 

  

 

 

 Hétérogénéité cellulaire  

 

 L’hétérogénéité des cellules souches est démontrée par la capacité 

régénérative des cellules et est déterminée selon leur profil d’expression, leur 

capacité d’auto-renouvellement et par leur régulation moléculaire. 

  Les caractéristiques des cellules satellites dépendent du type musculaire. 

Des différences d’expression génique ont été étudiées entre les cellules satellites de 

l’EDL (Extensor Digitorum Longus) et celles du muscle masséter (Ono et al., 2010). 

Une grande proportion de cellules satellites n’exprimant pas Pax7 mais exprimant 

MyoD a été observée dans le muscle de l’EDL, alors que dans le muscle masséter la 

proportion des ces cellules reste faible. Les cellules satellites de différents muscles 

Figure 5. Division asymétrique et symétrique des cellules souches musculaires 

 
 La division asymétrique s’effectue selon un axe apico-basal et génère deux cellules filles 
distinctes : une engagée dans la voie myogénique et une pour la maintenance de la 
population de cellules souches. La division symétrique s’effectue selon un axe planaire et 
génère deux cellules filles identiques qui permettent l’expansion des cellules satellites ou 
le processus de myogenèse. 
D’après Yin et al., 2013 
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peuvent donc être génétiquement et fonctionnellement différentes (Ono et al., 2010). 

L’origine de cette hétérogénéité reste à déterminer mais elle pourrait être 

développementale ou environnementale.  

 Après une blessure musculaire, les cellules satellites se divisent en deux 

populations principalement issues de la division asymétrique (Kuang et al., 2007). 

Une faible proportion de cellules satellites reste dans un état indifférencié et 

possède la capacité de retourner à un état de quiescence. De plus, un différentiel de 

la capacité proliférative au sein de la population des cellules souches musculaires 

a été mis en évidence (Ono et al., 2012). La population de cellules souches ayant un 

faible potentiel à s’engager dans le cycle cellulaire a une forte capacité d’auto-

renouvellement alors que les cellules à prolifération rapide s’engageront dans la 

différenciation myogénique. De plus, des expériences de transplantation ont mis en 

évidence que les cellules à faible capacité de prolifération ont conservé leur 

potentiel de cellule souche  (Ono et al., 2012). 

  

 L’expression de MRFs influence la prolifération des cellules souches 

musculaires. Les cellules en prolifération sont Pax7-positives et MyoD-positives 

mais Myf5-négatives alors que les cellules en début de différenciation expriment 

majoritairement MyoD puis Myogénine. Les cellules exprimant Pax7 avec un faible 

niveau d’expression de Myf5 ne s’engagent pas dans le cycle cellulaire et seront des 

cellules de réserve (Day et al., 2009). L’expression non homogène de Myf5 et de 

Pax7 au sein de la population de cellules souches installe une inégalité dans 

l’engagement des cellules dans la différenciation myogénique. Les cellules Pax7-

positives et Myf5-négatives ont une meilleure aptitude à retrouver leur potentiel de 

cellules souches, et de constituer un réservoir de cellules Pax7-positive et Myf5-

negative et de cellules Pax7-positive et Myf5-positive (Kuang et al., 2007). La 

distribution asymétrique de la protéine Numb dans les cellules filles générées par la 

division apico-basale d’une cellule satellite pourrait influencer l’expression de 

Myf5 dans ces cellules (Shinin et al., 2006) 
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 Interaction des cellules satellites avec leur environnement 

 

 L’innervation musculaire est très importante puisque l’activité électrique 

stimule la prolifération des cellules satellites. La dénervation d’un muscle sain 

cause une atrophie musculaire et ne permet plus à la cellule satellite de proliférer 

(Guo et al., 2012). Après une lésion et la dégénérescence du tissu, les myofibres 

séparées de la plaque motrice par la zone de nécrose seront ré-innervées, ainsi que 

les myofibres néoformées. 

  

 Il a été démontré que 82% des cellules satellites murines sont localisées à 

moins de  21µm des capillaires et des cellules endothéliales (Christov et al., 2007). 

Ces dernières stimulent la prolifération des cellules satellites via leur action 

paracrine. Par expérience de co-culture, il a été démontré que les cellules 

endothéliales favorisent l’activation des cellules souches musculaires par sécrétion 

de facteurs de croissance tels que HGF, VEGF ou FGF (Yin et al., 2013). Une 

augmentation de l’expression de VEGF (Vascular Endothélial Growth Factor)  

stimule la prolifération des cellules souches et permet une meilleure régénération 

musculaire (Arsic et al., 2004), montrant ainsi que ce facteur de croissance joue un 

rôle important dans la fonction des cellules satellites. 

  

 Après une blessure, les cellules immunitaires sont rapidement recrutées au 

lieu de la lésion et sécrètent des facteurs qui seront reçus par les cellules satellites à 

travers la lame basale. Le recrutement des cellules immunitaires permet l’activation 

des cellules satellites et les protège de l’apoptose (Sonnet et al., 2006). Les cellules 

immunitaires telles que les neutrophiles et les macrophages permettent l’élimination 

des fibres endommagées et nécrotiques. Ainsi, la réaction inflammatoire localisée 

au niveau de la lésion du muscle est nécessaire pour la régénération du muscle 

(Tidball and Bertoni, 2014).  

  

 Les cellules interstitielles sont également importantes pour la régénération 

musculaire. Les FAPs (Fibro/adipogenic progenitors) peuvent se différencier en 

adipocytes ou en fibroblastes selon les signaux environnementaux qu’ils reçoivent. 

L’environnement régénératif dans le muscle permet tout d’abord aux FAPs de 
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proliférer (Uezumi et al., 2010) puis de se différencier. La prolifération des FAPs 

dans le milieu interstitiel favorise l’engagement myogénique des cellules satellites 

(Yin et al., 2013) alors que leur différenciation en fibroblastes contribue à la 

formation de la matrice extracellulaire par sécrétion de Collagène, de Laminine et 

de Fibronectine. Les PICs (cellules interstitielles PW1+ et Pax7-), stimulent la 

formation de nouvelles fibres musculaires au cours de la régénération (Yin et al., 

2013).  

 

 

 

I. 3)  La myogenèse 

 

 La signification du mot myogenèse provient du grec, signifiant la naissance 

du muscle. La myogenèse est un processus de formation du tissu musculaire qui est 

requis tout d’abord lors du développement embryonnaire et qui peut être sollicité 

lors de la régénération musculaire.  

 

 

 

 Myogenèse développementale 

 

 Au cours du développement,  la myogenèse s’effectue en trois principales 

étapes : la détermination avec la formation des principaux tissus dans l’embryon, la 

différenciation des cellules et la maturation des fibres musculaires.  

  

 Au début du développement de l’embryon chez les métazoaires 

triploblastiques, les cellules s’organisent en trois différents feuillets embryonnaires : 

l’ectoderme, l’endoderme et le mésoderme. La majorité des muscles squelettiques 

des vertébrés a pour origine les cellules mésodermiques. Les cellules provenant du 

mésoderme permettent la formation des somites, qui eux-mêmes produisent le 

dermomyotome (qui initie la formation de la peau et des muscles squelettiques) et 

le sclérotome (qui génère la structure du squelette) (Cossu et al., 1996). Le 

dermomyotome est composé de deux zones bien distinctes: le myotome pour la 

zone interne et le dermotome pour la zone externe. Les cellules du myotome, 
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appelées myoblastes, sont des progéniteurs myogéniques et sont à l’origine de la 

musculature du fœtus (Kalcheim and Ben-Yair, 2005). Elles ont la capacité de 

proliférer, d’exprimer des gènes spécialisés dans la myogenèse, de se différencier et 

de fusionner ensemble pour générer des fibres musculaires. La formation de fibres 

musculaires au cours du développement est effectuée par les myoblastes 

embryonnaires et les myoblastes fœtaux (Kollias and McDermott, 2008). Les 

myoblastes embryonnaires peuvent contribuer à la myogenèse ou devenir des 

myoblastes fœtaux en proliférant (Figure 6). Ces derniers contribueront à la 

formation de fibres secondaires, plus petites que les premières formées par les 

myoblastes embryonnaires. L’ensemble des myofibres néoformées permet la mise 

en place d’une architecture musculaire complexe (Kollias and McDermott, 2008). 

La myogenèse, se distinguant alors par deux vagues de différenciation cellulaire, est 

principalement régulée par deux familles de protéines: les MRFs (Muscle 

Regulatory Factor) et les Mef (Myocyte Enhancer Factor). 

  

 Les Mef sont des co-activateurs de la famille des MRFs. L’expression de 

MRFs dans les myoblastes tels que MyoD ou Myf5 permet la différenciation 

précoce des cellules alors que l’expression de Myogénine et de MRF4 permet la 

différenciation terminale des myoblastes. Il a été démontré que les embryons 

n’exprimant pas la Myogénine meurent prématurément d’un défaut de 

différenciation des myoblastes et d’une absence de fibres musculaires (Hasty et al., 

1993). Les MRFs et les Mefs permettent d’initier et de maintenir la différenciation 

myogénique des cellules et la formation des muscles chez l’individu. Les Pax 

(Paired-box transcription factors) jouent également un rôle important dans la 

régulation de la myogenèse (Musarò, 2014). Le gène codant pour la protéine Pax3 

est exprimé dans les cellules dès la formation des somites alors que Pax7 n’est 

exprimé qu’après la maturation des somites (Musarò, 2014). Ces deux protéines 

régulent l’expression initiale de MyoD dans les myoblastes. Le facteur Pax3 

contrôle l’expansion des cellules musculaires et permet la migration des cellules du 

somite vers les membres en formation (Bober et al., 1994). Les embryons déficients 

pour Pax3 présentent une anomalie de formation du dermomyotome, alors que les 

embryons qui n’expriment pas Pax7 n’ont pas un développement musculaire altéré 

(Mansouri et al., 1996), suggérant des rôles distincts au cours du développement 

pour ces deux protéines. Alors que l’expression de Pax3 est cruciale pour la mise en 
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Myogenèse régénérative 

 

 Après une lésion, le muscle squelettique adulte a une remarquable capacité à 

se régénérer grâce à l’activité des cellules satellites. Initialement quiescentes, elles 

ont le potentiel de s’activer très rapidement après l’induction de la blessure. Elles 

vont alors proliférer et se différencier afin de fusionner entre elles et recréer des 

fibres musculaires multinucléées (Snow, 1977). La régénération musculaire 

comporte trois principales étapes et commence par la nécrose des tissus 

endommagés. Rapidement, une réponse inflammatoire est localisée au niveau de la 

lésion et les cellules souches musculaires se différencient. Enfin, de nouvelles fibres 

musculaires sont formées (Figure 7). 

  

 La régénération peut être induite par injection de Cardiotoxine dans le 

muscle. La Cardiotoxine est une myotoxine extraite du venin de Cobra cracheur à 

cou noir (Naja nigricollis), utilisée comme modèle de blessure musculaire chez la 

souris. Cette toxine est un inhibiteur de la kinase C et est une Phospholipase A2. De 

ce fait, elle induit une dépolarisation irréversible au niveau de la myofibre, qui se 

propage rapidement le long des Tubules-T (Shiau et al., 1976). Ainsi, le 

sarcolemme est fragilisé et devient perméable. Les ions calcium présents dans le 

réticulum sarcoplasmique sont propagés dans le sarcoplasme, affectant la structure 

et la fonction des fibres musculaires. Quelques minutes après l’injection de cette 

toxine, le muscle est paralysé et le tissu commence à se nécroser (Mann et al., 2011). 

  

 La nécrose du tissu stimule la réponse inflammatoire sur le site de lésion. 

La réponse inflammatoire est très forte dans les premiers jours qui suivent la 

blessure musculaire par l’injection de Cardiotoxine (McLennan, 1996). Les 

neutrophiles sont les premières cellules immunitaires à infiltrer les fibres 

musculaires nécrotiques, et restent sur le lieu de l’inflammation environ 24 heures. 

Leur rôle phagocytaire permet d’éliminer rapidement les premiers débris cellulaires. 

De plus, ces cellules sécrètent des cytokines, stimulant le recrutement de monocytes 

et de macrophages dans le tissu (Musarò, 2014). Le nombre de macrophages 

augmente donc dès les premières 24 heures de régénération et sont les cellules 

immunitaires principales dans le muscle lésé. En plus de leur activité phagocytaire, 

elles secrètent des facteurs influençant l’activation de la population de cellules 
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souches musculaires. Les macrophages régulent la balance entre les signaux pro-

inflammatoires et anti-inflammatoires. Les signaux pro-inflammatoires stimulent la 

prolifération des cellules stellites (Arnold et al., 2007) alors que les signaux anti-

inflammatoires favorisent la différenciation des myoblastes, l’angiogenèse et la 

restructuration de la matrice extracellulaire (Zhang et al., 2013). Les fibroblastes 

migrent également rapidement sur le site de lésion musculaire et permettent un 

remodelage de la matrice extracellulaire (Mann et al., 2011). Ce processus est 

crucial au cours de la régénération puisque la matrice extracellulaire permet un 

alignement correct des nouvelles myofibres dans le tissu. Un remodelage incorrect 

de la matrice extracellulaire peut entrainer un dépôt de fibrose qui altèrerait la 

fonction du muscle. La réponse inflammatoire est un processus initiant la 

régénération musculaire par la stimulation de la capacité régénérative des cellules 

satellites et par restructuration du tissu. 

  

 Lors de la nécrose du tissu, la niche des cellules satellites est détruite. Le 

nombre de cellules satellites diminue pendant les dix-huit premières heures de 

régénération. Cependant, par leur importante capacité de prolifération, leur nombre 

augmente rapidement (Hardy et al., 2016) après cette phase. Les cellules souches 

vont alors progresser dans le lignage myogénique sous l’influence de signaux 

moléculaires et cellulaires (voir partie I.2-Cellules souches musculaires). Quelques 

heures après la lésion musculaire, les cellules souches sont activées. La voie de 

signalisation Notch et celle de l'IGF-1 (Insulin-like Growth Factor-1) stimulent la 

prolifération des cellules satellites alors que la voie Wnt permet l’initiation de la 

différenciation des myoblastes (Brack et al., 2008). Ainsi, les cellules musculaires 

expriment rapidement des facteurs myogéniques tels que Myf5 ou MyoD. Les 

myoblastes déficients pour MyoD présentent un défaut d’engagement dans la voie 

myogénique, montrant que l’expression de MyoD est importante pour la 

différenciation des cellules au cours de la régénération (Sabourin et al., 1999). De 

plus, MyoD stimule l'expression de Myogénine et de MRF4 dans les myocytes 

(Musarò, 2014). 

 

 En réponse à une lésion musculaire, les cellules satellites migrent vers la 

zone de nécrose. Des cellules satellites localisées sur des myofibres saines sont 

capables de migrer jusqu’aux myofibres endommagées, montrant que les cellules 
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souches musculaires ont une grande faculté de motilité et de migration au sein du 

muscle squelettique (Hughes and Blau, 1990). La migration des cellules souches est 

essentielle lors de la régénération musculaire. Il a été démontré que la migration des 

cellules satellites est cruciale pour l’initiation de la fusion des cellules et pour la 

formation de myofibres (Bae et al., 2008) puisque la migration permet le contact et 

la communication entre cellules. Dans une cellule en migration, l’Actine est 

majoritairement localisée sur la partie antérieure de la cellule. La cellule est 

adhérente à la fibre musculaire par des points focaux d’adhésion qui sont des 

complexes composés notamment de filaments d’Actine et d’Intégrines (Block et al., 

2008). La migration cellulaire est initiée par la polarisation du cytosquelette. 

L’Actine monomère (Actine G) et l’Actine filamenteuse (Actine F) présentes dans 

la cellule se polymérisent, projetant la membrane vers l’avant de la cellule où de 

nouveaux points focaux d’adhésion sont mis en place (Vicente-Manzanares et al., 

2009). Enfin, la Myosine II localisée à l’arrière de la cellule se contracte, permettant 

à la cellule de se déplacer vers l’avant. Les points focaux d’adhésion à l’arrière de 

la cellule sont déstabilisés, rompant le contact entre la membrane et la myofibre. La 

migration cellulaire est un processus important pour la fusion des cellules satellites 

(Jansen and Pavlath, 2006).  

 

  

   Muscle sain         Muscle en régénération (temps après blessure) 
                           Plusieurs heures                  Plusieurs jours    Plusieurs semaines  

 

Figure 7. La régénération du tissu squelettique (Hematoxylin et Eosine) 

 
Une lésion musculaire cause une rapide réaction inflammatoire et un dépôt de 
Collagène. Quelques jours après l’injection de Cardiotoxine, les fibres sont rapidement 
reformées. Les noyaux sont localisés centralement dans les myofibres. Quelques 
semaines après la blessure, les fibres s’hypertrophient.  
D’après Mann et al., 2011 
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 La fusion des myocytes est un processus moléculaire qui comprend 

l’adhésion cellule-cellule, l'alignement des membranes cellulaires, le réarrangement 

du réseau d’Actine au niveau des sites de contact entre cellules, et l'union des deux 

membranes (Chen et al., 2007). Au cours de la régénération musculaire, la fusion 

entre cellules commence lorsque les cellules sont engagées dans la voie 

myogénique et expriment la Myogénine. Fusionnant entre eux, les myocytes 

forment des  cellules multinucléées appelées myotubes ou myofibres (Figure 8). La 

différenciation des cellules et la formation de nouveaux myotubes sont des 

phénomènes observés quelques jours après la lésion musculaire. Les fibres 

musculaires en régénération sont facilement identifiables par leurs noyaux centraux, 

contrairement aux fibres saines qui ont leurs noyaux le long de leur membrane 

(Mann et al., 2011). La formation de fibres musculaires ramifiées et entourées de la 

même lame basale est possible et s’explique par une fusion incomplète ou 

incorrecte des fibres en régénération (Bourke and Ontell, 1984). Cet événement est 

souvent observé dans les muscles des patients atteints de maladies 

neuromusculaires, ou dans le cas d’étude du vieillissement musculaire chez les 

souris et est associé à une capacité de régénération anormale. 

 Au cours de la fusion cellulaire, plusieurs protéines sont spécifiquement 

exprimées et/ou interviennent activement dans le processus de régénération 

musculaire. Une protéine membranaire, appelée Myomaker, joue un rôle primordial 

dans la fusion cellulaire. Par suppression de l’expression de Myomaker, il a été 

démontré que les cellules déficientes pour cette protéine ne peuvent former de 

nouvelles cellules multinucléées (Millay et al., 2013). Les Cadhérines sont des 

protéines transmembranaires connues pour contribuer à l’interaction cellule-cellule. 

La M-cadhérine est essentielle pour la fusion des myocytes et est principalement 

exprimée après une lésion musculaire dans les cellules satellites (Chargé and 

Rudnicki, 2004). Cependant, une étude menée sur des souris déficientes pour la M-

cadhérine démontre que les muscles lésés par injection de Cardiotoxine ne 

présentent pas une altération de la régénération (Hollnagel et al., 2002). Ces 

résultats mettent en évidence un mécanisme de compensation entre Cadhérines (N-

cadhérine et la R-cadhérine) au cours du processus de fusion cellulaire. D’autres 

protéines telles que la Vimentine, la Desmine, la Nestine jouent un rôle important 

dans la fusion. Les fibres formées de novo sont caractérisées par l’expression de la 

forme embryonnaire de la Myosine à chaine lourde (Myosin Heavy Chain). 
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 La régénération musculaire se termine par la maturation des myofibres 

néoformées. Lors de l’étape de maturation, les noyaux migrent à la périphérie de la 

fibre musculaire. De plus, un mois après la lésion musculaire, le nombre de cellules 

satellites est semblable à celui observé dans un muscle non blessé (Hardy et al., 

2016). Enfin, les fibres musculaires s’hypertrophient (augmentation du volume des 

fibres) grâce à la synthèse des protéines contractiles. La fibre mature exprime alors 

une nouvelle forme de Myosine à chaine lourde : la Myosine de type I ou de type II 

(Musarò, 2014). A la fin de la régénération, le muscle lésé sera morphologiquement 

et fonctionnellement semblable à un muscle sain (Chargé and Rudnicki, 2004). 

Figure 8. Etapes de la régénération musculaire 

 
Après une lésion musculaire, les cellules satellites s’activent et prolifèrent. 
Certaines cellules peuvent retourner à un état quiescent pour entretenir la 
population de cellules souches musculaires. Les cellules qui s’engagent dans la 
voie myogénique, fusionnent entre elles et forment de nouvelles fibres musculaires 
plurinucléées. La maturation des myofibres est la dernière étape de la régénération 
musculaire. La réponse inflammatoire joue un rôle important au cours de la 
réparation du muscle dès les premières heures après la lésion. M1 et M2 sont deux 
types de macrophages. 
D’après Tidball et al., 2014 
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II.  Les voies Wnt 

 

 Les voies Wnt sont des voies de signalisation complexes, uniquement 

activées par la liaison des protéines Wnt sur des récepteurs spécifiques. La 

signalisation Wnt comprend la voie canonique et les voies non-canoniques. Ces 

voies font intervenir diverses protéines, kinases et récepteurs, qui influenceront 

plusieurs processus cellulaires. L’activation des voies Wnt influence le 

comportement de nombreuses cellules souches adultes, par le contrôle de la 

prolifération, la survie, la migration ou encore la différenciation cellulaire. La 

signalisation intervient également au cours du développement embryonnaire et 

participe à la régénération de nombreux tissus (Cadigan and Nusse, 1997). Ainsi, 

une dérégulation de la voie Wnt peut engendrer de nombreuses malformations, 

maladies ou cancers. Au cours de mon Doctorat, je me suis interéssée à la 

régulation des voies Wnt canonique et non-canonique.  

 

 

 

II. 1)   Les intervenants de la signalisation Wnt 

 

 Les protéines Wnt sont des molécules qui subissent plusieurs modifications 

post-traductionnelles. Leur sécrétion régulée permet une activation des voies de 

signalisation contrôlée. Les voies Wnt correspondent à trois voies de signalisation 

(Wnt/β-caténine, Wnt/Ca2+ et Wnt/PCP) bien distinctes mais toutes activées par la 

liaison des Wnt sur les récepteurs Frizzled. La présence de corécepteurs et leur 

interaction avec le récepteur principal des Wnt déterminera spécifiquement 

l’activation d’une des voies. 

 

 

 

 Protéines Wnt 

 

 Les Wnt sont des protéines conservées chez les métazoaires. Le nom Wnt 

provient de l’association de Wg (Wingless chez la drosophile) et de int1 (Mouse 



30          INTRODUCTION 

Mammary Tumor Virus Integration Site). Chez les mammifères, la famille Wnt 

comprend dix-neufs ligands (provenant de différents gènes) d’environ 350-400 

acides aminés. Les protéines Wnt sont des glycoprotéines sécrétées riches en 

cystéines  (Miller, 2002). 

 

 Le premier gène codant pour une protéine Wnt chez la souris a été découvert 

en 1982. La protéine Wnt1 a été découverte comme étant un proto-oncogène (Nusse 

and Varmus, 1982), démontrant à l’époque l’implication des protéines Wnt dans le 

développement et l’oncogenèse. Il a été découvert quelques années plus tard que les 

Wnt composent une famille de protéines importante dans la morphogenèse. La 

liaison des protéines Wnt sur leurs récepteurs permet l’activation d’une cascade de 

signaux dans le cytoplasme et une régulation de l’expression de certains gènes, tant 

au cours du développement embryonnaire que dans différents tissus adultes. 

 La protéine Wnt3a a été la première protéine purifiée (Willert et al., 2003). 

Il a ainsi été montré que la sécrétion de Wnt3a hors de la cellule nécessite la N-

glycosylation de la protéine ainsi que des modifications lipidiques sur son domaine 

N-terminal. Ces dernières expliquent la propriété hydrophobe des protéines Wnt 

(Hausmann et al., 2007). La première modification lipidique consiste en l’ajout 

d’un groupe palmitate sur la Cystéine 77 (Cys77) des Wnt (Willert et al., 2003). La 

seconde modification est l’ajout d’un acide palmitoléique sur la Sérine 209 

(Ser209) des Wnt. Alors que l’acylation de la Cys77 est requise pour l’activité des 

Wnt, celle de la Ser209 est importante pour le transport de la protéine à la 

membrane et à sa sécrétion (Takada et al., 2006). Porcupine, une acyltransférase, 

est l’enzyme qui catalyse l’ajout des groupes acyles sur les protéines Wnt non 

matures (Takada et al., 2006). Porcupine est une protéine à huit domaines 

transmembranaires localisée au niveau du réticulum endoplasmique. Cette protéine 

est le principal responsable de l’ajout du groupe acyle sur les deux sites des Wnt. 

Une étude a démontré que la sécrétion des Wnt est inhibée dans les cellules dont le 

gène codant pour la Porcupine a été muté, ayant pour conséquence une 

accumulation de Wnt non matures dans le réticulum endoplasmique (van den 

Heuvel et al., 1993). De plus, une mutation au niveau de la Sérine 209 ne permet 

pas aux protéines Wnt d’être excrétées hors du réticulum endoplasmique montrant 

que l’ajout d’un acide palmitoléique sur cette Sérine est cruciale pour la maturation 

des protéines Wnt et leur sortie du réticulum endoplasmique. Chez la drosophile (D. 
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melanogaster), les embryons déficients pour Porcupine ont le même phénotype que 

les embryons mutants pour Wingless, l’homologue  de Wnt (Cadigan and Nusse, 

1996), confirmant que Porcupine est nécessaire pour la sécrétion de Wingless.  

 Après l’ajout de modifications lipidiques par Porcupine, les protéines 

matures sont transportées jusqu’au golgi puis à la membrane cellulaire par des 

vésicules. Il a été proposé que les protéines Wnt peuvent être « recyclées » par les 

cellules (Pfeiffer et al., 2002). Les Wnt sécrétées peuvent être endocytosées par les 

cellules receveuses puis retenues dans le compartiment endosomal avant d’être 

sécrétées de nouveau. 

 

 La voie canonique est également appelée voie Wnt/β-caténine puisque cette 

voie est dépendante de la β-caténine. Les voies non-canoniques sont la voie calcium 

Wnt/Ca2+ et la voie Wnt/PCP (Planar Cell Polarity) qui sont indépendantes de la β-

caténine (Figure 9). Bien que les Wnt aient des propriétés différentes, l’activation 

des différentes voies dépend majoritairement du type cellulaire. Par exemple, 

Wnt5a est spécifique de la voie Wnt/β-caténine pour la mise en place des axes 

embryonnaires lors du développement du Xénope (He et al., 1997) alors qu’il 

participe au relargage d’ions calcium dans le cytoplasme des cellules 

embryonnaires de Zebrafish via la voie Wnt/Ca2+  (Slusarski et al., 1997). De plus, 

Wnt4 active la voie Wnt canonique dans les gonades en développement (Maatouk 

et al., 2013) alors qu’il contribue au développement du rein via la voie Wnt non-

canonique (Burn et al., 2011). Le contexte cellulaire semble donc essentiel pour 

l’activation spécifique d’une voie Wnt. Cependant, ce principe reste controversé 

dans le monde scientifique. En effet, il existe un classement des Wnt (les Wnt sont 

classés en sous-famille) établit par la voie de signalisation qu’ils activent. Par 

exemple, selon ce classement, la sous-famille Wnt1 (comprenant Wnt1, Wnt3a et 

Wnt8) active spécifiquement la voie canonique alors que la sous-famille Wnt5a 

(comprenant Wnt5a et Wnt11) active la voie non-canonique (Niehrs, 2012 et Miller, 

2002). Bien que ce classement soit soutenu dans plusieurs publications afin de 

prédire l’action des Wnt sur les voies de signalisation, il est évident qu’il ne peut 

être considéré comme totalement fiable pour les raisons citées ci-dessus. 

 

 Les différentes voies Wnt sont bien distinctes par l’intervention de protéines 

spécifiques dans la cascade de signalisation. La voie canonique fait majoritairement 
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 Dans le muscle sain, les Wnt2b, Wnt4, Wnt5a, Wnt9a, Wnt11 et Wnt16 sont 

majoritairement exprimés, alors qu’une lésion musculaire permet l’expression de 

Wnt2, Wnt4, Wnt5a, Wnt9a,Wnt10a, Wnt 11 et Wnt16 (Le Grand et al., 2009). Il a 

été démontré que Wnt1, Wnt3a et Wnt7a sont exprimés dans les fibres musculaires 

isolées (Otto et al., 2008). Dans le muscle squelettique, Wnt3a permet l’activation 

de la voie canonique tandis que Wnt7a permet la stimulation des voies non-

canoniques.  

 

 

 

 Récepteurs 

 

 Les récepteurs des Wnt sont des protéines à sept domaines 

transmembranaires de la famille des Frizzled (Fzd). Chez l’humain, Frizzled est 

une famille de dix protéines avec un domaine extracellulaire très conservé  et de 

forte affinité pour les Wnt (Janda et al., 2012). Cependant, ce domaine permet 

également l’interaction avec des corécepteurs de la voie, suggérant que Frizzled 

possède un autre site d’interaction avec les Wnt non déterminé à ce jour. Par liaison 

avec les ligands Wnt, le récepteur Frizzled se dimérise et interagit avec les protéines 

G qui permettent le recrutement de kinases (Niehrs, 2012). Les récepteurs peuvent 

être positivement régulés par liaison avec la protéine Dishevelled à leur domaine 

intracellulaire et par recrutement d’autres protéines telles que l’Axine ou GSK3 

(Glycogen synthase kinase 3). Cette série de recrutement permet l’activation de la 

voie Wnt canonique. Les protéines Frizzled sont les uniques récepteurs des ligands 

Wnt contribuant à l’activation de la voie canonique et non-canonique.  

  

 Cependant, leur interaction avec des protéines partenaires telles que LRP5/6 

(LDL Receptor Related Protein) ou ROR1/2 (Receptor Tyrosine Kinase-Like 

Orphan Receptor) détermineront l’engagement des signaux dans une voie 

spécifique (Niehrs, 2012). Il n’a pas encore été démontré si les récepteurs Frizzled 

peuvent activer les voies Wnt sans leur interaction avec des corécepteurs. Aussi, 

une interaction Fzd/LRP permettrait généralement l’activation de la voie canonique 

alors qu’une interaction Fzd/ROR permettrait l’activation de la voie non-canonique 





                                                                                       INTRODUCTION 35 

Elle peut également être régulée par les kinases GSK3 et par TAK1 (TGFb-

activated protein kinase 1). La phosphorylation de ROR2 par TAK1 affecte 

l’activation de la voie non-canonique (Winkel et al., 2008). 

 Les récepteurs et corécepteurs des Wnt subissent des modifications post-

traductionnelles afin de maintenir une régulation de la voie de signalisation. La 

régulation positive ou négative de la voie de signalisation est possible par 

phosphorylation (sur Frizzled, LRP6 et ROR), par ubiquitination (sur Frizzled et 

RYK) ou par protéolyse (sur Frizzled, LRP6 et RYK). La combinaison de 

l’ensemble des protéines Wnt et Frizzled fait que le rôle de chaque Wnt n’est pas 

encore parfaitement connu à ce jour. 

 

 

 

II. 2)   Les voies non-canoniques  

 

 Les voies Wnt non-canoniques sont moins bien connues que la voie 

canonique. Elles comprennent plusieurs voies de signalisation, distinctes 

moléculairement: la voie Wnt/PCP (Planar Cell Polarity) et la voie Wnt/Ca2+. Ces 

voies ne sont pas dépendantes de la β-caténine, ni de son interaction avec TCF ou 

LEF mais leur signalisation permet également la régulation des expressions 

géniques (Niehrs, 2012). Ces deux voies font intervenir des kinases et diverses 

protéines différentes. La voie PCP est impliquée dans la division symétrique des 

cellules satellites dans le muscle squelettique adulte en régénération (Le Grand et 

al., 2009). La voie Calcium, qui a été initialement identifiée chez le Xenopus et le 

Zebrafish, permet notamment de réguler la libération de calcium par le réticulum 

endoplasmique et de contrôler les niveaux de calcium intracellulaire. Il a été 

récemment découvert que l’activation de la voie Akt/mTOR par les Wnt entraîne 

l’hypertrophie des fibres musculaires via la stimulation de la synthèse protéique 

dans les cellules (von Maltzahn et al., 2012a). 
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 Voie Wnt/PCP 

 

 La voie non-canonique la mieux caractérisée est la voie Wnt/PCP. Cette 

voie a été découverte chez la drosophile (D. melanogaster) et son activation est 

importante pour la polarité des cellules épithéliales et mésenchymateuses dans 

divers organismes (Dale et al., 2009). L’activation de la voie ne requiert pas 

l’expression des LRP ni de la β-caténine.  

  

 La signalisation est initiée par la liaison des Wnt sur le récepteur Frizzled et 

par l’activation des corécepteurs NRH1, Ryk, PTK7 ou ROR2 (Staal et al., 2008). 

La protéine Dishevelled est alors recrutée au niveau des récepteurs (Figure 11) et 

forme un nouveau complexe avec la protéine activatrice DAAM1 (Dishevelled 

associated activator of morphogenesis 1). Cette dernière active les GTPases RhoA 

et Rac1 et de réguler la réponse au stress via l’activité de la kinase Jun N-terminal 

(JNK). Cette voie permet l’induction de la transcription de gènes cibles de Jun (von 

Maltzahn et al., 2012a). De plus, la kinase ROCK1 (Rho-Associated, Coiled-Coil 

Containing Protein Kinase 1) peut également être activée et est un des principaux 

régulateurs du cytosquelette (Niehrs, 2012).  

 D’autres protéines ont la propriété de réguler la voie PCP telles que Vangl 

(Vladar et al., 2009, Le Grand et al., 2009) ou la kinase CKIε. Cette dernière est un 

régulateur connu de la voie Wnt non-canonique chez la drosophile (Strutt et al., 

2006) puisque l’activité de cette kinase est indispensable pour la signalisation PCP 

(Klein et al., 2006). 

  La voie PCP est importante pour l'adhésion et la migration cellulaire par le 

contrôle du modelage du cytosquelette. Cette voie régule la polarisation de l’Actine 

et la polarité cellulaire (Staal et al., 2008). 
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 Cette voie de signalisation est également impliquée dans le réarrangement 

du cytosquelette (par exemple lors de la division cellulaire) et au cours du 

développement embryonnaire (Kohn and Moon, 2005). Le rôle des Wnt dans le 

processus de relargage d’ions calcium dans le cytoplasme est crucial puisqu’une 

étude a prouvé que des injections d’ARNm de Wnt5a ou de Wnt11 dans le 

Zebrafish ou le Xenopus ont permis de doubler la concentration de calcium 

intracellulaire (Slusarski et al., 1997). 

 

 

 

 Voie Akt/mTOR 

 

 Dans le muscle squelettique, la liaison de Wnt7a sur Frizzled7 induit 

l’hypertrophie des myofibres par l’activation directe de la voie Akt/mTOR 

(Mammalian Target of Rapamycin). L’interaction entre le récepteur Frizzled et la 

kinase PI3 (phosphoinositide 3-kinase) est cruciale pour l’activation de cette voie 

non-canonique (von Maltzahn et al., 2011). En effet, la phosphorylation de la PI3K 

stimule la voie Akt/mTOR (Miyazaki and Esser, 2009). Par expérience 

d’immunoprécipitation de Frizzled7, il a été démontré que PI3K se fixe à ce 

récepteur dans les myotubes mais pas dans les cellules en prolifération (von 

Maltzahn et al., 2011). Le complexe composé de Wnt7a, Frizzled7 et PI3K régule 

alors l'activation de la voie de Akt/mTOR spécifiquement dans les myotubes. 

  

 Le complexe mTORC1 se compose de mTOR, Raptor (regulatory 

associated protein of mTOR) et mLST8 (mammalian homologue yeast LST8). La 

Sérine/Thréonine kinase mTOR est un élément important de ce complexe. Cette 

kinase active la sous-unité ribosomique S6 kinase (S6K) pour stimuler la synthèse 

protéique (Miyazaki and Esser, 2009). La voie mTOR fait également intervenir 

d’autres protéines kinases telles que l'Akt / PKB, l'AMPK, et GSK-3. 

  

 L’activation de la voie permet de stimuler la biogenèse des ribosomes et la 

synthèse protéique, faisant de la voie Akt/mTOR le premier mécanisme moléculaire 

pour lier la signalisation Wnt à une stimulation de la synthèse des protéines. La 
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signalisation Wnt7a/Frizzled7 régule l’homéostasie à deux niveaux : l’hypertrophie 

des fibres musculaires par la voie mTOR et l’expansion des cellules souches par la 

voie PCP. Ces régulations mettent en avant la capacité de Wnt7a à influencer et à 

réguler deux différentes voies dans le muscle (von Maltzahn et al., 2012b). 

 

 

 

 Régulateurs de la voie non-canonique 

  

 Lors de l’activation de la voie Wnt/PCP, la protéine Rac1 (de la famille des 

Rho GTPases) est phosphorylée et devient ainsi active, permettant de stimuler 

l’activité de JNK et la transcription des gènes cibles. L’activation et l’inactivation 

de Rac1 s’effectuent selon un cycle (Nagase and Fujita, 2013) selon lequel la 

protéine peut être continuellement activée et associée à une molécule de GTP 

(Guanosine triphosphate) et inactivée par assocation avec une molécule de GDP 

(Guanosine diphosphate). Une molécule chimique (appelée EHop-016) a été 

synthétisée pour reconnaitre spécifiquement les GTPases et inhiber l’activité des 

protéines Rac (Montalvo-Ortiz et al., 2012). L’inhibiteur EHop-016 (ainsi que 

l’inhibiteur NSC23766) bloque l’activité de Rac en inhibant l’interaction de celle-ci 

avec les molécules GTP qui pourraient lui transmettre leur unité phosphatée. Par 

cette action, Rac1 ne peut être sous forme GTP, et le signal d’activation ne pourra 

pas être transmis aux autres intervenants de la voie PCP (Nagase and Fujita, 2013). 

L’activation de la voie non-canonique sera inhibée.  

  

 La Rapamycine est un inhibiteur spécifique de mTOR (Mammalian Target 

Of Rapamycin) et de la voie qui lui est associée (Kim et al., 2002). Cette molécule 

se lie au site catalytique de mTOR et bloque les fonctions de ce dernier. En effet, la 

Rapamycine n’inactive pas mTOR mais empêche son interaction avec d’autres 

protéines. Par exemple, lors de l’activation de la voie Akt/mTOR, la Rapamycine 

inhibe la formation du complexe mTOR/Raptor (Kim et al., 2002). 

Moléculairement, l'inhibition de mTOR ne permet pas la transmission du signal de 

la voie non-canonique. Au niveau cellulaire, la Rapamycine bloque les signaux 

nécessaires à la croissance et à la prolifération des cellules (Ballou and Lin, 2008).  
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II. 3)  La voie canonique 

 

 Le rôle de la β-caténine dans la voie canonique a été mis en évidence il y a 

une trentaine d’années (Riggleman et al., 1990). Il a été très tôt démontré que la β-

caténine interagit avec LEF1 (Lymphocyte Enhancer Binding Factor 1) et TCF (T 

Cell Factors) et permet la transcription de certains gènes sous l’influence de signaux 

Wnt. Aujourd’hui, les protéines contribuant à l’activation de la voie Wnt/β-caténine 

sont connues, ainsi que la transmission du signal au niveau moléculaire. 

 

 

 

 Signalisation 

 

 La voie Wnt/β-caténine est la voie de signalisation Wnt la plus connue. Son 

activation est initiée par l’interaction des ligands Wnt avec les récepteurs Frizzled et 

les corécepteurs LRP5/6.  

  

 En l'absence de ligands Wnt, la β-caténine cytoplasmique est transportée 

vers un complexe de destruction composé d’APC (adenomatous polyposis coli), 

CK1α (Casein kinases) et GSK3ß (glycogen synthase kinase 3). Le complexe de 

dégradation est associé à d’autres protéines telles que GBP (GSK-binding protein, 

également appelé FRAT1/2) ou PP2A (protein phosphatase 2A). Bien que GSK3 

soit l’enzyme responsable de la phosphorylation de la β-caténine, l’interaction 

directe entre APC, l’Axine et la β-caténine est nécessaire pour la phosphorylation 

de cette dernière (Niehrs, 2012). Le rôle de l’APC dans la dégradation de la β-

caténine reste encore en débat. En effet, les cellules cancéreuses du côlon ayant une 

mutation dans le gène codant l’APC peuvent soit maintenir la phosphorylation de la 

β-caténine sans pouvoir dégrader la protéine, soit limiter la phosphorylation et la 

dégradation. Ces variations sont explicables par la localisation de la mutation sur le 

gène (Sadot et al., 2002). Lorsque la β-caténine est phosphorylée, elle est dégradée 

par le protéasome (Figure 12) par reconnaissance de son site phosphorylé par β-

TrCP (β-transducin repeat-containing protein) qui est un composant du complexe 

de l'Ubiquitine ligase E3. Par conséquent, en l'absence de Wnt, la concentration de 

β-caténine cytoplasmique reste faible, et les facteurs de transcription LEF1 et TCF 
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interagissent avec Groucho dans le noyau pour réprimer des gènes cibles Wnt-

spécifiques (Roose et al., 1998). 

 

 La seule présence des récepteurs Frizzled n’est pas suffisante pour maintenir 

l'activité complète de la signalisation Wnt. L’activation de la voie requiert 

également la fonction des corécepteurs LRP5 et LRP6 (Tamai et al., 2000). Une 

étude a montré que les ligands Wnt se lient à l'extrémité amino-terminale des 

corécepteurs LRP et permettent la formation d'un complexe Frizzled-LRP-Wnt 

(Tamai et al., 2000). La stabilisation de ce complexe dépend de l’activité des 

protéines intracellulaires telles que la glycogène synthase kinase 3 (GSK3), l’Axine 

et Dishevelled (Bilić et al., 2007). Une coopération spatio-temporelle est établie 

entre les protéines pour permettre l’activité des récepteurs de la voie Wnt.  

 Par liaison des Wnt sur les récepteurs Frizzled, les corécepteurs LRP5-LRP6 

sont phosphorylés par les kinases CK1γ et GSK3 ß (Davidson et al., 2005), 

permettant d’accroitre leur activité. Plusieurs études sont contradictoires sur la 

phosphorylation des LRP. Une première étude a montré que GSK3 permet la 

phosphorylation d'une manière Wnt-dépendante (Zeng et al., 2005), alors qu’une 

seconde prouve que la stimulation des voies Wnt n’influence pas l'état de 

phosphorylation des corécepteurs (Davidson et al., 2005).   

 L’Axine est nécessaire pour la phosphorylation des corécepteurs LRP6. De 

plus, la phosphorylation par GSK3β et CK1γ du domaine C-terminal de LRP5/6 

permet le recrutement de l’Axine à la membrane cytoplasmique. Un expérience de 

FRET (Fluorescence Resonance Energy Transfer) a démontré que l’Axine est 

recrutée au niveau du domaine C-terminal du corécepteur LRP5, quelques minutes 

après l’activation de Frizzled (Mao et al., 2001). La concentration d’Axine dans la 

cellule étant très faible, sa séquestration par LRP5 et LRP6 permettrait de réduire la 

proportion de protéines cytoplasmiques intégrées dans le complexe de dégradation 

de la β-caténine. L’interaction étroite entre ces deux protéines suggère une 

régulation positive entre LRP6 et l’Axine.  

  

 Dishevelled est une phosphoprotéine qui intervient activement dans la voie 

de signalisation Wnt. Elle participe également à la phosphorylation de LRP5 ou 

LRP6 (Zeng et al., 2008) et interagit avec les récepteurs Frizzled (Bilić et al., 2007) 

pour permettre l’activation de la voie canonique. Dishevelled pourrait inactiver le 
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niveau des récepteurs permet une désorganisation du complexe de destruction 

(Figure 12). Cette perturbation permet la stabilisation et la translocation de la β-

caténine cytoplasmique dans le noyau (Niehrs, 2012), et la formation d’un 

complexe transcriptionnel actif avec TCF (T-cell factor-1) et LEF1 (Lymphoid 

Enhancer-Binding Factor 1). La β-caténine n'ayant pas de domaine de liaison à 

l'ADN, son rôle de co-activateur transcriptionnel permet d’initier la transcription 

des gènes cibles de la voie Wnt canonique (Städeli et al., 2006).  

 

 

 

 β-caténine 

 

 Contrairement à la grande majorité des protéines, la β-caténine est une 

protéine hautement conservée entre les espèces. Par exemple, seuls six acides 

aminés sont différents entre les protéines humaines et de Xenopus alors que la 

structure primaire de la β-caténine comporte 781 acides aminés (Shapiro and Weis, 

2009). 

 Une délétion du gène CTNNB1 codant pour la β-caténine présente les 

mêmes phénotypes que la perte de la protéine Wingless (l’homologue de Wnt chez 

la D. melanogaster) au cours du développement de la drosophile (Peifer et al., 1991), 

montrant l’importance de cette protéine dans la voie de signalisation Wnt.  

 

 La β-caténine a un rôle majeur dans la transduction de la signalisation Wnt, 

mais également dans l’adhésion cellulaire. Elle permet de maintenir l’interaction 

entre Cadhérines et α-caténines dans les cellules afin de permettre leur adhésion 

(Yamada et al., 2005). Sa participation à l’un des deux processus biologiques est 

régulée par l’action de Tyrosines phosphatases et de Tyrosines kinases sur la β-

caténine (Daugherty and Gottardi, 2007). 

  

 Dans la voie de signalisation Wnt, la dégradation de la β-caténine est 

contrôlée par phosphorylation de la protéine (Niehrs, 2012). L'Axine interagit avec 

GSK3 et CK1α et coordonne la phosphorylation séquentielle du domaine N-

terminale de la β-caténine. La protéine CK1α permet l’ajout du groupe phosphate 

sur la Sérine 45, et autorise la phosphorylation de la Thréonine 41, la Sérine 33 et la 



44          INTRODUCTION 

Sérine 37 de la β-caténine par GSK3 (Kimelman and Xu, 2006). Les 

phosphorylations sur les Sérines 33 et 37 sont reconnues par l'Ubiquitine ligase E3 

β-TrCP, induisant l’ubiquitination de la β-caténine et sa dégradation par le 

protéasome. 

  

 Le transport de la β-caténine dans le noyau est un processus encore mal 

expliqué à ce jour. Plusieurs études prouvent que la β-caténine pénètre dans le 

noyau en interagissant directement avec les importines au niveau des pores 

nucléaires (Henderson, 2002). La β-caténine serait également capable de quitter le 

noyau, majoritairement aidée d’APC et de l’Axine (Henderson, 2002). En effet, 

l’Axine et l’APC favoriseraient une augmentation de la β-caténine dans le 

cytoplasme alors que TCF permettrait d’augmenter la β-caténine nucléaire.  

 

 

 

 Transcription des gènes cibles 

 

 En l’absence de la β-caténine nucléaire, les facteurs TCF interagissent avec 

les répresseurs transcriptionnels Groucho et CtBP (Cadigan and Waterman, 2012). 

Par interaction directe avec le complexe de transcription, Groucho et CtBP (Figure 

13) empêchent l’expression des gènes cibles de Wnt puisque la présence de 

Groucho à l’ADN favorise la désacétylation des histones et la compaction de la 

chromatine (Daniels and Weis, 2005). La propriété d’activation transcriptionnelle 

que possèdent les facteurs LEF/TCF est principalement régulée par leurs partenaires 

de liaison (Cadigan and Waterman, 2012).  

  

 Dans le noyau, la β-caténine interagit avec les facteurs de transcription 

LEF/TCF par son domaine répété Armadillo. Bien que les facteurs TCF/LEF soient 

les partenaires principaux de la β-caténine, cette dernière peut également interagir 

avec d’autres cofacteurs, via son domaine C-terminal, tels que CBP/p300 (CREB 

Binding Protein) et Brg1 (Brahma-related gene-1) qui permettent la transcription 

des gènes cibles de Wnt (Lien and Fuchs, 2014). La famille LEF/TCF chez les 

mammifères comprend LEF1, TCF1, TCF3 et TCF4 (Hurlstone, 2002). Les facteurs 

de transcription TCF/LEF se fixent sur les régions régulatrices de certains gènes par 
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leur capacité à reconnaître certains motifs spécifiques. Par interaction de la β-

caténine avec TCF/LEF, les corépresseurs Groucho et CtBP sont déplacés ou 

inactivés (Daniels and Weis, 2005) et des coactivateurs sont recrutés au niveau du 

complexe de transcription. Parmi les nombreux coactivateurs identifiés, les 

protéines Pygopus et BCL9 (B-Cell CLL/Lymphoma 9) sont les plus connues pour 

stimuler l'activité de la β-caténine (Li et al., 2007). Pygopus peut interagir 

directement avec le facteur de transcription TCF (Figure 12), où il joue un rôle au 

niveau des marqueurs d’histones de l’ADN afin de faciliter la transcription des 

gènes. 

 Lors de l’activation de la voie Wnt, la modification de la chromatine la plus 

fréquente dans la régulation des gènes cible Wnt est l'acétylation des histones. 

L’ajout de groupes acétyles sur plusieurs Lysines des histones H3 et H4 par des 

histones acétyltransférases (HAT) est fortement corrélé avec l'activation 

transcriptionnelle des gènes. En l’absence de β-caténine, cette réaction est 

contrebalancée par des histones désacétylases (HDAC) qui établissent la répression 

des cibles Wnt (Lyu et al., 2011). La protéine CBP est une histone acétyltransférase 

qui peut se fixer sur le domaine C-terminal de la β-caténine et réguler l’expression 

des gènes cibles de la voie (Mosimann et al., 2009). Le recrutement de CBP/p300 

au niveau du complexe de transcription a été corrélé avec une augmentation de 

l’acétylation des histones H3 et H4 (Lyu et al., 2011). De plus, la triméthylation de 

la lysine 4 de l’histone H3 (H3K4me3) par les méthyltransférases s’effectue sur 

différents promoteurs cibles (Parker et al., 2008) et est nécessaire pour l'activation 

complète de plusieurs cibles de Wnt (Parker et al., 2008). 

  

 Plus de 80 gènes sont régulés par la voie Wnt/β-caténine (Schwartz et al., 

2003). Leur expression permet le contrôle de la prolifération (par exemple, la 

Cycline D1 and Id2 (inhibitor of DNA binding 2)) ou la différenciation des cellules 

(par exemple, Myf5). De plus, ces gènes jouent un rôle de régulateur de la voie 

canonique (comme l’Axine 2, β-TrCP (β-transducing repeat-containing protein), 

Dkk1 (Dickkopf-related protein 1) et sFRPs (secreted Fzd-related proteins)) (Sethi 

and Vidal-Puig, 2010).  

 



46          INTRODUCTION 

  

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 Régulateurs de la voie canonique 

 

 Des protéines ou des drogues permettent d’inhiber ou d’activer la voie 

canonique selon leurs propriétés et leurs actions sur les protéines cibles. Certaines 

sont étudiées pour leur potentiel thérapeutique en médecine régénérative. La voie 

Wnt/β-caténine est impliquée dans le développement embryonnaire et dans 

l’homéostasie des tissus adultes. Elle permet notamment la prolifération, la 

différenciation, la migration et la survie des cellules (Rulifson et al., 2007, Andl et 

al., 2002 et Pinto et al., 2003). L’utilisation de molécules agonistes/antagonistes 

permet d’envisager une régulation contrôlée de la voie. L’activation de la voie 

canonique peut être régulée à plusieurs niveaux : sur l’activité des récepteurs ou la 

stabilisation de la β-caténine 

 

 Une étude a montré que la fonction des cellules dans les cryptes intestinales 

était altérée par l’absence de la β-caténine ou par l'expression de l'inhibiteur 

Dickkopf1 (Pinto et al., 2003) montrant l'importance de la signalisation Wnt/β-

Figure 13. Régulation de la transcription des gènes cibles de Wnt 

 

Lors de l’activation de la voie, l’intéraction de la β-caténine avec les 
facteurs de transcription LEF/TCF permet le recrutement de CBP/p300. 
La structure de la chromatine est modifiée et la transcription génique est 
activée. En l’absence de la β-caténine, le répresseur transcriptionnel 
Groucho est recruté au niveau des facteurs LEF/TCF. 
D’après Lien and Fuchs, 2014. 
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caténine dans ce tissu. Dickkopf est une famille de quatre protéines (Dkk1-4). Chez 

l’homme, Dkk1 se lie spécifiquement au corécepteur de la voie LRP5/6, limitant 

son activation. Ce ligand est un inhibiteur spécifique de la voie canonique (Glinka 

et al., 1998). Les sFRP sont des protéines qui ont un domaine riche en cystéine, 

homologue au domaine de liaison de Frizzled (Rattner et al., 1997). Ainsi, sFRP 

peuvent se fixer sur les récepteurs et sur les Wnt et bloquer l’activité du récepteur 

en limitant l’interaction ligand-récepteur. Ces protéines ont été étudiées en tant que 

potentiel thérapeutique contre certains cancers. Les protéines WIF-1 sont capables 

de se lier sur les ligands Wnt, inhibant ainsi l’interaction entre Wnt et le récepteur 

Frizzled (Hsieh et al., 1999). Cet antagoniste de la voie est un facteur sécrété qui a 

un contact direct avec les Wnt. D’autres protéines agissent sur la voie Wnt/β-

caténine et spécifiquement sur la phosphorylation de la β-caténine. La kinase TAK1 

(kinase protein TGFβ-activated kinase 1) et NLK (Nemo-like kinase) permettent de 

phosphoryler la β-caténine et d’initier son processus de dégradation jusqu’au 

protéasome. Ce processus est notamment régulé par les voies non-canoniques 

(Ishitani et al., 2003) et permet d’inhiber l’activité transcriptionnelle de la β-

caténine. De plus, la Wogonine (5,7-dihydroxy-8-methoxyflavone) permet un arrêt 

du cycle cellulaire, directement par inactivation de la voie β-caténine. La Wogonine 

stimule la dégradation de cette dernière et interfère avec l’activité transcriptionnelle 

de TCF/Lef. Cette molécule diminue également l’activité kinase de CDK8, un 

oncogène impliqué dans le développement des cancers colorectaux (He et al., 2013).  

  

 Dans le muscle en régénération, l'activation de la voie Notch est suivie par 

l’activation de la signalisation Wnt (Brack et al., 2008). L’activité de cette dernière 

mène à l’inhibition rapide de la voie Notch. L’équilibre entre ces voies se traduit 

par l'état d'activation de la GSK3. La voie Notch maintient cette kinase dans un état 

actif alors que la voie Wnt inactive la fonction de GSK3. Ainsi, la GSK3ß est un 

déterminant essentiel dans la régulation de l’activation des signalisations Notch et 

Wnt (Brack et al., 2008). Dans les cryptes intestinales, la voie Wnt est très activée 

dans les cellules situées à la base de la crypte et le niveau d’activité des Wnt est 

décroissant le long de l’axe crypte-villosité. La signalisation Wnt permet la 

prolifération et la différenciation des cellules souches. A contrario, la signalisation 

BMP4 (bone morphogenetic protein) est moins élevée dans les cellules des cryptes. 

Cette activité diminuée est en corrélation avec la présence de Noggin, un inhibiteur 
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de la voie BMP (He et al., 2004). La voie BMP exerce un rôle de régulateur négatif 

sur la signalisation WNT, et inhibe la prolifération des cellules. Une inactivation du 

récepteur BMP ou une sur-expression de Noggin permet le transport de la β-

caténine dans le noyau, et la transcription des gènes cibles de Wnt (He et al., 2004). 

Cela montre une régulation étroite entre les voies Wnt et BMP. Des nouvelles 

molécules telles que LGK974 permettent d’inhiber l’action de Porcupine, et par 

conséquent la maturation et la sécrétion des Wnt (Liu et al., 2013). LGK974 est 

actuellement utilisée lors de tests cliniques pour traiter le cancer du sein ou encore 

le cancer colorectal.  

 

 Les familles de protéines Norrine et R-spondin sont des agonistes de la 

voie Wnt/β-caténine. Bien que Norrine interagisse spécifiquement avec Frizzled4, 

elle n’altère pas la fonction de ce dernier. Son interaction avec Frizzled4 et LRP5/6 

permet de stimuler la voie Wnt, comme il l’a été prouvé au cours de la 

vascularisation de la rétine (Xu et al., 2004).  Les protéines R-spondin interagissent 

avec Wnt, Frizzled et LRP6 (Nam et al., 2006) et permettent d’augmenter le signal 

lors da l’activation de la voie Wnt.  

  

 Des molécules chimiques permettent de cibler directement l’activité de 

GSK3 et d’inhiber ses fonctions. L’enzyme GSK3 est responsable de la 

phosphorylation de la β-caténine et de sa dégradation. Quatre principaux inhibiteurs 

chimiques,  BIO, SB-216763, CHIR-99021 et CHIR-98014, ont été étudiés. Ils 

possèdent une capacité à sur-activer la voie canonique (Naujok et al., 2014). Ces 

molécules sont considérées comme de puissants hyper-activateurs de la voie 

canonique. 

 

 

 

II. 4)    Une compétition entre les voies Wnt ? 

 

 Les voies de signalisation Wnt canoniques et non-canoniques ne doivent pas 

être considérées comme des voies totalement exclusives ou unidirectionnelles. 

Plusieurs études ont démontré que ces voies peuvent être amplifiées ou 

désensibilisées par des facteurs externes mais également qu’elles peuvent être 
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antagonistes entre elles. En effet, il a été étudié que la signalisation canonique peut 

être inhibée par la signalisation non-canonique (Sato et al., 2010). 

 Dans de nombreux types cellulaires, Wnt5a active la voie non-canonique. 

Des premières études dans les embryons de Xenopus montrent qu’une altération de 

Wnt5a permet l’activation de la voie Wnt/β-caténine et modifie les axes de 

développement de l’embryon (Torres et al., 1996). Plusieurs mécanismes 

antagonistes ont été mis en évidence pour expliquer l’action inhibitrice de Wnt5a 

sur la voie Wnt/β-caténine.  

  Wnt5a est capable d’inhiber la voie Wnt/β-caténine en agissant directement 

sur les récepteurs (Sato et al., 2010). En effet, Wnt5a peut rivaliser avec Wnt3a (qui 

stimule la voie canonique) en se fixant à la place de ce dernier sur le récepteur 

Frizzled2. En empêchant l’interaction entre Wnt3a et Frizzled2, Wnt5a ne permet 

pas l’activation de la voie Wnt/β-caténine dans les cellules HeLa (Sato et al., 2010).

 Wnt5a peut également activer la voie Wnt/Ca2+ et stimuler le relargage 

intracellulaire des ions calciums. Par stimulation de cette voie, Wnt5a entraine la 

dégradation de la β-caténine indépendamment de GSK3, ne permettant pas à la voie 

canonique d’être active. La stimulation de la voie calcium induit l'expression d’une 

ubiquitine ligase E3 (Siah2) responsable de la dégradation de la β-caténine, au 

cours du développement des membres de la souris (Topol et al., 2003). Il est ainsi 

prouvé que la signalisation non-canonique peut affecter la stabilité de la β-caténine 

cytoplasmique.  

 Enfin, l’activation de la voie non-canonique inhibe l'expression des gènes 

cibles de β-caténine. La présence de Wnt5a sur les récepteurs Frizzled permet 

l'activation de kinases NLK (Nemo-like kinase) ou des corécepteurs ROR (Lee et 

al., 2010).  Ainsi, NLK serait capable de phosphoryler la β-caténine et d’initier son 

processus de dégradation. De plus, par activation de PKCα et phosphorylation des 

ROR, les co-activateurs transcriptionnels de la β-caténine CBP/p300 ne peuvent 

être recrutés au niveau des gènes cibles de la voie canonique et permettre 

l’expression des gènes.  

 Ainsi, l’antagonisme entre les voies de signalisation Wnt s’effectue à la 

surface cellulaire, dans le cytoplasme et dans le noyau (Kikuchi et al., 2011). Bien 

que l’antagonisme des deux principales voies de signalisation soit assez bien 

déterminé dans le développement de l’embryon, et particulièrement chez le 
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Xenopus, il reste un processus très mal connu au sein des tissus adultes, et 

notamment dans le muscle squelettique.  

 

 

 

II. 5)  Les voies Wnt dans le muscle squelettique  

  

 La signalisation Wnt contribue au développement musculaire, à la fois pour 

la détermination embryonnaire du muscle (dans les somites) et également pour la 

régénération musculaire adulte (dans les cellules satellites). 

  

 L’activation de la voie Wnt/β-caténine est importante lors de 

l’embryogenèse chez les mammifères. Elle permet l’expression des déterminants 

myogéniques Pax3, MyoD et Myf5 dans les premiers stades de développement 

musculaire. Les embryons de souris déficients pour Wnt1 et Wnt3a possèdent un 

défaut de formation du myotome (Ikeya and Takada, 1998). De plus, l’expression 

de Myf5 est diminuée dans les progéniteurs myogéniques aux premiers jours de 

développement, montrant que la signalisation Wnt est nécessaire pour l’expression 

de ce facteur myogénique dans le myotome.  

 

 Au stade post-embryonnaire, le muscle squelettique adulte possède des 

cellules souches (cellules satellites) quiescentes, capables d’être activées et de 

s’engager dans le lignage myogénique en réponse à un stress. La régulation de leur 

différenciation et de leur auto-renouvellement est essentielle lors de ce processus 

afin de maintenir la population de cellules satellites et de générer un nombre 

suffisant de cellules différenciées. Après une lésion musculaire, la signalisation Wnt 

est activée dans les cellules satellites (Parisi et al., 2015). Plus précisemment, 

l’expression de Wnt5a, Wnt5b, Wnt7a et Wnt7b est stimulée quelques jours après la 

blessure musculaire (Polesskaya et al., 2003).  

 Par fixation sur son récepteur Frizzled7, Wnt7a induit la polarisation 

cellulaire et la division symétrique des cellules souches musculaires (Figure 15). 

Une étude montre qu’un traitement de Wnt7a sur les cellules myogéniques en 

culture n’augmente pas l’expression de TCF7, de l’Axine2 ou de la β-caténine (Le 

Grand et al., 2009). Ainsi, Wnt7a n’agit pas sur l’activation de la voie canonique 
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lors de la régénération musculaire mais stimule la voie non-canonique PCP et 

contribue à l'expansion des cellules satellites (Le Grand et al., 2009). Les animaux 

déficients pour Wnt7a présentent un nombre réduit de cellules satellites au cours de 

la régénération, montrant l’importance de la signalisation PCP sur l’expansion des 

cellules souches et la réparation du muscle (Le Grand et al., 2009). 

 En plus de son rôle dans le développement musculaire (Anakwe et al., 2003), 

la signalisation Wnt canonique contribue à la différenciation des cellules au cours 

de la régénération du tissu adulte (Velden et al., 2006). Le traitement des fibres 

isolées par sFRP3, un inhibiteur de Wnt, quelques jours après leur isolation diminue 

le nombre de cellules engagées dans la voie myogénique (Brack et al., 2008). De 

plus, il a été démontré que la β-caténine interagit avec le facteur myogénique MyoD 

et induit directement la différenciation myogénique (Kim et al., 2008a). La sur-

activation de la voie Wnt/β-caténine dans les myoblastes permet une augmentation 

de l’expression de la Myogénine et de la Myosine à chaine lourde (MHC) (Tsivitse, 

2010) et résulte en une différenciation prématurée des cellules musculaires suivie 

d’un défaut du maintien de la population de cellules souches (von Maltzahn et al., 

2012a). Au cours de la régénération musculaire, une inhibition de la voie Notch et 

une activation de la voie Wnt favorisent la différenciation des cellules (Velden et al., 

2006) chez l’adulte. 

  

 Plusieurs études prouvent que le contrôle de l’activation de la voie Wnt 

canonique au cours de la régénération musculaire chez l’adulte est crucial pour 

maintenir un équilibre entre la prolifération et la différenciation des progéniteurs. 

Tout d’abord, une délétion de l’Axine1 dans les cellules satellites, causant une 

répression de l’activation de la voie Wnt/β-caténine, maintient les cellules en 

prolifération et limite leur engagement dans le lignage myogénique (Figeac and 

Zammit, 2015). De plus, une étude menée dans notre laboratoire sur la protéine 

APC montre que la voie Wnt canonique est sur-activée dans les cellules satellites 

déficientes pour APC (Parisi et al., 2015). L’absence d’APC induit un défaut de 

prolifération et stimule la mort des cellules satellites, menant à une incorrecte 

régénération musculaire. Une expression mono-allélique d’APC dans les cellules 

satellites induit également une incorrecte régénération, bien que ce phénotype soit 

moins sévère que celui observé dans les cellules totalement déficientes pour APC. 

Cette étude a mis en évidence un rôle régulateur de la signalisation Wnt sur la 
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prolifération des cellules satellites, défini selon la concentration de la β-caténine 

dans le cytoplasme. Ces différentes concentrations vont induire différentes réponses 

cellulaires et mener à différents degrés de régénération musculaire (Parisi et al., 

2015). Il est également possible d’étudier directement les conséquences d’une 

inhibition ou d’une sur-activation de la voie Wnt canonique dans les cellules 

satellites in vivo grâce à différents modèles murins (délétion de la β-caténine ou 

activation de la β-caténine) (Rudolf et al., 2016 et Murphy et al., 2014). Une 

première étude démontre que la régénération musculaire n’est pas altérée lorsque la 

β-caténine est non-dégradable dans les cellules satellites, mais qu’une perte de la β-

caténine cause un important défaut de régénération et augmente la fibrose dans le 

muscle squelettique (Murphy et al., 2014). De façon intéressante, une étude menée 

dans notre laboratoire, portant également sur le rôle de la β-caténine dans la 

régénération musculaire montre des résultats contradictoires avec ceux de Murphy 

et al. (Rudolf et al., 2016). Les deux modèles murins (délétion de la β-caténine ou 

activation de la β-caténine) présentent un défaut de régénération musculaire 

important lié à une régulation incorrecte entre la prolifération et la différenciation 

des cellules satellites. Les cellules satellites déficientes pour la β-caténine ont un 

défaut de différenciation alors que les cellules satellites dont la β-caténine est 

activée sont prématurément différenciées (Rudolf et al., 2016). Plusieurs 

observations peuvent expliquer ces différents résultats obtenus dans les deux études. 

Tout d’abord, Murphy et al. a étudié les souris hétérozygotes en tant que souris 

contrôles. Il est probable que ces souris possèdent déjà un défaut de régénération 

causé par une diminition de la concentration de la β-caténine dans le cytoplasme 

des cellules satellites. De plus, il est à noter ici l’importance des lignées de souris 

utilisées telles que la lignée Pax7-CRE. Il est très probable que l’efficacité de 

recombinaison (du système CRE/Lox) varie entre les différentes lignées de souris. 

 Ces études montrent que le niveau d’activation de la voie Wnt canonique est 

essentiel pour déterminer la fonction future des cellules satellites au cours de la 

régénération musculaire.  

 

 La signalisation Wnt participe également au développement de la fibrose 

musculaire (Figure 14). Une injection de protéine Wnt3a dans un jeune muscle en 

régénération mime le phénotype observé dans un muscle de souris âgé en 

régénération sans injection (von Maltzahn et al., 2012a). Les jeunes muscles 
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les cellules des souris déficientes pour Frizzled7 ne peuvent initier le processus de 

migration. La même étude prouve que cette fonction, stimulée par Wnt7a, permet 

d’améliorer la prise de greffe et la dispersion des cellules dans un muscle atteint de 

dystrophie (Bentzinger et al., 2014). 

  

 La signalisation Wnt intervient dans la détermination des types de fibres 

musculaires. Dans le poulet, l’expression de Wnt5a permet d’induire un grand 

nombre de myofibres de types I via l’activation de la voie non-canonique, alors que 

Wnt11 permet d’augmenter le nombre de fibres de type II dans les muscles des ailes 

via l’activation de la voie canonique (Anakwe et al., 2003). Une autre étude montre 

que l’activation de la β-caténine est essentielle pour la détermination du type de 

fibres musculaires (Hutcheson et al., 2009). Une activation de la β-caténine permet 

d’augmenter le nombre de fibres de type II au cours du développement des muscles 

chez les vertébrés. 

  

 A la fin de la régénération, Frizzled7 est exprimé par les fibres musculaires. 

Son interaction avec Wnt7a permet la stimulation de la voie Akt/mTOR et 

l’augmentation de la taille des myofibres (von Maltzahn et al., 2011). Une injection 

de protéines recombinantes Wnt7a dans les muscles blessés (Figures 14 et 15) 

améliore le processus de régénération indépendamment d’un changement sur la 

différenciation cellulaire. La voie non-canonique, stimulée par Wnt7a, permet de 

stimuler la synthèse des protéines, créant une hypertrophie des myofibres (von 

Maltzahn et al., 2011).  
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régénération, la protection contre le stress, la synthèse des protéines ou encore la 

plasticité du tissu. 

  

 

 

 Dans le foie 

 

 Le maintien de la fonction hépatique chez les mammifères est crucial 

puisque le foie permet notamment le stockage du glycogène, la néoglucogenèse, la 

désintoxication et la production d'acides biliaires. Ces divers processus sont 

possibles par l’interaction complexe entre les différents types de cellules du foie  

(hépatocytes, cellules épithéliales biliaires, cellules de Küpffer ...).  Le foie est un 

organe capable d’adapter les demandes métaboliques ou de faire face aux 

agressions toxiques (Apte et al., 2009). L’activation de la voie canonique est 

cruciale pour aider le foie à se régénérer ou se protéger contre le stress oxydatif 

toxique et métabolique. Les voies de signalisation Wnt ont la capacité de 

coordonner leur niveau d'activation selon les conditions physiologiques et 

physiopathologiques (Apte et al., 2009). La voie Wnt/β-caténine est un régulateur 

important qui permet le maintien de l’homéostasie du foie et une altération de son 

activation peut conduire à des tumeurs bénignes et malignes du foie (Behari, 2010). 

 L’activation de la voie canonique contribue activement au processus de 

croissance post-natale de l’organe, ainsi qu’à sa régénération via l’activité de la 

Cycline D1 (Tan et al., 2006). De plus, la β-caténine contribue à la réponse au stress 

oxydatif par interaction avec FOXO (forkhead box O). Lorsque les cellules du foie 

sont exposées à plusieurs niveaux de stress oxydatif, l'interaction entre la β-caténine 

et FOXO est augmentée (Essers et al., 2005). Cela permet d’accroitre l'activité de 

FOXO, de stopper la progression du cycle cellulaire et d’augmenter la résistance 

des cellules au stress oxydatif. Le foie des souris déficients pour la β-caténine 

présente un sévère phénotype de lésion après une induction de fort stress oxydatif, 

confirmant l’importance de l’activation de la voie Wnt/β-caténine dans le foie et 

son rôle dans la réponse au stress oxydatif hépatique (Behari, 2010). 

 De plus, la signalisation Wnt/β-caténine est nécessaire au développement du 

foie puisqu’il contribue à la maturation et la différenciation des hépatocytes 

biliaires. 
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 Dans le pancréas 

 

 Le pancréas est un organe crucial pour la production d'enzymes digestives et 

d’hormones endocrines telles que l'Insuline et le Glucagon. La voie de signalisation 

Wnt/β-caténine contribue à l’établissement des fonctions exocrine et endocrine du 

pancréas.  Dans les îlots pancréatiques, les cellules β représentent 65 à 80 % de la 

population cellulaire et permettent la production et la libération d’Insuline de 

manière endocrine.  

 Les cellules β expriment plusieurs intervenants de la voie canonique tels que 

les Wnt, FRPs, LRPs et Dkks, montrant que celle-ci est impliquée dans la fonction 

des cellules β. De plus, TCF4 a également été identifié comme un facteur génétique 

impliqué dans la sécrétion d'Insuline (Welters and Kulkarni, 2008). Plusieurs études 

ont démontré que la signalisation Wnt/β-caténine peut influencer d’autres fonctions 

biologiques des cellules β comme la prolifération (Rulifson et al., 2007) ou la survie 

cellulaire (Liu and Habener, 2009). 

 Une récente étude montre que la voie non-canonique participe activement 

aux fonctions des cellules β (Mori et al., 2009). L’Insuline et l’IGF-1 (insulin-like 

growth factor I) peuvent stimuler la voie Akt/mTOR en induisant la 

phosphorylation de PI3K. Le récepteur à l’Insuline et la voie Akt/mTOR jouent des 

rôles importants dans le métabolisme du glucose et dans le développement des 

cellules β. En effet, l’inhibition de mTOR par la Rapamycine bloque la prolifération 

des cellules β (Liu et al., 2009). De plus, une sur-activation de la voie mTOR cause 

une hypertrophie des cellules β et accroit la synthèse de l’insuline (Mori et al., 

2009). Ce résultat montre que la voie non-canonique régule la production d’Insuline 

dans le pancréas. 

 

 

 

 Dans les intestins 

 

 L’homéostasie de l’intestin adulte est maintenue par les cellules souches 

capables de proliférer, se différencier et de migrer au niveau des cryptes ou des 

villosités de l’intestin. L’épithélium de l’intestin est soumis à un stress permanant 
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qui l’oblige à se régénérer grâce à la prolifération des cellules souches et la 

différenciation des progéniteurs.  

 La voie Wnt/β-caténine contribue au maintien de l’homéostasie de l’intestin. 

Une inactivation forcée de cette voie par l’expression de Dkk1 a pour conséquence 

une altération de la maintenance de la population de cellules souches (Pinto et al., 

2003). Par une expérience de sur-expression de la β-caténine dans les cellules de 

l’intestin, il a été démontré que l’activation de la voie canonique contribue à la 

différenciation des cellules progénitrices de l’intestin (dans le compartiment de 

Paneth). Cependant, en inhibant partiellement l’expression de la β-caténine, un 

défaut de prolifération des cellules souches a été mis en évidence en plus du défaut 

de différenciation des cellules progénitrices. Ces résultats prouvent que la voie 

canonique a un rôle direct dans la différenciation des cellules de Paneth (Andreu et 

al., 2008). 

 

 

 

 Dans les follicules pileux 

 

 Plusieurs études montrent que la voie canonique joue un rôle important dans 

l'épiderme interfolliculaire. Un taux élevé de Dkk1 dans l’épiderme, induisant la 

dégradation de la β-caténine, inhibe la formation des follicules pileux chez les 

souris (Andl et al., 2002). Les souris sont alors dépourvues de poils et de vibrisses. 

L’activation de la voie Wnt au cours du développement est nécessaire pour 

l'initiation du développement des follicules pileux.  

 

 

 

 Dans les tissus adipeux bruns/blancs 

 

 Les adipocytes bruns permettent la libération d'énergie sous le métabolisme 

oxydatif. Le rôle de la voie canonique dans le tissu adipeux brun est peu connu mais 

il a été démontré que l'activation de cette voie au stade de différenciation précoce 

des tissus inhibe l’adipogenèse du tissu brun, bien que la stimulation de la voie dans 

les adipocytes bruns matures permette leur conversion en adipocytes blancs. En 
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effet, l’expression transgénique de Wnt10b dans les adipocytes bruns a pour 

conséquence une inhibition du développement du tissu adipeux brun, ne permettant 

plus à l’organisme de réguler ses dépenses énergétiques (Longo et al., 2004) 

 Le tissu adipeux blanc est responsable du stockage et de la libération des 

réserves énergétiques de l'organisme. Ce tissu est capable de gérer sa masse en 

réponse à un changement nutritionnel (Sethi and Vidal-Puig, 2007).  La voie 

canonique est impliquée dans la régulation de l’adipogenèse (Prestwich and 

MacDougald, 2007). La signalisation est activée différemment dans les adipocytes 

et les pré-adipocytes. Dans les pré-adipocytes, la signalisation est faiblement 

activée et permet le processus d’adipogénèse. Dans les adipocytes matures, les 

ligands Wnt sont sécrétés, ainsi que des répresseurs de la voie tels que les sFRP. 

Cela permet au tissu de conserver une plasticité permanente selon les conditions 

nutritionnelles, via la régulation de la voie Wnt (Sethi and Vidal-Puig, 2010). Dans 

ce tissu, la voie Wnt/β-caténine est un répresseur du processus d’adipogenèse. 

 

 

 

II. 7)  Maladies et  thérapies 

 

 La signalisation Wnt est impliquée dans le développement et l'homéostasie 

des tissus. Une mutation d’un des composants de la voie peut être associée à de 

nombreuses maladies ou à des cancers. L’activation de la voie Wnt peut être altérée 

par des mutations génétiques sur plusieurs niveaux moléculaires : les récepteurs, la 

sécrétion des Wnt, les agonistes ou antagonistes de la voie, la stabilisation de la β-

caténine ou la transcription des gènes cibles. Les voies Wnt peuvent être régulées 

« artificiellement » dans le cadre de thérapies contre le cancer ou contre les 

maladies rares. Plusieurs drogues ou molécules chimiques ont prouvées leur 

efficacité pour maintenir l’homéostasie des tissus et un fonctionnement cellulaire 

correct dans les cellules mutées. 
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 Pathologies 

 

 L’activité des récepteurs de la voie Wnt est cruciale pour l’activation de la 

signalisation. Une mutation dans le gène codant pour Frizzled4 ou LRP5 mène à 

une incorrecte vascularisation de la rétine, comme il a été observé dans la maladie 

de Norrie. Cette maladie, causée par une mutation du gène codant pour la protéine 

Norrine, se révèle par un développement rétinien anormal pouvant entrainer la 

cécité. L’implication de la protéine Norrine dans la maladie de Norrie a permis de 

déterminer que cette protéine est un agoniste de la voie Wnt (Xu et al., 2004). 

  

 Une mutation dans le gène APC, ayant pour conséquence la traduction 

d’une protéine courte et non-fonctionnelle, est la cause de beaucoup de cancers 

colorectaux (Rowan et al., 2000). Cette mutation ne permet plus à la protéine APC 

de reconnaitre la β-caténine, ni de la recruter dans le complexe de dégradation. 

Ainsi, la β-caténine non dégradée est accumulée dans le cytoplasme, et mime les 

effets d’une stimulation continue et anormale de la voie canonique. 

  Cependant, un défaut d’APC n’est pas le seul responsable de la voie Wnt 

impliqué dans les cancers colorectaux. Une mutation de la β-caténine peut rendre 

cette protéine non dégradable. En effet, des délétions ou des mutations ponctuelles 

peuvent affecter la reconnaissance de la protéine par GSK3. Cette dernière ne 

pourra alors pas phosphoryler la β-caténine pour initier son processus de 

dégradation. Deux études ont démontré que deux à cinq mutations de la β-caténine 

sont impliquées dans plusieurs centaines de cancers colorectaux (Lüchtenborg et al., 

2005 et Thorstensen et al., 2005). 

 Une mutation dans le gène codant pour le facteur de transcription TCF4 

cause également de nombreux cancers. Les conséquences fonctionnelles de ces 

mutations restent à ce jour controversées, mais une étude montre qu’une mutation 

dans le gène codant TCF4 ne permet plus à ce facteur de transcription d’interagir 

avec la protéine répressive CtBP (Cuilliere-Dartigues et al., 2006). Dans les cellules 

cancéreuses, CtBP ne peut plus réguler l’activité transcriptionnelle de TCF4. Sans 

régulation, ce dernier stimule l’expression des gènes cibles de la voie Wnt/β-

caténine et mène à une hyper-prolifération cellulaire. 
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 Thérapies 

 

 Les conséquences d’une dérégulation de la voie Wnt canonique ont été 

largement étudiées, principalement via le cancer colorectal (Polakis, 2007). 

Plusieurs traitements permettent de bloquer la signalisation Wnt. 

  

 Une des thérapies envisagées est d’inhiber l’interaction entre les Wnt et 

leurs récepteurs, via la présence d’anticorps anti-Wnt ou d’inhibiteurs de la voie tels 

que WIF1 (He et al., 2005). D’autres molécules ont été isolées pour inhiber 

l’activité de Porcupine et ainsi prévenir la sécrétion extracellulaire des Wnt (Chen 

et al., 2009). Plusieurs agents moléculaires et chimiques sont actuellement à l’étude 

pour interférer sur la signalisation Wnt à plusieurs niveaux. Bien que ces agents 

soient des cibles thérapeutiques potentielles, leurs utilisations dans le cadre d’un 

traitement contre le cancer restent limitées puisqu’ils doivent cibler les cellules 

cancéreuses sans altérer l'homéostasie du tissu.  

  

 Une autre voie thérapeutique potentielle est la stabilisation de l’Axine dans 

le cytoplasme. Une nouvelle classe de molécules permet de stabiliser l’Axine, 

favorisant alors le recrutement de la β-caténine au complexe de dégradation et 

inhibant la signalisation Wnt (Chen et al., 2009), même dans les cellules 

cancéreuses déficientes pour APC. Bien que l’action directe de ces nouvelles 

molécules sur l’Axine soit encore mal comprise, elles restent des atouts 

thérapeutiques importants puisque l’accumulation de l’Axine permet de stimuler la 

dégradation de la β-caténine.  

  

 La signalisation Wnt est suractivée dans les muscles squelettiques âgés. Cela 

cause une faiblesse musculaire et un dépôt de fibrose important dans le muscle 

(Brack et al., 2007). Le dépôt de fibrose est également associé à des dystrophies 

musculaires (Mann et al., 2011). L'inhibition de la signalisation Wnt par l’inhibiteur 

Dikkopf chez la souris modèle pour la myopathie de Duchenne, a permis de réduire 

significativement la fibrose dans les muscles. Le contrôle de la voie Wnt par cet 

inhibiteur apporte un nouvel aspect thérapeutique pour les personnes âgées ou 

atteintes de dystrophie. 
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 De plus, les laminopathies sont des maladies rares qui peuvent résulter 

d’une mutation du gène codant pour l’Emerine. Cette protéine est capable 

d’influencer l’activation de la voie Wnt/β-caténine dans le muscle cardiaque. Une 

déficience pour l’Emerine cause un défaut de prolifération de différenciation des 

cellules cardiaques. Une étude prouve que la régulation de la voie Wnt (via une 

inactivation mono-allélique de la β-caténine) dans les cellules déficientes pour 

l’Emerine permet de rétablir la prolifération et la différenciation des 

cardiomyocytes murins (Stubenvoll et al., 2015). La régulation de la voie Wnt est 

possible pour maintenir l’homéostasie du tissu et permet d’envisager une thérapie 

efficace contre les maladies. 
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III. Les protéines R-spondins 

 

 Les protéines R-spondins (Rspo) sont des protéines sécrétées importantes au 

cours du développement embryonnaire ainsi que dans un grand nombre de cellules 

souches adultes, notamment de l'intestin, de l'estomac et du foie. Ces protéines 

potentialisent la signalisation Wnt par l'interaction avec leurs récepteurs Lgr. Leur 

expression renforce le signal d’activation des voies canoniques et non-canoniques. 

Les R-spondins participent à la régulation de la prolifération ou de la différenciation 

des cellules embryonnaires ou adultes. Ces protéines étant exprimées dans de 

nombreux tissus et organes, une altération de l’activité de la protéine peut causer de 

nombreuses maladies. Mon travail de Doctorat s’est porté sur l’étude de la protéine 

R-spondin1. Dans ce chapitre, je prendrais cette protéine pour illustrer de nombreux 

exemples.  

 

 

 

III. 1)  Les ligands R-spondins et leurs récepteurs Lgr 

  

 Les protéines R-spondins forment une famille de quatre protéines sécrétées 

(Kamata et al., 2004) qui ont pour récepteurs les Lgr (Leucine-rich repeat 

containing G protein-coupled receptor). La structure de ces premiers leur permet 

d’être sécrété et d’interagir spécifiquement avec leurs récepteurs. Les Lgr sont une 

grande famille de récepteurs exprimés dans de nombreux tissus avec différentes 

propriétés. Seule une sous-famille de Lgr se lie aux R-spondins.  

 

 

 

 Expression des R-spondins 

 

 Les protéines R-spondin composent une famille de quatre ligands (Rspo1, 

Rspo2, Rspo3, Rspo4). Les quatre gènes codant pour ces protéines sont exprimés 

uniquement chez les vertébrés puisqu’aucun gène orthologue n’a été mis en 
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évidence à ce jour chez les invertébrés (Kamata et al., 2004). Le nom R-spondin 

(Roof plate specific-spondin) a été donné à cette famille de protéine suite à la 

découverte d’une nouvelle protéine ayant un domaine thrombospondin dans la 

plaque du tube neural (Roof plate) (Kamata et al., 2004). 

 Les séquences d’acides aminés des protéines R-spondins sont hautement 

conservées entre espèces. Ces quatre protéines, de 234 à 272 acides aminés, 

partagent en commun 40 à 60% de leur séquence (de Lau et al., 2012). Malgré leur 

conservation évidente, la localisation du gène codant pour R-spondin ou le nombre 

de transcrits peut varier selon les espèces. Par exemple, le gène codant pour R-

spondin1 est localisé sur le chromosome 4, comporte 6 exons et code pour une 

seule protéine chez la souris alors que chez l’humain le gène est localisé sur le 

chromosome 1, comprend 7 exons et code pour 4 transcrits 

(www.ncbi.nlm.nih.gov). Le rôle des différents transcrits n’a pas été mis en 

évidence à ce jour (Parma et al., 2006). Cependant, quelque soit l’espèce, toutes les 

protéines R-spondins contiennent plusieurs domaines structurellement 

distincts (Figure 16) : un domaine N-terminal, deux domaines Furines riches en 

Cystéines, un domaine thrombospondin de type 1 et un domaine C-terminal 

comprenant un signal de localisation nucléaire (Kim et al., 2006). Les protéines 

diffèrent par leur domaine N-terminal et C-terminal, principalement par leur 

longueur. Cependant, les deux domaines Furines et le domaine thrombospondin 

sont très conservés dans les quatre protéines et sont nécessaires pour l’activation de 

la voie Wnt (Kazanskaya et al., 2004). Bien que les R-spondin possèdent un 

domaine de signal de localisation nucléaire, aucune étude ne démontre la présence 

de R-spondin dans le noyau. 

  

 Les R-spondins sont des protéines sécrétées dans le milieu extracellulaire 

(Nam et al., 2006). Elles possèdent un domaine de liaison aux Protéoglycanes 

héparane sulfate (Nam et al., 2006) qui leur permet de rester à la surface cellulaire 

via leur domaine C-terminal (Yoon and Lee, 2012). Les Protéoglycanes héparane 

sulfate (HSPG) sont des molécules capables d’interagir avec de nombreuses 

protéines de la matrice extracellulaire ou de la membrane. Elles peuvent contribuer 

à la régulation des voies de signalisation WNT, FGF ou BMP. La sécrétion des R-

spondins peut également être influencée par leur domaine riche en cystéines 
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 Le rôle précis de la famille des R-spondins est encore peu connu dans le 

muscle squelettique en régénération. Cependant plusieurs études montrent que ces 

protéines jouent un rôle important au cours de la myogenèse régénérative puisque 

R-spondin2 favorise l’engagement des cellules dans la voie myogénique via 

l’activation de la voie Wnt canonique. Dans les tissus non musculaires, R-spondins 

est crucial pour la régulation de l’homéostasie et pour la régénération des tissus. 

Ces protéines, découvertes il y a une dizaine d’années, ont un rôle complexe mais 

important dans les tissus adultes et leur étude permettrait d’évaluer leur potentiel 

thérapeutique. 

 

 

 Lgr : récepteurs des R-spondins 

 

 Une étude a prouvé que les ligands R-spondins interagissent avec les 

récepteurs Lgr (Leucine-rich repeat containing G protein-coupled receptor) au 

niveau de la membrane cellulaire et potentialisent la voie Wnt canonique (Carmon 

et al., 2011). 

  

 Les Lgr sont une grande famille de protéines comprenant trois sous-familles 

(Kong et al., 2010). Le premier groupe comprend les protéines Lgr1, Lgr2, Lgr3, 

connues comme étant des récepteurs aux hormones, respectivement le récepteur de 

l'hormone folliculo-stimulante (FSHR), le récepteur de l'hormone lutéinisante 

(LHR) et le récepteur d'hormone stimulant la thyroïde (TSHR). Le groupe 2 

rassemble les Lgr4, Lgr5 et Lgr6 qui peuvent être caractérisés par leurs importants 

ectodomaines et leurs rôles dans la prolifération ou différenciation des cellules 

souches adultes (Kong et al., 2010). Enfin, le troisième groupe inclue Lgr7 et Lgr8 

qui sont des récepteurs aux hormones Relaxines (Kong et al., 2010). 

  

 Les Lgr du second groupe (dont je parlerai exclusivement dans ce mémoire) 

sont des récepteurs couplés aux protéines G à sept domaines transmembranaires. En 

plus de leurs domaines C-terminal et N-terminal riches en Cystéines, ils sont 

composés d’un volumineux ectodomaine riche en Leucines, nécessaire pour la 

liaison avec leur ligand. Les Lgr se lient directement au domaine Furine de R-

spondin via cet ectodomaine en forme de fer à cheval (Xu et al., 2013). 
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 Ces récepteurs participent au développement des organes et au maintien de 

l’homéostasie des tissus. En effet, l’expression des Lgr est importante pour le 

développement embryonnaire et peut être impliquée dans certains cancers chez 

l’adulte. Dans l’intestin, le récepteur Lgr4 est exprimé au niveau des cellules 

souches localisées au fond de la crypte, régulant la prolifération et la différenciation 

cellulaire (Mustata et al., 2011). Il a été démontré que Lgr5 est un marqueur de 

prolifération des cellules souches dans le colon (Barker et al., 2007), l’estomac 

(Barker et al., 2010) ou encore les follicules pileux (Jaks et al., 2008). L’expression 

de Lgr6 semble également restreinte à certains types cellulaires. Dans l’épiderme de 

la peau, Lgr6 est exprimé spécifiquement dans les cellules souches adultes au 

niveau du bulbe et de la glande sébacée. Plusieurs études ont démontré que les 

récepteurs Lgr5 et Lgr6 contribuent à la régénération épithéliale (Snippert et al., 

2010) (Kasper et al., 2011). Ainsi, Lgr4/5/6 ont été identifiés comme des marqueurs 

de cellules souches adultes. 

 

 

 

III. 2)  R-spondin et les voies Wnt 

 

 Les R-spondins sont des protéines sécrétées qui sont essentielles pour divers 

processus cellulaires (prolifération, différenciation ou migration) ou 

développementaux (développement des membres ou du cartilage). Par leur 

interaction avec leurs récepteurs Lgr, les R-spondins contribuent à l’activation des 

voies de signalisation Wnt. Il a été largement étudié que les R-spondins sont des 

potentialisateurs de la voie Wnt/β-caténine et que leur expression permet d’accroitre 

l’activation de la voie canonique (de Lau et al., 2012). Le rôle des R-spondins au 

sein de la voie canonique a été mis en évidence il y a de nombreuses années. Ainsi, 

le processus de potentialisation de la voie est alors bien connu à ce jour. Cependant, 

le rôle des R-spondins sur les voies non-canoniques a été découvert il y a seulement 

quelques années et reste encore assez méconnu. Aucune étude ne démontre à ce 

jour qu’une des protéines R-spondins est engagée spécifiquement dans une des 

voies Wnt. 
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 Voie canonique 

 

 L’expression de R-spondin est cruciale pour l’activation de la voie Wnt/β-

caténine et pour l’organisation des somites et des myotomes chez le Xenopus. En 

effet, une délétion de R-spondin2 inhibe la transcription génique de Myf5 et de 

MyoD (Kazanskaya et al., 2004). Il a été prouvé que toutes les protéines de la 

famille R-spondin reproduisent l’action des protéines Wnt sur les voies canoniques 

et qu’une déficience de R-spondin dans les tissus phénocopie les effets d’une 

inactivation de la voie Wnt. Chez le Xenopus, les R-spondins jouent un rôle 

important dans l’activation/potentialisation de la voie Wnt/β-caténine (Kazanskaya 

et al., 2004) au cours du développement embryonnaire. Ces résultats ont été 

redémontrés chez les mammifères, où R-spondin régule l’activation de la voie Wnt 

canonique via la stabilisation de la β-caténine active (Kim et al., 2005). Les 

domaines Furines de R-spondin sont essentiels pour la régulation de la signalisation 

Wnt  (Li et al., 2009), puisqu’une délétion d’une partie de ces domaines inhibe 

totalement l’action de R-spondin sur la voie canonique. De la même façon, les 

récepteurs Lgr4/5/6 ont une action synergique sur l’activation des voies Wnt. Dans 

les cryptes intestinales, les protéines R-spondins accroissent les signaux Wnt via 

leur interaction avec Lgr4/5 et le complexe Frizzled-LRP5/6. Les récepteurs Lgr4 et 

Lgr5 sont essentiels pour la transmission du signal apporté par R-spondin1 et pour 

permettre la prolifération des cellules (de Lau et al., 2011). Tout comme Lgr4/5, le 

récepteur Lgr6 est capable de potentialiser l’activation de la voie Wnt en réponse 

aux R-spondin (Gong et al., 2012). 

 

 L’action régulatrice des R-spondin sur la voie Wnt est dépendante de 

l’interaction des Wnt avec leurs récepteurs Frizzled (Kim et al., 2008b). En effet, 

l’inhibition in vitro de la sécrétion des protéines Wnt bloque la stimulation de la 

voie canonique, même en présence de R-spondin. Ce résultat montre que les ligands 

Wnt sont nécessaires pour l’activité des protéines R-spondins sur la signalisation 

Wnt. La famille R-spondin est une nouvelle famille de régulateurs de la voie Wnt. 

In vitro, un co-traitement de R-spondin et Wnt potentialise la voie canonique. Il a 

été démontré que la présence de R-spondin1 à la membrane cellulaire permet une 

meilleure stabilisation de la β-caténine dans les cellules HEK293 (Human 

Embryonic Kidney 293) (Kim et al., 2005).  
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 Le signal apporté par R-spondin à la voie Wnt nécessite la présence de 

LRP6 puisqu’une sur-expression de LRP6 accroit l’activation du facteur de 

transcription TCF par les protéines R-spondins, alors qu’une délétion du domaine 

C-terminal de LRP6 (qui rend la protéine inactive) réduit l’activité de TCF, même 

sous stimulation par R-spondin (Kim et al., 2008b). De plus, les R-spondins 

induisent la phosphorylation de LRP6, augmentant l’activité de ce corécepteur. 

Sous l’activité de Wnt3a, R-spondin  est responsable d’une phosphorylation plus 

importante de LRP6. Ces résultats suggèrent que les R-spondins régulent la voie 

canonique par une première action sur les LRP6 (Kim et al., 2008b). R-spondin 

peut interagir avec les domaines extracellulaires des récepteurs Frizzled8 et des 

corécepteurs LRP6 mais ne peut maintenir une interaction stable entre ces 

protéines, contrairement aux protéines Wnt (Nam et al., 2006).  

  

 

 

 

  

Figure 17. La voie Wnt/β-caténine potentialisée par R-spondin/Lgr 

 

En l’absence de R-spondin ou de Wnt, la voie de signalisation n’est pas activée et la 
β-caténine est dégradée au protéasome. En présence de Wnt, la voie est activée et la 
β-caténine est transportée dans le noyau pour permettre la transcription des gènes 
cibles. Par liaison de R-spondin sur les Lgr via leur domaine Furine (FU), l’activité 
de Znrf3 est inhibée, stabilisant le récépteur Frizzled et les co-récépteurs LRP5/6 à la 
membrane. De plus, Lgr et IQGAP1 interagissent au niveau de la membrane 
plasmique, permettant la phosphorylation et l’activité de LRP6. Le complexe 
membranaire est alors stabilisé, augmentant le signal d’activation de la voie Wnt. 
D’après Li et al., 2015 
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 L’activité du corécepteur LRP6 est régulée par l’inhibiteur Dkk1 

(Dickkopf1) (Mao et al., 2002). La protéine Dkk1 est capable d’interagir 

directement avec LRP6 et de favoriser son internalisation, inhibant ainsi son activité 

au sein de la voie Wnt. En plus de leur action sur la phosphorylation des 

corécepteurs LRP6, les protéines R-spondins peuvent inhiber l’activité antagoniste 

de Dkk1 en perturbant l’interaction de cette dernière avec LRP6 (Kim et al., 

2008b). Ainsi, l’internalisation de LRP6 est limitée et la concentration de ce 

récepteur est augmentée à la membrane plasmique (Binnerts et al., 2007). Le 

domaine Furine de R-spondin serait également nécessaire pour l’inhibition de 

l’activité de Dkk1 et serait suffisant pour potentialiser la voie canonique en 

présence des ligands Wnt (Kim et al., 2008b). 

  

 De plus, il a également été démontré que R-spondin participe à la 

stabilisation des récepteurs via l’inactivation de Znrf3. Un complexe comprenant 

Lgr5, R-spondin et Rnf43/Znrf3 a été isolé par cristallographie (de Lau et al., 2014 

et Zebisch et al., 2013) montrant que R-spondin interagit directement avec Znrf3. 

Ces protéines sont des antagonistes de la voie Wnt par induction de la dégradation 

des récepteurs Frizzled et des corécepteurs LRP6 par ubiquitination. La présence de 

R-spondin sur leurs récepteurs Lgr induit le recrutement de la protéine 

transmembranaire Znrf3 au niveau du complexe R-spondin/Lgr (Abo and Clevers, 

2012). Cette interaction mène à l’internalisation de Znrf3, et à la stabilisation des 

récepteurs Frizzled et des corécepteurs LRP6 à la membrane. Les récepteurs de la 

voie Wnt s’accumulent alors à la membrane de la cellule, permettant d’augmenter 

le signal d’activation (Abo and Clevers, 2012).  

  

 Enfin, deux autres protéines ont été isolées par expérience de co-

immunoprécipitation de Lgr4. Les protéines IQGAP1 et IQGAP3 (IQ Motif 

Containing GTPase Activating Protein) réguleraient l’interaction entre R-spondin et 

Lgr. Il a été demontré que l’expression de IQGAP1 dans les cellules HEK293T est 

nécessaire pour la potentialisation de la voie Wnt par R-spondin (Carmon et al., 

2014). De plus, Lgr et IQGAP1 interagissent au niveau de la membrane plasmique, 

permettant la phosphorylation de LRP6. Les protéines IQGAP1 et IQGAP3 étant de 

nouvelles protéines identifiées dans la voie Wnt, leur processus d’action reste 

encore à être précisément étudié (Carmon et al., 2014).  
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 Voie non-canonique 

 

 Chez le Xenopus, R-spondin3 active la voie Wnt non-canonique lors du 

développement embryonnaire. L’interaction entre R-spondin3, Wnt5a et Syndécan4 

est nécessaire lors de la gastrulation et le développement du cartilage de la tête. Ces 

deux processus étant régulés par la voie Wnt/PCP, il a été démontré que R-spondin3 

potentialise cette voie non-canonique. De plus, l’activation de la voie est 

dépendante de la présence de Syndécan4 et de l’internalisation de R-spondin3 dans 

la cellule par endocytose (Ohkawara et al., 2011). Cette étude montre que l’action 

de R-spondin est régulée par les Syndécans, qui sont une autre famille de 

corécepteurs de la voie Wnt impliqués dans la prolifération, la différenciation, 

l’adhésion ou la migration cellulaire (Bellin et al., 2002).  

  

 L’activation de la voie Wnt/PCP par R-spondin a également été mise en 

évidence dans les cellules de mammifères (Human adrenal corticocarcinoma 

H295R). En effet, une augmentation de l’expression de Lgr5 dans les cellules 

permet d’augmenter significativement l’activité de Jun, un intervenant de la voie 

Wnt/PCP. La présence de récepteurs Lgr5 au niveau de la membrane cellulaire 

active la voie non-canonique et induit la migration et la polarité des cellules (Shaikh 

et al., 2015). Lors de l’activation de la voie non-canonique, les récepteurs Lgr4/5 se 

lient au domaine Furine des R-spondins alors que les Syndécans interagissent avec 

le domaine thrombospondin de R-spondin, indiquant que R-spondin subit plusieurs 

interactions pour l’activation de la voie Wnt/PCP (Glinka et al., 2011). De plus, 

chez la souris, une délétion constitutive ou conditionnelle de R-spondin3 inhibe 

l’activation de la voie Wnt/Ca2+ dans la rétine et dans les poumons, sans altération 

de la voie canonique. Cette étude est la première à mettre en évidence l’implication 

des R-spondin dans la voie Wnt/Ca2+ (Scholz et al., 2016).  

  

 Malgré l’évidence que R-spondin potentialise les voies non-canoniques, les 

processus moléculaires régulant précisément ce processus restent à déterminer à ce 

jour, notamment concernant l’intéraction entre les protéines Lgr, Frizzled et 

Syndécans. De plus, bien que les souris déficientes pour R-spondin3 aient un défaut 

d’activation de la voie non-canonique dans la rétine et dans les poumons (Scholz et 

al., 2016), elles présenteraient une altération de stimulation de la voie canonique au 
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niveau du cerveau. Cela montre que les fonctions des R-spondins dans la 

stimulation des voies seraient tissu-dépendants.  

 

 

 

III. 3)  Les protéines R-spondins dans la myogenèse  

 

 Le rôle des protéines R-spondins a été peu étudié dans le muscle 

squelettique en développement ou en régénération. Cependant, quelques études 

démontrent que cette famille de protéines est impliquée dans la différenciation 

myogénique des cellules souches. 

 

 

 

 Myogenèse embryonnaire  

 

 Les gènes codant pour R-spondin1 et R-spondin3 sont exprimés dans le tube 

neural des embryons de souris (Nam et al., 2007a). Cette expression est nécessaire 

pour la régulation transcriptionnelle de Myf5 dans les cellules du somite  

(Kazanskaya et al., 2004). En effet, la voie Wnt régule la différenciation du muscle 

squelettique et le développement musculaire. Au cours de la myogenèse primaire, 

les ligands Wnt contrôlent l’expression de Myf5 dans les cellules somitiques 

(Borycki et al., 1999). Plusieurs études montrent qu’une inhibition de l’expression 

de R-spondin2 altère l’expression des marqueurs myogéniques au cours de la 

myogenèse (Kazanskaya et al., 2004) notamment Myf5 et MyoD (Figure 18), 

suggérant que ces deux facteurs de différenciation myogénique peuvent être les 

cibles de la régulation de la voie stimulée par Wnt et R-spondin2.  

 

 De plus, l’expression de R-spondin2 est détectée dans les cellules 

mésenchymateuses dans les membres en développement au moment où les 

progéniteurs myogéniques migrent des somites jusqu’au bourgeon de membre. Les 

membres en développement des embryons déficients pour R-spondin2 présentent 

une altération d’expression de Myf5 via une inhibition de la voie Wnt/β-caténine 
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L’activation de la voie Wnt/β-caténine induit la différenciation des myoblastes 

(Brack et al., 2008) et est nécessaire lors de la régénération musculaire. Les gènes 

codant pour R-spondin1, R-spondin2, R-spondin3 sont exprimés dans les cellules 

satellites. Une étude démontre l’importance de R-spondin2 sur la différenciation 

myogénique dans les cellules C2C12 (Han et al., 2011). En effet, un traitement des 

cellules par R-spondin2 accroit l’engagement des cellules dans la voie myogénique 

via une régulation positive de l’expression de Myf5 (Figure 18). Cependant, R-

spondin2 n’affecte pas l’expression de MyoD ou de Pax7 dans les cellules C2C12 

ou dans les cellules satellites puisque dans les cellules déficientes pour R-spondin2, 

l’expression de Myf5 est altérée. De plus, la localisation membranaire de Lgr4 est 

nécessaire pour permettre l’induction du signal de R-spondin2 lors de la 

différenciation myogénique dans les cellules C2C12 (Han et al., 2014). L’induction 

de l’expression de Myf5 par R-spondin2 s’effectue via l’activation de la voie Wnt 

canonique. En effet, le complexe Lgr/R-spondin dans ces cellules induit la 

transcription des gènes cibles de la voie canonique (Han et al., 2014). De plus, un 

traitement de R-spondin2 sur les myotubes cause une hypertrophie des cellules  

(Han et al., 2014). Il a été démontré que R-spondin2 est un nouveau régulateur de la 

myogenèse (Han et al., 2011), mais le rôle des autres protéines de cette famille n’a 

pas encore été identifié dans ce processus. 

 

  

 

III. 4)   L’expression des R-spondins dans l’embryogénèse et les tissus 

adultes  

 

 La potentialisation de la signalisation Wnt par R-spondin permet à ces 

protéines d’avoir des rôles pléiotropes pendant l’embryogenèse. Pendant le 

développement embryonnaire, R-spondin1 est exprimé dans de nombreux organes 

ou tissus tels que les ovaires, les reins, les glandes mammaires, les os et dans le tube 

neural (Nam et al., 2007a). Le complexe R-spondin/Lgr permet également de 

réguler l’homéostasie et la régénération des tissus, comme l’épithélium du tube 

digestif. Les protéines R-spondins peuvent alors agir en tant que facteur de 

croissance ou de différenciation. L’expression de R-spondin est cruciale pour 

l’activité de cellules souches. Le domaine Furine de R-spondin est nécessaire pour 
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l’activation de la voie Wnt/β-caténine. Une mutation de ce domaine cause une 

inactivation de la protéine, et une incapacité à potentialiser la voie Wnt, pouvant 

induire des tumeurs, principalement dans les ovaires ou les intestins. 

 

 

 

Développement des membres et Masse osseuse 

  

 La protéine R-spondin2 est impliquée dans le développement des membres 

et de la structure crano-faciale. Les souris déficientes pour cette protéine présentent 

une altération de la formation des structures distales du squelette, causant leur décès 

quelques jours après leur naissance (Nam et al., 2007b). Une altération de 

l’expression de R-spondin2 cause un défaut d’activation de la voie canonique, et 

une dégradation de la β-caténine dans les cellules des tissus affectés (Jin et al., 

2011). 

  

 L’importance de l’activation de la voie Wnt dans le développement terminal 

des phalanges a été démontrée chez la souris (Adamska et al., 2005). L’anonychie 

est une maladie liée à un développement incorrect des ongles et est caractérisée par 

leur absence totale ou partielle. Ce phénotype est directement la conséquence d’une 

mutation dans le domaine riche en Cystéine de R-spondin4, impactant l’activité de 

cette R-spondin sur la voie Wnt (Brüchle et al., 2008). Plusieurs études ont 

démontré que dix mutations du gène codant pour R-spondin4 sont impliquées dans 

l’ananychie. 

  

 La voie Wnt/β-caténine joue un rôle important dans le maintien de 

l’homéostasie des os. Une étude démontre qu’une déficience en LRP5 cause une 

augmentation de la masse osseuse (Boyden et al., 2002). Une sur-expression de R-

spondin2 induit la différenciation des ostéoblastes en présence de BMP  (Friedman 

et al., 2009). De plus, l’expression de R-spondin1 est augmentée dans les 

ostéoblastes primaires humains lors de la différenciation cellulaire (Sharma et al., 

2013) et une concentration élevée de R-spondin1 accroit la masse osseuse des 

souris atteintes d’ostéoporose. Il a été prouvé qu’une diminution de l’expression 

génique de R-spondin2 cause une déminéralisation des ostéoblastes via une 
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inactivation anormale de la voie Wnt chez les patients atteints d’ostéoarthrose 

(Abed et al., 2011). Les protéines R-spondins participent activement à la formation 

de la masse osseuse et à son maintien homéostasique. 

 

 

  

 Voies respiratoires 

  

 R-spondin2 est nécessaire pour le développement des structures dérivées de 

l’arc branchial telles que le larynx ou la trachée (Jin et al., 2011). Ainsi, le 

développement des voies respiratoires est contrôlé par l’expression de R-spondin2. 

Une diminution de l’expression de R-spondin altère le développement des poumons. 

Les poumons d’un fœtus mutant sont 50% plus petits que les poumons d’un fœtus 

sauvage. Cette hypoplasie n’est pas la conséquence d’une différenciation des 

cellules spécifiques (Bell et al., 2008) mais celle d’une réduction du nombre de 

bronchioles. Les organes déficients pour R-spondin2 ont un défaut d’activation de 

la voie Wnt/β-caténine, indiquant que R-spondin2 agit par la voie canonique au 

cours du développement des voies respiratoires (Bell et al., 2008). 

  

 

 

 Reproduction 

 

 La détermination sexuelle de l’individu s’effectue par le développement des 

gonades mâles ou femelles au cours du développement embryonnaire. La 

conversion du phénotype sexuel femelle vers le phénotype sexuel mâle est rare et 

peut être causée par la translocation du gène SRY localisé sur le chromosome Y sur 

un autre chromosome (Koopman et al., 1991). Cependant, une mutation dans le 

gène codant pour R-spondin1 peut également être la cause d’une inversion de la 

détermination sexuelle. En effet, dans certains cas, des individus femelles ayant 

leurs chromosomes sexuels XX ont développé un phénotype masculinisé (Parma et 

al., 2006) causé par un défaut d’expression de R-spondin1 dans les gonades. 

Pendant l’embryogénèse, R-spondin1 est exprimé spécifiquement dans les gonades 

femelles et permet d’engager la différenciation des ovaires. Les souris femelles 
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mutantes pour R-spondin possèdent des ovaires masculinisés appelés ovotestis. Les 

ovaires de ces souris femelles sont dépourvus d’ovocytes et possèdent une 

vascularisation qui est retrouvée dans les gonades mâles. Par conséquent, elles sont 

très peu fertiles. De plus, les femelles ont un défaut de développement des glandes 

mammaires, causant une incapacité à produire du lait (Chadi et al., 2009) pour 

nourrir leur progéniture. De manière intéressante, un défaut d’expression de Rspo1 

ne cause pas une inversion sexuelle complète chez la souris, contrairement à 

l’espèce humaine. Une déficience de R-spondin1 induit un défaut d’activation de la 

voie WNT/β-caténine dans les ovaires en développement, montrant que R-spondin1 

participe au développement des organes reproducteurs et contrôle la détermination 

sexuelle via la signalisation Wnt. Une inversion sexuelle est également observée 

dans les souris déficientes pour Wnt4, suggérant que R-spondin1 potentialise la 

voie Wnt en présence de Wnt4 (Vainio et al., 1999). L’association Wnt4/R-

spondin1 dans les gonades femelles permet la différenciation des ovaires et 

l’inhibition de Sox9, un facteur favorisant le développement des testicules 

(Kashimada and Koopman, 2010). Les mâles ayant une mutation pour le gène 

codant pour R-spondin1 ne présentent pas de problème de stérilité (Chassot et al., 

2008a). Cependant, R-spondin1 et Wnt4 participent à la prolifération des cellules et 

à la différenciation des gonades mâles (Chassot et al., 2012). 

 

 Le développement du placenta débute au stade embryonnaire E8.5 par un 

réseau dense de vaisseaux sanguins établi entre la mère et l’embryon. Une densité 

insuffisante de vaisseaux a été démontrée chez les souris mutantes pour Wnt2 et 

Frizzled5, réduisant les échanges gazeux et nutritifs par le placenta (Monkley et al., 

1996). La protéine R-spondin3 est exprimée lors de la formation du placenta, et 

particulièrement lors de l’angiogenèse. Une délétion de R-spondin3 chez les 

embryons de souris cause une mauvaise vascularisation, et une mauvaise formation 

du placenta (Kazanskaya et al., 2008). Le réseau de vaisseaux sanguins développé 

par l’embryon étant insuffisant, l’embryon meurt au 10ème jour de développement. 

Dans les embryons mutants, l’expression de Vegf, l’un des gènes cibles de la voie 

Wnt canonique, est significativement altéré et est responsable de l’angiogenèse. 

Cela démontre que R-spondin3 est nécessaire pour la vascularisation du placenta 

lors du développement embryonnaire.  
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 Les cellules en prolifération présentent des niveaux élevés de β-caténine 

nucléaire (Kim et al., 2005). Cette hyperplasie de la crypte épithéliale causée par R-

spondin1 est en corrélation avec une sur-activation de la voie canonique dans le 

tissu. Il a été démontré que R-spondin2/3/4 sont également capables d’induire une 

sur-activation de la voie canonique dans les cellules épithéliales de l’intestin. Enfin, 

la prolifération des cellules souches intestinales nécessite l’expression de Lgr5 

(Figure 19) dans les cellules (Ootani et al., 2009). Les récepteurs Lgr4/5 permettent 

la transmission du signal apporté par R-spondin1 pour induire la prolifération des 

cellules (de Lau et al., 2011).  

 

 

 

 Métabolisme du glucose 

 

 Le diabète de type 2 est une maladie métabolique complexe qui peut être 

associée à une perte fonctionnelle des cellules β (Butler et al., 2003) via une 

incorrecte régulation de la voie Wnt. Plusieurs études montrent que la signalisation 

Wnt participe au développement du pancréas et à la croissance des cellules β 

(Heller et al., 2002). Dans le pancréas, R-spondin1 joue le rôle de facteur de 

croissance des cellules β et limite l’apoptose induite par les cytokines. De plus, R-

spondin1 active la signalisation Wnt et contribue à la sécrétion d’Insuline (Wong et 

al., 2010), montrant ainsi que R-spondin agit sur le métabolisme du glucose. 

  

 Une récente étude a mis en évidence l’expression de Lgr4 et R-spondin1/3 

dans l’hypothalamus et dans d’autres zones du cerveau (Li et al., 2014). Cependant, 

la présence de protéines R-spondin2/4 a été peu détectée dans le cerveau des rats 

(Rattus norvegicus), suggérant que ces deux protéines ont un rôle mineur dans les 

zones du cerveau contrairement aux R-spondin1/3 qui participent à la régulation des 

fonctions cérébrales. L’expression de ces deux R-spondins est régulée selon 

l’apport nutritif. En période de jeûne, l’expression de R-spondin1/3 est sous-régulée 

alors qu’elle est augmentée après une consommation de nourriture (Li et al., 2014). 

Ces expériences montrent que R-spondin1/3 sont des facteurs sécrétés dans 

l’hypothalamus, limitant la prise de nourriture. 
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 Implication dans les cancers et les thérapies  

 

 Une expression incorrecte de R-spondin a été analysée dans les tumeurs. Un 

défaut d’expression de R-spondin1/2/4 peut être la cause des tumeurs développées 

dans l’estomac ou les ovaires (Kazanskaya et al., 2004).  

 De plus, R-spondin3 a été identifiée dans les cancers mammaires 

(Theodorou et al., 2007). Une insertion de la séquence d’ADN du MMTV (Mouse 

mammary tumor virus) proche du locus Rspo3 cause une sur-expression de R-

spondin3, suivie d’une hyperprolifération cellulaire dans les tissus mammaires.  

 Il a été démontré que R-spondin2 est également un potentiel oncogénique 

dans ce type de cancer (Theodorou et al., 2007). Dans les cellules cancéreuses du 

colon, l’expression de R-spondin2 est sur-régulée chez la souris (Starr et al., 2009). 

Cependant, l’implication de R-spondin2 reste à être déterminée dans le cancer 

colorectal humain.  

 Les îlots CpG du promoteur Rspo1 sont hyperméthylés dans les cellules de 

patients atteints de leucémie (Tong et al., 2010) indiquant que R-spondin1 joue un 

rôle de suppresseur de tumeur contre les leucémies.  

 Enfin, une étude a démontré qu’une dérégulation de l’expression de R-

spondin4 est impliquée dans les carcinomes de l’œsophage (Oka et al., 2009). Dans 

l’œsophage, R-spondin4 peut être sous-exprimée par une hyperméthylation du gène 

qui serait liée à la durée d’exposition à la fumée de cigarette.  

 Cette étude montre que les protéines de la famille R-spondin peuvent avoir 

des fonctions différentes selon le type de cancer. 

 

 La maladie de Crohn est une maladie inflammatoire chronique du système 

digestif qui cause la mort des cellules de l’épithélium intestinal. La protéine R-

spondin1 présente ici une cible thérapeutique intéressante puisqu’une 

administration de celle-ci réduit l’inflammation dans les tissus, stimule la 

prolifération des cellules localisées dans les cryptes intestinales et améliore la 

régénération de l’épithélium, permettant de réduire les symptômes de la maladie 

(Zhao et al., 2007).  

 Une récente étude prouve que R-spondin1 possède un potentiel 

thérapeutique contre l’arthrose (Krönke et al., 2010) puisque R-spondin1 accroit le 

développement des ostéoblastes différenciés via la signalisation Wnt. La protéine 
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R-spondin1 active la différenciation des ostéoblastes et inhibe l’expression du 

collagène de type I, permettant de limiter la destruction du cartilage et des os. Une 

injection de R-spondin1 permet donc de rétablir l’homéostasie de l’ensemble du 

cartilage et des os. 
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IV. Objectifs du projet de Thèse 

 

 

 Chaque protéine de la famille R-spondin joue un rôle important au cours de 

l’embryogenèse et dans divers tissus adultes. L’expression de R-spondin1 et des 

Lgr est nécessaire pour la prolifération et la maintenance des cellules souches 

adultes dans les cryptes intestinales (Kim et al., 2005 et Sato et al., 2009) et dans le 

foie (Huch et al., 2013). De plus, une étude montre que R-spondin1 est une protéine 

nécessaire pour l’expansion des cellules souches dans les glandes mammaires via la 

régulation des hormones stéroidiennes (Cai et al., 2014). Ainsi, dans de nombreux 

tissus, R-spondin1 possède un rôle mitogène crucial au sein des cellules souches 

adultes. Cependant, son rôle dans le muscle squelettique, n’a pas encore été 

correctement déterminé. Une étude transcriptionnelle de R-spondin1 montre que le 

gène Rspo1 est exprimé dans les cellules satellites en différenciation (Han et al., 

2011), et une expérience de ChIP-seq met en évidence l’expression génique de R-

spondin1 induite par Pax7 (Soleimani et al., 2012).  Plusieurs équipes de recherches 

ont étudié le rôle de R-spondin2 et ont démontré que cette protéine est un régulateur 

de la myogenèse nécessaire pour l’expression de Myf5 dans les cellules 

embryonnaires (Kazanskaya et al., 2004) et adultes (Han et al., 2011). Dans la 

lignée myogénique C2C12 en différenciation, une sur-expression de R-spondin2 

induit une hypertrophie des myotubes, suggérant que R-spondin2 régule 

positivement la fusion cellulaire (Han et al., 2014).  Basé sur ces résultats, je me suis 

intéressée au rôle de R-spondin1 dans le muscle squelettique adulte. Mon projet de 

thèse consiste à comprendre l’action de R-spondin1 sur la prolifération, la 

différenciation et la fusion des progéniteurs myogéniques. 

 

 Les R-spondins sont des ligands permettant d’augmenter le signal 

d’activation de la voie Wnt/β-caténine (Li et al., 2009) et de la voie Wnt/PCP 

(Ohkawara et al., 2011). Lors du développement embryonnaire, la stimulation de la 

voie Wnt canonique par R-spondin2 est nécessaire pour la mise en place d’une 

correcte myogenèse (Kazanskaya et al., 2004). Au cours de la myogenèse 
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régénérative, l’activation des signalisations Wnt régule la migration, la prolifération, 

la différenciation des cellules satellites et est nécessaire à la régénération du muscle. 

La seconde partie de mon projet de thèse consiste à déterminer la voie de 

signalisation Wnt régulée par R-spondin1. En effet, aucune étude ne démontre que 

chaque R-spondin est spécifique d’une voie spécifique. Cependant, la régulation des 

voies Wnt permet une correcte régénération musculaire. Des travaux réalisés dans 

notre équipe démontrent qu’une délétion d’APC altère le potentiel myogénique des 

cellules satellites et la régénération musculaire, par augmentation de la stimulation 

de la voie Wnt/β-caténine (Parisi et al., 2015). De plus, une sur-expression ou sous-

expression de la β-caténine influence la dynamique de différenciation des cellules et 

cause une hypotrophie des fibres musculaires lors de la régénération (Rudolf et al., 

2016). Ces études montrent qu’une fine régulation de la voie Wnt est nécessaire 

pour la mise en place de la régénération musculaire. La régulation de la 

signalisation Wnt par R-spondin1 est un processus essentiel au cours de la 

régénération musculaire, que j’ai mis en évidence. 

  

  Plusieurs mécanismes antagonistes entre les voies de signalisation Wnt ont 

été proposés comme agissant à la surface cellulaire, dans le cytoplasme et dans le 

noyau (Kikuchi et al., 2011). L’antagonisme des voies Wnt canoniques et non-

canoniques a été étudié dans le développement embryonnaire du Xenopus (Torres 

et al., 1996), mais il reste inconnu dans le processus de régénération du muscle 

squelettique adulte. Les travaux effectués pendant mon Doctorat ont également mis 

en évidence une interaction négative entre les voies Wnt lors de la régénération du 

muscle squelettique adulte. 

  

 J’ai disposé d’un modèle murin d’invalidation constitutif qui m’a permis 

d’étudier in vivo la contribution de R-spondin1 à la myogenèse adulte.  

 



    84 



                                                                 MATERIELS ET METHODES 85 

MATERIELS ET METHODES 

 

I. Préparation du tissu animal 

 

 

I. 1)  Souris mutantes Rspo1  

 

 Les souris mutantes Rspo1 ont été données par Marie-Christine Chaboissier, 

du Laboratoire de Génétique du Développement Normal et Pathologique, situé à 

Nice (France). Les souris ont une délétion de l’exon 3 du gène codant la protéine R-

Spondin1. La génération de ces souris a été décrite dans l’article de Anne-

Amandine Chassot (Chassot et al., 2008b). Les souris ont un fond génétique mixte 

C57B6N/SV129.  

 

 

 

I. 2)  Régénération musculaire  

 

 Les souris sont préalablement endormies par un mélange de Kétamine 

(100mg de Kétamine par kg d’animal) et de Xylazine (10mg de Xylazine pour 1kg 

d’animal) en injection intrapéritonéale. Les pattes arrières de la souris sont 

désinfectées avec de l’alcool 70%. Avec une seringue à insuline, 50µL de 

Cardiotoxine1 sont injectés dans le Tibialis Antérieur, sur toute la longueur du 

muscle. Un analgésique (Buprénorphine à 0,05mg/kg) est injecté aux souris par 

voie sous-cutanée avant de les replacer dans leurs cages respectives. 

 
1Cardiotoxine : suspension à 12µM dans du sérum physiologique (Lotaxan #L8102) 
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I. 3)  Préparation des coupes de muscles  

  

 Dissection du Tibialis Antérieur  

 Les souris, âgées de 6 à 10 semaines, sont sacrifiées par dislocation 

cervicale. A l’aide de ciseaux fins, la peau des membres inférieurs est enlevée. 

Ensuite, l’épimysium du Tibialis Antérieur est délicatement repoussé vers le tendon 

du genou avec des ciseaux Westcott. Pour plus de facilité de dissection, le pied de 

la souris est retourné sur la table de dissection. Le tendon liant le muscle à l’os de la 

tarse est sectionné avec les ciseaux Westcott. Grâce à une pince courbée, le muscle 

est relevé délicatement par son tendon puis sectionné proche du genou avec les 

ciseaux. Enfin, grâce aux pinces courbées, le muscle EDL (extensor digitorum 

longus) est séparé du muscle Tibialis Antérieur. 

 

 

 

 Congélation du muscle  

 Le muscle est placé dans un bac fabriqué à partir d’aluminium (dimension 1 

cm x 2 cm). De l’OCT est coulé dans le bac, immergeant ainsi totalement les 

muscles. Au préalable, de l’isopentane est placé dans un bac en plastique et refroidi 

sur bain d’azote liquide. Lorsque l’isopentane est froid, les bacs avec les muscles 

sont placés à la surface de l’isopentane. La congélation de l’OCT2 s’effectue alors 

de façon concentrique dans le bac. Après complète congélation, les bacs sont laissés 

sur l’isopentane pendant  1 à 2 minutes puis sont conservés à -80°C. 

 
2OCT : Cell Path #KMA010000A 

 

 

 

 Coupes de muscles  

 Des cryosections de 10µm d’épaisseur sont effectuées grâce au Leica 

CM3050 S cryostat avec une température de -19°C. Plusieurs cryosections de 

muscle sont déposées sur des lames en verre sodocalcique24. Les lames peuvent être 

conservées à -80°C pendant plusieurs mois ou directement utilisées pour un 

immunomarquage.  
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I. 4)  Extraction des myoblastes primaires 

 

 Les souris, âgées de 6 à 10 semaines, sont sacrifiées par dislocation 

cervicale. Les muscles prélevés (Quadriceps, Tibialis Antérieur, EDL, 

Gastrocnemius, Soleus, Gluteus) sont digérés mécaniquement avec une lame de 

rasoir sur glace jusqu’à complète dissociation des muscles. Les muscles sont ensuite 

digérés dans une solution enzymatique3. La digestion s’obtient par trois temps 

d’incubation de 17 minutes à 37°C suivis d’homogénéisation par pipetage. Lorsque 

la solution est complétement homogénéisée, 500µL de FBS (Fœtal Bovin Serum) 

sont ajoutés afin d’inhiber l’action des enzymes. La solution est ensuite filtrée, puis 

centrifugée. Le culot est resuspendu dans 4mL de milieu de croissance. Les cellules 

sont ensemencées dans des boites pendant 2h, afin de sélectionner une première fois 

les cellules satellites et de les séparer des fibroblastes. Les cellules sont ensuite 

transférées dans des boites coatées au Collagène et maintenues dans du milieu de 

croissance6 à 37°C et avec 5% de CO2 jusqu’à confluence. 

  

 Les cellules satellites peuvent également être extraites par Cytométrie en 

flux (Fluorescence-activated cell sorting). La technique de Cytométrie en flux a été 

effectuée sur le trieur Aria des différentes plateformes et analysée avec le logiciel 

BD FACS Software selon le protocole mis au point par Ling Liu (Liu et al., 2015). 

 
3Solution enzymatique : 3mL de collagenase B  (Roche #11088831001 - 1,5 

Unités/mL dans du PBS), 3mL de dispase II (Roche #04942078001 – 2,4 

Unités/mL dans du PBS) et 6µL de CaCl2 (2M) 
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II.  Culture cellulaire 

 

 

II. 1)  Coating 

  

 Condition de prolifération : les boîtes de culture sont couvertes de solution 

de Collagène4 pendant 30 minutes à 37°C. Le surplus de Collagène est ensuite 

aspiré, puis recyclé. Les boîtes sont mises à sécher sous PSM (poste de sécurité 

microbiologique) jusqu’à complet séchage du collagène. Les boîtes préparées 

peuvent être gardées à 4°C pendant un mois maximum. 

  

 Condition de différenciation : les boîtes sont couvertes de solution de 

Matrigel5 pendant quelques minutes puis la solution est aspirée. Le Matrigel est 

toujours conservé dans la glace ou à 4°C et recyclé. Les boîtes sont mises à sécher 

sous PSM et sont utilisées le jour même. 

 
4Collagène : 0,1% d’acide acétique, 1,4% de collagène type 1 de queue de rat           

5 mg/mL (Sigma #c3867-1VL), 98,5% d’eau distillée stérile (Gibco #10977035) 
5Matrigel (Corning #354230) : 1mg/mL dans du DMEM (Gibco #31966-021) 

 

 

 

II. 2)  Milieux de culture et concentration cellulaire 

 

 Condition de prolifération : les cellules sont ensemencées dans du milieu de 

croissance6 à une concentration de 2000 cellules/cm2 sur les boites coatées au 

Collagène. La confluence cellulaire est déterminée à 5000 cellules/cm2. 

  

 Condition de différenciation : Les cellules sont ensemencées à 15000 

cellules/cm2 dans du milieu de prolifération sur boîte préalablement coatée au 

Matrigel. Le lendemain, après aspiration du milieu de prolifération et rinçage au 
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PBS7, les cellules sont traitées avec du milieu de fusion8 pendant 24 heures 

(myocytes) ou 96 heures (myotubes).  

  

 
6Milieu de croissance : 79% Ham’s F-10 (Gibco #41550), 20% Fetal Bovin Serum 

(Eurobio #CVFSVF00-01), 2,5 ng/mL rhFGF (R&D Systems #4114-TC-01M) et 

1% Pen/Strep (Gibco #15140) 
7PBS : Gibco #14190-094 
8Milieu de fusion : 97% DMEM (Gibco #31966-021), 2% Horse Serum (Gibco 

#16050-122) et 1% Pen/Strep (Gibco #15140) 

 

 

 

II. 3)  Traitement des cellules  

 

 Les cellules peuvent être traitées avec des siRNA, des protéines 

recombinantes ou des molécules chimiques. 

  

 Traitement avec des siRNA : les cellules sont ensemencées à une 

concentration de 15000 cellules/cm2 sur une boite coatée au Collagène dans du 

milieu de croissance sans antibiotiques (Pen/Strep). Le lendemain, les siRNA sont 

préparés selon le protocole donné par le fournisseur de la Lipofectamine 2000. Les 

siRNA et la Lipofectamine sont chacun dilués dans de l’Opti-MEM9. La solution 

est incubée pendant 5 minutes à température ambiante, puis chaque solution 

contenant la Lipofectamine et les siRNA sont mélangées. Les solutions sont 

incubées pendant 20 minutes à température ambiante. Les cellules sont traitées par 

cette solution pendant 4 heures à 37°C et 5% de CO2 puis sont rincées au PBS7 et 

incubées pendant au moins 24 heures avec du milieu de prolifération sans Pen/Strep. 
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Quantité Réactif 

50 uM Si Fzd710 

50 uM Si Control11 

1/50ème Lipofectamine12 

Table 1.  Concentration des réactifs pour le traitement avec des siRNA 

 

 

 Traitement avec l’eHop-016  (inhibiteur de Rac1): les cellules sont traitées 

avec l’eHop-01613 pendant 8 heures, puis rincées avec du PBS7 et incubée dans le 

milieu approprié. 

 

 Traitement avec les protéines recombinantes: les cellules sont traitées avec 

les protéines recombinantes Wnt7a14, Wnt3a15 ou R-spondin116 au minimum 

pendant 24 heures, puis rincées avec du PBS7 et incubées dans le milieu approprié. 

 

9Opti-MEM : Gibco # 31985-047 
10Si Fzd7: Thermofisher #4390771 - NCBI Location Chromosome:Chr.1: 59482147 

- 59486955  
11Si contrôle : Thermofisher #AM4637  
12Lipofectamine 2000 Transfection Reagent : Life Technologies #11668-027 
13EHop-016 : conservé à 23mM dans du DMSO, et utilisation à 1,5uM final dans le 

milieu (Sigma #1380432-32-5) 
14Protéine recombinante Wnt7a (humain) : 50 à 100ng/mL final (R&D Systems 

#3008-WN-025) 
15Protéine recombinante Wnt3a (humain) : 50ng/mL final (R&D Systems #5036-

WN-010) 
16Protéine recombinante Rspondin1 (souris) : 50ng/mL final (R&D Systems #3474-

RS-050) 
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II. 4)   Scratch assay  

 

 Les cellules sont ensemencées à 15000 cellules/cm2 sur boîte coatée au 

Collagène. Les cellules peuvent être traitées avec des siRNA ou un inhibiteur de 

Rac1 (EHop-016) selon le protocole indiqué (cf partie II-3-Traitement des cellules). 

Le lendemain, elles sont traitées à la Mitomycin-c17 pendant 3h. Le scratch est 

effectué sur toute la longueur du puits grâce à l’embout d’une pointe 1000µL. Après 

deux rinçages au PBS, les cellules sont traitées avec du milieu de prolifération 

pendant 24h, avec si besoin les protéines recombinantes Rspondin-1, Wnt3a, Wnt7a, 

puis fixées avec du Paraformaldehyde 3,7% 18. Les cellules sont marquées par la 

Phalloidine28 (Actine) et les noyaux sont marqués au Hoechst27. 

 
17Mitomycin-c : 10ug/mL final (SIGMA #M4297) 
18PFA : Electron Microscopu Sciences #15735-90 

 

 

 

II. 5)  Vidéo-microscopie 

  

 Les cellules sont ensemencées à 10000 cellules/cm2 dans des boites Ibidi 

(Ibidi #80821) préalablement coatées avec du Matrigel dans du milieu de croissance.  

Le lendemain, la boite est placée dans la chambre thermostatée du microscope avec 

5% de CO2. Le microscope est calibré pour prendre une photo toutes les 8 minutes 

pendant 24h, au grossissement 10 X en lumière blanche, BIN 2. Au moins 5 

champs par puits sont photographiés. Les images sont assemblées sur le logiciel 

Métamorph afin de recréer les films, et analysées avec le logiciel ImageJ.  
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III. Histologie 

 

III. 1)  Immunofluorescence  

 

 Sur coupes de muscles adultes  

 Plusieurs protocoles d’immunofluorescence sont respectés selon les 

protéines à visualiser.  

   

 Marquage Pax7: les lames24 sont réhydratées à température ambiante avec 

du PBS7, puis fixées avec 4% de PFA18 pendant 20 minutes. Elles sont ensuite 

lavées trois fois pendant 5 minutes avec du TBS19. Les coupes sont perméabilisées 

par traitement au méthanol pendant 6 minutes à -20°C et protégées de la lumière. 

Après plusieurs lavages au TBS, les lames sont immergées dans une solution de 

démasquage20 à 90°C pendant 10 minutes. Elles sont laissées dans cette solution 

jusqu’à refroidissement puis sont lavées plusieurs fois avec du TBS. Après une 

incubation de 3 heures à température ambiante dans une solution de saturation21, les 

anticorps primaires sont dilués dans une solution de saturation nouvellement 

préparée, puis déposés sur les lames pendant la nuit à 4°C. Le lendemain les lames 

sont lavées au TBS. Les coupes sont incubées pendant 1h30 avec les anticorps 

secondaires dilués dans la solution de saturation, à température ambiante et 

protégées de la lumière. Entre plusieurs rinçages au TBS, les lames sont incubées 

avec du Hoechst27 pendant 5 minutes. Enfin, les lames sont montées avec les 

lamelles22 et du milieu de montage23 avant d’être stockées à 4°C. 

  

 Marquage Laminine/Myogénine/Dystrophine : les lames24 sont réhydratées 

à température ambiante avec du PBS7, puis les coupes sont fixées avec 4% de 

PFA18 pendant 20 minutes.  Entre plusieurs lavages au PBS, les lames sont incubées 

avec du 0,5 % Triton25 pendant 5 minutes. Après une incubation d’une heure dans 

une solution de saturation21, les anticorps primaires sont diluées dans le Triton et 

mis à incuber sur les lames à 4°C pendant la nuit. Le lendemain, les lames sont 

lavées plusieurs fois avec du 0,2% Tween-2026 puis les anticorps secondaires dilués 
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dans le Tween-20 sont déposés sur les coupes pendant 2 heures à température 

ambiante. Les lames sont rincées plusieurs fois avec du 0,2% Tween-20 puis 

incubées une fois avec du Hoechst27 pendant 5 minutes. Enfin, les lames sont lavées 

avec du PBS, puis sont montées avec les lamelles22 et du milieu de montage23 avant 

d’être stockées à 4°C. 

 

 

  

 Sur cellules  

 Lorsque les cellules sont à confluence, elles sont fixées dans leur boîte de 

culture pendant 8 minutes dans du PFA 3,7% 18, puis plusieurs fois rincées durant 5 

minutes au PBS7. Les cellules fixées sont traitées avec du 0,2% Triton 25 pendant 20 

minutes, puis plusieurs fois rincées durant 5 minutes au PBS. L’anticorps primaire 

est dilué selon les recommandations ci-dessous, et mis sur les cellules pendant 1 

heure à température ambiante. Après plusieurs rinçages au PBS, l’anticorps 

secondaire est incubé sur les cellules pendant 50 minutes. Entre plusieurs rinçages 

au PBS, les noyaux des cellules sont marqués au Hoechst27 pendant 5 minutes. Les 

cellules marquées sont conservées à 4°C et les photos sont prises au microscope 

dans la semaine qui suit le marquage. 

 

 

 

 Incorporation EdU  

 L’incorporation EdU et la visualisation des noyaux ont été réalisées suivant 

le kit Click-iT EdU Imaging Kits (Invitrogen #C10337). Les cellules sont incubées 

avec 10µm de la solution d’EdU pendant 1h à 37°C et 5% de CO2.  Elles sont 

ensuite fixées avec Paraformaldehyde 3,7% 18 pendant 15 minutes, puis rincées au 

PBS7 avant d’être incubées à température ambiante pendant 20 minutes avec du 

0,5% Triton25. Les cellules sont rincées trois fois avec du PBS avec 3% de BSA29 

(Bovin Serum Albumin). Le cocktail réactionnel est fait suivant ce protocole (les 

réactifs sont ajoutés dans l’ordre) : 
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Quantité (pour 500uL) Réactif 

430 uL Click-iT recation Buffer (1X) 

20 uL CuSO4 

1,2 uL Alexa Fluor azide 

50 uL Reaction Buffer Additive 
Table 2. Quantité et Réactif pour l’incorporation EdU 

 

 

 

Les cellules sont ensuite incubées pendant 30 minutes à température ambiante et 

protégées de la lumière pendant la réaction. Après plusieurs rinçages au PBS avec 

3% de BSA et les noyaux sont marqués au Hoechst27. Les boites sont conservées à 

4°C et les photos sont prises au microscope dans la semaine qui suit l’incorporation. 

 

 
19TBS : 0,02 M TRIS et 0,138M NaCl 
20Solution de démasquage : Vector #H3301 
21Solution de saturation : 4% BSA et 5% de sérum de chèvre dans du TBS 
22Lamelles : Menzel Gläser 24x50mm #1,5 
23Milieu de montage : DAKO #S3023 
24Lames : Superfrost Plus #J1800AMNZ 
25Triton : Sigma #T8787 
26Tween-20 : Sigma #P9416 
27 Hoechst (1/30 000 dans du PBS) : Life Technologies #H3570 
28Phalloidine : Santa Cruz #sc362065 
29BSA IgG free : Sigma #A9085 
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Anticorps Primaire Commercialisation Antigène Dilution 

Dystrophine Leica – DYS2-CE Souris IgG1 1/100 

Ki67 Santa Cruz - sc15402 Lapin 1/200 

Laminine α Santa Cruz – sc59854 Rat 1/200 

MyoD Santa Cruz – sc304 Lapin 1/100 

Myogénine Santa Cruz – sc576 Lapin 1/200 

Myosine MF20 R&D Systems MAB4470 Souris IgG2b 1/50 

Pax7 Santa Cruz – sc81648 Souris IgG1 1/100 

Phospho-Histone H3 Cell Signaling - 3377 Lapin 1/1000 
Table 3. Liste des Anticorps Primaires utilisés pour les Immunomarquages 

 
 

 

Anticorps secondaire Commercialisation Dilution 

488 anti souris IgG1 Life Technologies – A21121 1/1000 

546 anti lapin Life Technologies – A11008 1/1000 

546 anti souris IgG2b Life Technologies – A21143 1/1000 

546 anti rat Life Technologies – A11081 1/1000 

546 anti souris IgG1 Life Technologies – A21127 1/1000 

550 anti lapin Bethyl – A120-201D3 1/1000 
Table 4. Liste des Anticorps Secondaires utilisés pour les Immunomarquages 

 

 

 

III. 2)  Coloration Hematoxyline/Eosine  

 

 Les coupes de muscles sont décongelées pendant 30 minutes avant 

coloration, puis rincées à l’eau distillée. Elles sont plongées dans l’Hématoxyline30 

3 à 4 minutes (selon coloration). Les coupes sont rincées à l’eau du robinet 

quelques secondes puis mises dans un bain d’Eosine31 pendant 2 à 3 minutes. Elles 

sont de nouveau rincées à l’eau du robinet, puis lavées successivement pendant 40 

secondes à l’éthanol 70%, 90 %, et deux fois à 100%. Enfin, les coupes sont 

baignées deux fois dans du Xylène pendant 2 minutes puis montées avec du E-kit. 

 
30Hematoxyline : de Mayer (Sigma #51275) 
31Eosine : Solution alcoolique (Sigma #HT220232) 
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IV. Biologie moléculaire et biochimie 

 

 

IV. 1)  Extraction d’ADN  

 

 L’extraction d’ADN à partir de biopsies congelées peut s’effectuer suivant 

deux protocoles différents.  

 

 La première méthode est réalisable sans kit. Chaque biopsie est disposée 

dans un tube avec 400µL de tampon de lyse32 et 2µL de protéinase K à 55 °C 

pendant la nuit. Le lendemain, les échantillons sont centrifugés à 12000 rpm 

pendant 15 minutes. Le surnageant est récupéré et mélangé à 750µL d’isopropanol. 

Les échantillons sont vortexés et centrifugés à 11000 rpm pendant 2 minutes. Avant 

une seconde centrifugation identique, le culot est resuspendu dans 600µL d’éthanol 

70%. Le surnageant est alors prélevé et le culot séché. Lorsque l’éthanol est 

complétement évaporé, l’ADN extrait est resuspendu dans 50µL d’eau. Les 

échantillons sont stockés à 4°C. 

 

 La seconde méthode d’extraction d’ADN est réalisable avec le kit Phire 

Tissue Direct PCR (ThermoScientific #F-170). Les biopsies sont incubées avec 

20µL du tampon de dilution provenant du kit,  et 0,5 µL de DNARelease Additive à 

température ambiante pendant 2 à 3 minutes, puis chauffées à 98°C pendant 2 

minutes. Le surnageant est transféré dans un tube et conservé à 4°C. 
 

32Tampon de lyse : 0,1M Tris pH8, 0,2% SDS, 5mM EDTA, 0,2M NaCl 

 

 

 

IV. 2)  Génotypage  

 

 Le génotypage peut s’effectuer selon deux protocoles différents. Trois 

différentes amorces permettent d’amplifier l’allèle muté ou l’allèle sauvage. Le 

couple d’amorces « P2 » et « +/- » permet l’amplification de l’allèle sauvage avec 
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une taille d’amplicon de 550 paires de bases, tandis que le couple d’amorces « P2 » 

et « Lac Z » permet celle de l’allèle muté avec une taille d’amplicon de 450 paires 

de base. 

 

 
Amorce Séquence Localisation dans le gène 

P2 5’ ACATTCCCTTTGTGCAATGA 3’ Début de l’exon 3 
+/- 5' TGCGGGCATCAAAGTATCCAG 3' Fin de l’exon 3 

Lac Z 5' AATATCGCGGCTCATTCGAGG 3' Sur la séquence mutée de l’exon 3 
Table 5 : Séquences et localisations des amorces utilisées pour la PCR 

 

 

 

 PCR classique : le génotypage peut être effectué avec une polymérase Hot 

Start (Promega # M740B). Les réactifs utilisés sont listés ci-dessous, ainsi que le 

protocole de PCR. 

 
 

Quantité finale Réactif 

Qsp 25uL H2O 

4 mM MgCl2 

0,2 mM dNTP 

1X Tampon 

1 uM Amorce P2 

1 uM Amorce +/- ou Lac Z 

1,25 U Polymérase 

1 uL DMSO 

1 uL ADN 
Table 6. Quantité des réactifs nécessaires pour la PCR (par point) 

 
 

 
Etape Programme Température Temps Cycle 

Etape 1 Pre-incubation 95°C 5 min 1 

Etape 2 Dénaturation 95°C 30 sec 35 pour allèle 
sauvage 

29 pour allèle 
mutant 

Etape 3 
Hybridation et 

Extension 

58°C 30 sec 

72 °C 1 min 

Etape 4 Extension finale 72 °C 7 min 1 

Etape 5 Cooling 4 °C ∞ 1 
Table 7. Protocole de PCR 
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PCR avec le kit Phire Tissue Direct PCR : la PCR est effectuée selon les conditions 

suivantes, avec la polymérase provenant du kit. Les trois primers peuvent être mis 

ensemble dans la même réaction PCR. 

 

 
Quantité finale Réactif 

Qsp 20uL H2O 

10 uL PCR Master Mix 

1 uL Amorce P2 

1 uL Amorce +/- 

1 uL Amorce LacZ 

1 uL ADN 
Table 8. Quantité des réactifs nécessaires pour la PCR (par point) 

 
 
 

Etape Programme Température Temps Cycle 

Etape 1 Pre-incubation 98°C 5 min 1 

Etape 2 Dénaturation 95°C 5 sec 

35 
Etape 3 

Hybridation et 
Extension 

58°C 5sec 

72 °C 30 sec 

Etape 4 Extension finale 72 °C 1 min 1 

Etape 5 Cooling 4 °C ∞ 1 
Table 9. Protocole de PCR 

 

 

 

 

IV. 3)  Extraction d’ARN  

 

 Les ARN sont extraits soit par kit Qiagen (RNeasy Mini Plus Kit # 74106 et 

colonnes QIAshredder #79656) soit par TRIzol (Life technologies # 15596018).  

  

 L’extraction par TRIzol est effectuée selon le protocole du fournisseur : 

après aspiration du milieu de culture, 1mL de Trizol (par puits pour une plaque 6 

puits) est déposé sur les cellules puis mis dans des tubes Eppendhorf stériles. Les 

échantillons sont homogénéisés et incubés 5 minutes à température ambiante avant 

d’ajouter 200µL de chloroforme par tube. Après avoir retourné les tubes plusieurs 
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fois, ils sont incubés pendant 3 minutes à température ambiante puis centrifugés 

12000g pendant 15 minutes à 4°C. La phase supérieure est prélevée et l’ARN est 

précipité par l’ajout de 5µg de glycogène (ThermoFisher Scientific #10814010) et 

de 500uL d’isopropanol. Les tubes sont retournés six fois doucement avant d’être 

disposés à   -20°C pendant 5 minutes puis centrifugés 12000g pendant 10 minutes à 

4°C. Le surnageant est totalement aspiré et le culot est lavé deux fois avec 1mL 

d’éthanol 75% avant d’être centrifugé à 7500g pendant 5 minutes à 4°C. L’éthanol 

est ensuite évaporé pendant 10 à 15 minutes. Le culot d’ARN est resuspendu dans 

30µL d’eau RNase-free et les tubes sont chauffés à 55 degrés pendant 15 minutes. 

Un traitement à la DNase est ensuite effectué avec le DNAfree DNA Removal 

kit (ThermoFisher Scientific #AM1906). Avant incubation à 37°C pendant 30 

minutes, 3µL de tampon et 1µL de rDNase I sont ajoutés dans la suspension d’ARN. 

Puis 3µL d’inhibiteur de rDNase sont ajoutés par tube, avec un temps d’incubation 

de 2 minutes à température ambiante. Les tubes sont centrifugés à 10000g pendant 

90 secondes et les ARN sont transférés dans un nouveau tube. Ils sont conservés à -

80°C. 

 

 

 

IV. 4)  Transcription Réverse 

 

 Les ARN sont dosés par spectrophotomètre De Novix DS11+ ou par 

Nanodrop. La transcription réverse est effectuée avec 100ng d’ARN, avec le kit 

High-Capacity cDNA Reverse Transcription Kit (de ThermoFisher # 4368813) 

suivant le protocole suivant. Un témoin négatif est réalisé dans les mêmes 

conditions, en remplaçant l’enzyme MultiScribe par de l’eau. Les ADNc sont 

ensuite conservés à -20°C ou utilisés immédiatement. 
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Quantité Réactif 

2 uL Random Primer (10X) 

0,8uL dNTP (25X) 

3,2uL H2O 

2uL Tampon (10X) 

1uL RNase out (Life Technologies #10777019) 

1uL MultiScribe (50 U/uL) 

10uL 100ng ARN + H2O 
Table 10. Quantité des réactifs nécessaires pour la Transcription Réverse (par point) 

 
 
 
 

 Etape 1 Etape 2 Etape 3 Etape 4 

Température 25°C 37°C 85°C 4°C 

Temps 10 min 120 min 5 min ∞ 
Table 11. Protocole de Transcription Réverse 

 
 

 

 

IV. 5)  qPCR  

 

 Les ADNc sont dilués dans 80µL d’eau pure. Une gamme (un point 

d’ADNc dilué et 3 dilutions successives 1/5ème) est effectuée afin de contrôler 

l’efficacité des amorces et de la PCR. La PCR quantitative est réalisée avec du 

SyBr Green (480 SYBR Green I Master de Roche #04707516001) selon le protocole 

suivant sur plaque 96 puits (Roche #04729692001): 

 
 
 

Quantité Réactif 
1uL Primer forward (10uM) 
1uL Primer reverse (10uM) 

3,5uL H2O 
2,5uL SyBr mix 
2uL ADNc 

Table 12. Quantité des réactifs nécessaires pour la PCR quantitative (par point) 
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La PCR est quantifiée par le LightCycler 480 (Roche), suivant le programme 

suivant prédéfini (template SYBR Green Reaction Protocol) : 

 
 
 
Etape Programme Température Temps Cycle Mode d’analyse 

Etape  Pre-incubation 95°C 5 min 1 / 

Etape  Amplification 

95°C 10 sec 

45 

/ 

60°C 10 sec / 

72°C 10 sec Single 

Etape  Melting Curve 

95°C 5 sec 

1 

/ 

65°C 1 min / 

97°C * Continuous 

Etape  Cooling 40°C 30 sec 1 / 
Table 13. Protocole de PCR quantitative. * : tous les 5°C 

 

 

 

 

 Analyses  

  La qualité de la qPCR et des primers est vérifiée par la « Melting Curve 

Analysis » et le nombre de cycles est calculé par la « Quantification Analysis » sur 

le light Cycler. L’efficacité des amorces est vérifiée par calcul sur Excel 

(l’efficacité est considérée correcte si elle est comprise entre 1,8 et 2). Le dCT et le 

ddCT sont ensuite calculés. Les résultats peuvent être normalisés par le point 

contrôle de l’expérience. 

 

 

 

 Amorces 

 Les amorces sont sélectionnées sur deux exons séparés par un intron par 

Ensemble Genome Browser, BLAST nucleotide et Primer 3. 
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Nom du 

gène 
Forward Reverse 

MyoG 5’ GCA ATG CAC TGG AGT TGC 3’ 5’ ACG ATG GAC GTA AGG GAG TG 3’ 

FST 5’ TGA CCT GTA ATC GGA TTT GC 3’ 5’ TGG AAT CCC ATA GGC ATT TT 3’ 

Cyclophilin 5' AAG AAG ATC ACC ATT TCC GAC T 3' 5' TTA CAG GAC ATT GCG AGC 3' 

BMP2 5’ AGA TCT GTA CCG CAG GCA CT 3’ 5’ CCG TTT TCC CAC TCA TCT CT 3’ 

Pax7 5’ CTG GAT GAG GGC TCA GAT GT 3’ 5’ GGT TAG CTC CTG CCT GCT TA 3’ 

MyoD 5’ TAC CCA AGG TGG AGA TCC TG 3’ 5’ CAT CAT GCC ATC AGA GCA GT 3’ 

TGFb2 5’ ATC GTC GGC TTT GAT GTC TC 3’ 5’ GCT GGG TGG GAG ATG TTA AG 3’ 

Fzd7 5’ TAT CGC CTA CAA CCA GAC CA 3’ 5’ ACA CGG GTG CGT ACA TAG AG 3’ 

Gja5 5’ CAA CTT CGA CCT CAC TCT GAG C 3’ 5’ AGC ATG CGG AAA ATG AAC AGG 3’ 

Table 14. Liste des séquences des amorces 

 
 
 

 

IV. 6)  Extraction des protéines  

 

 L’extraction des protéines cytoplasmiques et nucléaires se fait selon le 

protocole du kit NE-PER Nuclear and Cytoplasmic Extraction reagents 

(Thermoscientific #78833). Les cellules sont cultivées sur une boite de 15cm de 

diamètre jusqu’à confluence. Elles sont trypsinées et centrifugées à 500g pendant 5 

minutes. Le culot est resuspendu dans du PBS puis les cellules sont centrifugées 

500g pendant 5 minutes. Le surnageant est aspiré et 100µL de tampon CERI 

(provenant du kit) avec un inhibiteur de protéase est ajouté sur les cellules. Les 

tubes sont vortexés et mis à incuber 10 minutes dans la glace, puis 5,5µL de CERII 

(provenant du kit) sont ajoutés dans chaque tube. Les tubes sont vortexés pendant 5 

secondes puis incubés pendant 1 minute dans la glace. Ils sont de nouveau vortexés 

puis centrifugés à vitesse maximum. Le surnageant contenant les protéines 

cytoplasmiques est transféré rapidement dans un nouveau tube. Le culot est 

resuspendu dans  50µL de tampon NER (provenant du kit) avec un inhibiteur de 

protéase. Les tubes sont vortexés pendant 15 secondes toutes les 10 minutes, pour 

un temps total de 40 minutes. Les tubes sont centrifugés à vitesse maximum 

pendant 10 minutes. Le surnageant contenant les protéines nucléaires est transféré 

dans un nouveau tube. Les protéines peuvent être conservées à 4°C pendant 2h, ou 

à -80°C.   
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IV. 7)  Dosage des protéines  

 

 Une solution de BSA (Bovine Serum Albumin) à 2µg/µL est préalablement 

préparée. Une gamme de BSA est réalisée sur une plaque 96 puits comme suit (pour 

un volume totale de 10µL) :  

 
µg de BSA 0 1 2 4 5 6 10 12 

µL BSA à 2µg/µL 0 0,5 1 2 3 4 5 6 
µL H2O 10 9,5 9 8 7 6 5 4 

Table 15. Gamme de BSA 

 
 
 

Sur la même plaque, 1µL de chaque échantillon de protéines est déposé dans un 

puits, à compléter avec 9µL d’eau. Les protéines sont dosées grâce au kit BCA 

Protein Assay Kit (Pearce #23225). Le réactif B (provenant du kit BCA) est dilué à 

1/50ème dans le réactif A (provenant du kit BCA) et 200µL du réactif final est 

distribué dans chaque puits. La plaque est incubée dans le noir, à 37°C pendant 20 

minutes. L’absorbance de chaque puits est lue par un lecteur de plaque ou par le 

spectrophotomètre De Novix DS11+.  

 L’absorbance mesurée des puits de la gamme permet d’obtenir une droite 

linéaire (avec coefficient de corrélation = 1) servant à quantifier la quantité de 

protéines extraites. La droite représentant l’absorbance mesurée de la BSA en 

fonction de la quantité (µg), la quantité des protéines extraites est facilement 

calculable grâce à leur absorbance. 

Pour effectuer le Western Blot, 20 à 50µg de protéines sont prélevées pour chaque 

échantillon. Le volume de protéines est complété avec du Laemmli35 et du tampon 

de lyse, afin d’avoir un volume final de 20µL.  
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IV. 8)  Western Blot  

  

 Migration  

 Les échantillons sont chauffés pendant 5 minutes à 94°C. Le gel BIS-TRIS 

NuPAGE 4-12%33 est installé dans la cuve remplie de tampon de migration34 et les 

échantillons sont déposés dans les puits. Les puits vides sont remplis du marqueur 

de poids moléculaire36 (7µL) ou de Laemmli35 (20µL). Les échantillons sont migrés 

environ 1 heure à 120 Volts. 

 

 

 

 Transfert liquide 

 Le gel est délicatement extrait de sa cassette. Il est déposé sur une 

membrane de Nitrocellulose sans qu’aucune bulle ne soit présente entre les deux 

éléments. Le gel et la membrane sont montés de part et d’autre entre 3 feuilles de 

papier Whatman et d’éponges et disposés dans la cassette de transfert (Mini Trans-

Blot Cell BioRad) de sorte que la membrane soit du côté du pôle positif de la cuve à 

transfert. La cuve est remplie de tampon de transfert37 et mis sous tension à 250 mA 

pendant 2 heures à 4°C.  

 

 

 

 Révélation des protéines  

 Après le transfert, la membrane est lavée à l’eau, puis incubée avec du rouge 

ponceau38 pendant 3 minutes. Le rouge ponceau est recyclé et la membrane est 

rincée à l’eau afin d’en extraire le surplus. La membrane est alors scannée 

numériquement, puis lavée avec du TBST39 pour décolorer le ponceau. La 

membrane est saturée avec la solution de lait40 pendant 30 minutes à 37°C puis 

pendant 30 minutes à température ambiante. Après rinçages au TBST, la membrane 

est incubée avec les anticorps primaires dilués dans la solution de lait pendant la 

nuit à 4°C. La solution d’anticorps se recycle et se conserve à -20°C jusqu’à la 

prochaine utilisation. Le lendemain, la membrane est lavée 3 fois avec le TBST, 

puis incubée avec les anticorps secondaires dilués dans une solution de 2,5% de lait, 
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1 heure à température ambiante. La membrane est ensuite lavée avec du TBST puis 

révélée avec le SuperSignalWest Pico Chemiluminescent Substrate 

(ThermoScientific #34080) avec la machine ImageQuant TL LAS 4000  (GE 

Healthcare). 

 

 33Gels : NuPAGE® Novex® 4-12% Bis-Tris Protein Gels, 1.5 mm, 15 well (Life 

Technologies # NP0336BOX) 
34Tampon de migration : 5% MOPS SDS running Buffer (#NP0001-02), 95% H2O 
35Laemmli 6X : 20% Tris 1M pH6,8, 30 % SDS 20%, 45% glyécrol 100%, 5% de 

b-mercapto-éthanol 100% (soir 14,3M) et 0,3% Bleu de bromophenol 
36Marqueur : Page Ruler Plus Prestained Protein Ladder (Thermoscientific # 26619) 
37Tampon de transfert 1X : 25mM Tris, 0,2M Glycine, 20% Ethanol 
38Ponceau : Amresco #K793 
39Tampon TTBS : 5% TBS 20X, 95% H2O, 0,05% Tween 20 
40 Solution lait 5% : 95% TBS 1X, 0,2% NP40, 5% Lait demi écrémé en poudre 

Tampon TBS 1X : 5% TBS 20X, 95% H2O 

Anticorps secondaires (dilution 1/20 000) :  

Anti-souris couplé à la peroxidase : Sigma #A2304 

Anti-lapin couplé à la peroxidase : Sigma #A6154 

 

 

 
Anticorps Primaire Commercialisation Antigène Dilution 

Lamine A/C Cell Signaling - 2032 Lapin 1/1000 

β-caténin active Cell Signaling - 8814 Lapin 1/200 

Tubuline alpha Sigma – T6074 souris 1/2000 
Table 16. Liste des Anticorps primaires utilisés pour le Western Blot 
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V. Méthodes d’Analyses 

 

 

V. 1)  Analyse du transcriptome par puce Affymetrix  

 

 La puce utilisée est Affymetrix Mouse Gene 2.1 ST Array. Les données 

Affymetrix ont été traitées par la plateforme Séquençage et Génomique de l’Institut 

Cochin avec le logiciel R (R Development Core Team, 2011). Les niveaux 

d’expressions géniques ont été comparés par une ANOVA. L’analyse fonctionnelle 

des listes de gènes est réalisée par le logiciel Ingenuity Pathway Analysis (Qiagen).  

 

 

 

V. 2)  Programmes informatiques et logiciels 

  

Analyse d’image : Image J 1.49p, Graphpad Prism version 6.0c, Adobe Photoshop 

CS3 version 10.0 

Animalerie : Anibio (Noraybio) 

Microarray : Ingenuity Pathway Analysis (IPA) 

Microscopie : MetaMorph Microscopy Automation and Image Analysis Software, 

NIS-Element (Nikon) 

 

  

 

V. 3)  Plateformes  

  

Animalerie : Recombinaison Homologue, Transfert d’Embryon et 

Cryoconservation de l’Institut COCHIN  (Marcio DO CRUZEIRO), Centre de 

l’animalerie EOPS de l’Institut COCHIN (Agnès LEBON) et Centre 

d’Expérimentation Fonctionnelle de la Faculté de médecine PITIE-SALPETRIERE 

(Serban MOROSAN). 
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Cytométrie : Cytométrie et Immunobiologie de l’Institut COCHIN  (Muriel 

ANDRIEU) et Plateforme de Cytométrie en flux de l’Université Pierre et Marie-

Curie du site PITIE-SALPETRIERE (Chantal HOUSSET). 

Génomique : Génomique et transcriptomique de l’Institut COCHIN (Franck 

LETOURNEUR). 

Microscopie : Imagerie cellulaire de l’Institut COCHIN (Pierre BOURDONCLE) et 

Plate-forme d'Imagerie Cellulaire PITIE-SALPETRIERE PICPS (Claude-Marie 

BACHELET). 

Protéomique : Plateforme Post-génomique de la PITIE-SALPETRIERE (Olivier 

SILVIE). 

 

 

 

V. 4)   Microscopes  

 

-Macroscope AZ100 Nikon de l’Institut COCHIN et de l’Institut du Cerveau et de 

la Moelle Epinière (ICM) 

-Microscope EVOS FL Cell Imaging System de l’Institut de MYOLOGIE 

-Microscope inversé à épi-illumination Zeiss Axio Observer.Z1  de l’Institut 

COCHIN 

-Microscope inversé Zeiss Axiovert 200M inversé de l’Institut du Cerveau et de la 

Moelle Epinière (ICM) 

-Microscope Axio Scan.Z1  de l’Institut du Cerveau et de la Moelle Epinière (ICM) 

-Microscope Olympus BX63F de l’Institut COCHIN 
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RESULTATS 

 

I. Phénotype des souris hétérozytes Rspo1
+/-

 

 

 Pour étudier le rôle de la protéine R-spondin1 dans le muscle squelettique 

adulte, nous disposons d’un modèle murin knock-out pour Rspo1 (Chassot et al., 

2008b). Les souris Rspo1-/- n’expriment pas la protéine et les femelles présentent un 

phénotype de stérilité lié à un développement incorrect des gonades femelles 

(Chassot et al., 2008b). En revanche, les souris hétérozygotes sont fertiles et ne 

présentent aucun phénotype sexuel. Dans notre étude, des souris sauvages (WT) et 

hétérozytes (Het) agées de huit semaines ont été étudiées en tant que souris 

contrôles. Nous avons comparé la structure et la morphologie du muscle Tibialis 

Antérieur de ces souris différentes génétiquement afin de vérifier qu’une expression 

mono-allélique de Rspo1 n’influence pas l’homéostasie ou la régénération 

musculaire. 

 

 

 

I. 1)  L’hétérozygotie n’altère pas l’homéostasie du muscle sain 

 

 Afin d’analyser l’homéostasie musculaire, nous avons effectué une 

coloration avec l’Hématoxyline et l’Eosine (Figure 20A) sur les cryosections de 

muscles sauvages ou hétérozygotes pour Rspo1 (Figure 20A). Cette coloration 

permet de visualiser les cellules musculaires et les cellules environnantes dans le 

muscle squelettique. Nous observons que le tissu musculaire des souris 

hétérozygotes conserve son intégrité comparé au tissu des souris sauvages.  

 Dans le but d’étudier la morphologie des fibres musculaires, nous avons 

visualisé la Laminine par Immunofluorescence (Figure 20B) sur coupes de muscles 

et avons mis en évidence que les fibres musculaires sont correctement structurées.  
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Figure 20. L’hétérozygotie Rspo1 n’altère pas l’homéostasie du muscle sain 

 
(A) Coloration Hématoxyline et Eosine des cryosections du muscle Tibialis Antérieur 
des souris sauvages ou hétérozygotes âgées de 2 mois. Barre : 50 µm. (B) 
Immunomarquage de la protéine Laminine sur les cryosections de muscles sains. Les 
noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). Barre : 50 µm. (C) Quantification de l’aire 
moyenne des myofibres sauvages ou hétérozygotes. (D) Distribution du nombre de 
myofibres sauvages ou hétérozygoyes en fonction de leur aire. (E) Quantification du 
nombre de noyaux par myofibre. (F) Nombre total de myofibres dans le muscle Tibialis 
Antérieur. (G) Quantification de l’aire du muscle Tibialis Antérieur. 
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes. 
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La quantification de l’aire moyenne (Figure 20C) et de la distribution de l’aire 

(Figure 20D), montrent que l’hétérozygotie ne modifie pas la taille des fibres 

musculaires. De plus, la structure et l’organisation des myofibres ne sont pas 

altérées, puisque le nombre moyen de noyaux par myofibre (Figure 20E) dans le 

Tibialis Antérieur est identique dans le muscle sauvage ou hétérozygote.  

 Enfin, nous avons étudié l’homéostasie du Tibialis Antérieur en quantifiant 

le nombre total de myofibres dans ce muscle (Figure 20F) ou l’aire du muscle 

(Figure 20G).  

 Dans un muscle sain, l’homéostasie du tissu musculaire est correctement 

maintenue malgré une expression mono-allélique de R-spondin1.  

 

 

 

I. 2)  L’hétérozygotie n’affecte pas le processus de régénération 

musculaire 

 

 Nous avons ensuite étudié l’influence d’une expression mono-allélique de 

Rspo1 au cours de la régénération musculaire. Nous avons induit la régénération du 

muscle squelettique Tibialis Antérieur sauvage et hétérozygote avec une injection 

de Cardiotoxine et étudié l’homéostasie des muscles, 21 jours après l’injection de la 

toxine.  

 Tout d’abord, la quantification de l’aire du muscle (Figure 21A) et du 

nombre total de myofibres dans le Tibialis Antérieur (Figure 21B) indiquent qu’une 

expression mono-allélique de Rspo1 n’altère pas la physiologie musculaire. 

L’hétérozygotie n’influence pas le processus de régénération, puisque l’aire 

moyenne des myofibres (Figure 21C) ainsi que le nombre de noyaux par myofibre 

des hétérozygotes (Figure 21D) sont semblables à ceux des fibres musculaires 

contrôles.  

 Le facteur de transcription Pax7 étant crucial pour la maintenance de la 

population de cellules satellites (Günther et al., 2013), nous avons quantifié le 

nombre de cellules Pax7-positives par myofibre (Figure 21E) dans les muscles 

sauvages et hétérozygotes. Nous n’avons observé aucune modification du nombre 

de cellules satellites dans les muscles hétérozygotes, montrant qu’une expression 

mono-allélique de Rspo1 n’influence pas l’expansion des cellules satellites.  
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Figure 21. L’hétérozygotie Rspo1 n’altère pas la régénération du Tibialis 

Antérieur, 21 jours après l’injection de Cardiotoxine 

 
 (A) Quantification de l’aire du muscle Tibialis Antérieur des souris âgées de 2 
mois. (B) Nombre total de myofibres dans le muscle Tibialis Antérieur. (C) 
Quantification de l’aire moyenne des myofibres sauvages ou hétérozygotes. (D) 
Quantification du nombre de noyaux par myofibre. (E) Nombre de cellules 
satellites (Pax7-positives) par myofibre.  
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes.  
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 Basé sur nos résultats, nous concluons qu’une expression mono-allélique de 

Rspo1 n’altère pas l’homéostasie du muscle sain ou régénéré. Lors de nos 

expériences ultérieures, nous avons étudié les muscles sauvages ou hétérozygotes 

en tant que contrôles.  

 

 

 

II.  Implication de R-spondin1 dans le muscle 

squelettique  

 

 L’objectif de mon travail de Doctorat étant d’étudier le rôle de R-spondin1 

dans le muscle squelettique, nous comparons les phénotypes observés dans les 

muscles des souris Rspo1-/- avec ceux des souris contrôles. Dans un premier temps, 

nous avons étudié le rôle de cette protéine dans le maintien homéostasique du tissu 

sain. Puis, dans un second temps, nous avons étudié l’action de R-spondin1 au 

cours de la régénération musculaire.    

 

 

 

II. 1)  La protéine R-spondin1 ne contrôle pas l’homéostasie du tissu 

musculaire sain 

 

 Nous avons tout d’abord analysé la structure du muscle des souris saines, 

âgées de 8 semaines, par coloration des cryosections de muscles avec 

l’Hématoxyline et l’Eosine (Figure 22A). Nous n’avons observé aucune altération 

histologique entre les muscles contrôles et mutants.  

 Afin d’étudier plus précisément le rôle de R-spondin1 dans les cellules 

musculaires, nous avons visualisé les protéines Laminine et Pax7 par 

Immunofluorescence sur cryosections (Figure 22B). Le nombre de cellules satellites, 

représentées par le nombre de cellules Pax7-positives (Figure 22C), n’est pas altéré 

par une inhibition complète de l’expression de R-spondin1.  
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Figure 22. Une absence d’expression de Rspo1 dans le muscle squelettique sain ne 

perturbe pas l’organisation du tissu 

 
(A) Coloration Hématoxyline et Eosine des cryosections du muscle Tibialis Antérieur des 
souris âgées de 2 mois. Barre : 50 µm. (B) Immunomarquage des protéines Laminine et 
Pax7 sur les cryosections de muscles sains. Les noyaux sont marqués par Hoechst (en 
bleu). Barre : 50 µm. Le panneau montre un agrandissement de 2,2X. (C) Nombre de 
cellules satellites (Pax7-positives) par myofibre. (D) Quantification du nombre de noyaux 
par myofibre. (E) Quantification de l’aire moyenne des myofibres contrôles ou Rspo1-/-. (F) 
Distribution du nombre de myofibres en fonction de leur aire. (G) Nombre total de 
myofibres dans le muscle Tibialis Antérieur. (H) Quantification de l’aire du muscle Tibialis 
Antérieur. (I) Quantification de l’aire des muscles Soléaire (S), Gastrocnémien (G) ou 
Triceps (T) contrôles ou Rspo1-/-.  
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes.  
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Ce résultat démontre que R-spondin1 n’influence pas la maintenance des cellules 

souches musculaires dans un muscle sain.  

 Le nombre de noyaux par myofibre (Figure 22D) en condition mutante est 

également similaire à celui observé en condition contrôle. De plus, une déficience 

totale de R-spondin1 dans le muscle ne modifie pas l’aire moyenne des myofibres 

(Figure 22E) et la distribution des myofibres en fonction de leur aire (Figure 22F). 

 Nous nous sommes ensuite intéressés à l’ensemble du Tibialis Antérieur 

afin de déterminer si R-spondin1 possède un rôle de régulation global dans le 

muscle. Un défaut d’expression de Rspo1 ne modifie pas le nombre de myofibres 

(Figure 22G) ou l’aire du muscle (Figure 22H). De plus, la quantification du poids 

du muscle Tibialis Antérieur sain (Figure 22I) confirme qu’une absence de                

R-spondin1 n’altère pas l’organisation du Tibialis Antérieur ou le maintien de son 

homéostasie. Bien que mon projet porte sur l’étude du muscle Tibialis Antérieur, 

nous avons jugé intéressant d’étudier les conséquences d’une délétion de Rspo1 

dans divers muscles squelettiques. Aucune différence de poids n’a été observée 

dans les muscles Soléaire (S), Gastrocnémien (G) ou Triceps (T) des souris 

contrôles ou déficientes pour R-spondin1 (Figure 22J), indiquant que R-spondin1 

n’altère pas l’homéostasie musculaire en condition basale, quel que soit le muscle 

squelettique.  

 

 

 

II. 2)  Rspondin1 induit la différenciation des cellules satellites lors des 

étapes précoces de régénération musculaire 

 

 Nous avons induit la régénération des muscles contrôles ou déficients pour 

R-spondin1 par l’injection intramusculaire de Cardiotoxine et avons observé les 

conséquences d’une absence de R-spondin1 à différentes étapes de régénération. 

 Dans le but de déterminer le rôle de R-spondin1 dans les étapes précoces de 

régénération, nous avons analysé les muscles à 4 jours après l’injection de 

Cardiotoxine. Par coloration à l’Hématoxyline et l’Eosine (Figure 23A) des 

cryosections de muscle, nous avons observé la nécrose des myofibres contrôles et 

déficientes pour R-spondin1 (Rspo1-/-).  
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Figure 23. R-spondin1 est nécessaire pour la différenciation des cellules souches,  

4 jours après l’injection de Cardiotoxine  

 
(A) Coloration Hématoxyline et Eosine des cryosections du muscle Tibialis Antérieur des 
souris âgées de 2 mois. Barre : 50 µm. (B) Immunomarquage de la protéine Laminine sur 
les cryosections de muscles régénérés. Les noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). 
Barre : 35 µm. (C) Quantification du nombre de noyaux par myofibre. (D) Nombre de 
cellules satellites (Pax7-positives) par myofibre. (E) Immunomarquage des protéines 
Laminine et Myogénine sur les cryosections de muscles contrôles ou déficients pour R-
spondin1. Les noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). Barre : 50 µm. (F) 
Quantification du nombre de cellules myogéniques (Myogénine-positives) par myofibre. 
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes. *: p value <0,05. 
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 La visualisation de la protéine Laminine par Immunofluorescence sur les 

cryosections de muscles en régénération (Figure 23B) indique qu’une absence de R-

spondin1 dans le muscle n’altère pas l’initiation de la régénération musculaire ou la 

formation de nouvelles myofibres. Cependant, nous avons observé que les 

myofibres Rspo1-/- néo-formées possèdent 45% de noyaux en moins comparées aux 

myofibres contrôles (Figure 23C). Ce dernier résultat met en avant un défaut initial 

de fusion entre les cellules Rspo1-/- qui a pour conséquence l’établissement de 

myofibres avec peu de noyaux centraux.  

 Nous avons quantifié le nombre de cellules satellites par myofibre (Figure 

23D), afin de comprendre si ce défaut de fusion était lié à un défaut d’expansion du 

nombre de cellules satellites. R-spondin1 n’influence pas l’expansion de la 

population des cellules souches musculaires lors des premières étapes de 

régénération du tissu.  

 La quantification du nombre de cellules positives pour la Myogénine 

(Figure 23E et Figure 23F) par myofibre montre que l’engagement des cellules 

satellites dans le lignage myogénique est affecté par une absence de R-spondin1.  

 Dans les premières étapes de la régénération musculaire, R-spondin1 est 

nécessaire pour l’induction de la différenciation des progéniteurs musculaires issus 

des cellules satellites. 

 

 

 

II. 3)  R-spondin1 régule la fusion des précurseurs myogéniques 

 

 Nous avons ensuite analysé les muscles, 7 jours après l’injection de 

Cardiotoxine. A ce stade, les myofibres sont nouvellement reformées et la matrice 

extracellulaire remodelée.  

 Avec une coloration à l’Hématoxyline et l’Eosine sur les cryosections de 

muscles contrôles ou déficients pour R-spondin1 (Figure 24A), nous avons observé 

que R-spondin1 ne semble pas affecter la restructuration du muscle squelettique 

adulte.  

 Par quantification du nombre de cellules exprimant le facteur Pax7 (Figure 

24B), nous montrons que R-spondin n’est pas nécessaire pour l’expansion des 

cellules souches musculaires à ce stade de régénération.  En effet, l’activation et la 
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Figure 24. R-spondin1 limite la fusion des cellules souches, 7 jours après l’injection de 

Cardiotoxine 

 
(A) Coloration Hématoxyline et Eosine des cryosections du muscle Tibialis Antérieur des 
souris âgées de 2 mois. (B) Nombre de cellules satellites (Pax7-positives) par myofibre. (C) 
Quantification du nombre de noyaux par myofibre. (D) Immunomarquage des protéines 
Dystrophine et Myogénine sur les cryosections de muscles contrôles ou Rspo1-/-. Les 
noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). Barre : 50 µm. (E) Quantification du nombre 
de cellules myogéniques (Myogénine-positives) par myofibre. (F) Ratio du nombre de 
cellules myogéniques (Myogénine-positives) localisées dans la myofibre sur le nombre de 
cellules myogéniques (Myogénine-positives) localisées à l’extérieur de la myofibre. (G) 
Quantification de l’aire moyenne des myofibres contrôles ou Rspo1-/-. (H) Distribution du 
nombre de myofibres en fonction de leur aire. (I) Nombre total de myofibres dans le muscle 
Tibialis Antérieur.  
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes. *: p value <0,05. 
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prolifération des cellules souches musculaires sont deux processus importants à 

cette étape de reconstruction du tissu.  

 Nous avons observé que l’absence de R-spondin1 n’affecte pas le nombre de 

noyaux par myofibre (Figure 24C), montrant que le reard de fusion observé aux 

premiers stades de régénération est compensé en quelques jours. De plus, à ce stade 

de régénération, les cellules contrôles ou déficientes pour R-spondin1 sont engagées 

dans la voie myogénique (Figure 24D et Figure 24E). Cependant, le nombre de 

cellules myogéniques fusionnées avec les myofibres est supérieur dans le muscle 

Rspo1-/- (Figure 24F). Ces résultats indiquent que les cellules déficientes pour R-

spondin1 nouvellement différenciées possèdent une importante capacité de fusion. 

 L’aire moyenne des fibres (Figure 24G) et la distribution du nombre de 

fibres en fonction de leur aire (Figure 24H) ne sont pas altérées dans les muscles 

déficients pour R-spondin1. Enfin, le nombre total de myofibres dans le Tibialis 

Antérieur sauvage (Figure 24I) ne diffère pas de celui calculé dans le muscle 

déficient pour R-spondin1, montrant que la structure du muscle est maintenue en 

l’absence de R-spondin1. 

 Ainsi, 7 jours après l’injection de Cardiotoxine, le retard de différenciation 

cellulaire initial n’est plus observé. Cependant, les nouvelles cellules différenciées 

possèdent une importante capacité de fusion, compensant le défaut de fusion 

observé au cours des premiers jours de régénération. Cette capacité de fusion 

n’induit pas une croissance prématurée des myofibres, ni la formation de nouvelles 

myofibres. 

 

 

 

II. 4)  La protéine R-spondin1 inhibe le processus de fusion cellulaire à 

un stade tardif de régénération musculaire 

 

 Nous avons ensuite étudié le rôle de R-spondin1 à une étape tardive de 

régénération, 62 jours après l’injection de Cardiotoxine.  

 La visualisation de l’organisation du tissu avec une coloration à 

l’Hématoxyline et l’Eosine sur les cryosections de muscles contrôles ou Rspo1-/- 

(Figure 25A) indique que le processus de régénération n’est pas terminé dans les 

deux conditions, puisque les myofibres possèdent des noyaux centraux. 
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Figure 25. R-spondin1 limite la fusion cellulaire et la taille des myofibres, 62 jours après 

l’injection de Cardiotoxine  

 
(A) Coloration Hématoxyline et Eosine des cryosections du muscle Tibialis Antérieur des souris 
âgées de 2 mois. Barre : 50 µm. (B) Nombre de cellules satellites (Pax7-positives) par myofibre. 
(C) Poids du muscle régénéré normalisé par le poids du muscle sain des souris contrôles ou 
déficientes pour R-spondin1. (D) Quantification de l’aire moyenne des muscles. (E) 
Immunomarquage de la protéine Laminine sur les cryosections de muscles contrôles ou Rspo1-/-. 
Les noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). Barre : 35 µm. (F) Quantification du nombre de 
noyaux par myofibre. (G) Distribution du nombre de myofibres en fonction du nombre de 
noyaux. (H) Quantification de l’aire moyenne des myofibres contrôles ou Rspo1-/-. (I) 
Distribution du nombre de myofibres en fonction de leur aire. (J) Quantification du nombre de 
myofibres par surface.   
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes. *: p value <0,05. **: p value <0,01. 
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 A ce stade de régénération, peu de cellules satellites sont engagées dans le 

cycle cellulaire mais elles contribuent à l’entretien de la population des cellules 

souches musculaires. Aucune altération du nombre de cellules exprimant Pax7 n’a 

été mis en  évidence en condition Rspo1-/- (Figure 25B),  montrant  qu’un  défaut  

d’expression  de  Rspo1  ne  modifie  pas  la maintenance des cellules satellites.

 Nous avons observé que le muscle régénéré des souris déficientes pour R-

spondin1 possédait une masse (Figure 25C) et une surface en coupe transversale 

(Figure 25D) plus importante que les muscles sauvages. La cause de cette 

augmentation peut être diverse. En effet, une hypertrophie ou une hyperplasie des 

myofibres peut induire une augmentation volumique du muscle squelettique. Nous 

avons donc visualisé la protéine Laminine et les noyaux par Immunofluorescence 

(Figure 25E) et quantifié le nombre de noyaux par myofibre (Figure 25F). Les 

myofibres Rspo1-/- présentent une augmentation de 40% du nombre de noyaux 

comparées aux myofibres sauvages. De plus, la distribution du nombre de 

myofibres en fonction du nombre de noyaux qu’elles contiennent (Figure 25G) 

confirme que R-spondin1 limite la fusion des cellules musculaires. Nous avons 

démontré que l’amélioration du processus de fusion présente dans les muscles 

déficients pour R-spondin1 induit un accroissement de l’aire des myofibres (Figure 

25H et Figure 25I). La quantification du nombre de myofibres par surface (Figure 

25J) confirme qu’un défaut de l’expression de Rspo1 induit une amélioration du 

processus de fusion cellulaire ayant pour conséquence un accroissement de la taille 

des myofibres et du muscle Tibialis Antérieur.  

  

 Nos résultats indiquent que R-spondin1 possède un double rôle selon les 

stades de régénération musculaire. Cette protéine contrôle l’initiation de la 

différenciation des précurseurs et la fusion des cellules myogéniques.  
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III. Rôle de R-spondin1 dans les cellules primaires 

 

 Afin de confirmer le rôle de R-spondin1 observé dans le muscle squelettique 

adulte en régénération, nous avons isolé les cellules satellites des muscles 

squelettiques contrôles ou déficients pour R-spondin1. Nous avons ainsi pu étudier, 

in vitro, les processus de  prolifération, différenciation et fusion des cellules 

musculaires. 

 

 

 

III. 1)  R-spondin1 n’affecte pas la morphologie des cellules primaires 

 

 Après isolation des cellules primaires, nous avons étudié la morphologie des 

cellules Rspo1-/-. Nous avons observé par microscopie (Figure 26A) que les cellules 

mutantes et contrôles en prolifération semblaient morphologiquement identiques. 

Nous avons confirmé ce résultat par la quantification de la circularité (Figure 26B) 

qui consiste à observer la forme des cellules. De plus, la quantification de l’aire ou 

du périmètre des cellules (Figure 26C) indique que R-spondin1 n’influence pas la 

taille des cellules. Nos résultats montrent qu’une absence de R-spondin1 n’altère 

pas la morphologie de la cellule musculaire. 

 

 

 

III. 2)  La protéine R-spondin1 ne contrôle pas l’auto-renouvellement 

des myoblastes 

  

 Les myoblastes primaires sont tout d’abord cultivés en condition de 

prolifération. Par Immunofluorescence, nous avons observé que les cellules 

contrôles et déficientes pour R-spondin1 (Figure 27A) expriment le marqueur des 

cellules satellites Pax7. Ainsi, dans les deux conditions les cellules conservent leurs 
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Figure 27. R-spondin1 n’altère pas la prolifération des cellules musculaires 

primaires  

 
(A) Immunomarquage de la protéine Pax7 sur les myoblastes contrôles ou Rspo1-/-. 
Les noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). Barre : 30 µm. Le panneau montre 
un agrandissement de 2,5X. (B) Expression génique de Pax7 dans les myoblastes par 
qPCR. (C) Nombre de cellules engagées en mitose (cellules PhosphoHistoneH3-
positives). (D) Nombre de cellules engagées dans les phases G1, S, G2 et M (cellules 
KI67-positives). (E) Immunomarquage de l’EdU sur les myoblastes contrôles ou 
Rspo1-/-. Les noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). Barre : 20 µm. (F) 
Quantification du nombre de myoblastes engagées dans la phase S (cellules EdU-
positives). (G) Quantification du nombre de myocytes engagées dans la phase S 
(cellules EdU-positives).  
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes.  
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propriétés de cellules souches. Nous avons validé ce résultat en quantifiant le 

niveau transcriptionnel de Pax7 dans ces cellules (Figure 27B).  

 Nous avons ensuite étudié la capacité proliférative des cellules par 

quantification du nombre de cellules engagées dans la phase mitotique (Figure 27C) 

ou dans le cycle cellulaire (Figure 27D) par leur expression respective pour 

l’histone H3 phosphorylée et Ki67. Un défaut d’expression de Rspo1 n’altère pas le 

nombre de cellules en prolifération. Afin de confirmer ces résultats, nous avons 

observé par Immunofluorescence le nombre de cellules engagées dans la phase S 

par une incorporation d’EdU (Figure 27E). R-spondin1 n’influence pas l’entrée des 

myoblastes (Figure 27F) ou des myocytes (Figure 27G) en phase S.  

 Le nombre de cellules contrôles ou Rspo1-/- engagées dans la cycle cellulaire 

étant identique, R-spondin1 ne participe pas à la régulation de la prolifération des 

cellules souches musculaires. 

 

 

 

III. 3)  R-spondin1 favorise l’engagement des cellules dans le lignage 

myogénique 

 

 Nous avons ensuite déterminé le potentiel myogénique que possèdent les 

myoblastes en culture. Pour cela, nous avons incubé les cellules dans du milieu de 

différenciation pendant 24 heures et observé le nombre de noyaux exprimant la 

Myogénine par Immunofluorescence (Figure 28A). Au début du processus de 

différenciation, le nombre de cellules différenciées (noyaux Myogénine-positifs) est 

diminué de 25% en condition Rspo1-/- (Figure 28B) montrant que R-spondin1 est 

nécessaire pour l’initiation de la différenciation des myoblastes. Cependant, ce 

défaut de différenciation n’est pas observé au-delà de 48 heures de culture (Figure 

28B).  

 Dans le but de déterminer le mécanisme moléculaire  influencé  par  une  

absence  de  R-spondin1,  nous  avons effectué une analyse des ARNm provenant 

des cellules différenciées pendant 24 heures par microarray Affymetrix. Par cette 

analyse, nous avons isolé tous les gènes dont l’expression était dérégulée dans les 

cellules déficientes pour R-spondin1. 



   RESULTATS     126 

Figure 28. R-spondin1 contrôle l’initiation de la différenciation des myoblastes  

 
(A) Immunomarquage de la protéine Myogénine dans les myocytes contrôles et Rspo1-

/-. Les noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). Barre : 50 µm. (B) Expression 
génique de Myogénine dans les cellules en différenciation par qPCR en fonction du 
temps de différenciation. (C) Liste des gènes impliqués dans la myogenèse dérégulés 
par une absence de R-spondin1 dans les cellules en différenciation, par microarray 
Affymétrix. (D) Liste de gènes régulateurs (Upstream Regulators) dans les cellules 
Rspo1 -/-, par microarray Affymétrix. (E) Expression génique de MyoD dans les 
cellules en différenciation par qPCR.  
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes. *: p value <0,05. 
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 Nous avons observé qu’une grande majorité des gènes impliqués dans la 

myogenèse sont sous-régulés (Figure 28C) en l’absence de R-spondin1. L’analyse 

nous a également permis d’isoler un groupe de gènes (Upstream Regulators) qui 

sont responsables de la dérégulation de l’expression de gènes précédemment listés. 

Le gène MyoD, connu pour réguler la différenciation des cellules musculaires, est 

le régulateur principale dont l’expression est la plus sous-régulée (Figure 28D). R-

spondin1 est donc nécessaire pour l’expression génique des facteurs de régulation 

myogéniques (MRFs). Nous avons analysé l’expression génique de MyoD par 

qPCR (Figure 28E). Les myocytes Rspo1-/- présentent une diminution de 

l’expression de MyoD de 50% comparé à l’expression des myocytes contrôles.  

 Ces résultats démontrent que l’expression de R-spondin1 est nécessaire pour 

l’initiation de la différenciation cellulaire via l’expression de MyoD et Myogénine. 

 

 

 

III. 4)  R-spondin1 régule la migration des cellules différenciées 

 

 Nous avons étudié le mouvement migratoire des cellules contrôles ou 

déficientes pour R-spondin1 par vidéo-microscopie (Figure 29A) pendant plusieurs 

heures. En examinant le déplacement des cellules en différenciation, nous avons 

mis en évidence que les cellules Rspo1-/- ont une vitesse moyenne augmentée de 

20% comparée à la vitesse de déplacement des cellules contrôles (Figure 29B). De 

plus, la vitesse minimum calculée, correspondant à la vitesse la plus faible à 

laquelle se déplacent les cellules, est significativement augmentée dans les cellules 

en absence de R-spondin1 (Figure 29C). Ces résultats prouvent que les cellules  

déficientes   pour   R-spondin1   possèdent   une   meilleure   capacité   migratoire. 

 Nous avons ensuite étudié la capacité d’invasion que possèdent les cellules 

primaires par une expérience de Scratch Assay, qui consiste à étudier la capacité 

cellulaire à envahir un espace sans cellules (Figure 29D). La quantification du 

nombre de cellules ayant migré dans cet espace (Figure 29E) indique qu’une 

absence de R-spondin1 augmente la migration invasive des cellules.   

 Ces résultats prouvent que R-spondin1 régule négativement la motilité des 

myocytes et la capacité invasive des cellules musculaires.  
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Figure 29. R-spondin1 contrôle la motilité des cellules musculaires  

 
(A) Photographie par vidéo-microscopie des cellules primaires en 
différenciation. Chaque tracé représente la distance parcourue par une 
cellule pendant 24 heures. (B) Quantification de la vitesse moyenne des 
cellules. (C) Quantification de la vitesse minimum des cellules. (D) 
Immunomarquage de l’Actine (Phalloidine) des cellules sauvages et 
Rspo1-/- lors du Scratch Assay. Les barres blanches représentent la limite 
de l’espace vide. Barre : 50 µm. (E) Quantification du nombre de 
myoblastes présents dans l’espace vide.  
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes. *: p value <0,05. 

***: p value <0,001 
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III. 5)  La protéine R-spondin1 contrôle la fusion des précurseurs 

myogéniques 

 

 Dans le but de déterminer si le défaut de différenciation des cellules 

déficientes pour R-spondin1 influence la fusion cellulaire, nous avons incubé les 

myoblastes primaires dans du milieu de différenciation pendant 96 heures.  

 Par Immunofluorescence, nous avons observé une absence de fins myotubes 

Rspo1-/- (Figure 30A) comparés aux myotubes contrôles. La quantification du 

nombre de myotubes par surface (Figure 30B) montre une diminution du nombre de 

myotubes Rspo1-/- formés. Cependant, aucune altération de l’index de fusion n’est 

causée par une absence de Rspo1 (Figure 30C), montrant que le même nombre de 

cellules fusionne dans les deux conditions. 

Nous avons quantifié le diamètre moyen des myotubes (Figure 30D) et la 

distribution des myotubes en fonction de leur diamètre (Figure 30E). Les myotubes 

déficients pour R-spondin1 sont 30% plus gros que les myotubes contrôles. Cette 

augmentation peut s’expliquer par une amélioration du processus de fusion en 

l’absence de R-spondin1 puisque la proportion du nombre de myotubes avec plus 

de 7 noyaux est significativement augmenté (Figure 30F) alors que la proportion de 

myotubes avec 2 noyaux est diminuée comparée à celle observée  avec  les  

myotubes  contrôles.   

 Ces  résultats  démontrent  qu’un  défaut d’expression de Rspo1 cause une 

fusion incorrecte des précurseurs myogéniques et induit la formation de myotubes 

avec un grand nombre de noyaux.  
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Figure 30. Une absence de R-spondin1 améliore la fusion cellulaire  

 
(A) Immunomarquage de la protéine Myosine Mf20 sur les myotubes contrôles ou 
Rspo1-/-. Les noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). Barre : 50 µm. (B) 
Quantification du nombre de myotubes par surface. (C) Index de fusion 
représentant le nombre de noyaux dans les myotubes par le nombre de noyaux 
totaux. (D) Quantification du diamètre moyen des myotubes. (E) Nombre de 
myotubes contrôles ou Rspo1-/- en fonction de leur diamètre. (F) Quantification du 
nombre de myotubes en fonction du nombre de noyaux qu’ils contiennent.  
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes. *: p value <0,05.  

**: p value <0,01 
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IV. Contrôle des voies Wnt par R-spondin1 

 

 Nous avons ensuite étudié les voies de signalisation directement régulées 

par R-spondin1 puisque les protéines R-spondins peuvent potentialiser la voie 

Wnt/β-caténine (Carmon et al., 2011) et la voie Wnt/PCP (Glinka et al., 2011) selon 

le type cellulaire. Nous avons donc étudié la régulation de la voie Wnt canonique et 

de la voie Wnt non-canonique dans les cellules déficientes pour R-spondin1, afin de 

déterminer l’influence de ce ligand sur les signalisations Wnt. 

 

 

 

IV. 1)  R-spondin1 régule la différenciation cellulaire par la 

potentialisation de la voie Wnt/β-caténine 

 

 Par analyse des ARNm dans les myocytes déficients pour R-spondin1 par 

microarray Affymétrix, nous avons observé que les gènes impliqués dans la voie 

Wnt/β-caténine tels que Follistatine (FST), Porcupine ou la protéine de jonction α5 

(Gja5) ont une expression sous-régulée (Figure 31A) en l’absence de R-spondin1. 

Nous avons quantifié le niveau transcriptionnel de certains gènes cibles de la β-

caténine tels que Follistatine (Figure 31B) ou BMP2 (Figure 31C). Dans les cellules 

déficientes pour R-spondin1, l’expression de ces gènes est diminuée de 100 à 150%, 

montrant qu’un défaut d’expression de Rspo1 altère l’expression des gènes cibles 

de Wnt.  

 Dans le but de déterminer si ces gènes cibles peuvent être exprimés dans les 

cellules Rspo1-/- lorsque la voie canonique est stimulée, nous avons traité les 

cellules primaires avec la protéine recombinante Wnt3a, connue pour activer la voie 

Wnt/β-caténine. L’expression des gènes Follistatine (Figure 31D et E), Gja5 

(Figure 31F et G) ou TGFβ2 (Figure 31H et I) a été analysée par qPCR. Alors que 

l’expression de ces gènes est augmentée de 300 à 400% dans les cellules contrôles 

traitées avec Wnt3a, aucune augmentation n’est observée dans les cellules 

déficientes pour R-spondin1 traitées avec la protéine recombinante. 
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Figure 31. Une absence de R-spondin1 altère la différenciation des myoblastes par 

l’inhibition de la stimulation de la voie Wnt/β-caténine  

 
(A) Liste des gènes impliqués dans la voie Wnt/β-caténine et régulés par une absence de R-
spondin1 dans les cellules en différenciation, par microarray Affymétrix. (B) Expression 
génique de Follistatine dans les cellules en différenciation par qPCR. (C) Expression 
génique de BMP2 par qPCR. (D) Expression génique de Follistatine dans les cellules 
contrôles (WT) et (E) dans les cellules Rspo1-/- (KO) après traitement par la protéine 
recombinante Wnt3a, par qPCR. (F) Expression génique du gène cible de la voie canonique 
Gja5 dans les cellules contrôles et (G) dans les cellules Rspo1-/- après traitement par la 
protéine recombinante Wnt3a. (H) Expression génique de TGFβ2 dans les cellules 
contrôles et (I) dans les cellules Rspo1-/- après traitement par Wnt3a. (J) Western Blot de la 
β-caténine active, LamineA/C et Tubuline α. (K) Quantification du taux de β-caténine 
nucléaire dans les cellules contrôles et déficientes pour R-spondin1 après stimulation de la 
voie canonique, observé par le Western Blot.  
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Ces résultats montrent que R-spondin1 est nécessaire pour l’activation de la voie 

canonique.  

 Nous avons analysé la localisation de la protéine β-caténine active par 

Western Blot dans les cellules contrôles ou déficientes pour R-spondin1 (Figure 

31J). Pour cela, les protéines nucléaires et cytoplasmiques ont été isolées et la β-

caténine active a été révélée avec des anticorps spécifiques. Alors qu’une activation 

de la voie canonique dans les cellules contrôles augmente le taux de la protéine β-

caténine nucléaire (Figure 31K), aucune augmentation n’est présente dans les 

noyaux des cellules Rspo1-/-. R-spondin1 est donc crucial pour la translocation de la 

β-caténine active dans le noyau.  

 Par analyse des ARNm par microarray Affymétrix, nous avons observé que 

la proportion de gènes dont la régulation est antagoniste (Figure 31L et M) est plus 

grande que la proportion de gènes dont la régulation est agoniste (Figure 31N et O) 

entre les cellules traitées par Wnt3a et les cellules Rspo1-/-. Cela confirme une 

action agoniste de R-spondin1 sur l’activation de la voie Wnt/β-caténine.  

 Les analyses Affymetrix réalisées sur les cellules traitées par Wnt3a 

montrent que la majorité des gènes impliqués dans la myogenèse ont une expression 

sur-régulée (Figure 31P). Cette observation permet de comprendre que le défaut de 

différenciation des cellules satellites déficientes pour R-spondin1 est lié à une 

inhibition de l’activation de la voie Wnt/β-caténine. 

 

 

 

IV. 2)  R-spondin1 contrôle la migration et la fusion cellulaire par 

l’inhibition de la voie Wnt7a/Fzd7 

 

 Nous avons ensuite étudié le rôle de R-spondin1 lors de l’activation de la 

voie Wnt/PCP. Nous avons traité les myoblastes primaires contrôles par les 

protéines recombinantes Wnt7a et Rspo1 (Figure 32A) et répété l’expérience de 

Scratch Assay.   

Figure 31 (suite). (L-M-N-O) Diagramme de Venn montrant le nombre de gènes partagés 
entre les myocytes traités par Wnt3a les myocytes Rspo1-/-, par microarray Affymétrix. Le 
chiffre dans chaque partie indique le nombre de gènes dont la régulation n’est pas partagée. 
Le chiffre au centre du diagramme de Venn indique le nombre de gènes communs. (P) 
Liste de gènes impliqués dans la myogenèse, régulés par l’activation de la voie Wnt 
canonique, par microarray Affymétrix.  
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes. *: p value <0,05. **: p value <0,01 
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Figure  32. Une absence de R-spondin1 stimule l’activation de la voie Wnt7a/Fzd7  

 
(A) Immunomarquage de l’Actine (Phalloidine) sur les myoblastes contrôles ou Rspo1-/- 
lors du Scratch Assay après traitement par la protéine recombinante Wnt7a ou R-
spondin1 ou après co-traitement Wnt7a/R-spondin1. Les noyaux sont marqués par 
Hoechst (en bleu). Les barres blanches représentent la limite de l’espace vide.  
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Un traitement par Wnt7a augmente de 50% le nombre de cellules présentes dans 

l’espace vide. R-spondin1 inhibe l’action stimulatrice de Wnt7a sur la migration 

cellulaire puisque le nombre de cellules traitées par R-spondin1 ou co-traitées par 

R-spondin1/Wnt7a ayant migré dans l’espace vide est identique à celui calculé avec 

les cellules contrôles non traitées (Figure 32B).  

 Nous avons ensuite traité les cellules contrôles ou déficientes pour              

R-spondin1 avec des siARN contre Frizzled7 (Fzd7) afin d’inhiber l’activation de 

la voie Wnt non-canonique. L’efficacité du siARN utilisé dans cette expérience a 

été validée par qPCR, par quantification du niveau d’expression de Frizzled7 

(Figure 32C). Dans les cellules contrôles et Rspo1-/-, le traitement par siFzd7 

diminue significativement l’expression génique de Frizzled7. De façon interessante, 

R-spondin1 régule négativement l’expression de Frizzled7 (Figure 32C).  

 Nous avons répété l’expérience de Scratch Assay sur les cellules contrôles et 

Rspo1-/- traitées par siFzd7 (Figure 32D), et avons mis en évidence qu’une 

inhibition de l’activation de la voie non-canonique diminue la migration des 

cellules dans les deux conditions. Les cellules déficientes pour R-spondin1 traitées 

par siFzd7 présentent le même nombre de cellules migrées dans l’espace vide que 

les cellules contrôles non traitées (Figure 32E). Ce résultat montre que R-spondin1 

possède un rôle antagoniste à celui de Wnt7a dans le processus de migration des 

cellules musculaires et que le contrôle de la stimulation de la voie dans les cellules 

Rspo1-/- permet de reproduire le phénotype cellulaire sauvage.  

 L’activité de la protéine Rac1 étant importante pour induire la migration des 

cellules, nous avons traitées les cellules avec un inhibiteur de Rac1 appelé EHop-

016 (Montalvo-Ortiz et al., 2012).  

 

Figure 32 (suite). (B) Quantification du nombre de cellules dans l’espace vide après 
traitement par la protéine recombinante Wnt7a ou R-spondin1. (C) Niveau d’expression de 
Frizzled7 dans les myoblastes après traitement par siFzd7. (D) Immunomarquage de 
l’Actine (Phalloidine) sur les myoblastes contrôles ou Rspo1-/- lors du Scratch Assay après 
traitement par siFzd7. Les noyaux sont marqués par Hoechst (en bleu). Les barres blanches 
représentent la limite de l’espace vide. Barre : 50 µm. (E)  Quantification du nombre de 
cellules contrôles ou Rspo1-/- dans l’espace vide après traitement par siFzd7 et EHop-016.   
(F) Quantification du diamètre moyen des myotubes après traitement par Wnt7a. (G) 
Distribution du nombre de myotubes en fonction du nombre de noyaux après un traitement 
par Wnt7a. (H) Immunomarquage de la protéine Myosine MF20 sur les myotubes contrôles 
ou Rspo1-/- après traitement par EHop-016 ou siFzd7. Les noyaux sont marqués par 
Hoechst (en bleu). Barre : 50 µm. (I) Quantification du nombre de myotubes avec 7 noyaux 
ou plus après traitement par EHop-016 ou siFzd7. (J) Quantification de l’index de fusion 
après traitement par siFzd7.   
Les graphs représentent les moyennes avec écartypes. *: p value <0,05. **: p value <0,01 

***: p value <0,001 . ****: p value <0,0001 
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Le traitement avec l’EHop-016 diminue la migration des myoblastes contrôles et 

Rspo1-/- (Figure 32E), en corrélation avec les résultats obtenus par le traitement 

avec les siFzd7.  

 Le rôle antagoniste entre R-spondin1 et Frizzled7 s’effectue via l’activité de 

Rac1.  

  

 Nous avons différencié les myoblastes primaires pendant 96 heures après un 

traitement par la protéine recombinante Wnt7a. La stimulation de la voie non-

canonique dans les myoblastes contrôles par un traitement par Wnt7a induit la 

fusion cellulaire puisque nous avons observé une augmentation la taille des 

myotubes (Figure 32F) et du nombre de myotubes possédants plus de 7 noyaux 

mais diminue celui des myotubes avec 2 noyaux (Figure 32G). 

 Nous avons répété cette expérience en traitant les cellules contrôles ou 

Rspo1-/- par l’EHop-016 ou par siFzd7 (Figure 32H). Nous avons démontré qu’une 

inhibition de l’activation de la voie Wnt7a/Fzd7 inhibe la formation de myotubes 

contrôles ou déficients pour R-spondin1 comprenant plus de 7 noyaux (Figure 32I). 

De façon interessante, le nombre de myotubes Rspo1-/- après traitement est 

identique à celui observé dans les cellules contrôles sans traitement. La 

quantification de l’index de fusion (Figure 32J) après l’inhibition  de la stimulation 

de la voie Wnt7a/Fzd7 indique que cette voie régule positivement la fusion 

cellulaire lors de la myogenèse.    

 Nos résultats indiquent que la formation de larges myotubes Rspo1-/- est liée 

à une activation de la voie non-canonique. La protéine R-spondin1 permet donc la 

régulation négative de la voie Wnt/PCP lors de la migration et la fusion des cellules 

musculaires. 
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DISCUSSIONS ET 

PERSPECTIVES 

  

 

 Mes recherches ont mis en évidence un rôle important pour R-spondin1 dans 

la régulation des voies de signalisation Wnt au cours de la régénération du muscle 

squelettique. Les rôles de la famille R-spondin dans divers tissus sont connus. Par 

exemple, R-spondin1 est considéré comme un facteur mitogène des cellules 

souches adultes intestinales en potentialisant la voie Wnt/β-caténine (Kim et al., 

2005). Au cours de mon étude, j’ai montré que R-spondin1 possède un nouveau 

rôle non-mitogène dans le tissu musculaire squelettique puisque R-spondin1 ne 

contrôle pas l’expansion ou la maintenance de la population des cellules souches 

musculaires. Cependant, j’ai démontré que R-spondin1 est nécessaire pour la 

myogenèse régénérative, par le contrôle de la différenciation et de la fusion des 

cellules souches musculaires. Le retard initial de la différenciation des cellules 

déficientes pour R-spondin1 est ensuite compensé par une fusion secondaire rapide 

et anarchique des cellules, créant de larges myotubes multinucléées. 

 

 Au cours de la régénération du muscle squelettique, de nombreuses 

protéines Wnt sont sécrétées et participent à la régulation de la myogenèse adulte. 

Un défaut d’expression de Rspo1 cause une importante altération de l’activation de 

la voie Wnt/β-caténine, mettant en évidence le rôle de potentialisateur de R-spondin 

sur la voie Wnt canonique. J’ai également démontré que R-spondin1 régule 

négativement la fusion et la migration des progéniteurs musculaires, montrant un 

rôle antagoniste avec la voie non-canonique Wnt7a/Fzd7.  

  

 La voie Wnt canonique étant sur-activée en présence de R-spondin1, nous 

suggérons que cela affecte l’activation de la voie Wnt non-canonique. Dans les 

cellules déficientes pour R-spondin1, la voie Wnt/β-caténine ne peut être stimulée. 

Cela ne permet plus l’inhibition de la voie Wnt/Fzd7 et conduit à la régulation 
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I. R-spondin1 pendant la myogenèse développementale 

 

 R-spondin est une famille de protéines dont les gènes sont exprimés au 

cours du développement embryonnaire, contribuant à la différenciation sexuelle, au 

développement des ongles, du placenta ou des membres distaux. Bien que le rôle de 

R-spondin1 n’ait pas été décrit au cours de la myogenèse développementale, il a été 

démontré que ce gène est exprimé dans le tube neural et le mésoderme des 

embryons de souris (Nam et al., 2007a), suggérant un rôle de la protéine dans la 

mise en place des muscles squelettiques. Nos résultats montrent qu’une déficience 

totale de R-spondin1 n’altère ni l’intégrité ni la structure du Tibialis Antérieur de 

nos souris adultes, suggérant que R-spondin1 ne possède pas un rôle majeur dans le 

maintien de l’homéostasie du tissu musculaire. Basé sur cette observation, nous 

pouvons émettre deux hypothèses.  

 La première, et la plus simple, est que R-spondin1 n’est pas nécessaire pour 

le développement du muscle squelettique. Si R-spondin1 possédait un rôle crucial 

lors de la myogenèse embryonnaire, nous aurions observé un défaut de la structure 

du muscle adulte. 

 La deuxième hypothèse propose un rôle pour l’ensemble des protéines de la 

famille R-spondin dans la myogenèse développementale. Plusieurs études chez le 

xénope (Kazanskaya et al., 2004) ou la souris (Han et al., 2011) ont montré que 

Rspo2 est nécessaire pour la transcription de Myf5 et l’induction de la 

différenciation des précurseurs myogéniques au cours de la myogenèse primaire. Il 

est possible que R-spondin1 ait également un rôle dans la myogenèse embryonnaire, 

mais que son absence soit compensée par l’expression des autres R-spondins. 

  

 Une étude précise des embryons déficients pour R-spondin1 pourrait 

confirmer une de nos hypothèses.   
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II.  R-spondin1 pendant la myogenèse régénérative 

 

II. 1)  La dynamique des cellules satellites 

 

 R-spondin1 régule la prolifération cellulaire dans certains tissus. Par 

exemple, il a été démontré que R-spondin1 accroit la densité cellulaire par 

stimulation de la prolifération des cellules de l’endothélium de la cornée chez 

l’humain (Okumura et al., 2014). Dans ce tissu, R-spondin1 induit la prolifération 

cellulaire par induction de la progression des cellules dans la phase S, via 

l’expression de la Cycline D et la phosphorylation de la protéine p27 (Cyclin-

dependent kinase inhibitor 1B). Cependant, dans notre étude, les myoblastes 

primaires déficients pour R-spondin1 ne présentent aucun défaut de prolifération. 

De plus, le nombre de cellules satellites dans le Tibialis Antérieur en régénération 

n’est pas altéré par une absence de l’expression de R-spondin1. Selon le type 

cellulaire dans lequel il est exprimé, R-spondin1 agit sur différents mécanismes 

cellulaires. Le rôle prolifératif des R-spondins est donc tissu-dépendant.  

 

 

 

II. 2)  L’engagement dans le lignage myogénique 

 

 Dans les cellules myogéniques (C2C12 ou les myoblastes primaires), un 

traitement par la protéine recombinante R-spondin2 induit l’expression prématurée 

de Myf5 (Han et al., 2011). Nous avons émis l’hypothèse que R-spondin1 possède 

un rôle similaire à R-spondin2. Un défaut d’expression de Rspo1 limite l’expression 

de Myogénine dans les cellules satellites. Par analyse de transcriptome (Microarray), 

le gène MyoD a été identifié en tant que gène régulateur responsable de l’inhibition 

transcriptionnelle des gènes impliqués dans la différenciation des myoblastes 

primaires. Ces résultats démontrent que R-spondin1 participe positivement à 

l’expression des facteurs myogéniques. Cependant, le gène codant pour Myf5 dans 

les cellules déficientes pour R-spondin1 semble être surexprimé, suggérant qu’une 

altération de l’expression de R-spondin1 maintient les cellules dans un état de 



                                                                   DISCUSSIONS ET PERSPECTIVES 141 

prédifférenciation où les cellules restent activées. Ainsi, R-spondin1 est nécessaire à 

l’initiation et l’établissement de la différenciation cellulaire au cours de la 

myogenèse régénérative.  

 

 

 

II. 3)  Formation de nouvelles fibres musculaires 

 

 Le rôle des protéines R-spondins dans la fusion des cellules musculaires est 

mal établi encore à ce jour. Deux études effectuées par la même équipe de 

recherche, démontrent que R-spondin2 induit une augmentation de l’index de 

fusion et une augmentation de la taille des myotubes in vitro (Han et al., 2011). 

Dans notre étude, nous avons observé que les cellules musculaires déficientes pour 

R-spondin1 et exprimant la Myogénine ont une meilleure capacité de fusion dans 

les muscles aux premiers stades de régénération. De plus, en l’absence de R-

spondin1, les fibres musculaires régénérées possèdent significativement plus de 

noyaux centraux. Puisque les cellules musculaires différenciées et déficientes pour 

R-spondin1 présentent une grande capacité d’invasion et de migration, nous 

suggérons que le phénotype de fusion observé est directement lié à la capacité 

migratoire des cellules.  

En effet, plusieurs études prouvent que la fusion des myoblastes est directement 

influencée par le processus de migration cellulaire. Une inhibition de l’expression 

du gène codant pour la protéine membranaire CD164 réduit la motilité des cellules 

C2C12 et le nombre de myotubes multinuclées (Bae et al., 2008). De plus, une 

absence du récépteur Mannose (Jansen and Pavlath, 2006) ou de MOR23 (Olfactory 

Receptor 23) (Griffin et al., 2009) dans les cellules musculaires limite leur vitesse 

de déplacement ou leur directionnalité et la formation de nouveaux myotubes. Ces 

études montrent une corrélation étroite entre la migration des myoblastes et la 

fusion cellulaire. Cependant, une étude menée sur le rôle du récépteur de 

Prostaglandine dans les myoblastes démontre que les myoblastes déficients pour ce 

récépteur possèdent une meilleure motilité que les myoblastes contrôles mais 

présentent un défaut de fusion (Bondesen et al., 2007). Cela montre que la 

corrélation positive entre la migration et la fusion des cellules musculaires dépend 
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principalement de la protéine étudiée et de son rôle au sein de la cellules, et qu’elle 

n’est pas valable dans tous les modèles. 

  

 Nous pensons que les cellules Rspo1-/- possèdant une meilleure motilité vont 

accroitre leur probabilité de rencontre et de contact avec les précurseurs 

myogéniques. Ainsi, la probabilité de fusion est également augmentée. Nous 

proposons un modèle selon lequel R-spondin1 contribue à l’inhibition de la 

migration cellulaire. Ainsi, le contact membranaire entre cellules est limité et 

influence directement le processus de fusion cellulaire. Dans ce modèle, R-

spondin1 a un rôle antagoniste à celui de R-spondin2. En effet, alors que R-

spondin1 régule négativement la fusion, R-spondin2 facilite le contact entre cellules 

et la formation de nouvelles cellules plurinucléées (Han et al., 2011). Ainsi, notre 

étude montre un nouveau rôle pour une des protéines de la famille R-spondin au 

cours de la régénération musculaire.  

  

 Dans cette étude, le processus moléculaire de migration ou de fusion n’est 

pas étudié. Il serait intéressant d’analyser la polymérisation de l’Actine afin 

d’étudier le mécanisme de migration restreint par R-spondin1. De plus, plusieurs 

protéines telles que la M-cadhérine, la Vimentine, la Desmine et la Nestine sont 

essentielles pour la fusion entre cellules. Analyser l’expression génique, la 

localisation ou l’interaction entre ces protéines permettrait de comprendre par quel 

mécanisme moléculaire R-spondin1 régule la fusion des cellules myogéniques.  

 

 

III.  La signalisation Wnt est régulée par R-spondin1 

 

III. 1)  Activation de la voie Wnt/β-caténine 

 

 Dans la plupart des tissus de mammifères, la famille R-spondin régule 

positivement l’activation de la voie Wnt canonique via la stabilisation de la β-

caténine active (Li et al., 2009). In vitro et in vivo R-spondin1 accroit la stabilité de 
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la β-caténine active, initialement induite par les Wnt et permet l’expression des 

gènes cibles de la voie canonique (Kim et al., 2005). Ainsi, il a été montré que R-

spondin1 est un potentialisateur de la voie canonique dans divers tissus. Les 

signalisations Wnt jouent un rôle majeur dans la régénération du muscle 

squelettique. Une absence de R-spondin1 dans les myoblastes primaires altère 

l’expression des gènes cibles de la voie Wnt canonique, montrant que cette protéine 

est importante pour la stimulation de la voie canonique. De plus, une inhibition de 

l’expression de Rspo1 diminue la concentration de β-caténine active nucléaire. Nos 

résultats obtenus dans le muscle adulte sont concordants avec ceux observés dans 

plusieurs tissus : R-spondin1 est un potentialisateur de la voie Wnt canonique. 

L’absence de R-spondin1 altérant sensiblement la différenciation myogénique des 

cellules satellites, nous proposons un modèle selon lequel R-spondin1 favoriserait 

l’expression des facteurs myogéniques via l’activation de la signalisation Wnt. La 

protéine R-spondin1 induit la différenciation des myoblastes en stabilisant la β-

caténine et en potentialisant l’expression de MyoD et de Myogénine. 

 

 

 

III. 2)  Inhibition de la voie Wnt7a/Fzd7 

 

 L’activation de la cascade Wnt7a/Fzd7 induit la division symétrique et la 

migration des cellules satellites au cours de la régénération musculaire. Ces 

processus sont cruciaux pour maintenir la population des cellules souches (Le 

Grand et al., 2009) et initier la migration et la fusion des précurseurs myogéniques 

(Bentzinger et al., 2014). La régulation de l’activation de la voie non-canonique par 

la famille R-spondin n’a pas été démontrée dans les cellules musculaires. 

Cependant, il a été démontré que R-spondin3 active la voie Wnt non-canonique 

pendant le développement embryonnaire du Xenopus (Ohkawara et al., 2011). 

L’activation de cette voie par R-spondin a également été mise en évidence dans les 

cellules de mammifères (Shaikh et al., 2015). 

  

 Notre étude sur R-spondin1 démontre que la population de cellules souches 

musculaires est correctement maintenue en l’absence de cette protéine. Cela 
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suggère que R-spondin1 n’influence, ni négativement ni positivement, l’activation 

de la voie Wnt/PCP lors de la division cellulaire des cellules satellites.  

  

 Cependant, nous avons observé que R-spondin1 est nécessaire pour réguler 

négativement la migration des cellules musculaires. En empêchement l’activation 

de la voie Wnt7a/Fzd7 dans les cellules déficientes pour R-spondin1, nous avons 

rétabli la fonction migratoire correcte des cellules. Nous avons alors mis en 

évidence que R-spondin1 régule négativement la stimulation de la voie non-

canonique. La fonction de régulation de la voie non-canonique par R-spondin reste 

encore à être explorée au niveau moléculaire. Cependant, au niveau cellulaire, nous 

avons démontré que R-spondin1 peut inhiber l’activation de la voie Wnt7a/Fzd7 au 

cours de la régénération musculaire. Jusqu’à ce jour, ce rôle d’inhibition de           

R-spondin1 sur la voie non-canonique n’a pas été étudié, quelque soit le tissu ou 

l’espèce animale.  

  

 

 

III. 3)  L’interaction des voies Wnt 

 

 Les voies de signalisation Wnt canoniques et non-canoniques induisent des 

processus cellulaires et moléculaires bien distincts mais ont en commun plusieurs 

familles de protéines nécessaires à leur activation telles que les Wnt, les R-spondins, 

les Frizzled et les Lgr. Ainsi, l’activation exclusive et spécifique d’une voie Wnt est 

possible par l’interaction sélective entre les ligands et les récepteurs. Un 

antagonisme entre les voies a été mis en évidence dans divers tissus, suggérant une 

régulation fine de l’activation des voies. Par exemple, une injection de Wnt5a 

(permettant l’activation de la voie non-canonique) dans l’embryon du Xenopus 

antagonise les effets induits par une injection de Wnt8 (activant la voie canonique), 

montrant que la voie non-canonique possède un mécanisme de contrôle sur 

l’activation de la voie canonique (Torres et al., 1996). Plusieurs études ont prouvé 

que cette régulation peut être induite par la dégradation de la β-caténine (Topol et 

al., 2003) ou par l’inhibition du recrutement des partenaires nucléaires de la β-

caténine (Lee et al., 2010). 
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 Dans cette étude, nous avons mis en évidence un rôle antagoniste entre les 

voies Wnt dans les cellules musculaires, nécessaire pour la régénération du muscle 

squelettique adulte. Dans les cellules déficientes pour R-spondin1, le défaut 

d’activation de la voie canonique permettrait de sur-activer la voie non-canonique, 

montrant que R-spondin1 contribue à la régulation de l’activation des voies Wnt. 

Nous pensons que l’antagonisme entre ces deux voies Wnt s’effectue dans le 

cytoplasme. Nous proposons une hypothèse selon laquelle la protéine Dishevelled2 

serait nécessaire pour l’activation des deux voies, mais serait totalement recrutée 

lors de la stimulation de la voie Wnt/β-caténine dans les cellules musculaires en 

différenciation. Ainsi, cette protéine ne serait plus disponible pour l’activation de la 

voie Wnt7/Fzd7. Enfin, lorsque l’activation de la voie canonique est réduite, la 

protéine Dishevelled2 serait disponible pour la voie non-canonique. Il est également 

possible que l’antagonisme s’effectue au niveau de la membrane, par une 

neutralisation de récepteurs ou de ligands.  

 

 

IV. Expression de R-spondin1  

 

 Dans un grand nombre de types cellulaires, les ligands R-spondins et Wnt 

partagent la même régulation temporelle de leur expression (Chadi et al., 2009). 

Plusieurs études suggèrent que ces deux familles de protéines contrôlent 

réciproquement leur expression génique puisqu’un défaut d’expression d’un des 

gènes d’une famille induit une répression génique de l’autre famille (Yamada et al., 

2009 et Kamata et al., 2004). Cela montre qu’il existe un mode de régulation positif 

entre les R-spondins et les Wnt. Aucune publication ne démontre un tel mécanisme 

de régulation dans les cellules musculaires. Pendant mon Doctorat, nous avons eu 

pour objectif d’étudier l’expression génique de R-spondin1 dans les cellules 

primaires. Cependant, nos méthodes de quantification utilisées (qPCR) n’ont pu 

mettre en évidence l’expression de R-spondin1, par manque de sensibilité de 

l’expérience. De plus, R-spondin1 étant une protéine sécrétée, la détermination de 

sa localisation par Immunofluorescence est très complexe. Nous pensons, 

cependant, que R-spondin1 est exprimé dans les cellules satellites. Il a été mis en 
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évidence qu’une sur-expression de Pax7 dans les myoblastes primaires induit une 

forte expression génique de R-spondin1 (Soleimani et al., 2012), montrant que R-

spondin1 est exprimé dans les cellules satellites. Les protéines R-spondin1 et Wnt3a 

sont nécessaires pour l’initiation de la différenciation myogénique des myoblastes. 

Nous pouvons émettre l’hypothèse que R-spondin1 et Wnt3a contrôlent 

réciproquement leur expression et qu’ils sont fortement exprimés simultanément 

dans les myoblastes activés en prédifférenciation. Une étude prouve que R-

spondin1 est exprimé dans les cellules musculaires en différenciation (Han et al., 

2011). Analyser l’expression de R-spondin1 au cours de la régénération musculaire 

est difficile car l’expression transcriptionnelle de Rspo1 semble être régulée assez 

finement. Cependant, par étude des phénotypes causés par une délétion de Rspo1, 

nous pouvons conclure que R-spondin1 est nécessaire dès l’étape de l’activation des 

cellules souches musculaires.  

 

 

V.  R-spondin1 agit-il sur les autres cellules résidentes 

dans le muscle squelettique ? 

 

 L’interaction des cellules satellites avec d’autres types cellulaires résidants 

dans le muscle squelettique favorise la régénération musculaire. Les cellules 

immunitaires, endothéliales, interstitielles ou nerveuses sont essentielles pour la 

réparation du muscle squelettique. En effet, les cellules immunitaires sont les 

premières cellules recrutées sur le site de la lésion. Elles participent à l’activation 

des cellules satellites et les protègent de l’apoptose (Sonnet et al., 2006). Les 

cellules interstitielles comprennent notamment les FAPs (Fibro/adipogenic 

progenitors) et les PICs (PW1+ Pax7-). Ces cellules favorisent l’engagement 

myogénique des cellules satellites, stimulent la formation de nouvelles fibres 

musculaires et forment la matrice extracellulaire par sécrétion de Collagène, de 

Laminine et de Fibronectine (Uezumi et al., 2010). Les cellules endothéliales et 

nerveuses stimulent l’activation et la prolifération des cellules satellites (Arsic et al., 

2004). 
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En plus de son action sur les cellules satellites, la signalisation Wnt influence le 

développement du tissu conjonctif pendant la régénération musculaire. Une sur-

activation de la voie canonique induit un dépôt fibrotique autour des myofibres (von 

Maltzahn et al., 2012a).   

  

 Il est ainsi possible que l’absence de R-spondin1 dans les cellules résidentes 

du muscle squelettique en régénération altère leur fonction vis-à-vis des cellules 

souches musculaires. Basé sur ces éléments, est-ce R-spondin1 contrôle les 

fonctions des cellules environnantes du muscle squelettique ? 

  

 De futurs projets de recherche pourront donc s’intéresser au rôle de R-

spondin1 dans les différents types cellulaires permettant la régénération du muscle. 

Plus particulièrement, une altération de la fonction des FAPs affecte le métabolisme 

musculaire et la régénération du tissu (Farup et al., 2015). Ces cellules peuvent se 

différencier en adipocytes ou en fibroblastes et sécréter du Collagène, de la 

Laminine et de la Fibronectine dans le domaine extracellulaire. Des études 

préliminaires, menées pendant mon Doctorat, ne montrent pas une altération 

majeure de la prolifération des FAPs en l’absence de R-spondin1. Par coloration 

spécifique des cryosections de muscles adultes déficients pour R-spondin1, nous 

n’avons pas observé de dépôts lipidiques mais des structures abbérantes ont été 

observées dans le tissu conjonctif des muscles régénérés déficients pour R-spondin1. 

Toutefois, ces résultats restent préliminaires et des expériences plus poussées sont 

nécessaires pour confirmer que R-spondin1 a un impact dans la différenciation des 

FAPs. Afin d’étudier précisément le rôle de R-spondin1 dans les cellules non-

myogéniques résidentes dans le muscle squelettique, il sera nécessaire d’analyser la 

régénération musculaire de modèles murins d’invalidation conditionnelle pour R-

spondin1.  
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VI. Thérapie 

 

 L’utilisation de protéines R-spondin comme cible thérapeutique reste une 

possibilité nouvelle pour traiter les diverses pathologies. Le rôle potentiel 

thérapeutique de R-spondin1 a été étudié contre l’inflammation chronique du 

système digestif (Zhao et al., 2007) ou contre l’arthrose (Krönke et al., 2010). Cette 

protéine possède-t-elle également un rôle thérapeutique dans le muscle 

squelettique ?   

  

 Il est intéressant de savoir si une sur-expression de R-spondin1 permet 

d’améliorer la régénération musculaire. Nous avons injecté la protéine 

recombinante R-spondin1 dans un muscle en régénération d’une souris sauvage 

(données non montrées). Nous n’avons observé aucune altération de la dynamique 

ou de la différenciation cellulaire et de la morphologie musculaire, comparé au 

muscle contrôle. Nos résultats montrent qu’une injection de R-spondin1 dans le 

muscle n’améliore pas sa régénération. Cependant, nous ne pouvons pas affirmer 

qu’une plus forte dose de R-spondin1 n’améliorerait pas la réparation du muscle. Il 

est possible que la protéine injectée ait été dégradée rapidement avant qu’elle agisse 

sur les cellules satellites, que son effet soit également dose-dépendant ou que la 

protéine agisse pendant un laps de temps réduit et que nous l’avons injecté dans le 

muscle en dehors de cette période. L’injection de protéines recombinantes n’est pas 

la meilleure méthode pour analyser le potentiel effet thérapeutique de R-spondin1 

mais elle est la plus rapide et la moins coûteuse. Afin que nous puissions conclure à 

un effet thérapeutique de R-spondin1 au cours de la régénération musculaire, il sera 

nécessaire de procéder à une expérience d’éléctroporation. 

  

 Nous souhaitons étudier l’effet d’une délétion de Rspo1 dans un muscle de 

souris atteintes de myopathie. Pour cela, nous avons croisé les souris mdx, un 

modèle murin de Dystrophie Musculaire de Duchenne (Ohlendieck and Campbell, 

1991), avec nos souris déficientes pour R-spondin1. Dans le modèle mdx, le gène 

codant pour la Dystrophine possède une mutation non-sens, inhibant alors la 

transcription. Les manifestations phénotypiques de l’absence de Dystrophine chez 



                                                                   DISCUSSIONS ET PERSPECTIVES 149 

la souris restent moins sévères que celles observées chez l’humain. L’étude des 

muscles des souris mdx/Rspo1-/- est actuellement en cours. Les muscles 

squelettiques des souris mdx agées sont assujettis à une forte fibrose (Pastoret and 

Sebille, 1993). Une étude démontre qu’une injection de Wnt3a dans un muscle sain 

crée un dépôt de collagène semblable à celui observé dans un muscle dystrophique 

non injecté, et qu’une inhibition de la voie canonique dans les muscles 

dystrophiques réduit la fibrose (Trensz et al., 2010).. La protéine R-spondin1 

stimulant la voie Wnt/β-caténine dans le muscle squelettique, une inhibition de 

l’expression de Rspo1 permettrait d’inhiber l’activation de la voie canonique et de 

limiter le dépôt de collagène dans les muscles malades.  Nos prochaines études 

concernant le rôle de R-spondin1 dans les souris mdx pourraient mettre en évidence 

un potentiel thérapeutique de la protéine contre la Dystrophie Musculaire de 

Duchenne, par une thérapie génique.  
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