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Résumé 
 
 

La surdité est un problème de santé majeur qui touche une proportion toujours grandissante 

de la population mondiale. Ces pertes auditives résultent majoritairement de dommages causés aux 

cellules ciliées, impliquées dans la détection du son, ou de leurs neurones afférents présents au sein de 

l’oreille interne. Ces dommages sont irréversibles puisque ces cellules otiques sont incapables de 

régénérer. Parmi les facteurs en cause, la génétique joue un rôle prépondérant dans le développement 

des surdités neurosensorielles. Si de nombreux modèles murins existent, la translation à l’Homme des 

connaissances ainsi acquises n’est pas toujours efficace, et il est donc primordial de développer des 

modèles d’études humains éthiquement acceptables. Au cours de ce travail, nous avons utilisé les 

hiPSCs et leur différenciation en cellules ciliées de l’oreille interne afin d’étudier deux cas de surdités 

génétiques. Le premier est associé au syndrome d’Alström, une pathologie rare résultant de la mutation 

récessive du gène ALMS1. Les patients développent de nombreux symptômes d’intensité variable 

parmi lesquels l’obésité, le diabète de type II, une cardiomyopathie dilatée, des troubles rénaux et 

hépatiques, une rétinopathie et une surdité neurosensorielle bilatérale progressive. Le second gène 

étudié est le gène CDK5RAP2, dont la mutation mène à une forme de microcéphalie héréditaire 

primaire (MCPH) suite à la division asymétrique précoce des progéniteurs neuronaux. Bien que leurs 

mutations entrainent des phénotypes drastiquement différents, ces deux protéines essentielles à la 

fonction auditive sont exprimées au sein d’une même structure : le centrosome/corps basal des cellules.  

 

Au cours de ce travail, nous avons dans un premier temps confirmé l’expression centrosomale 

d’ALMS1 et de CDK5RAP2 dans les fibroblastes humains, les hiPSCs et les progéniteurs otiques 

dérivés de ces hiPSCs. Nous avons également noté des anomalies du centrosome lorsqu’ALMS1 ou 

CDK5RAP2 est muté. Ainsi, la mutation d’ALMS1 mène à un accroissement de la distance 

intercentriolaire corrélée à une réduction du marquage centrosomal de CNAP-1. La mutation de 

CDK5RAP2 aboutit également à une réduction du signal de CNAP-1 mais cette fois sans affecter la 

distance entre les centrioles. Ces résultats suggèrent que la protéine ALMS1 ancre CNAP-1 aux 

extrémités des centrioles et que, lorsqu’elle est mutée, trop peu de CNAP-1 est fixé à ces structures, 

entrainant un affaiblissement du lien intercentriolaire. Le lien entre les protéines CDK5RAP2 et 

CNAP1 est moins clair. CDK5RAP2 pourrait être impliquée dans le recrutement, la stabilisation ou la 

modulation des partenaires de CNAP-1. Son absence induit également une réduction significative des 

niveaux de γ-TUBULINE dans les fibroblastes CDK5RAP2, ainsi que des cassures dans la plaque 

équatoriale des hiPSCs en mitose. Cependant, les cellules CDK5RAP2 sont capables de former des 

fuseaux mitotiques et de se diviser. Ces résultats combinés à ceux disponibles dans la littérature 

actuelle suggèrent que CDK5RAP2 est important pour l’axe de division. Finalement, un modèle de 

différenciation 3D des hiPSCs en cellules otiques nous a permis de conclure que les mutations 

d’ALMS1 et de CDK5RAP2 n’impactent pas le développement de progéniteurs otiques. Certaines de 

ces dernières se différencient ensuite en cellules exprimant POU4F3, un marqueur précoce de cellules 

ciliées. Nous avons également pu observer dans les organoïdes ALMS1 la présence de cellules ciliées 

plus matures arborant à leur surface apicale une touffe stéréociliaire, ce qui est en accord avec 

l’apparition post-natale des surdités chez les patients atteints du syndrome d’Alström. Il est 

maintenant primordial de s’intéresser à la maintenance de ces cellules ciliées en réalisant des cultures 

à très long terme, ce qui peut être facilité par l’utilisation d’un bioréacteur. Notons que ces cellules 

ciliées plus matures n’ont jamais été observées dans les organoïdes CDK5RAP2, bien que le patient 



entende à la naissance. Ce résultat suggère qu’il existe, dans ce cas précis, un biais de notre modèle 

d’étude et qu’un mécanisme compensatoire est présent au cours du développement embryonnaire.



Abstract 
 

Hearing loss is a major public health concern, as it affects 5% of the worldwide population. 

Amongst the various causing factors, genetic mutations are implicated in 60% of early-onset hearing 

loss. Deafness is mainly due to irreversible damages caused to the sensory hair cells of the inner ear or 

to their afferent neurons. Animal models are commonly used to model human pathologies, 

unfortunately, the results obtained often failed to be translated to humans. Working with human 

models is thus essential to understand the mechanisms underlying hereditary hearing loss. In this 

context, we used hiPSCs and their differentiation into sensory hair cells to study two cases of 

hereditary deafness. The first one is due to the mutation of ALMS1 gene leading to Alström syndrome 

(AS). AS patients present several symptoms including obesity, type II diabetes, dilated 

cardiomyopathy, kidney and liver failures, retinopathy and childhood bilateral sensorineural hearing 

loss. The second case concerns a composite mutation on CKD5RAP2 gene leading to MCPH, a form 

of microcephaly, and progressive sensorineural hearing loss in childhood. Although both ALMS1 and 

CDK5RAP2 proteins are expressed at the centrosome/basal body of cells, our results suggest distinct 

roles in hair cells.  

 

We first confirmed the centrosomal expression of ALMS1 et CDK5RAP2 in wild type human 

fibroblasts, hiPSCs and otic progenitors (OSCs). Interestingly, ALMS1 mutation led to an increase in 

the intercentriolar distance correlated with a reduction of CNAP1 expression in fibroblasts, hiPSCs 

and OSCS. CDK5RAP2 also led to a reduction of CNAP1 immuno-labelling without affecting 

centriolar cohesion. Altogether, these results suggest that the mutation in ALMS1 reduces the 

anchorage of CNAP1 to the centrioles and weakens the intercentriolar root, thereby increasing the 

distance between centrioles. CDK5RAP2 is expressed in the pericentriolar material of the centrosome 

known to be a platform of protein recruitment. Upon CDK5RAP2 mutation, less CNAP1 proteins was 

recruited to the centrosome but it was not associated with cohesion splitting. CDK5RAP2 mutated 

fibroblasts also contain less γ-TUBULINE however, cells are still able to form mitotic spindles and to 

divide, similarly to ALMS1 mutated and wild type cells. We also showed that ALSM1 and CDK5RAP2 

mutated hiPSCs can be successfully derived into otic progenitors, indicating that the mutations do not 

affect progenitor development. ALMS1 and CDK5RAP2 mutated organoids both give rise to cells 

expressing POU4F3, an early marker of hair cells. In ALMS1 mutated organoids, these cells further 

differentiate into more mature hair cells expressing MYO7A and harboring a hair bundle-like 

structure at their apical surface. This is consistent with the fact that AS patients develop hearing 

impairment around 7 years of age, and that deafness likely results from otic cell degeneration. To study 

the maintenance of ALMS1 mutated hair cells, we plan to perform long term cultures of organoids, for 

which the use of a bioreactor such as CERO will be helpful. Interestingly, we never observed these 

mature MYO7A positive cells in CDK5RAP2 mutated organoids. As the patient was not deaf at birth, 

we absolutely need to determine if this absence of hair cells is inherent to our culture model and if it 

could be due to a missing a compensatory mechanism that happens during the embryonic development 

of the inner ear. 
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1. Anatomie de la cochlée 
 

La cochlée est la partie de l’oreille interne impliquée dans l’audition. Chez les mammifères, elle 

s’enroule sur elle-même pour former 2,75 tours de spire. Lorsqu’une spire est observée en coupe 

transversale (Figure 1), elle laisse apparaitre trois rampes contenant du liquide : le canal cochléaire, 

empli d’endolymphe, et les rampes tympanique et vestibulaire gorgées de périlymphe. Le canal 

cochléaire est séparé de la rampe vestibulaire par la membrane de Reissner et de la rampe tympanique 

par la membrane basilaire. Sur cette dernière repose l’épithélium sensoriel responsable de la fonction 

auditive : l’organe de Corti.  

 

L’organe de Corti est une structure hautement organisée faite de cellules de soutien (CS) ainsi 

que de cellules sensorielles ciliées (CCs) innervées par les neurones du ganglion spiral (NGSs). Les 

cellules ciliées s’agencent de part et d’autre du tunnel de Corti en une rangée de cellules ciliées internes 

(CCI) et 3 rangées de cellules ciliées externes (CCE). Alors que les CCI assurent la mécano-

Figure 1 : Représentation schématique de l’oreille interne. A) Représentation 3D de l’oreille interne 

composée du vestibule et de la cochlée. B) Lorsqu’elle observée en coupe transversale, la cochlée laisse apparaître 

trois canaux remplis de liquides : les rampes vestibulaire (RV) et tympanique (RT) gorgées de périlymphe et le 

canal cochléaire (CCo) empli d’endolymphe. Le canal cochléaire est séparé des rampes vestibulaires et tympaniques 

par la membrane de Reissner (Mb. De Reissner) et la membrane basilaire (Mb. Basilaire), respectivement. Sur la 

membrane basilaire repose l’épithélium sensoriel de la cochlée : l’organe de Corti. C) L’organe de Corti (OC) est 

une structure hautement organisée composée de plusieurs rangées de cellules sensorielles ciliées ainsi que différents 

types de cellules de soutien (CS). Les cellules ciliées internes (CCI), alignées sur une rangée, sont responsables de la 

mécano-transduction du signal sonore. Les cellules ciliées externes (CCE) forment trois rangées cellulaires et sont 

impliquées dans l’amplification du signal. La surface apicale des cellules ciliées est recouverte d’une touffe 

stéréociliaire s’ancrant dans la membrane tectoriale alors que leur base fait synapse avec les neurones du ganglion 

spiral (NGS).  

o 
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transduction du signal sonore, les CCE renforcent activement le mouvement de la membrane basilaire 

et amplifient l’intensité du signal (Davis, 1983; Purves et al., 2001). Chacune des CCs présente à sa 

surface apicale une touffe stéréociliaire typique organisée en « V » (Raphael and Altschuler, 2003). 

L’ensemble des touffes stéréociliaires pointe dans une même direction, ajoutant un niveau 

d’organisation supplémentaire à l’organe de Corti. Il est important de noter que chez les mammifères, 

la perte des CCs est un processus irréversible en raison de leur incapacité à se renouveler (Brigande 

and Heller, 2009). 

 

2. La physiologie de l’audition 
 

Pour qu’une onde sonore soit entendue, elle doit être captée par le pavillon de l’oreille externe 

qui la dirige vers le canal auditif. Au bout de ce canal, l’onde percute la membrane fibreuse tympanique 

reliée à la chaine des osselets de l’oreille moyenne. Elle s’amplifie alors en se propageant du marteau à 

l’enclume, puis de l’enclume à l’étrier. L’étrier étant lui-même connecté à la cochlée par la fenêtre ovale, 

il lui transmet les vibrations acoustiques perçues, ce qui entraine la création d’une onde au sein de la 

périlymphe des rampes vestibulaire puis tympanique (Figure 2). Ce mouvement génère une pression 

sur la membrane de Reissner en la déformant vers le canal cochléaire. Sous cette poussée, l’endolymphe 

incompressible n’a d’autre choix que de faire à son tour pression sur la membrane basilaire supportant 

l’organe de Corti (Hudspeth, 2014; Reichenbach and Hudspeth, 2014). Cela entraine le déplacement 

des CCs dont les touffes stéréociliaires sont ancrées dans la membrane tectoriale, et par là-même la 

déflexion synchronisée des stéréocils et l’ouverture des canaux mécano-sensitifs présents à leur surface 

(Dong and Olson, 2013). La différence de concentrations ioniques entre l’endolymphe et le cytoplasme 

entraîne une entrée massive d’ions potassium au sein des CCs, provoquant une dépolarisation et 

l’ouverture de canaux calciques voltage-dépendants. L’entrée d’ions Ca2+ mène au relargage de 

glutamate à hauteur de la synapse en ruban et au déclenchement de potentiels d’action dans les fibres 

nerveuses (Goutman et al., 2015). Le signal sonore au départ mécanique est donc transduit en un signal 

électrique qui peut être relayé le long des fibres nerveuses en passant les différents relais de la voie 

auditive avant d’atteindre le cortex auditif où l’information est finalement traitée. Soulignons que la 

fréquence des ondes sonores influent sur la région de la cochlée stimulée. Les sons les plus aigus sont 

ainsi détectés par les CCs situées dans le premier tour de spire (la base) de la cochlée, alors que les sons 

les plus graves sont perçus au niveau du dernier tour (l’apex).   
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3. Développement de l’oreille interne 
 

3.1. Développement précoce 
 

 
Le développement de l’oreille interne débute au niveau d’une zone d’ectoderme non-neural 

(NNE pour « Non-Neural Ectoderm ») située proche du rhombencéphale (Figure 3) et s’initie une 

semaine après la fécondation chez l’Homme (O’rahilly, 1963), soit à E7 (pour jour embryonnaire 

E7). Cette première étape est rendue possible par l’activation de la voie BMP. Elle est suivie par la 

formation de la région pré-placodale (PPR pour « Pre-Placodal Region ») résultant des inhibitions 

successives des voies de signalisation BMP et Wnt (Koehler et al., 2013; Pieper et al., 2012).  

Figure 2 : Transmission du signal acoustique dans la cochlée.  Après avoir traversé l’oreille externe, 

l’onde sonore est acheminée le long de la chaine des osselets jusqu’à atteindre l’étrier. Ce petit os, relié à la cochlée 

par la fenêtre ovale, lui transmet les vibrations acoustiques qui se répandent en vagues dans la périlymphe des 

rampes vestibulaire (RV) et tympanique (RT). Ces mouvements entrainent la déformation de la membrane de 

Reissner vers le canal cochléaire (CCo), poussant l’endolymphe vers la membrane basilaire sur laquelle repose 

l’organe de Corti. Les cellules ciliées, dont les touffes stéréociliaires sont ancrées dans la membrane tectoriale, 

oscillent au rythme des mouvements de la membrane basilaire, ce qui induit la déflexion des stéréocils et l’ouverture 

des canaux mécano-sensitifs. Suite à la dépolarisation des cellules ciliées, du glutamate est relargué au niveau des 

synapses en ruban. Le signal jusqu’alors mécanique est transduit en signal électrique pouvant être relayé le long 

de la voie auditive primaire jusqu’à atteindre le cortex auditif. NGS : neurones du ganglion spiral ; RT : rampe 

tympanique ; RV : rampe vestibulaire ; CC : canal cochléaire ; CCI : cellule ciliée interne ; CCE : cellule ciliée 

externe. Adaptation d’après le site http://www.ilocis.org et Xu 2018. 

o 

http://www.ilocis.org/
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Figure 3 : Développement embryonnaire des cellules souches blastocystaires en cellules 

cochléaires. Les cellules de la masse interne du blastocyste sont pluripotentes et donc capables de générer les trois 

feuillets embryonnaires : l’endoderme, le mésoderme et l’ectoderme. L’activation transitoire de la voie BMP induit 

la différenciation de l’ectoderme en ectoderme non-neural (NNE), caractérisé par l’expression de plusieurs 

marqueurs dont Tfap2a, Tfap2c et Gata3. La région pré-placodale (PPR) émerge sous l’effet combiné de 

l’activation de la voie FGF et l’inhibition des voies Wnt et BMP. La PPR exprime Six 1, Eya1 ainsi qu’Eya4 

et donne naissance au domaine des placodes épibranchiales et otique (OEPD) puis à la placode otique après 

activation des voies FGF et Wnt. Une partie des progéniteurs otiques présents se différencient alors en neurones 

du ganglion spiral alors que d’autres continuent à proliférer au sein du domaine pro-sensoriel. Certains de ces 

progéniteurs pro-sensoriels expriment des ligands de Notch et se différencient en cellules ciliées alors que ceux 

exprimant les récepteurs Notch se différencient en cellules de soutien.  
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La PPR est à l’origine des différents organes sensoriels. Les placodes épibranchiales et 

otiques (OEPD pour « Otic and epibranchial placode domain ») sont caractérisées par l’expression 

simultanée de Pax8 et Pax2 (Basch et al., 2016; Freter et al., 2008). Sous l’impulsion de la voie 

Wnt, l’expression de Pax2 augmente au sein de la placode otique (Taguchi and Nishinakamura, 

2017) qui s’invagine ensuite progressivement en une vésicule otique également appelée otocyste. 

Sa partie ventrale se développera en cochlée alors que la partie dorsale constituera le vestibule 

(Figure 4). Peu après la cinquième semaine de gestation1 chez l’Homme (soit S3 pour 3ème semaine 

post-fécondation) et dès E8,5 chez la souris, une population de cellules appelées neuroblastes migre 

de la région ventrale de l’otocyste vers le mésenchyme afin d’y établir les futurs ganglions spiral 

et vestibulaire. Peu de temps après, à E10-12 chez la souris et S10-11 chez l’Homme, des 

progéniteurs otiques exprimant Sox2 prolifèrent dans une région bien définie appelée domaine 

prosensoriel. 

 

 

 

 

 

 

3.2. Le ganglion spiral 

 
 

Le développement du ganglion cochléo-vestibulaire débute très tôt par la migration des 

neuroblastes au départ de l’otocyste (Figure 4). Vers S5 chez l’Homme, ce ganglion unique se 

scinde en deux parties distinctes : le ganglion vestibulaire et le ganglion spiral (Bibas et al., 2006). 

L’innervation de la cochlée par les neurones du ganglion spiral est hautement organisée et s’établit 

                                                             
1 Le nombre de semaines de gestation est calculé à partir du premier jour des dernières menstruations et 
correspond donc à l’âge fœtal (nombre de semaines depuis la conception) plus 2 semaines. 

Figure 4 : Développement de l’oreille interne humaine et murine. Le développement de l’oreille 

interne débute par la formation d’ectoderme non-neural dans une région proche du rhombencéphale au stade 

embryonnaire E6.5-7.5 chez la souris et E17-18 chez l’homme. Cette zone s’épaissit pour former la placode 

otique qui s’invagine ensuite dans le mésenchyme en une vésicule appelée otocyste. Le ganglion cochléo-

vestibulaire (GCV) est issu de la délamination de neuroblastes au départ de l’otocyste. La partie ventrale de la 

vésicule otique se développe en cochlée alors que la partie dorsale s’étoffe pour former le vestibule. 
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conjointement au développement du domaine prosensoriel dès E14.5 chez la souris (Zhang and 

Coate, 2017). In fine, les neurones font synapses avec les CCs de l’organe de Corti. On distingue les 

neurones afférents de type I innervant les CCIs et les neurones de types II connectant les CCEs 

(Appler and Goodrich, 2011). Les neurones de types I sont beaucoup plus nombreux (90 à 95% du 

nombre total des NGSs), plus gros et myélinisés, alors que les neurones de type II ne représentent 

que 5 à 10% des NGS, sont plus petits et amyéliniques. Plusieurs neurones de type I font synapse 

avec une CCI unique, alors qu’un seul neurone de type II peut connecter de 5 à 30 CCE (Fritzsch 

et al., 2015). Il est intéressant de noter que cette distinction en neurones de type I ou de type II est 

tardive, n’apparaissant qu’entre S18-20 chez l’Homme et à P6-7 (pour « post-natal ») chez la souris.  

 

Bien que moins bien décrite, la glie joue un rôle majeur dans l’audition. Elle est responsable 

de la myélinisation des axones des neurones de type I, ce qui optimise la transduction du signal 

électrique. Elle assure également aux neurones un support trophique essentiel à la croissance 

neuritique des NGSs  (Jeon et al., 2011). Il est à noter que les cellules gliales, qu’elles soient de 

Schwann ou satellites, dérivent de la crête neurale. 

 

3.3. L’organe de Corti 

 

L’organe de Corti se développe à partir du domaine prosensoriel (Figure 5). Progressivement, 

les cellules Sox2 positives quittent le cycle cellulaire sous l’influence de l’inhibiteur du cycle 

cellulaire p27kip1, en suivant une vague partant de l’apex vers la base de la cochlée (Kelley, 2006). 

Une partie des progéniteurs post-mitotiques commence alors à exprimer le facteur de transcription 

Atoh1, un régulateur clé de la différenciation en cellules sensorielles. Grâce à une boucle de 

rétrocontrôle positif, il favorise sa propre expression ainsi que celle d’autres gènes spécifiques aux 

CCs tel que Pou4F3 (Wu and Kelley, 2012). Parallèlement, son inhibition latérale mène à la 

différenciation en cellule de soutien.  
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Plus précisément, les CCs expriment les ligands DELTA-1 et JAGGED-2 capables de lier et 

d’activer les récepteurs transmembranaires Notch se trouvant sur les cellules adjacentes. Il y a 

alors clivage du récepteur, libération d’un fragment intracellulaire (NICD, Notch Intracellular 

Domain) et activation des facteurs de transcription « Hairy and Enhancer of Split » Hes1 et Hes5, 

deux inhibiteurs transcriptionnels d’Atoh1 (Lanford et al., 1999; Lee et al., 2017). Cette vague de 

différenciation part, cette fois-ci, de la base de la cochlée pour s’étendre vers l’apex et permet donc 

l’émergence des CCs aussi bien que cellules de soutien (Fekete et al., 1998; Laine et al., 2010; 

Oesterle et al., 2008). Les premières CCs apparaissent vers E15.5 chez la souris et vers S12-13 chez 

l’Homme. Elles co-expriment à ce stade SOX2 et des marqueurs de CCs tels qu’ATOH1, POU4F3 

et MYOSINE 7A (MYO7A), une protéine impliquée aussi bien dans la morphogenèse des 

stéréocils que dans la transduction du signal sonore. Au cours de leur maturation, les CCs perdent 

l’expression de Sox2 alors que celle-ci se maintient et se renforce dans les cellules de soutien. 

 

Il est important de mentionner que bien que la cochlée soit totalement développée à la 

naissance (soit à P0) chez la souris, elle n’est pas encore mature et ne sera totalement fonctionnelle 

qu’une quinzaine de jours plus tard. L’Homme est quant à lui capable de percevoir des sons dès 

S20-21 (Pujol et al., 1991). 

 

3.4. Formation de la touffe stéréociliaire 

 

Les stéréocils présents à la surface apicale des CCs sont des extensions cytoplasmiques 

constituées de filaments d’actine et ne sont donc pas, à proprement parler, des cils puisque ces 

derniers sont composés de microtubules. La seule véritable structure ciliaire présente à la surface 

des CCs est le cil primaire spécialisé nommé kinocil. Il est essentiel à l’organisation correcte de la 

touffe stéréociliaire (Figure 6). Le kinocil s’ancre et s’allonge à partir du centriole mère composant 

le corps basal (cf. Chapitre 6.1.1) avant d’émerger au centre de la surface apicale des CCs 

parallèlement à de nombreuses microvillosités enrichies en actine (Falk et al., 2015; Tilney et al., 

1992). Le kinocil migre alors vers le bord latéral distal de la cellule, entrainant avec lui plusieurs 

microvillosités qui s’allongeront en stéréocils et s’organisent en trois rangées de taille croissante 

connectées entre elles par des filaments protéiques. Ces liens apicaux assurent une déflexion 

Figure 5 (page précédente) : Schématisation du développement de l’organe de Corti. Les 

progéniteurs otiques prolifèrent au sein du domaine prosensoriel avant de quitter le cycle cellulaire sous 

l’impulsion de p27kip1. Une sous-population de progéniteurs exprime alors le facteur de transcription Atoh1, 

entrainant l’expression d’autres gènes spécifiques aux cellules ciliées tel que Pou4F3. Sox2 diminue très 

progressivement dans les cellules ciliées jusqu’à disparaître à leur stade mature, alors qu’’il reste présent dans 

les cellules de soutien. Schéma adapté à partir de la publication de Kelley, 2012. 
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synchronisée des stéréocils et permet l’ouverture des canaux mécano-sensibles qui y sont reliés 

(McGrath et al., 2017). Une fois développée, la touffe stéréociliaire est agencée en un V au sommet 

duquel se trouve le kinocil (Frolenkov et al., 2004).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Bien que le kinocil n’intervienne pas directement dans la perception du signal sonore, son 

altération affecte le développement de la touffe stéréociliaire et, secondairement, la fonction 

auditive. Il est à noter que le kinocil des CCs dégénère après la naissance (aux alentours de P10 

chez la souris) alors que les autres cellules cochléaires conservent leur cil primaire. Les pathologies 

résultant d’un défaut de formation, maintenance ou fonction du cil sont appelées ciliopathies et 

sont fréquemment associées à des pertes auditives (cf. Chapitre 6.1).  

 

 

 

 

Figure 6 : Formation de la touffe stéréociliaire. A) Le kinocil s’allonge à partir du corps basal et 

émerge au centre de la surface apicale des cellules ciliées précoces parmi les nombreuses microvillosités enrichies 

en actine. Il migre vers le bord latéral distal de la cellule en entrainant avec lui des stéréocils qui s’agencent 

alors en trois rangées de taille croissante. La touffe stéréociliaire mature est une structure organisée en V au 

sommet de laquelle se trouve le kinocil. B) Coupe transversale d’une touffe ciliaire. Les stéréocils sont composés 

d’actine provenant de la plaque cuticulaire alors que kinocil, en tant que véritable cil primaire, est composé de 

microtubules émanant du centriole mère. Les stéréocils sont connectés entre eux via des protéines 

extracellulaires formant les liens apicaux 
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4. Les cellules souches  

 

4.1. Embryogenèse précoce 

 

Chez les mammifères, le développement embryonnaire débute par la fusion des gamètes mâle 

et femelle en une cellule unique appelée zygote. Immédiatement après la fécondation, le zygote 

entreprend l’étape de segmentation au cours de laquelle il effectue une série de divisions cellulaires 

le menant au stade de morula (16 cellules) puis de blastocyste (64 cellules). Déjà au stade de 

blastocyste, la spécification cellulaire est présente : certaines cellules composent le 

trophectoderme et seront à l’origine des annexes embryonnaires, alors que d’autres constituent la 

masse interne destinée à former l’embryon lui-même (Shahbazi and Zernicka-Goetz, 2018). Les 

cellules de la masse interne prolifèrent pour donner lieu à l’endoderme primitif, remplacé plus tard 

par l’endoderme définitif, ainsi qu’à l’épiblaste (Figure 7). Les cellules de l’épiblaste ont la 

remarquable capacité de générer les trois feuillets embryonnaires (l’endoderme, le mésoderme et 

l’ectoderme) et donc l’intégralité des cellules du corps : elles sont dites pluripotentes.  C’est 

également à ce stade E4.5 chez la souris et E7 chez l’homme que l’embryon va s’implanter dans la 

muqueuse utérine et se connecter aux vaisseaux sanguins de l’endomètre (Pfeffer, 2018; Shahbazi 

and Zernicka-Goetz, 2018).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 7 : Embryogenèse précoce. La fusion des gamètes mâle et femelle aboutit à la formation d’une 

cellule unique, le zygote, qui entame rapidement le processus de segmentation au cours duquel elle va se diviser 

plusieurs fois sans que le volume total n’augmente. Lorsque les cellules atteignent le nombre de 16, on parle 

de morula alors que le stade 64 cellules est appelé blastocyste. On retrouve au sein du blastocyste précoce deux 

sous-populations cellulaires : les cellules pluripotentes de la masse interne, qui se développeront en embryon, et 

les cellules du trophectoderme qui, après l’implantation, envahiront la muqueuse utérine et seront à l’origine 

des annexes extra-embryonnaires. Représentation inspirée de celle de Thomson et Odorico, 2000. 
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L’embryon poursuit sa croissance au rythme effréné des divisions cellulaires et de leur 

spécification. Rapidement, des ébauches d’organes se distinguent et, en moins de trois mois chez 

l’homme, la majorité des tissus et organes sont formés. Ce tournant développemental est 

également marqué par un changement de terminologie : à ce stade, l’embryon laisse place au 

fœtus. 

 

4.2. Les cellules souches embryonnaires 
 

 
Dès 1981, des cellules souches embryonnaires murines (mESCs) issues de la masse interne 

de blastocystes avant l’implantation ont été isolées et mises en culture avec succès en présence de 

fibroblastes embryonnaires murins (MEFs) non-prolifératifs et de sérum de veau fœtal (Evans and 

Kaufman, 1981). La découverte du LIF (« Leukemia inhibitory factor ») comme facteur majeur 

sécrété par les fibroblastes a permis de s’affranchir de la culture sur MEFs (Smith et al., 1988; 

Williams et al., 1988). Plus tard, il a également été démontré que l’état pluripotent et prolifératif 

des mESCs pouvait être maintenu grâce à la combinaison d’un inhibiteur de GSK3 (CHIR99021) 

et d’un inhibiteur de MEK1/2 (PD0325901) (Bain et al., 2007), rendant obsolète l’utilisation du 

sérum de veau fœtal. Ce milieu est appelé 2i en raison de l’utilisation de deux inhibiteurs. 

 
Les mESCs issues de blastocystes pré-implantatoires sont dites « naïves », par opposition 

aux cellules souches post-implantation qualifiées alors de cellules ES « primed » épiblastiques 

(mEpiSCs) (Brons et al., 2007; Tesar et al., 2007). Il est intéressant de noter que les conditions de 

culture influencent la méthylation de l’ADN des cellules ES et par conséquent leur expression 

génique (Habibi et al., 2013; Leitch et al., 2013; Marks et al., 2012). Ainsi, les mESCs présentent 

des caractéristiques transcriptomiques plus proche du stade pré-implantation lorsqu’elles sont 

cultivées en milieu 2i/LIF et plus proches du stade épiblastique lorsqu’elles sont en présence de 

sérum (Boroviak et al., 2015). Plus intéressant encore, la plasticité des mESCs est telle qu’il est 

possible de passer d’une condition à l’autre, de façon réversible, simplement en changeant de milieu 

de culture (Joshi et al., 2015; Martin Gonzalez et al., 2016). Néanmoins, il a été récemment 

démontré que l’inhibition de MEK1/2 induisait à moyen terme une instabilité chromosomique 

importante. Cette dernière peut être évitée en utilisant un inhibiteur de Src, une protéine située 

plus en amont de la voie des MAP kinases que MEK1/2, mais au détriment de la naïveté des 

cellules souches qui se rapprochent alors des cellules épiblastiques (Choi et al., 2017). 

 
Presque 20 ans après la première mise en culture des mESCs, des cellules souches 

embryonnaires humaines (hESCs) ont pu à leur tour être isolées de la masse interne de blastocystes 

humains (Thomson et al., 1998). Il est intéressant de souligner que les hESCs possèdent un patron 
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d’expression génique plus proche des mEpiSCs que des mESCs naïves (Brons et al., 2007; Tesar et 

al., 2007), ce qui expliquerait leur tendance à se différencier spontanément. De plus, le maintien de 

leur état pluripotent et indifférencié nécessite l’ajout de FGF2 au milieu de culture, et ce même en 

présence de cellules nourricières telles que les MEFs (Thomson et al., 1998). Les mESCs et les 

hESCs diffèrent donc sur plusieurs points.  

 
Bien que les hESCs soient issues d’embryons surnuméraires obtenus après fécondation in 

vitro, leur utilisation reste éthiquement problématique. L’émergence des cellules souches 

pluripotentes induites humaines (hiPSCs) a permis de concilier la manipulation de cellules souches 

humaines et ces considérations morales. 

 

4.3. Cellules souches pluripotentes induites  
 

4.3.1. Reprogrammation naturelle 

 

Chez les mammifères, il existe plus de 200 types cellulaires différents exprimant 

chacun  un programme génique spécifique hautement régulé par les remaniements 

épigénétiques que sont la méthylation de l’ADN et les modifications des histones (Hassler et 

al., 2016). La reprogrammation est un processus effaçant ces marques épigénétiques et 

permettant leur réorganisation. Elle a lieu deux fois au cours de l’embryogenèse : lors du 

développement embryonnaire précoce avant l’implantation et lors de la formation des cellules 

germinales primordiales (CGP) (Navarro, 2011). La reprogrammation pré-implantatoire du 

génome paternel est un processus actif se déroulant dans les quelques heures suivant la 

fertilisation alors que le génome maternel est passivement remodelé lors des premières 

divisions des blastomères (C. R. Cederroth J.-D. Vassalli S. Nef, 2007). Dans les deux cas, la 

majorité des gènes parentaux est déméthylée, à l’exception d’une centaine d’entre eux soumis 

à l’empreinte parentale. La reprogrammation des CGP est, quant à elle,  plus large puisqu’elle 

conduit à la déméthylation globale du génome, y compris des gènes soumis à l’empreinte 

parentale, ainsi qu’à la réactivation du second chromosome X jusqu’alors inactif dans les 

cellules femelles (Azim Surani, 2014). 

4.3.2. Reprogrammation induite 

 

Puisque la reprogrammation naturelle réinitialise le programme épigénétique de ces 

cellules, est-il possible d’induire un processus similaire dans des cellules somatiques afin 

d’accéder à la pluripotence ? Un premier élément de réponse a été apporté en 1962 par le Dr. 
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Gurdon qui a réussi à obtenir des grenouilles viables après avoir transféré le noyau de cellules 

intestinales complètement différenciées de têtards dans des ovocytes énucléés de Xenope 

(Gurdon, 1962). Bien que le pourcentage de réussite ait été de l’ordre de 1.5%, cette découverte 

indique non seulement que les cellules somatiques possèdent la totalité des informations 

nécessaires à la formation d’un organisme complet, mais également que l’ovocyte énucléé est 

capable d’en activer les programmes géniques. Cette technique de reprogrammation par 

transfert de noyau de cellules somatiques a été appliquée avec succès aux mammifères bien des 

années plus tard, donnant naissance à la célèbre brebis Dolly en 1996 (Wilmut et al., 1997). 

 
 Cependant, ce sont les travaux du Dr. Yamanaka qui ont permis d’élucider les facteurs 

clés permettant la reprogrammation artificielle sans recourir à l’usage d’ovocytes. En effet, 

après avoir étudié les gènes impliqués dans le maintien de la pluripotence des ESCs, il isole 4 

gènes dont l’expression combinée permet de reprogrammer in vitro des fibroblastes 

embryonnaires ou adultes de souris en cellules souches pluripotentes dites « induites » 

(miPSCs) : Oct4, Sox2, Klf4 et c-Myc (OSKM) (Takahashi and Yamanaka, 2006). Moins d’un an 

plus tard et toujours grâce à la combinaison de ces 4 gènes, son équipe parvient cette fois à 

reprogrammer des fibroblastes humains en cellules iPS (Takahashi et al., 2007). 

 
 Penchons-nous un peu plus sur ces 4 facteurs de transcription clés. OCT4 est un 

facteur de transcription exprimé physiologiquement du stade zygote jusqu’à celui  de 

blastocyste pré-implantatoire (Plachta et al., 2011). Bien qu’il ne soit pas nécessaire à 

l’établissement de la pluripotence au cours du développement embryonnaire précoce, il est 

essentiel à son maintien (Wu and Schöler, 2014). En effet, en l’absence d’OCT4 les embryons 

murins sont capables de se développer jusqu’au stade de blastocystes mais les cellules de la 

masse interne se différencient ensuite massivement en cellules trophoblastiques, interrompant 

brutalement le développement embryonnaire (Le Bin et al., 2014; Nichols et al., 1998). De 

manière similaire, sa répression in vitro dans les mESCs et hESCs aboutit à la formation de 

trophectoderme (Hay et al., 2004; Zafarana et al., 2009). OCT4 est donc impliqué dans 

plusieurs processus biologiques (e.g. différenciation, dédifférenciation et autorenouvellement) 

qui diffèrent selon son niveau d’expression (Niwa et al., 2000). Il contrôle l’expression de 

nombreux gènes impliqués dans la pluripotence des cellules ES in vivo et in vitro.  

 
SOX2 est un gène codant pour un facteur de transcription de la famille SOX (pour 

« SRY related HMG-box ») exprimé dans les progéniteurs adultes de plusieurs tissus tels que 

l’estomac, la rétine, les gonades et le cerveau (Arnold et al., 2011; Episkopou, 2005; Kempfle et 

al., 2016; Surzenko et al., 2013). Au cours du développement embryonnaire, il est présent dans 
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les cellules pluripotentes de la masse interne et de l’épiblaste mais également dans les cellules 

multipotentes des annexes extra-embryonnaires (Avilion et al., 2003). OCT4 et SOX2 

s’associent pour former un complexe constituant un des principaux régulateurs de la 

pluripotence et de l’autorenouvellement des cellules ES (Avilion et al., 2003; Nichols et al., 

1998). 

 
 KLF4, un membre de la famille des facteurs de transcription Krüppel, est une protéine 

à doigt de zinc impliquée dans l’augmentation de l’expression du gène p53 suite à des 

dommages à l’ADN (Yoon et al., 2003). Il est également connu pour maintenir la pluripotence 

et l’autorenouvellement des cellules ES via l’activation de l’expression de NANOG. Ce dernier 

est un facteur de transcription essentiel au maintien de l’état indifférencié et à la pluripotence 

des cellules souches aussi bien in vivo qu’in vitro (Chambers et al., 2003; Mitsui et al., 2003). 

Son invalidation au cours du développement embryonnaire murin (Nanog -/-) ne semble pas 

empêcher la formation de cellules pluripotentes au sein de la masse interne du blastocyste mais 

provoque leur différenciation immédiate en endoderme extra-embryonnaire. De même, sa 

répression induite par ARN interférant dans les mESCs et hESCs en culture entraine leur 

différenciation en trophectoderme et en endoderme primitif suite à une augmentation de 

l’expression de GATA4 et 6 (Hyslop et al., 2005; Stewart et al., 2006), alors que sa 

surexpression soutient leur état indifférencié en absence de cellules nourricières (Chambers et 

al., 2003). 

 
C-MYC est un proto-oncogène codant pour une phosphoprotéine nucléaire qui 

interagit avec des dizaines de cofacteurs différents, assurant de cette façon la régulation de 

centaines de gènes impliqués dans de nombreux processus biologiques (e.g.  le remodelage de 

la chromatine, l’autorenouvellement des cellules souches et la différenciation cellulaire) (revus 

dans Conacci-Sorrell, McFerrin, and Eisenman 2014; Hann 2014).  

 
 Si ces facteurs ont la compétence d’effacer le programme identitaire de la cellule 

somatique et d’activer le programme de pluripotence, c’est grâce à leur caractère pionnier 

(Soufi et al., 2012, 2015). Les facteurs transcriptionnels pionniers sont en effet capables de se 

lier à la chromatine même lorsque son agencement est défavorable (Liu and Kraus, 2017). Ils 

recrutent ensuite des protéines impliquées dans le remodelage chromatinien afin de modifier 

l’accessibilité de l’entièreté du génome aux autres facteurs de transcription et modulateurs 

épigénétiques (Shakya et al., 2015). Ces derniers sont responsables de l’établissement de 

nouvelles régions régulatrices fonctionnelles, et donc de la constitution d’un nouveau 

programme identitaire.  
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 Il est intéressant de souligner que c-MYC n’est pas strictement nécessaire à la 

reprogrammation mais amplifie les effets des OSK en favorisant l’élongation transcriptionnelle 

via la régulation positive de l’ARN polymérase II (Papp and Plath, 2013). Les mécanismes 

moléculaires ne sont pas encore totalement élucidés, mais il semblerait que KLF4 agisse en 

amont du processus, via l’activation de la transcription d’OCT4, SOX2 et NANOG (Kim et al., 

2008). Ces derniers régulent alors leur propre expression ainsi que celle de nombreux autres 

gènes menant notamment à une augmentation des niveaux de HDAC1, une enzyme impliquée 

dans la déacétylation des histones, ainsi qu’au désengagement des facteurs de transcription 

(clairance de leur promoteur) impliqués dans l’application du programme génique de la cellule 

somatique en cours de reprogrammation (Chronis et al., 2017). Si cette répression des gènes 

somatiques est plutôt rapide et efficace, l’activation du programme de pluripotence est plus 

difficile et constitue une des étapes limitant le rendement de la reprogrammation induite 

(Apostolou and Stadtfeld, 2018). En effet, l’accessibilité d’OSKM aux régions gérant la 

pluripotence cellulaire est faible et nécessite une réorganisation de l’architecture 

chromatinienne. Cela peut mener à une reprogrammation incomplète et donc inefficace. 

L’apoptose couramment induite par la surexpression de C-MYC (Kim et al., 2018) ainsi que 

l’entrée en sénescence ou en apoptose des cellules exprimant fortement p53 suite à 

l’accumulation de dommages à l’ADN (Banito et al., 2009) diminuent également le taux de 

reprogrammation. 

 
La protéine p53, bien connue pour son rôle dans la sortie du cycle cellulaire et l’entrée 

en apoptose en réponse à des dommages irréparables de l’ADN, a été plus récemment étudiée 

pour ses implications dans l’autorenouvellement, la différenciation et la reprogrammation 

(Spike and Wahl, 2011). Son inhibition totale dans les fibroblastes murins et humains semble 

faciliter la reprogrammation en iPSCs mais réduit l’entrée en apoptose des cellules à l’ADN 

endommagé, aboutissant à une instabilité génomique importante (Brosh et al., 2013; Marión 

et al., 2009). Une approche plus modérée réduisant temporairement l’expression de p53 dans 

les fibroblastes grâce à l’utilisation de shRNA (Rasmussen et al., 2014) ou siRNA (Kawamura 

et al., 2009) permet d’obtenir les mêmes effets positifs sur l’efficacité de reprogrammation tout 

en maintenant un niveau basal de p53 suffisant pour assurer son rôle dans l’induction de 

l’apoptose. 

 
L’ajout de certaines molécules telles que la vitamine C ou des inhibiteurs de la 

méthylation de l’ADN et de la déacétylation des histones permet également d’accroître jusqu’à 

100 fois l’efficacité de reprogrammation. La vitamine C, un antioxydant bien connu, est capable 
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de piéger les espèces réactives de l’oxygène (ROS) produites en grande quantité au cours de la 

reprogrammation et d’en diminuer les effets délétères (Esteban et al., 2010). En outre, elle est 

nécessaire pour garantir l’activité de certaines dioxygénases impliquées dans les modifications 

épigénétiques (Esteban et al., 2010). La vitamine C contribuerait ainsi à réguler l’expression 

de certains gènes de pluripotence soumis à empreinte parentale (Stadtfeld et al., 2012). Les 

inhibiteurs de la méthylation de l’ADN ainsi que les inhibiteurs de HDAC influencent l’état de 

la chromatine et donc l’accessibilité des gènes cibles de OSKM. Si plusieurs composés s’avèrent 

efficaces tels que la 5-azacytidine, le SAHA (« suberoylanilide hydroxamic acid ») et la 

trichostatine A, le plus efficace reste à ce jour l’acide valproïque (VPA pour « Valproic acid ») 

(Huangfu et al., 2008).  

 

4.4. Mécanismes moléculaires impliqués dans le maintien de la pluripotence et de 

l’autorenouvellement  

 

Les cellules souches, qu’elles soient ES ou iPS, partagent les mêmes caractéristiques 

principales que sont l’autorenouvellement illimité in vitro et l’aptitude à se différencier en 

n’importe quel type cellulaire issus des 3 feuillets embryonnaires. Le maintien de ces facultés est 

complexe et repose sur de nombreux facteurs intrinsèques et extrinsèques. 

4.4.1. Les facteurs intrinsèques 

Le maintien de la pluripotence et de l’autorenouvellement des cellules souches est basé 

sur la modulation d’un réseau de gènes encore largement méconnu. Néanmoins, la communauté 

scientifique s’accorde sur le rôle clé de trois facteurs de transcription : NANOG, OCT4 et SOX2. 

Ce trio active et réprime plusieurs centaines de gènes, modulant de nombreux processus 

biologiques différents dont le remodelage de l’ADN, les modifications épigénétiques, l’inhibition 

de la différenciation en endoderme, mésoderme, ectoderme et en structures extra-embryonnaires 

ainsi que le maintien de la pluripotence, l’autorenouvellement et la survie cellulaire (Boyer et al., 

2005; Kim et al., 2008). La reprogrammation en cellules iPS nécessite d’ailleurs la modulation 

directe et indirecte de ces trois gènes clés (chapitre 4.3.2). Il est à noter que ces facteurs partagent 

de nombreuses cibles dont ils co-occupent les promoteurs. 

 

4.4.2. Les facteurs extrinsèques 

Plusieurs facteurs extrinsèques, sécrétés par les cellules nourricières, soutiennent la 

pluripotence et l’autorenouvellement des cellules souches murines et humaines in vitro. La 
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découverte des voies de signalisation modulées par ces facteurs ont permis de s’affranchir des 

cellules nourricières mais également d’offrir des conditions de culture plus reproductibles et 

contrôlées grâce à l’utilisation de diverses molécules modulant ces mêmes voies de signalisation. 

Il est important de souligner que, comme pour les facteurs intrinsèques, tout déséquilibre dans les 

niveaux de facteurs exogènes mène à la différenciation des cellules souches.  

 

 TGF-β 

 

La superfamille des ligands TGF-β regroupe plus de 35 cytokines parmi lesquelles les 

formes 1, 2 et 3 de TGF-β, l’activine, Nodal, les BMP (pour « Bone Morphogenetic 

Proteins »), les GDF (pour « Growth Differentiation Factors ») et MIF (pour « Mullerian 

Inhibitory Factor ») (Lifshitz and Frenkel, 2013). Il existe 12 récepteurs principaux 

possédant un domaine sérine/thréonine kinase du côté C-terminal : 7 récepteurs de type I 

(TβRI) et 5 récepteurs de type II (TβRII) (Link and Xiao, 1998). Lors de l’activation de la 

voie (Figure 8), le ligand se fixe aux récepteurs. TβRII phosphoryle alors le domaine 

kinasique de TβRI, ce qui entraine son activation et secondairement la phosphorylation de 

substrats cytoplasmiques, principalement les protéines SMADs (Mak et al., 2006). Au 

nombre de 8, elles se divisent en trois catégories : les SMAD régulées par les récepteurs ou 

R-SMAD (SMAD 1, 2, 3, 5 et 8), la SMAD co-médiatrice (SMAD4) et les SMAD inhibitrices 

(I-SMAD 6 et 7). Les R-SMAD phosphorylées par TβRI se complexent à SMAD4 avant 

d’être transloquées dans le noyau où elles interagissent avec d’autres protéines pour réguler 

les gènes ciblés par la voie TGF-β. Les SMAD inhibitrices sont en compétition avec les R-

SMAD pour se lier aux récepteurs TβRI et II, dont elles entrainent la dégradation (Shi and 

Massagué, 2003).  

 
Selon les ligands impliqués, la voie TGF-β se subdivise en deux catégories : la voie 

BMP/GDF/MIF et la voie TGF-β/Activine/Nodal. La voie BMP/GDF/MIF fait 

intervenir les R-SMAD 1, 5 et 9 alors que la voie TGF-β/Activine/Nodal implique les R-

SMAD 2 et 3. La voie TGF-β intervient dans la majorité des processus biologiques (e.g. 

croissance cellulaire, différenciation, migration, adhésion, etc.) (Lifshitz and Frenkel, 2013). 

Le résultat de son activation est contextuel et dépend des gènes régulés. Son implication au 

cours de l’embryogenèse n’est plus à prouver, notamment au cours de la différenciation des 3 

feuillets embryonnaires et de l’établissement des axes du corps  (Gatherer et al. 1990; Millan 

et al. 1991; Nawshad et al. 2005; Pelton et al. 1991; Roberts et al. 1988; Roberts and Sporn 

1992; M. Y. Wu and Hill 2009). La voie TGF-β/Activine/Nodal est fondamentale pour la 
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maintenance de l’état indifférencié et pluripotent des hESCs (James et al., 2005; Sato et al., 

2003). Notamment, les hESCs expriment Nodal et cette expression diminue lors de leur 

différenciation. De plus, son expression forcée inhibe la différenciation et impose le maintien 

de la pluripotence alors que l’inhibition de la voie TGF-β par le blocage spécifique d’ALK5 

(un récepteur de type TβRI) grâce au SB431542 induit la différenciation des hESCs (Vallier 

and Pedersen, 2005). Il est possible de cultiver les hESCs indifférenciées en l’absence de 

cellules nourricières en combinant LIF, TGF-β1 et FGF2 (Amit et al., 2004). De même, 

l’activation de la voie BMP semble agir de concert avec le LIF pour promouvoir 

l’autorenouvellement et la pluripotence des mESCs (Hollnagel et al., 1999; Ying et al., 2003).  
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 WNT /β-caténine 

 

La voie de signalisation Wnt se subdivise en trois axes : la voie canonique Wnt/β-

caténine et les voies non-canoniques PCP et Wnt/Ca2+. Nous discuterons ici de la voie la 

plus largement impliquée dans l’autorenouvellement et la pluripotence des cellules souches : 

la voie Wnt/ β-caténine. 

 
Les effets transcriptionnels résultant de l’activation de la voie Wnt/β-caténine 

nécessitent dans un premier temps l’accumulation de la β-caténine dans le cytoplasme et dans 

un second temps sa translocation dans le noyau. La β-caténine est liée de manière constitutive 

à un complexe protéique composé de diverses protéines dont l’axine et APC (pour 

« Adenomatous Polyposis Coli »), deux protéines d’échafaudage, ainsi que GSK3 et CK1, 

deux protéines kinases (Figure 9). La phosphorylation de la β-caténine par ce complexe 

entraine sa reconnaissance par l’ubiquitine-ligase E3 Trcp et sa dégradation par le 

protéasome, prévenant ainsi son accumulation cytoplasmique. La liaison d’un ligand Wnt au 

récepteur Frizzled et au corécepteur LRP5/6 provoque le recrutement de la protéine 

d’échafaudage Dishevelled (Dsh) qui mobilise à son tour l’axine, GSK3 et CK1.  La 

phosphorylation de LRP5/6 par GSK3 et CK1 accroît sa capacité de liaison à ces protéines 

et à l’axine. De plus en plus de protéines initialement impliquées dans le complexe de 

dégradation de la β-caténine se retrouvent mobilisées ailleurs, ce qui aboutit à l’accumulation 

cytoplasmique de la β-caténine et, in fine, à sa translocation nucléaire. Une fois dans le noyau, 

elle interagit avec les facteurs de  transcription TCF/LEF et met fin à la répression de leurs 

gènes cibles (MacDonald et al., 2009).  

Figure 8 (page précédente) : Schématisation de la voie de signalisation TGF-β. La voie TGF-β 

se subdivise en deux catégories selon les ligands impliqués : la voie BMP/GDF/MIF et la voie TGF-β, 

Activines et NODAL. Suite à la liaison du ligand aux récepteurs, ces derniers phosphoryles des protéines 

cytoplasmiques de la catégorie des R-SMAD (SMAD régulées par les récepteurs). Les R-SMAD phosphorylées 

interagissent alors avec la protéine co-médiatrice SMAD4 avant de rejoindre le noyau où elles activent la 

transcription des gènes cibles. De cette façon, la voie TGF-β intervient dans de nombreux processus biologiques 

tel que le cycle cellulaire, la prolifération, l’angiogenèse et l’apoptose.  
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A ce jour, une vingtaine de ligands sécrétés et plus d’une dizaine de récepteurs de la voie 

Wnt ont été découverts. Leur expression dynamique et parfois redondante alliée à leur 

caractère morphogène rend l’étude des rôles de la voie Wnt délicate. Sujet de très nombreuses 

revues, elle a été démontrée comme essentielle à l’établissement de l’axe antéro-postérieur, à 

la spécification cellulaire et tissulaire au cours de l’embryogenèse, mais a également été 

associée à la prolifération, la migration cellulaire et certains cancers (Clevers, 2006; Muñoz-

Descalzo et al., 2015; Reya and Clevers, 2005; Serio, 2014; Wu and Schöler, 2014). Dans le 

domaine des cellules ES, la voie canonique Wnt est décrite comme soutenant le maintien de 

la pluripotence. Ainsi, l’activation de la voie Wnt suite à l’inhibition de GSK3 couplée à 

l’inhibition de MEK permet de garder les mESCs à un stade naïf (cf. Chapitre 4.1) (Choi et 

Figure 9 : Schématisation de la voie de signalisation WNT/β-caténine. En condition basale, la 

ß-caténine est liée de façon constitutive à un complexe protéique composé de l’APC, l’Axine, GSK3, CK1 et 

DVL. Ce complexe protéique assure la phosphorylation de la ß-caténine qui est alors reconnue par une 

ubiquitine ligase et dégradée par le protéasome. Lorsque le ligand WNT se lie aux récepteur Frizzled et co-

récepteur LRP5/6, la protéine DVL est recrutée et entraine le complexe protéique jusqu’aux récepteurs, qui 

sont alors phosphorylés par GSK3 et CK1. L’accumulation du complexe aux récepteurs libère la ß -caténine 

qui est alors libre d’aller lever la répression des gènes cibles de la voie Wnt dans le noyau cellulaire.  
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al., 2017; Ying and Smith, 2017). L’activation de la voie Wnt régule positivement l’expression 

d’Oct4 et de Nanog (Sato et al., 2003). De façon similaire, les hESCs peuvent être maintenues 

indifférenciées en culture lorsque les voies Wnt et FGF sont activées (Lu et al., 2006). Ses 

effets sont, comme pour la voie TGF-β, dépendants du contexte cellulaire. 

 

 FGF : 
 

La voie des facteurs de croissance des fibroblastes (FGF pour « Fibroblast Growth 

Factor ») regroupe 22 ligands et 4 récepteurs FGFR (Sarabipour and Hristova, 2016). La 

majorité des ligands FGF sont sécrétés et interagissent avec des cofacteurs modulant leur 

activité. Ainsi, l’affinité et la spécificité des FGF canoniques pour leurs récepteurs sont 

modulés par l’héparane sulfate (Ornitz, 2000), un protéoglycan qui limite la diffusion des 

FGF dans la matrice extracellulaire et permet leur concentration localisée. En réponse à la 

fixation du ligand (Figure 10), le récepteur s’autophosphoryle avant de phosphoryler 

différents messagers secondaires permettant l’activation des voies RAS-MAPK, PI3K-AKT, 

PLCγ et STAT (Ornitz and Itoh, 2015).  

 

Figure 10 : Schématisation de la voie de signalisation FGF. La liaison d’un ligand aux récepteurs 

FGFR entraine l’autophosphorylation de ces derniers. Ils phosphorylent ensuite plusieurs protéines cibles 

permettant l’activation des cascades moléculaires RAS-MAPK impliquée dans la prolifération et la 

différenciation cellulaire ; PI3K- AKT impliquée dans la survie et le destin cellulaire ; PLCγ impliquée dans 

la migration, la morphologie et l’adhésion des cellules.  
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Au cours de l’embryogenèse précoce, la voie des FGF module la différenciation des 

cellules souches de la masse interne en cellules épiblastiques (Krawchuk et al., 2013; 

Yamanaka et al., 2010). Bien que l’utilisation de FGF2 dans les milieux de culture de mESCs 

et hESCs soit communément admise pour maintenir leur pluripotence, les mécanismes sous-

jacents ne sont pas encore clairs. Il semble que dans les cellules hESCs, la voie FGF active 

l’expression de NANOG en coopération avec SMAD2/3 (Greber et al., 2007; Li et al., 2007b). 

Elle supporterait également l’autorenouvellement des hESC (Ware et al., 2014) et 

favoriserait la sécrétion d’IGF2 par les cellules nourricières (Bendall et al., 2007). 

 

5. Différenciation des cellules souches en cellules ciliées 

 

5.1. Différenciation des mESCs  
 

 
Plusieurs protocoles de différenciation en CCs s’étendant sur une période de 18 à 30 jours 

ont été mis au point et publiés au cours des 15 dernières années (Figure 11). Ils consistent tous en 

une première étape de culture en condition non-adhérente qui favorise leur agrégation en 

structures appelées corps embryoïdes (EBs pour « Embryoid bodies »). L’organisation des cellules 

en EBs promeut la sécrétion de divers facteurs méconnus qui enclenchent la différenciation vers 

le destin ectodermique. Cette formation d’ectoderme peut être soutenue par l’ajout de plusieurs 

molécules telles que des inhibiteurs des voies de signalisation TGF-β et Wnt ou de l’IGF-1 (pour 

« Insulin-like Growth Factor 1 ») (Li et al., 2003; Oshima et al., 2010b; Ouji et al., 2012, 2017; 

Taura et al., 2014). Les cellules ectodermiques sont ensuite engagées vers un destin otique grâce 

à l’activation de la voie de signalisation des FGF, entrainant une augmentation détectable des 

niveaux d’expression de plusieurs marqueurs spécifiques de la placode otique tels que Pax2, Pax8 

et Six1 (Li et al., 2003; Oshima et al., 2010b; Ouji et al., 2012, 2017; Taura et al., 2014). Plusieurs 

possibilités existent ensuite pour dériver ces progéniteurs otiques en CCs. La plus simple consiste 

à priver les cellules de tout facteur de croissance exogène (incluant le sérum) et est suffisante pour 

observer des cellules exprimant Myo7a et Espine, deux marqueurs de CCs (Li et al., 2003). La co-

culture des progéniteurs otiques avec des cellules stromales de diverses origines permet d’obtenir 

des CCs arborant à leur surface apicale une touffe stéréociliaire fonctionnelle (Oshima et al., 2010b; 

Ouji et al., 2012; Taura et al., 2014; Yoshikawa and Ouji, 2016).  

 
Malheureusement, ces protocoles n’aboutissent qu’à une faible proportion de CCs, 

vraisemblablement par le manque de similarités avec les processus biologiques impliqués dans le 

développement embryonnaire de l’oreille interne. En effet, l’émergence d’un protocole tentant d’en 
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reproduire autant que possible les étapes clés a permis d’augmenter drastiquement le nombre de 

CCs obtenues à partir de mESCs (Abboud et al., 2016; Koehler et al., 2013; Koehler and Hashino, 

2014; Longworth-Mills et al., 2016). Comme pour les autres protocoles, les mESCs sont cultivées 

de manière à générer des EBs. Elles sont ensuite exposées à du BMP4 et au SB431542 (un 

inhibiteur de la voie TGF-β) afin d’orienter la différenciation vers le NNE. L’ajout d’un inhibiteur 

de BMP (LDN-193189) permet alors l’émergence de la PPR qui, en présence de FGF2, dérivera 

en cellules de l’OEPD. Finalement, les agrégats sont laissés une douzaine de jours en condition 

non-adhérente encourageant l’auto-organisation cellulaire dans un milieu de maturation 

contenant un activateur de la voie Wnt (CHIR99021). A la fin de ce processus, les agrégats 

contiennent non seulement plus de 1500 CCs fonctionnelles, mais également des cellules de 

soutien et des neurones, démontrant l’importance de l’auto-organisation et des interactions entre 

plusieurs types cellulaires au cours de la différenciation.   

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 

Figure 11 : Comparaison des protocoles de différenciation des mESCs en cellules ciliées. BMP: 

Bone Marrow Protein; EB: embryoid bodies; EGF: Epidermal Growth Factor; FGF: Fibroblast Growth Factor; 

hESCs: human Embryonic Stem Cells; hiPSCs: human induced Pluripotent Stem Cells; IGF-1: Insulin like 

Growth Factor 1; LIF: leukemia inhibitory factor; NNE: Non Neural Ectoderm; OEPD: Otic Epibranchial 

Placode Domain; PPR: PrePlacodal Region ; RA: Retinoic Acid; TGF- β:Transforming Growth Factor beta. 
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Il est intéressant de souligner que les mESCs étant faciles à obtenir et à maintenir en culture, 

l’utilisation des miPSCs n’apporte aucun avantage, ce qui explique le peu de travaux de 

différenciation en CCs à partir de ces cellules.  

 

5.2. Différenciation des hESCs et hiPSCs 

 

Deux stratégies distinctes ont été développées afin de différencier les hESCs et hiPSCs en 

CCs : l’une induisant directement la formation de progéniteurs otiques, l’autre passant par les 

stades intermédiaires de NNE et de PPR.  

 

Les progéniteurs otiques sont efficacement dérivés directement des hESCs et hiPSCs suite à 

l’activation de la voie des FGF. Il est important de souligner que ces progéniteurs sont composés 

en réalité de deux sous-populations spécifiques : les progéniteurs otiques neuronaux (PONs) et les 

progéniteurs otiques épithéliaux (POEs) (Chen et al., 2012; Ding et al., 2016). Il est possible 

d’enrichir les cultures en un sous-type de progéniteurs grâce à des dissociations séquentielles et 

des conditions de culture privilégiant la prolifération cellulaire. Lorsque les POEs sont exposés à 

de l’acide rétinoïque (RA) combiné à de l’EGF, deux facteurs connus pour promouvoir la 

différenciation en CCs dans la cochlée de mammifères, des cellules exprimant plusieurs marqueurs 

de CCs comme ATOH1, POU4F3 et MYO7A sont générées (Chen et al., 2012; Ding et al., 2016). 

L’absence de touffe stéréociliaire à leur surface apicale démontre cependant l’incapacité de ces 

facteurs à activer – seuls - le programme nécessaire à la maturation des CCs. A contrario, ils 

entrainent la différenciation en cellules arborant des stéréocils fonctionnels lorsque leur utilisation 

est combinée à de la co-culture avec des cellules stromales d’utricule de poulet (Chen et al., 2016; 

Ding et al., 2016; Tang et al., 2016), démontrant une fois de plus la capacité des cellules stromales 

utriculaires à sécréter des facteurs essentiels au développement de CCs. Ajouter au protocole une 

étape d’induction en PPR avant la différenciation en progéniteurs otiques aboutit au même 

résultat, à savoir la formation de CCs fonctionnelles mais peu nombreuses (Ohnishi et al., 2015).  

 
Comme dans le cas des mESCs, la différenciation des hESCs et hiPSCs en CCs est 

grandement améliorée lorsque le protocole appliqué se rapproche du développement 

embryonnaire. Ainsi, l’émergence du NNE est rendue possible par les inhibitions combinées des 

voies TGF-β et Wnt (Ealy et al., 2016; Ronaghi et al., 2014), mais semble plus efficace lorsque 

l’inhibition de la voie TGF-β est couplée à l’activation des voies FGF et BMP (Koehler et al., 

2017). De plus, s’il est clair que l’activation de la voie FGF est nécessaire à l’induction de la PPR 

(Ealy et al., 2016; Koehler et al., 2017; Ronaghi et al., 2014), l’ajout de RA (Ealy et al., 2016) ou 
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d’un inhibiteur de la voie BMP (Koehler et al., 2017) en accroît le rendement. Au cours du 

développement embryonnaire, une activation transitoire de la voie Wnt est nécessaire à la genèse 

des précurseurs de la placode otique. Cette étape peut être récapitulée in vitro (Koehler et al., 2017). 

Finalement, le maintien des cellules en culture non-adhérente dans un milieu de maturation sur 

une période de plusieurs mois suffit à la formation de structures complexes comprenant plusieurs 

types cellulaires parmi lesquels des cellules de soutien, un grand nombre de CCs fonctionnelles 

ainsi que des neurones venant connecter ces dernières pour former des synapses à ruban 

spécifiques des organes sensoriels (Koehler et al., 2017). A contrario, l’activation des voies FGF et 

BMP échoue à engendrer de tels résultats (Ronaghi et al., 2014), même en cas d’activation de la 

voie Wnt (Ealy et al., 2016). L’ensemble de ces résultats tend à prouver que la différenciation des 

cellules souches est un processus complexe qui nécessite la régulation rigoureuse de plusieurs 

voies de signalisation à des temps précis, mais également que chercher à obtenir des cultures pures 

de progéniteurs otiques et de CCs est contre-productif. A l’instar de ce qui se déroule 

naturellement au cours de l’embryogenèse, la formation conjointe d’autres types cellulaires 

parallèlement aux cellules otiques semble primordiale au succès de la différenciation in vitro des 

cellules souches pluripotentes. 
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6. Les surdités et déficiences auditives 

 

Les surdités se définissent par une augmentation du seuil audiométrique tonal de plus de 20dB 

(décibels) au niveau d’une ou des deux oreilles. Elles sont réparties en 4 catégories selon leur degré de 

sévérité : légères (perte audiométrique moyenne de 20 à 40dB), modérées (entre 41-70dB), sévères 

(entre 71-90dB) ou profondes (au-delà de 90dB) (Smith et al., 2005). Lorsque la déficience est légère, 

la plupart des bruits quotidiens sont toujours distingués mais une discussion menée à voix basse ne 

sera pas entendue. Les déficiences modérées entrainent des difficultés à entendre certains bruits mais 

une conversation peut être comprise lorsque la voix est élevée. Quand le degré d’atteinte est sévère, 

seuls les sons forts sont discernés, et seuls les sons graves très puissants sont perçus par les personnes 

souffrant de surdité profonde, sans qu’elles puissent les identifier.  

 
On distingue également les surdités de transmission et de perception (également appelées 

neurosensorielles) ; les surdités uni- ou bilatérales ; les surdités syndromiques ou non-syndromiques. 

Les surdités de transmission sont dues à un défaut de conduction de l’information sonore de l’oreille 

externe et moyenne vers l’oreille interne, par exemple lorsqu’il y a un corps étranger ou une 

déformation du canal auditif. Les surdités de perception résultent d’un problème au niveau cochléaire 

de l’oreille interne alors que les surdités mixtes, comme le laisse supposer leur nom, sont une 

combinaison des deux. Finalement, lorsque la surdité fait partie d’un ensemble de symptômes affectant 

d’autres organes, elle est qualifiée de syndromique et représente environ 30% des cas de surdités 

génétiques (Kalatzis and Petit, 1998).  

 
La multitude des facteurs pouvant aboutir à une déficience auditive en fait un problème de 

santé majeur pouvant toucher chacun d’entre nous. En effet, selon l’Organisation Mondiale de la Santé 

(OMS) plus de 466 millions de personnes, dont 34 millions d’enfants, sont directement concernées et 

ces chiffres ne cessent d’augmenter. Le vieillissement, la surexposition professionnelle ou récréative à 

des bruits intenses, l’utilisation de médicaments ototoxiques, certaines maladies infectieuses sont 

autant d’éléments pouvant être à l’origine d’une surdité. Le facteur génétique joue également un rôle 

important dans les déficiences auditives puisqu’il peut induire une sensibilité et une prédisposition aux 

surdités acquises. De plus, la moitié des cas de surdités congénitales ont une origine génétique (Nance, 

Figure 12 (page précédente) : Comparaison des protocoles de différenciation des cellules 

souches pluripotentes humaines en cellules ciliées. BMP: Bone Marrow Protein; EB: embryoid bodies; 

EGF: Epidermal Growth Factor; FGF: Fibroblast Growth Factor; hESCs: human Embryonic Stem Cells; 

hiPSCs: human induced Pluripotent Stem Cells; IGF-1: Insulin like Growth Factor 1; LIF: leukemia inhibitory 

factor; NNE: Non Neural Ectoderm; OEPD: Otic Epibranchial Placode Domain; PPR: PrePlacodal Region ; 

RA: Retinoic Acid; TGF-b: Transforming Growth Factor. 
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2003). Les gènes impliqués dans les surdités non-syndromiques sont codifiés : DFNA lorsque la 

transmission est autosomale dominante, DFNB lorsqu’elle est autosomale récessive et DFNX 

lorsqu’elle est liée au chromosome X. Au-delà de l’impact économique s’élevant à plus de 750 millions 

de dollars US par an à travers le monde, les surdités non-prises en charge entrainent un isolement 

social important. Il n’y a actuellement aucun traitement médicamenteux permettant de restaurer 

l’audition, les soins aux personnes touchées par les déficiences auditives consistant principalement à 

porter des prothèses auditives ou placer un implant cochléaire (Müller and Barr-Gillespie, 2015).  

 

6.1. Centrosome, cil et surdité 

 

6.1.1. Le centrosome et le cil primaire 

 

Le centrosome est un organite intrigant évoqué dès 1887 par le scientifique belge 

Edouard Van Beneden (Beneden, 1887) ainsi que par Theodor Boveri (Boveri, 1887). Déjà à 

cette époque, il est décrit comme une structure entourée de fibres cytoplasmiques qui se 

duplique au cours de la division cellulaire. Depuis, de très nombreuses études sont venues 

compléter ces observations et dévoiler peu à peu la complexité insoupçonnée de cette structure 

à l’apparence simpliste. Aujourd’hui, le centrosome est considéré comme le centre organisateur 

principal du réseau de microtubules au sein des cellules (MTOC pour « Microtubule 

organizing center »). En tant que tel, il est à l’origine de l’élaboration du fuseau mitotique dans 

les cellules en division. Dans les cellules quiescentes, il est appelé corps basal et il sert de point 

de départ à la synthèse d’une organelle composée de microtubules : le cil primaire.  
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D’un point de vue structurel, le centrosome/corps basal se compose de deux centrioles 

et du matériel péricentriolaire (MPC) (Figure 13). Les centrioles sont des cylindres composés 

de 9 triplets de microtubules alors que le matériel péricentriolaire correspond à l’assemblage 

de centaines de protéines fibreuses s’organisant autour des centrioles. Parmi celles-ci, on 

retrouve la protéine CDK5RAP2 (plus largement décrite au chapitre 6.3) mais également les 

complexes γ-TuRC (pour « γ-TUBULIN ring complex ») composés de γ-TUBULINE et de 

ses partenaires protéiques qui permettent l’initiation de la polymérisation de nouveaux 

microtubules. Soulignons également que la cohésion centriolaire est assurée par l’ancrage d’un 

pont de ROOTLETINE aux extrémités des centrioles via la protéine CNAP-1 (Mardin and 

Schiebel, 2012), elle-même recrutée par ALMS1. 

 

6.1.2. Biogenèse et duplication du centrosome : 

 

Au cours du cycle cellulaire, le centrosome doit se dupliquer pour que chacune des 

cellules filles puisse hériter d’un centrosome au moment de la division cellulaire (Figure 14). 

Ce processus s’initie en phase S par le bourgeonnement d’un procentriole, également appelé 

centriole fille, à la surface de chacun des centrioles mères. La maturation des procentrioles - 

correspondant à une élongation progressive - s’étend jusqu’en phase G2. Parallèlement, les 

protéines du MPC s’accumulent. Au cours de la mitose, les centrosomes se séparent. A ce stade, 

les cellules filles possèdent chacune un centrosome contenant deux centrioles orientés 

perpendiculairement et accrochés l’un à l’autre. Pour que les cellules puissent à nouveau 

effectuer un cycle cellulaire, il est primordial que les centrioles se séparent l’un de l’autre 

suivant un processus appelé « désengagement centriolaire » avant de se repositionner et d’être 

de nouveau reliés par des connecteurs protéiques (Bettencourt-Dias and Glover, 2007; Nigg, 

2007).   

 

Figure 13 (page précédente) : Structure du centre organisateur des microtubules. Il est composé 

de deux centrioles (mère et fille) reliées entre elles par des protéines et entourées d’un nuage de fibres 

protéiques constituant le matériel péricentriolaire (MPC). Au sein du MPC, les complexes γ-TuRC assurent 

la nucléation des microtubules et sont à l’origine de l’initiation de nouveaux microtubules. Dans les cellules 

en division, le centre organisateur des microtubules est appelé centrosome et il est impliqué dans la formation 

du fuseau mitotique. Dans les cellules en quiescence, il migre en bordure cellulaire et s’ancre à la membrane 

plasmique. Il est alors appelé corps basal et permet l’émergence d’une structure riche en microtubules : le cil.  

Illustration adaptée d’après Babelanne et al. 2014. 
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Lorsque la cellule entre en quiescence, le centrosome migre en bordure cellulaire pour 

devenir le corps basal et permettre l’édification du cil primaire. Chaque nouvelle entrée de la 

cellule dans le cycle cellulaire s’accompagne d’une résorption progressive du cil primaire qui 

finit par disparaitre. Ces cycles de construction/déconstruction du cil sont possibles grâce au 

transport intra-flagellaire (IFT pour « Intraflagellar transport ») de nombreuses protéines 

(Pedersen and Rosenbaum, 2008) 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14 : Biogenèse et duplication du centrosome au cours du cycle cellulaire. Pour que les 

cellules filles puissent chacune hériter d’un centrosome, le centrosome se duplique au cours du cycle cellulaire. 

Ce processus s’initie en phase S par le bourgeonnement de procentrioles perpendiculairement aux centrioles 

existants (1). Les procentrioles s’allongent en phase G2 (2) et les protéines du MPC s’accumulent jusqu’à 

former deux centrosomes distincts. Au cours de la phase M, ces derniers se séparent (3). Finalement, le 

procentriole se détache du centriole mère suivant un processus appelé désengagement centriolaire afin de se 

repositionner (4). Les centrioles sont alors reliés par un pont protéique. Dans les cellules en quiescence, le 

centrosome migre en bordure cellulaire où il s’ancre à la membrane plasmique pour former le corps basal. Le 

corps basal est le pied à partir duquel s’érige le cil. CM : centriole mère ; CF : centriole fille. Illustration 

adaptée de Bettencourt-Dias et al. 2008. 
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6.1.3. Les fonctions du centrosome 

 

En tant que centre organisateur des microtubules, le centrosome joue un rôle 

primordial dans l’établissement du cytosquelette cellulaire. Il influence donc la morphologie 

des cellules et pourrait intervenir notamment dans leur migration (Pallesi-Pocachard et al., 

2016; Zhang and Wang, 2017). Au cours de la mitose, les centrosomes s’éloignent jusqu’à se 

placer de part et d’autre du noyau où ils permettent la nucléation et l’élongation des fuseaux 

mitotiques à partir des pôles. Dès lors, toute anomalie numérique des centrosomes peut affecter 

la ségrégation des chromosomes et conduire à une instabilité génomique ainsi qu’à la 

désorganisation cellulaire. L’amplification anormale des centrosomes est régulièrement 

observée dans les cancers et pourrait contribuer à la progression tumorale (Gönczy, 2015; 

Levine et al., 2017; Ogden et al., 2017). Toutefois, cette hypothèse fait l’objet de nombreux 

débats dans la littérature puisque certains considèrent l’aberration centrosomale comme une 

conséquence plutôt qu’une cause de la pathologie (Coelho et al. 2015; Levine et al. 2017; Vitre 

et al. 2015). Etonnamment, la perte du centrosome par ablation au laser n’abolit pas la capacité 

à créer un centre organisateur des microtubules complet et fonctionnel. En effet, il existe une 

voie secondaire dite « acentriolaire » permettant de s’affranchir de la présence d’un centriole 

pour générer un fuseau mitotique, mais la moitié des cellules échouent à se diviser et aucune 

ne parvient à répliquer son ADN au cycle suivant (Doxsey et al., 2005). 

 
Outre son rôle majeur lors de la division, le centrosome influence également la 

progression du cycle cellulaire grâce au recrutement de nombreuses protéines régulatrices 

(Conduit et al., 2015). La présence de la protéine AKA450 au sein du MPC serait essentielle au 

cours de la transition de la phase G1 vers la phase S (Keryer et al., 2003) alors que le 

recrutement de la kinase CHK1 (pour « Checkpoint Kinase 1») au niveau du centrosome serait, 

quant à lui, essentiel à la régulation de l’activité du complexe CDK1-CyclineB et la transition 

G2/M. L’absence de CHK1 au centrosome provoque une entrée en mitose précoce (Krämer et 

al., 2004). Ainsi, toute anomalie des centrosomes, mais cette fois en termes de composition ou 

de structure, peut également influencer le nombre de cellules filles produites en agissant sur 

le cycle cellulaire des cellules en prolifération. De plus, les mutations de gènes codant pour des 

protéines impliquées dans la duplication et/ou la maturation du centrosome sont à l’origine de 

pathologies humaines, dont la microcéphalie héréditaire primaire (MCPH). Les patients 

atteints de MCPH présentent un retard intellectuel de sévérité variable accompagné de retards 

du développement moteur et linguistique (Verloes et al., 2013) et, dans certains cas, d’une 

déficience auditive. Ces microcéphalies semblent résulter d’un appauvrissement du nombre de 

progéniteurs neuronaux au cours du développement cérébral (Bond et al., 2005a; Evans et al., 
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2006; Lizarraga et al., 2010a). Parmi les gènes associés à la MCPH se trouve le gène 

CDK5RAP2 décrit au chapitre 6.3. 

 

6.1.4. Les fonctions des cils cellulaires non-motiles 

 
L’immense majorité des cellules présentent à leur surface un cil primaire non-motile 

composé de 9 doublets de microtubules s’organisant en une structure cylindrique dite 9+0. 

Longtemps considéré comme une organelle vestigiale, le cil primaire est maintenant décrit 

comme une véritable antenne cellulaire. Il agit non seulement comme un senseur biologique 

en assurant la détection de signaux extracellulaires, mais il intervient également dans la 

réponse à ces signaux via la régulation de diverses cascades de signalisation (e.g. Hedgehog, 

Wnt, PDGFα) (Mukhopadhyay and Rohatgi 2014; Nigg and Raff 2009). Depuis plusieurs 

années, un lien entre le cil et la polarité cellulaire a été avancé (Hua and Ferland, 2018; 

Wallingford, 2010), mais les mécanismes moléculaires sous-jacents sont encore largement 

méconnus. Tandis que certains attribuent au cil un rôle fondateur de polarité, d’autres pensent 

que la localisation du corps basal et la formation du cil sont instruites par les protéines de 

polarité (Boutin et al., 2014; Goetz and Anderson, 2010). Comme évoqué au chapitre 3.4, bien 

qu’il ne soit pas directement impliqué dans la détection du son, le kinocil des cellules 

sensorielles cochléaires est essentiel à l’organisation de la touffe stéréociliaire sans laquelle la 

détection des sons n’est pas possible (Falk et al., 2015). 

 
Dans les cellules post-mitotiques, les défauts de positionnement, de genèse, 

d’élongation ou de la fonction du cil aboutissent à de nombreuses pathologies regroupées sous 

l’appellation « ciliopathies ». Les manifestations cliniques sont variables d’une ciliopathie à 

l’autre. Ils peuvent concerner un ou plusieurs tissus et présentent souvent des sévérités 

différentes selon les individus (Hildebrandt et al., 2011). Certaines d’entre elles comportent des 

troubles auditifs (Baker and Beales, 2009; Tobin and Beales, 2009; Ware et al., 2011). C’est 

notamment le cas du syndrome d’Alström.  

 

6.2. Le syndrome d’Alström et le gène ALMS1 
 

 
Le syndrome d’Alström est une maladie monogénique récessive extrêmement rare recensant 

moins de mille cas à travers le monde depuis sa description en 1959 (Alstrom et al. 1959). Elle 

résulte de la mutation du gène ALMS1 (Collin et al., 2002). Les premiers signes cliniques sont des 

troubles de la vision et une photophobie intense apparaissant quelques semaines à peine après la 



Introduction 

 

naissance. Rapidement, les manifestations de la maladie se font plus nombreuses (Figure 13) : 

obésité (Marshall et al., 1997), atteintes rénales et hépatiques (Connolly et al., 1991), 

cardiomyopathie dilatée (Michaud et al., 1996), hyper-insulinémie évoluant fréquemment en diabète 

de type II, retards mentaux et linguistiques, rétinopathie et surdité neurosensorielle bilatérale 

progressive (Marshall et al., 1997; Welsh, 2007). Bien que ces atteintes soient caractéristiques de la 

pathologie, les symptômes et leur intensité varient d’un patient à l’autre indépendamment de la 

mutation portée par le gène. En effet, même des jumeaux homozygotes affectés par le syndrome 

d’Alström peuvent présenter une variabilité dans la sévérité de leurs symptômes cliniques 

(Hollander et al., 2017). L’espérance de vie des patients dépasse rarement les 40 à 50 ans.  

 

 

 

 

 

 

 

Le gène ALMS1 comporte 23 exons et s’étend sur plus de 230 000 paires de bases au niveau 

du chromosome 2p13 chez l’Homme. L’exon 8 se distingue des autres par 34 répétitions imparfaites 

d’une courte séquence d’environ 140 paires de bases dont le rôle n’est pas connu. Après épissage 

alternatif, 4 transcrits sont détectables dans des extraits de cerveaux et testicules (Collin et al., 

2002). De très nombreux SNPs (pour « Single-nucleotide polymorphism ») ont également été 

recensés, ce qui pourrait expliquer en partie la variabilité des symptômes d’un individu à l’autre. A 

ce jour, plus d’une centaine de mutations du gènes ALMS1 ont été associées au syndrome d’Alström 

(Marshall et al., 2011). La plupart sont localisées dans les exons 8, 10 et 16 et provoquent un 

décalage du cadre de lecture, entrainant la production d’un codon stop prématuré (Collin et al., 

2005).  

 

Figure 15 : Schéma reprenant les principales manifestations cliniques du syndrome d’Alström. 
Les pourcentages de patients présentant chaque symptôme mentionné proviennent d’une étude menée par Marshall 
en 2005 sur une cohorte de 182 patients.  
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ALMS1 est une protéine de 461kDa exprimée au niveau du centrosome et du corps basal de 

la plupart des cellules humaines (Hearn et al., 2005). Bien que ses rôles ne soient pas encore 

clairement établis, sa déplétion par petits ARN interférants induit la formation de cils plus courts 

insensibles aux stimulations mécaniques dans les cellules rénales de souris (Li et al., 2007a). La 

perte d’ALMS1 s’accompagne d’une diminution de l’expression centriolaire de la protéine C-NAP1 

(Knorz et al., 2010) et d’une l’accumulation des récepteurs Notch dans les endosomes tardifs des 

cellules humaines HEK293 (Leitch et al., 2014). Ces résultats suggèrent un problème de transport 

et de recyclage dans les cellules déplétées pour ALMS1. Un défaut de transport, bien que léger, a 

également été observé dans des fibroblastes provenant de patients atteints du syndrome d’Alström 

(Collin et al., 2012). De plus, les fibroblastes de certains patients présentent un cycle cellulaire plus 

long, une résistance à l’apoptose et une plus forte adhérence à la matrice extracellulaire (Zulato et 

al., 2011). Quant à la cardiomyopathie dilatée observée dans certains cas, elle trouve son origine 

dans l’activité mitotique anormalement élevée des cardiomyocytes mutés (Louw et al., 2014). Il 

semble donc que la protéine ALMS1 soit impliquée directement ou indirectement dans la régulation 

du cycle cellulaire, le transport intracellulaire et la ciliogenèse, et que l’impact de sa mutation varie 

d’un type cellulaire à l’autre, complexifiant l’étude et la compréhension du syndrome d’Alström.  

 

6.3. La microcéphalie autosomale récessive primaire et le gène CDK5RAP2  
 

 
La microcéphalie autosomale récessive primaire (MCPH) est une affection génétique 

caractérisée par une réduction significative de la circonférence du crâne sans altération majeure des 

structures cérébrales (Bond et al., 2005a; Issa et al., 2013). Sa prévalence mondiale est très faible, 

de l’ordre de 1 pour 1 000 000, et la maladie touche plus fréquemment les familles consanguines. A 

ce jour, les mutations de 11 gènes ont été associés à la MCPH : MCPH1, WDR62, CEP152, CEP63, 

CEP135, ASPM, CENPJ, STIL, CASC5, PCM et CKD5RAP2. Soulignons que la grande majorité 

d’entre eux code pour des protéines centrosomales et que toutes interviennent directement ou 

indirectement au cours de la mitose (Table 1). Les défauts de prolifération qui s’ensuivent affectent 

les progéniteurs neuronaux, ce qui cause ultérieurement une réduction significative de la taille du 

cerveau (Bond et al., 2005b; Lizarraga et al., 2010a; Megraw et al., 2011).  

 
Le gène CDK5RAP2 (pour « CDK5 regulatory subunit associated protein 2 ») se situe sur le 

chromosome 9 chez l’Homme (Graser et al., 2007b). Il se compose de 39 exons et est exprimé de 

façon ubiquitaire (Ching et al., 2000). Son épissage alternatif mène à la production de quatre 

isoformes protéiques. Les mutations de CDK5RAP2 entrainent une MCPH chez les patients, et 

certains cas s’accompagnent de déficience auditive (Pagnamenta et al., 2012).  
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Physiologiquement, la protéine CDK5RAP2 se localise principalement au niveau du 

centrosome, bien qu’elle ait également été détectée dans l’appareil de Golgi de trois lignées 

cellulaires différentes (MCF-7, RPE-1 et Hela) (Wang et al., 2010). Si son rôle au niveau de 

l’appareil de Golgi n’est pas connu, elle a été démontrée comme essentielle à la cohésion entre les 

centrioles (Graser et al., 2007b). D’un point de vue mécanistique, elle interagit avec d’autres 

composants du MPC et du centrosome tels que la péricentrine et la γ-tubuline. Plus précisément, 

elle semble être recrutée par la péricentrine (Graser et al., 2007b) et est nécessaire à l’ancrage des 

anneaux de tubuline γ-TuRCs (pour « γ-Tubulin Ring Complex »), des complexes protéiques 

essentiels à la formation des fuseaux mitotiques lors de la division cellulaire (Fong et al., 2008). La 

déplétion de CDK5RAP2 par petits ARN interférants dans les cellules HEK293T et U2OS interfère 

avec la nucléation centrosomique et acentrosomique des microtubules sans affecter l’assemblage 

des γ-TuRCs, suggérant que CDK5RAP2 intervient dans l’attachement de ces structures au 

centrosome (Choi et al., 2010).  

 

Table1 : Liste et description des gènes associés à la microcéphalie autosomale récessive primaire 
 

Nom Nom complet Localisation Fonction 

MCPH1 Microcephalin Noyau 

Régulateur de la condensation des 

chromosomes (Trimborn et al., 2004). 

Maintient la phosphorylation inhibitrice 

de CDK1, prévenant ainsi une entrée 

précoce en mitose (Alderton et al., 2006) 

WDR62 
WD repeat-containing 

protein 62 

Noyau et 

centrosome 

Intervient dans la duplication des 

centrioles (Kodani et al., 2015) 

CEP152 
Centrosomal protein, 

152kD 
Centrosome 

Intervient dans la duplication des 

centrioles et l’organisation du matériel 

péricentriolaire (Dzhindzhev et al., 2010) 

CEP63 
Censtrosomal protein, 

63kD 
Centrosome 

Recrute CDK1au niveau du centrosome 

(Loffler et al., 2011) 

CEP135 
Centrosomal protein, 

135kD 
Centrosome 

Nécessaire à l’assemblage des centrioles et 

du corps basal (Carvalho-Santos et al., 

2010) 
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ASPM 

Abnormal Spindle-

like, Microcephaly-

associated 

Fuseau 

mitotique 

Essentielle au maintien de l’orientation 

correcte du plan de clivage permettant les 

divisions cellulaires symétriques (Fish et 

al., 2006) 

CENPJ 

= CPAP 
Centromeric protein J Centromère 

Régulerait la nucléation et l’assemblage 

des microtubules (Hung et al., 2000) 

STIL 
SCL TAL1-

interrupting locus 
Centrosome 

Intervient dans la duplication des 

centrioles (Vulprecht et al., 2012) 

CASC5 

= KNL1 
Kinetochore Scaffold 1 Kinétochore 

Permet l’attachement des microtubules 

aux centromères des chromosomes (Genin 

et al., 2012) 

PCM1 
Pericentriolar 

material 1 
Centrosome 

Recrute d’autres protéines au niveau du 

centrosome (Dammermann and Merdes, 

2002) 

CDK5RAP2 

CDK5 regulatory 

subunit-associated 

protein 2 

Centrosome 
Nécessaire à la cohésion du centrosome 

(Barrera et al., 2010) 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Objectifs 



 

 

Les objectifs du travail 

 

Les cellules ciliées sont des cellules spécialisées capables de transformer un stimulus mécanique 

en signal électrique transmissible au système nerveux. Chez les mammifères, ces cellules sont 

incapables de se régénérer chez l’adulte, ce qui les rend fragiles et précieuses (Groves, 2010). Leur perte 

est irréversible et s’accompagne de surdités de type neurosensorielles dont l’origine est fréquemment 

génétique. Actuellement, les études sur les surdités génétiques sont principalement réalisées chez les 

rongeurs. Cependant, l’éthique nous pousse à réduire autant que possible les expérimentations 

animales, d’autant plus que les résultats ne sont pas toujours transposables à l’Homme en raison des 

disparité génomiques et métaboliques inter-espèces. Le laboratoire du Dr. Brigitte Malgrange a donc 

fait le choix de se positionner pour le développement et l’utilisation d’un modèle d’étude humain des 

surdités génétiques grâce à la différenciation in vitro de cellules souches pluripotentes induites 

humaines en cellules ciliées.  

 

Ce projet est centré sur l’étude de deux surdités génétiques résultant de la mutation des gènes 

ALMS1 et CDK5RAP2. La mutation autosomale récessive du gène ALMS1 provoque le syndrome 

d’Alström, caractérisé, entre autres, par une surdité neurosensorielle bilatérale progressive. La 

mutation autosomale récessive du gène CDK5RAP2 est connue pour entrainer une forme de 

microcéphalie héréditaire primaire (MCPH) et a plus récemment été associée à des cas de surdité 

neurosensorielle. Ces deux protéines sont exprimées au niveau du centrosome/corps basal de la cellule, 

une structure discrète aux fonctions complexes.  

 

L’objectif principal de ce travail a été de réussir à maîtriser la différenciation in vitro des hiPSCs 

en cellules ciliées afin d’obtenir un modèle d’étude humain robuste et fiable. Nous avons ensuite utilisé 

ce modèle pour tenter de découvrir et de comprendre comment les mutations d’ALMS1 et de 

CDK5RAP2 affectent la fonction auditive. 
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Culture des fibroblastes humains 
 

Les fibroblastes sont maintenus dans un milieu de culture composé de DMEM (Lonza – 12-

604F) additionné de 10% de sérum fœtal bovin (FBS, ThermoFisher Scientific), de 1% d’acides aminés 

non-essentiels (Gibco – 11140-035) et de 1% de pénicilline/streptomycine en solution (Gibco – 15140-

122). Ils sont cultivés en flasques T25 durant leur maintien et en plaques 24 puits sur lamelles de verre 

stériles en vue d’un immunomarquage ultérieur. Afin d’assurer la bonne adhérence des cellules, les 

flasques et lamelles sont préalablement traitées à la gélatine 0,1% pendant 20 minutes à température 

ambiante. Lorsque les cellules atteignent une confluence d’environ 90%, elles sont détachées à la 

trypsine-EDTA 0,05% (Gibco – 25300-054), comptabilisées à l’aide d’un compteur cellulaire 

automatique (Scepter, Merck Millipore) et remises en culture à hauteur de 100.000 cellules par flasque 

et de 5.000 à 15.000 cellules par lamelle selon l’expérience. Les fibroblastes peuvent également être 

congelés. Pour cela, les cellules sont reprises dans une solution composée de 90% DMSO et 10% FBS 

puis placées à -80°C dans un dispositif assurant le refroidissement doux et régulier à raison de 1 degré 

par minute. Une fois congelées, les cellules sont transférées dans une tourie à azote liquide.  

 

Préparation de MEFs inactivés 

 

Les MEFs commerciaux (Millipore ; PMEF-CFL) sont mis en culture en présence de milieu 

DMEM (Lonza – 12-604F) additionné de 10% de FBS, de 1% d’acides aminés non-essentiels (Gibco – 

11140-035) et de 1% de pénicilline/streptomycine (Gibco – 15140-122) dans des flasques 

préalablement traitées à la gélatine 0,1% pendant 20 minutes à température ambiante. Après 3 phases 

d’amplification correspondant à des passages à 1 dans 6, les cellules sont détachées chimiquement à la 

trypsine-EDTA 0,05% (Gibco – 25300-054) puis inactivées par irradiation à 30Gy avant d’être 

comptées et congelées dans un mélange de 90% DMSO et 10% FBS suivant un protocole similaire à 

celui observé pour les fibroblastes humains. Chaque gélule contient 1x106 MEF inactivés.  

 

Reprogrammation des fibroblastes humains en hiPSCs 

 

La reprogrammation des fibroblastes en hiPSCs est réalisée en laboratoire de biosécurité de 

type II. Pour cela, nous avons utilisé le kit CytoTune Sendai Vector (Thermofisher Scientific – A16517) 

et suivi le protocole qui y est recommandé. Ainsi, 100.000 cellules sont ensemencées dans un puits 

contenant 3 ml de milieu additionné de 4ng/ml de FGF2 (Peprotech – 100-18B), puis sont traitées 

avec une MOI (pour « multiplicity of infection ») de 3. Le lendemain, le puits est rincé une fois avec du 

DMEM afin d’éliminer les particules virales. Le milieu est remplacé par du milieu frais contenant 
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4ng/ml de FGF2. Au jour 4 du protocole, les cellules sont détachées à la trypsine-EDTA 0,05% (Gibco 

– 25300-054) et remises en culture sur un tapis de MEFs irradiés. Un inhibiteur de Rock, le Y-27632 

(Selleck Chemicals – S1049) est ajouté au milieu à hauteur de 10µM afin de limiter la mort cellulaire. 

A partir du 5ème jour post-transduction, le milieu est remplacé quotidiennement par du KSR-FGF 

composé de DMEM/F12 + GlutaMax (Gibco – 31331-028), 20% de sérum de remplacement knock-

out (Gibco – 10828-028), 1% d’acides aminés non-essentiels (Gibco – 11140-035) et 4ng/ml de FGF2 

ajouté fraichement au milieu. Notons que 0,5mM d’’acide valproïque (VPA ; Sigma – P4543) et 10µM 

de Y-27632 sont ajoutés au milieu de culture entre les jours 5 et 15 du traitement. Les colonies 

d’hiPSCs sont visibles entre 2 et 3 semaines post-transduction et sont dès lors cultivées comme telles 

(voir Culture des hiPSCs). Leur validation est réalisée par RT-qPCR, immunomarquage et 

différenciation in vitro et in vivo en cellules issues des trois feuillets embryonnaires. 

 

Culture des hiPSCs 

 

Au cours de ce projet, nous avons utilisé 4 lignées de hiPSCs saines (hiPSCs WT-A, WT-B, 

WT-C et WT-D) ainsi que 2 lignées mutées (hiPSCs ALMS1 et hiPSCs CDK5RAP2). La lignée WT-

A est issue de l’institut I-STEM (Evry, France) et les lignées hiPSCs WT-C et WT-D proviennent de 

l’institut Coriell (New Jersey, USA). Les colonies d’hiPSCs sont cultivées sur des boîtes de Pétri 

recouvertes d’une matrice extracellulaire synthétique (Geltrex ; Fisher Scientific – 12063569) diluée à 

1% dans du DMEM-F12+ GlutaMax (Gibco – 31331-028). La polymérisation de cette matrice est 

réalisée à 37°C pendant minimum 2h et maximum 24h avant stockage des boîtes à 4°C. Le milieu de 

culture consiste en du milieu KSR-FGF conditionné. Ce milieu, composé de DMEM/F12 + GlutaMax 

(Gibco – 31331-028), 20% de sérum de remplacement knock-out (Gibco – 10828-028), 1% d’acides 

aminés non-essentiels (Gibco – 11140-035), est placé durant 24h en présence de MEFs inactivés afin 

d’être enrichi. Il est filtré avant d’être utilisé, ou congelé pour utilisation ultérieure. Du FGF2 

(Peprotech – 100-18B) est ajouté juste avant utilisation du milieu. Les lignées hiPSCs WT-A, WT-B, 

WT-D, ALMS1 et CDK5RAP2 nécessitent une concentration finale de 4ng/ml de FGF2 alors que la 

lignée WT-C nécessite une concentration finale équivalente à 100ng/ml pour maintenir un état 

prolifératif indifférencié. Lorsque la taille des colonies est suffisante, un passage mécanique est réalisé : 

les plus belles colonies sont sélectionnées et quadrillées à l’aide de l’extrémité d’un embout de pipette 

de 10µl. Les fragments sont récupérés et mis en culture dans du milieu KSR-FGF conditionné en 

présence de Y-27632. 
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Table 2 : Résumé des hiPSCs utilisées au cours de ce travail 

Nom Provenance 
[FGF2] 

 
Type de lignée 

Genre et âge 

du donneur 

hiPSCs 

WT-A 

I-stem Institute 

(hiPSCs WT1582) 
4ng/ml Saine ♀- / 

hiPSCs 

WT-B 

Reprogrammées au 

laboratoire à partir de 

fibroblastes HD3 

4ng/ml Saine ♂ -  

hiPSCs 

WT-C 

Coriell Institute 

(GM23446) 
100ng/ml Saine ♀ - 9 ans 

hiPSCs 

WT-D 

Coriell Institute 

(GM23394) 
4ng/ml Saine ♂ - 5 mois 

hiPSCs 

ALMS1 

Reprogrammées au 

laboratoire à partir de 

fibroblastes fournis par 

l’Université de Padoue, 

Italie 

4ng/ml 

Mutation du gène ALMS1 

(c.[3425C>G] + 

[3425C>G]) 

♂ - 36 ans 

hiPSCs 

CDK5-

RAP2 

Reprogrammées au 

laboratoire à partir de 

fibroblastes fournis par le 

centre hospitalier 

universitaire AP-HP de 

Paris, France. 

4ng/ml 
Mutation du gène CDK5-

RAP2 
♀ - / 

 

Différenciation spontanée en 3 feuillets embryonnaires 

 

La différenciation spontanée in vitro consiste à sevrer les hiPSCs en facteurs de croissance. 

Pour cela, les colonies sont détachées puis mises en culture dans des plaques 6 puits à faible adhérence 

dans du milieu KSR (sans FGF2) qui est remplacé tous les deux jours. Après 7 jours, les EBs (pour 

« Embryoid bodies ») formés sont replacés en culture adhérente pendant 14 jours sur des boîtes traitées 
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à la gélatine 0.1% pendant 20 minutes à température ambiante. A la fin du protocole, les cellules sont 

fixées avec du paraformaldéhyde 4% puis traitées pour immunomarquage.  

 

Formation de tératomes 

 

Cette expérience a été menée en accord avec la commission d’éthique de l’ULiège quant à 

l’utilisation des animaux (dossier n°11-1133). Les colonies d’hiPSCs sont dissociées à l’accutase 

(STEMCELLS Technologies – #07922) pendant 10 à 15 minutes à température ambiante, et 1x106 

cellules sont reprises dans 100µL d’une solution faite de 50% de DMEM/F12 + GlutaMax (Gibco – 

31331-028) et 50% de matrice synthétique de type Matrigel (BD Biosciences – 354277). La suspension 

cellulaire est alors injectée en sous-cutané dans la cuisse arrière de jeunes mâles âgés de 8 semaines. 

Les souris utilisées sont immunodéficientes (SCID-beige ; Laboratoires Charles River) et sont donc 

gardées dans un environnement libre de pathogènes pendant 8 semaines supplémentaires. Elles sont 

ensuite sacrifiées en accord avec le programme d’éthique par dislocation cervicale. Les tumeurs sont 

prélevées et fixées dans du paraformaldéhyde 4% durant une nuit. Elles sont ensuite déshydratées 

grâce à une solution de saccharose 30% avant d’être enchâssées en paraffine. Leur analyse histologique 

est réalisée sur des coupes de 12µm d’épaisseur obtenues au microtome et colorées avec une solution 

d’hématoxyline-éosine (en collaboration avec le service d’anatomo-pathologie du CHU de Liège du Pr. 

Delvenne). Les images ont été prises à l’aide d’un microscope Leica DMIL-LED.  

 

Caryotype 

 

Dans un premier temps, de la colcémide est ajoutée aux cultures d’hiPSCs jusqu’à atteindre 

une concentration finale de 0,1µg/ml dans le but de bloquer les cellules en métaphases du cycle 

cellulaire. Après 3h d’incubation à 37°C, les cellules sont détachées à la trypsine-EDTA 0,05% (Gibco 

– 25300-054) avant d’être placées dans une solution hypotonique de KCl 75nM durant 14 minutes à 

37°C. Une fois les membranes cellulaires brisées, la suspension chromosomique est fixée par un 

mélange fraichement préparé de méthanol et d’acide acétique glacial à 3 :1 puis étalée sur une lame en 

chambre humide. Finalement, une coloration à l’éosine-bleu de méthylène selon Wright (Merck – 

101383) permet d’analyser le caryotype des cellules sur la plateforme Leica CytoVision GLS120. 

 

Différenciation 2D en progéniteurs otiques 

 

Les colonies d’hiPSCs sont dissociées pendant 20 minutes à température ambiante avec de 

l’accutase (STEMCELLS Technologies – #07922). Entre 150000 et 300000 cellules sont ensemencées 
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dans des plaques de culture 6 puits à faible adhérence contenant 2ml de milieu KSR (sans FGF2) 

additionné de 100ng/ml de DKK1 (Peprotech – 120-30), 10ng/ml d’IGF-1 (Peprotech – 100-11), 

10µM de SB431542 (Sigma – S4317) et 10µM de Y-27632, ce qui favorise la formation d’EBs. La moitié 

du milieu est remplacé quotidiennement pendant 6 jours. Les EBs sont alors transférés dans des boîtes 

de Pétri préalablement coatées à la poly-L-ornithine 0.1mg/ml (Sigma – P4957) et à la laminine 

10µg/ml (Sigma – L2020) afin d’accroître l’adhérence cellulaire au plastique. Les cellules sont alors 

cultivées dans du DMEM/F12 + GlutaMax (Gibco – 31331-028) enrichi d’1% de N2 (Gibco – 17502-

048), 50ng/ml de sulfate d’héparane et 100ng/ml de FGF2 pendant 14 jours. Le milieu est totalement 

remplacé tous les deux jours. A la fin des 20 jours de différenciation en progéniteurs otiques (OSCs), 

les cellules sont détachées à la trypsine-EDTA 0,05% (Gibco – 25300-054) pour être transférées dans 

des boîtes de Pétri traitées à la gélatine 0.1% contenant du milieu DMEM/F12+GlutaMax 

complémenté avec 1% de N2, 2% de B27 sans vitamine A (Gibco – 12587-010), 20ng/ml de FGF2 

(Peprotech – 100-18B), 20ng/ml d’EGF (Peprotech – AF-100-15) et 50ng/ml d’IGF-1 (Peprotech – 

100-11). Les cellules sont maintenues en culture ou congelées dans une solution de DMSO 

90%/FBS10% et conservées dans une tourie à azote liquide.  

 

Différenciation 2D en cellules ciliées 

 

Les OSCs sont mis en culture sur un tapis de cellules otiques issues de la dissection de cochlées 

ou d’utricules de souris à E14,5. Pour cela, les tissus récoltés sont immergés dans un mélange de 

papaïne 20U/ml (Worthington – LS003118) et de DNase 0,05%. Après 30 minutes d’incubation à 

37°C, la réaction est arrêtée grâce à l’adjonction d’ovomucoïde (Sigma – T2011) et les tissus sont 

dissociés mécaniquement. Les cellules sont alors ensemencées à hauteur de 10.000 cellules/cm² dans 

des boîtes de Pétri traitées à la poly-L-ornithine 0,1mg/ml (Sigma – P4957) et laminine 10µg/ml 

(Sigma – L2020) contenant du milieu DMEM/F12+ GlutaMax (Gibco – 31331-028), 2% de 

supplément B27 sans vitamine A (Gibco – 12587-010), 10ng/ml de FGF2 (Peprotech – 100-18B) et 

20ng/ml d’EGF. Après 4 à 6 jours de culture, les cellules nourricières forment un tapis sur lequel sont 

transférés les OSCs. Les cellules sont cultivées pendant 24h dans du milieu OSCs afin de favoriser la 

récupération cellulaire, puis elles sont sevrées en morphogène et maintenues dans du milieu 

DMEM/F12+ GlutaMax, 1% de N2 et 2% de B27. 

 

Différenciation 3D en cellules ciliées 

 
Le protocole suivi est celui de l’équipe du Dr. Hashino, publié en 2017 (Koehler et al., 2017). 

Brièvement, les hiPSCs sont traitées avec du Y-27632 au minimum 2h avant le début de l’expérience 
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afin de limiter la mort cellulaire. Les cellules sont ensuite détachées chimiquement avec de l’accutase 

(STEMCELLS Technologies – #07922) puis dispensées à hauteur de 5.000 cellules par puits dans une 

plaque 96 puits dont les parois sont spécifiquement traitées pour empêcher l’adhérence cellulaire 

(Fisher Scientific – 15227905) et contenant du milieu KSR-FGF conditionné avec Y-27632. Une rapide 

centrifugation de 2 minutes à 200g permet de regrouper les cellules et favorise la formation de corps 

embryonnaires. Après deux jours de récupération, la totalité du milieu est remplacé par du milieu CDM 

contenant 2% de Matrigel (Corning - 356238), 4ng/ml FGF2 (Peprotech – 100-18B), 10µM de SB-

431542 (Sigma – S4317) et 2.5ng/ml de BMP-4 (Peprotech – 120-05) afin d’orienter la différenciation 

vers la formation d’ectoderme non-neural. Le milieu CDM se compose de 49% de Ham’s F12 GlutaMax 

(Gibco – 31765-035), 49% de IMDM Glutamax (Gibco – 31980-030), 1% de lipides chimiquement 

définis (Gibco – 11905-031), 5mg/ml de BSA (Sigma – A1470), 7µg/ml d’insuline (Sigma – I9278), 

15µg/ml de transferrine (Sigma – T8158), 450µM de 1-thioglycérol (Sigma – M6145). Après 4 jours, 

25µl de CDM contenant 250ng/ml de FGF2 et 1µM de LDN-193189 (Stemgent – 04-0074) sont 

ajoutés à chaque puits dans le but d’induire la formation de progéniteurs du domaine épibranchiale et 

otique (OEPD). L’obtention de cellules de la placode otique est ensuite favorisée en ajoutant 25µl de 

CDM contenant 18µM de CHIR99021 (Stemgent – 04-0004) dans chacun des puits. Au jour 12, les 

agrégats sont rincés avant d’être inclus dans une goutte de Matrigel pur et déposés dans une boîte de 

Pétri. La matrice synthétique est laissée à 37°C pendant 30 minutes avant d’ajouter le milieu de 

maturation (OMM). Ce milieu est composé de 49% d’Avanced DMEM (Gibco – 12491-045), 49% de 

Neurobasal (Gibco – 21103-049), 0.5X supplément N2 (Gibco – 17502-048), 0.5X supplément B27 

sans vitamine A (Gibco – 12587-010), 1X GlutaMax (Gibco – 35050-079) et 50mg/ml de Normocine 

(Invivogen – Ant-nr-1).  Les cellules sont traitées 3 jours avec du CHIR99021, un inhibiteur de GSK3 

et par conséquent activateur de la voie Wnt. Au jour 18 de la différenciation, les organoïdes sont rincés 

pour éliminer toute trace de CHIR99021 puis laissés en culture dans du milieu OMM sous agitation 

constante de 65 r.p.m. dans des plaques 24 puits sans adhérence (Nunclon Sphera ; Fisher Scientific – 

15257905) ou dans le bioréacteur CERO (OMNI Life Science, Allemagne) pendant une période allant 

jusqu’à 4 mois. La moitié du milieu est remplacé tous les deux jours dans les plaques 24 puits et une 

fois par semaine dans les tube du bioréacteur.  

 

Immunomarquages 2D 

 

Les immunomarquages 2D sont réalisés sur des cultures cellulaires ou des coupes d’organoïdes 

obtenues au cryostat. Les cultures cellulaires sont fixées pendant 15 minutes avec du méthanol 100% 

froid à -20°C (pour le marquage du centrosome) ou avec de la paraformaldéhyde 4% à température 

ambiante selon l’anticorps utilisé. Les organoïdes sont fixés pendant 2 heures à température ambiante 
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dans de la paraformaldéhyde 4% avant d’être rincés 3x5 minutes dans du PBS puis disposés dans une 

solution cryoprotective de saccharose 15% durant une nuit minimum à 4°C. La solution est ensuite 

remplacée par du saccharose 30% pendant une nuit minimum à 4°C afin de poursuivre la 

cryopréservation de l’échantillon. Finalement, les organoïdes sont enchâssés dans du milieu de 

congélation de type O.C.T. (Richard-Alla Scientific Neg50 ; ThermoFisher Scientific – 6502-B), 

congelés et stockés à -80°C. Des coupes de 14 à 16µm d’épaisseur sont réalisées à l’aide d’un cryostat 

Microm HM560 (ThermoFisher Scientific) sont récupérées sur des lames résistantes au froid 

(SuperFrostPlus ; Fisher Scientific – 10356345) qui sont conservées à -80°C jusqu’à utilisation. Que ce 

soit sur coupe ou sur culture cellulaire, l’immunomarquage débute par une étape de blocage des sites 

aspécifiques pendant 1h à température ambiante avec une solution de PBS, 0,1% de Triton X100 et 

10% de sérum d’âne (Jackson ImmunoResearch – 017-000-121). Si un démasquage est nécessaire, du 

tampon citrate chauffé à 95°C est ajouté sur les lames ou sur les cellules jusqu’à refroidissement 

complet (environ 10 minutes). Les échantillons sont rincés 3x 5 minutes au PBS avant d’ajouter les 

anticorps primaires. Ces derniers sont dilués aux concentrations voulues dans la solution de blocage 

et laissés au contact des échantillons durant une nuit à 4°C. Trois rinçages successifs avec 0,1% de 

TritonX100 dilué dans du PBS sont effectués avant d’ajouter les anticorps secondaires anti-IgG 

couplés à un fluorochrome 488, 555 ou 647 (1/1000, ALEXA) et du DAPI (1/5000) dans du PBS-0,1% 

de TritonX100. L’incubation dure une heure et s’effectue à température ambiante. Les échantillons 

sont à nouveau rincés 3x 5 minutes avec du PBS puis très rapidement à l’eau désionisée afin d’éviter la 

précipitation de sels. Ils sont finalement montés dans du milieu de montage (DAKO fluorescence 

mounting medium ; DAKO, Amérique du Nord - S3023). Les images ont été acquises sur un 

microscope confocal Olympus View FV1000 et analysées à l’aide du logiciel Fiji. La liste des anticorps 

primaires et secondaires utilisés est reprise dans la Table 3. Les expériences ont été réalisées au 

minimum deux fois.  

 

Table 3 : Liste des anticorps utilisés au cours de ce travail. 

Anticorps anti-: Hôte Dilution Référence 

ALMS1 Lapin 1/200 Abcam - ab84892 

ATOH1 Lapin 1/100 Abcam - ab75354 

BRACHYURY Lapin 1/100 Abcam - ab20680 

BrdU Rat 1/250 AbDSerotec – OBT0030 

CDK5RAP2 Souris 1/200 Sigma - AMAB91163 

CNAP-1 Lapin 1/250 ProteinTech - 14498-1-AP 

HUMAN 
NUCLEI 

Souris 1/500 Merck - MAB1281 

KI67 Souris 1/200 BD Pharmingen - 550609 
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MYOSINE6 Chèvre 1/100 Santa Cruz - sc-23568 

MYOSINE7A Lapin 1/250 Proteus Biosciences - 25-6790 

NANOG Chèvre 1/500 R&D Systems - AF1997 

OCT4. Lapin 1/500 Cell Signaling - 2890 

PAX2 Lapin 1/500 Invitrogen - 10190043 

PAX6 Chèvre 1/100 Santa Cruz - sc-7750 

PHALLOIDINE-
TRITC 

/ 1/1000 Sigma - P1951 

pHH3 Lapin 1/500 Merck - 06-570 

POU4F3 Lapin 1/250 Sigma - HPA03215 

ROOTLETINE Chèvre 1/500 Santa Cruz - sc-67824 

SIX1 Souris 1/50. Sigma - SAB1402356 

SOX17 Chèvre 1/100 R&D Systems - AF1924 

SOX2 Chèvre 1/200 Santa Cruz - 17320 

TRA-1-81 Souris 1/200 Merck - MAB4381-20 

βIII-TUBULINE Souris 1/1000 BioLegend - 501202 

γ-TUBULINE Souris 1/200 Abcam - ab11316 

γ-TUBULINE Chèvre 1/250 Santa Cruz - sc7396 
 

 

Incorporation de BrdU 

 

 Pour réaliser ce test, du BrdU est ajouté au milieu de culture des hiPSCs à une concentration 

finale de 10µM. Après 3h d’incubation, les cultures sont rincées 3x5 minutes avec du PBS avant 

d’être fixées 15 minutes avec du paraformaldéhyde 4% à température ambiante. Un 

immunomarquage dirigé contre le BrdU (anticorps AbD Serotec OBT0030, 1 :250) est alors effectué. 

Afin que le BrdU soit accessible aux anticorps, l’ADN est hydrolysé grâce à une solution de HCl 2M. 

Après 30 minutes, la réaction est arrêtée avec du tampon borax pendant 30 minutes à température 

ambiante. L’immunomarquage est finalement réalisé comme décrit plus haut.  

 

Immunomarquage 3D 

 

Les organoïdes sont fixés à température ambiante pendant 2h dans de la paraformaldéhyde 4% 

avant d’être rincés 3x10 minutes avec du PBS. Ils sont perméabilisés toute la nuit à température 

ambiante (PBS, 2% de Triton X-100). Les échantillons sont ensuite incubés une nuit supplémentaire à 

4°C dans une solution de blocage (PBS, 10% de sérum et 0.2% de sodium azide). Ils sont alors mis en 

présence des anticorps primaires durant les deux jours suivants à 4°C (PAX2 à 1 :500 dans du PBS, 
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1% de sérum, 0.2% de triton X-100 et 0.2% de sodium azide). Les organoïdes sont rincés 2x1h puis 

toute une nuit (PBS, 3% de NaCl et 0.2% de Triton X-100) avant d’être incubés deux jours consécutifs 

dans la solution d’anticorps secondaires (Alexa Fluor 488 et DAPI à 1 :500 dans du PBS avec 0.2% de 

Triton X-100). Ils sont finalement à nouveau rincés 2x1h puis toute une nuit dans la solution de rinçage 

avant d’être clarifiés. La clarification s’effectue sur la nuit dans du RapiClear1.49 (SunJin Lab – 

RC149001, Nikon) à 4°C. L’acquisition des images est réalisée sur le microscope à feuille de lumière 

LightSheet Zeiss Z1 et l’analyse 3D grâce au logiciel Imaris 9.0.1. 

 

Mesure de la distance entre centrioles 

 

La mesure de la distance entre centriole est réalisée sur des cultures cellulaires fixées au 

méthanol 100% froid pendant 15 minutes à -20°C. Un immunomarquage dirigé contre γ-TUBULINE 

et pHH3 est réalisé et les images sont acquises au microscope confocal Olympus FV1000 avec l’objectif 

60x à immersion et un zoom numérique 3x est appliqué. La distance intercentriolaire est mesurée en 

reliant la partie la plus externe de chacune des centrioles dans les cellules pHH3 grâce au logiciel Fiji. 

Les analyses statistiques ont été menées dans le logiciel Graph Pad Prism 7.00 et consistent en une 

ANOVA suivie d’un test de Kruskal-Wallis (* : p-value ≤0,05 ; ** : p-value ≤0,01 ; *** : p-value 

≤0,001 ; **** : p-value ≤0,0001). Le n considéré est équivalent à une cellule et l’analyse a été effectuée 

sur minimum deux cultures distinctes par condition.  

 

RT-qPCR 

 

Dans un premier temps, les ARNs totaux ont été extraits des cultures en suivant les 

instructions des fournisseurs. Pour les hiPSCs, les fibroblastes et les OSCs, nous avons utilisé les kits 

RNeasy mini (Qiagen – 74104) ou NucleoZOL (Macherey-Nagel – 740404.200 et 740406.50). 

L’extraction d’ARN à partir d’organoïdes a été effectuée sur des groupes de 6 à 12 organoïdes en 

utilisant le kit NucleoSpin RNA XS (Macherey-Nagel – 740902.50). Les ADNc ont ensuite été générés 

à partir de 100ng (organoïdes) ou 1µg (hiPSCs, fibroblastes et OSCs) d’ARN grâce au kit RevertAid 

First Strand cDNA Synthesis Kit (ThermoFisher Scientific – K1622). La PCR quantitative est réalisée 

dans des plaques 384 puits contenant 4µl d’ADNc dilués, 5µl de SYBR Green (Roche – 04 707 516 

001) et 1µl d’un mélange d’amorces sens et anti-sens à 3µM. Elle est effectuée par sur une machine de 

type LightCycler 480 (Roche) et analysée grâce au programme LightCycler 480 IDEAS 2.0 (Roche). 

Les échantillons sont déposés en duplicatas et chaque expérience a été menée sur minimum 3 cultures 

distinctes. Les résultats ont été normalisés par rapport à l’expression des gènes de ménage GAPDH 

ou PPIA. La liste des paires d’amorces utilisées est reprise dans la Table 4. 
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Table 4 : Liste des amorces utilisées au cours de ce travail. 

 Amorces sens Amorces anti-sens 

hEYA1 ACT GTC CCC AAT TGC TGA ACC TGA ACC CCT GAT CAC AGG TGC AAA CAT C 

hGAPDH GCA TCT TCT TTT GCG TCG C CCA AAT GCG TTG ACT CCG A 

hNANOG CTC CAA CAT CCT GAA CCT CAG CGT CAC ACC ATT GCT ATT CTT CG 

hOCT4 AGT TTG TGC CAG GGT TTT TG ACT TCA CCT TCC CTC CAA CC 

hPAX2 GAC TAT GTT CGC CTG GGA GAT TC AAG GCT GCT GAA CTT TGG TCC G 

hPAX8 TCA ATG CCT TTC CCC ATG CT TTC ACT TCC TGC CAC CAT GC 

hPPIA CCA ACA CAA ATG GTT CCC AGT CCA TGG CCT CCA CAA TAT TCA 

hSIX1 TTC CTT CCC AAT GCA GAG ATC AGG G AGG CTG CTG AAA CAG GCG TAT CAG 

hTFAP2A TAA AGC TGC CAA CGT TAC CC GCA CAC GTA CCC AAA GTC C 
 

 

Western blot 

 

Les protéines sont extraites à partir des cultures de fibroblastes humains grâce à une solution 

RIPA composée de 50mM de Tris, 1% de NP40, 150mM de NaCl, 0,5% de sodium deoxydate, 0,1% de 

SDS et d’un cocktail d’inhibiteurs de protéases (cOmplete Mini ; Merck – 11836170001). La quantité 

totale de protéine est estimée par test colorimétrique au réactif de Bradford (Bio-Rad, 5000006) en 

comparaison d’une gamme de concentration établie à partir de plusieurs dilutions de BSA (Biolabs – 

B9001S). 70µg de protéines sont ensuite mélangés à 10µl de tampon de charge et à de l’eau déionisée 

jusqu’à atteindre un volume final de 40µl. Les échantillons sont chauffés à 95°C pendant 10 minutes 

afin de dénaturer les protéines. Les 70µg de protéines sont déposés sur un gel 4-12% Bis-Tris (Bolt ; 

ThermoFisher – NW04120BOX). La migration est effectuée pendant 1h30 à 200V dans le tampon de 

migration adéquat (Bolt MES SDS Running Buffer ; Invitrogen – B0002). Les protéines sont ensuite 

transférées sur une membrane PVDF activée au méthanol grâce à un courant électrique de 300mA 

appliqué pendant 2h dans du tampon fait de 25nM de Tris, 190mM de glycine et 20% de méthanol. 

Une étape de blocage d’une heure dans 40mM de Tris, 150mM de NaCl, 0,1% de Tween 20 (ci-après 

appelée TBST) complémentée de 5% de lait en poudre permet de saturer les sites aspécifiques présents 

sur les protéines. La membrane est ensuite incubée toute une nuit à 4°C avec l’anticorps primaire anti-

γTUBULINE (Cell signaling – 5886) dilué à 1 :1000 dans du TBST contenant 5% de BSA. Le 

lendemain, la membrane est rincée 3x5 minutes avec du TBST avant d’être mise à incuber 1heure à 

température ambiante avec l’anticorps secondaire anti-IgG de lapin couplé à la HRP (1 :2000 ; 

ThermoFisher Scientific – G-21234). La membrane est à nouveau rincée 3x5 minutes dans du TBST 

avant d’être mise en contact avec le substrat de la HRP (Pierce ECL Western Blotting Substrate ; 

ThermoFisher Scientific – 32106) pendant une minute avant l’acquisition du signal par une caméra de 
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type CDD (ImageQuantTM LAS 4000, GE Healthcare Life Siences). Les niveaux d’actines sont 

finalement mesurés sur cette même membrane. A cette fin, les anticorps précédents encore accrochés 

à la membrane sont arrachés par un bain de 2x 5 minutes dans un tampon fait de 1,5% de glycine, 0,1% 

de SDS, 1% de Tween 20 et dont le pH est ajusté à 2,2. Après 4x5 minutes de rinçage au TBST, une 

nouvelle étape de blocage des sites aspécifiques est réalisée avant d’incuber la membrane avec 

l’anticorps actine-HRP (1 :25.000 ; Sigma – A3854) toute une nuit à 4°C puis de procéder à la révélation 

du signal comme décrit ci-dessus.  
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1. Etude du centrosome des fibroblastes humains sains et mutés 

 
Dans le cadre de notre étude, nous avons reçu différentes lignées de fibroblastes humains 

provenant de donneurs sains ainsi que de patients porteurs de mutations sur le gène ALMS1 ou 

CDK5RAP2 (Figure 16). Le patient ALMS1 est porteur d’une mutation homozygote récessive située 

dans l’exon 8 (c.[3425C>G]) qui entraine un décalage du cadre de lecture et l’apparition précoce d’un 

CODON STOP (p.S1142X) (patient n°2 (Zulato et al., 2011)). Le patient CDK5RAP2 est, quant à lui, 

porteur d’une mutation « composite » affectant les exons 4 et 36 (c.[217-220del.] + c.[5485dup.]) 

aboutissant toutes deux à l’apparition d’un codon STOP précoce (p.N75X pour la délétion et p.E1834X 

pour la duplication).  
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Dans un premier temps, nous avons réalisé sur les fibroblastes des immunomarquages 

spécifiques afin de vérifier l’expression centrosomale des protéines ALMS1 et CDK5RAP2 (Graser et 

al., 2007b; Hearn et al., 2005). Dans les fibroblastes provenant de donneurs sains (hFib.WT), nous 

observons une co-localisation des protéines ALMS1 et CDK5RAP2 exprimées spécifiquement dans le 

centrosome (Figure 17 A). En revanche, nos protéines d’intérêt ne sont pas détectables par 

immunomarquage dans les fibroblastes mutés pour ALMS1 (hFib. ALMS1) ou CDK5RAP2 (hFib. 

CDK5RAP2). 

 
Afin de mesurer l’impact de la mutation d’ALMS1 et de CDK5RAP2 sur le centrosome, nous 

avons réalisé des immunomarquages dirigés contre d’autres protéines spécifiques de cette structure : 

γ-TUBULINE, ROOTLETINE et CNAP-1 (Figure 17 B). Les résultats suggèrent qu’en l’absence 

d’ALMS1, la distance entre les deux centrioles est anormalement grande (Figure 17 B). Afin de 

confirmer cette observation et de s’assurer qu’elle n’est pas liée à la séparation des centrioles lors de la 

mitose, nous avons réalisé des co-marquages avec la forme phosphorylée de l’histone H3 (pHH3) qui 

permet d’identifier les cellules en phase M du cycle. Ainsi, seules les cellules négatives pour pHH3 ont 

été considérées lors de nos mesures des distances intercentriolaires. Les résultats indiquent un 

écartement moyen de 1µm pour les différentes lignées de hFib. WT, alors qu’il est de de 1,4µm dans 

les hFib.ALMS1 (Figure 17 C). Cette augmentation d’environ 40% de l’espace intercentriolaire est 

hautement significative du point de vue statistique (p-value≤ 0,0001 ; ANOVA). Si cette modification 

de la structure du centrosome ne semble pas impacter l’expression des protéines γ-TUBULINE et 

ROOTLETINE, le marquage correspondant à la protéine CNAP-1 semble moins intense, suggérant 

une expression réduite ou une mauvaise localisation de la protéine.  

 

 

 

Figure 16 (page précédente) : Schématisation des gènes et protéines d’intérêts ALMS1 et 

CDK5RAP2. A) Le gène ALMS1 comporte 23 exons codant pour une protéine de 4169 acides aminés pour 

un poids moléculaire de 461kDa. Les fibroblastes ALMS1 proviennent d’un patient sourd porteur d’une 

mutation homozygote située dans l’exon 8. Elle provoque l’apparition d’un codon STOP précoce et l’arrêt de 

la traduction en position 1142. B) Le gène CDK5RAP2 est composé de 38 exons. Sa traduction donne 

naissance à une protéine de 1893 acides aminés. Les fibroblastes CDK5RAP2 sont issus d’un patient sourd 

porteur d’une mutation composite. L’un des allèles présente une délétion dans l’exon 4 alors que l’autre est 

porteur d’une duplication dans l’exon 36. Dans les deux cas, il en résulte l’apparition de codons STOP 

précoces. Les protéines prédites sont écourtées à 75 et 1834 acides aminés, respectivement. 
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La mutation de CDK5RAP2, quant à elle, n’impacte pas la distance intercentriolaire (Figure 

17 B et C) mais semble perturber l’expression de certaines protéines du centrosome. En effet, le 

marquage γ-TUBULINE est systématiquement moins intense dans les hFib. CDK5RAP2 que dans les 

autres lignées étudiées (Figure 17 A et B).  
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Figure 17 : Etude du centrosome des fibroblastes sains (hFib. WT-1, WT-2 et WT-3) et mutés 

pour ALMS1 (hFib. ALMS1) et CDK5RAP2 (hFib. CDK5RAP2). Immunomarquages dirigés contre les 

protéines γ-TUBULINE, ALMS1 et CDK5RAP2 (A) ainsi que contre les protéines ROOTLETINE et 

CNAP-1 (B). Dans les hFib.WT, l’expression centrosomale d’ALMS1 et de CDK5RAP2 est confirmée, alors 

que la mutation des gènes ALMS1 et CDK5RAP2 entraine la perte de la protéine correspondante. La mutation 

d’ALMS1 semble également induire un accroissement significatif de la distance intercentriolaire, ce qui a été 

confirmé après mesure dans des cellules pHH3 négatives se trouvant hors de la phase M du cycle cellulaire (C) (n 

= 48-68 ; **** : p-value ≤0,0001). La mutation de CDK5RAP2 n’impacte pas la distance intercentriolaire 

mais modifie l’expression centrosomale des protéines CNAP-1 et γ-TUBULINE. La quantification par Western 

blot (D et E) montre une diminution nette des niveaux de γ-TUBULINE dans les hFib. CDK5RAP2 

comparativement aux hFib. WT (Expression relative de la γ-TUBULINE : hFib. WT-3 = 100% ; hFib. WT-

2 = 89,7% ; hFib. CDK5RAP2 = 23,5%). Echelle (A et B) : 5µm. 
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Afin de déterminer si cela résulte d’une redistribution de γ-TUBULINE dans le cytoplasme ou 

d’une diminution réelle de son expression, nous avons réalisé un Western blot. Les résultats indiquent 

une diminution nette des taux de γ-TUBULINE dans les fibroblastes mutés pour CDK5RAP2 par 

rapport aux cellules WT (Figure 17 D et E). Ces résultats suggèrent que la perte de CDK5RAP2 

s’accompagne d’une réduction du recrutement de γ-TUBULINE au niveau du centrosome et entraine 

sa déstabilisation et sa dégradation. Il est en outre très intéressant de noter que le marquage 

centriolaire de CNAP-1 est lui aussi réduit dans les hFib. CDK5RAP2 (Figure 17 B), suggérant un 

rôle de CDKRAP2 dans le recrutement et/ou le maintien de cette protéine au niveau du centrosome. 

 
 

2. Reprogrammation des fibroblastes provenant de patients atteints de surdité génétique et 

validation des hiPSCs 

 
Les lignées hiPSCs WT-B, hiPSCs ALMS1 et hiPSCs CDK5RAP2 ont été établies au 

laboratoire. Pour ce faire, les fibroblastes humains hFib. WT-1, hFib. ALMS1 et hFib. CDK5RAP2 

ont été transduits  avec un vecteur viral non-intégratif de type Sendaï afin de permettre l’expression 

des facteurs de transcription OSKM (Fusaki et al., 2009). Au cours des 24 à 48 heures qui suivent, une 

forte mortalité est observée dans les cultures. Ensuite, une partie des cellules survivantes se multiplient 

pour former des colonies, chaque colonie étant issue de la prolifération d’une seule cellule. A ce stade, 

nous avons effectué un passage clonal en amplifiant plusieurs colonies séparément afin de générer 

plusieurs lignées d’hiPSCs. Nous avons ensuite évalué leurs capacités d’autorenouvèlement et de 

pluripotence en réalisant des RT-qPCR et des immunomarquages spécifiques des cellules souches. 

Nous avons ainsi démontré que les lignées saines et mutées reprogrammées au laboratoire expriment 

des niveaux d’ARNm pour NANOG et OCT4 plusieurs centaines de fois supérieurs à ceux observés 

dans les fibroblastes à partir desquels elles ont été générées (Figure 18 B). Nous avons également 

confirmé la présence des formes protéiques de NANOG et OCT4, ainsi que de SOX2 et TRA1-81, 

grâce à des immunomarquages (Figure 18 A).  
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 Les cellules souches pluripotentes possèdent l’extraordinaire capacité de se différencier en 

n’importe quel type cellulaire issu des 3 feuillets embryonnaires (Evans and Kaufman, 1981). Nous 

avons évalué cette compétence dans nos lignées hiPSCs de deux façons distinctes : par différenciation 

spontanée in vitro et par formation de tératome in vivo. Dans le premier cas, les hiPSCs sont cultivées 

en l’absence de morphogènes afin d’induire leur différenciation spontanée en cellules originaires des 

trois feuillets embryonnaires. Après 20 jours, une analyse par immunomarquage révèle la présence de 

cellules neurectodermiques (positives pour PAX6, TUBULINE β-III), de cellules d’origine 

mésodermique (positives pour BRACHYURY, ACTINE-α) et de cellules endodermiques (positives 

pour SOX17, α-FOETOPROTEINE 1) (Figure 19 A). La confirmation in vivo de la pluripotence des 

hiPSCs requiert leur injection dans des souris immunodéficientes. Après 8 semaines, des coupes 

histologiques des masses tumorales sont colorées à l’aide d’une solution d’hématoxyline-éosine avant 

d’être analysées. La présence de structures ectodermiques, mésodermiques et endodermiques atteste 

de la formation d’un tératome et donc de la pluripotence des cellules hiPSCs WT-B et hiPSCs ALMS1 

injectées (Figure 19 B). Notons que cette analyse n’a pu être réalisée pour les hiPSCs CDK5RAP2 pour 

des raisons techniques. En effet, nous avons noté une sensibilité des hiPSCs CDK5RAP2 aux 

changements de milieux ainsi qu’aux étapes de congélation et décongélation des gélules stocks. Cette 

sensibilité rend difficile la culture de cette lignée en condition indifférenciée ainsi que son amplification. 

Figure 18 : Validation de l’expression des marqueurs de pluripotence et d’autorenouvèlement 

dans les hiPSCs saines (hiPSCs WT) et mutées pour ALMS1 (hiPSCs ALMS1) et CDK5RAP2 

(hiPSCs CDK5RAP2). A) Immunomarquages dirigés contre TRA1-81, SOX2, OCT4 et NANOG. Les 

lignées hiPSCs saines et mutées expriment toutes ces différents marqueurs. Echelle : 50µm. B) RT-qPCR sur les 

hiPSCs. Les niveaux d’ARNm pour NANOG et OCT4 (normalisés par rapport à la GAPDH) sont plusieurs 

centaines de fois supérieurs dans les hiPSCs WT, ALMS1 et CDK5RAP2 que ceux observés dans les fibroblastes 

humains à partir desquels elles ont été générées. 
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Dès lors, priorité a été donnée aux expériences de validation nécessitant une plus petite quantité de 

matériel. 
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Finalement, puisqu’il a été mis en évidence que les hiPSCs pouvaient présenter une instabilité 

chromosomique suite à la reprogrammation (Mayshar et al., 2010), nous avons réalisé le caryotype des 

hiPSCs. Aucune anomalie chromosomique majeure n’a été identifiée dans nos lignées saines et mutées 

pour ALMS1 ou CDK5RAP2 (Figure 20). 

 
L’ensemble de ces résultats (Figures 18, 19 et 20) indique que les cellules reprogrammées à 

partir des fibroblastes humains sont bien des cellules souches pluripotentes induites, et que les 

mutations pour ALMS1 et CDK5RAP2 n’ont pas interféré avec le processus de reprogrammation.  

 

3. Impact des mutations d’ALMS1 et CDK5RAP2 dans les hiPSCs  

 

Nous avons ensuite analysé nos hiPSCs mutées afin de déterminer si elles développaient les 

mêmes phénotypes que ceux constatés dans les fibroblastes mutés. Pour cela, nous avons à nouveau 

réalisé des immunomarquages dirigés contre ALMS1, CDK5RAP2 et γ-TUBULINE (Figure 21 A) 

ainsi que contre ROOTLETINE et CNAP-1 (Figure 21 C). Comme attendu, les protéines ALMS1 et 

hiPSCs WT-B hiPSCs ALMS1 hiPSCs CDK5RAP2 

Figure 20 : Caryotype des hiPSCs WT-B, hiPSCs ALMS1 et hiPSCs CDK5RAP2. Aucune 

anomalie majeure n’a été détectée suite à la reprogrammation des fibroblastes humains en hiPSCs.  

Figure 19 (page précédente): Différenciation in vitro et in vivo des hiPSCs saines et mutées en 

cellules issues des 3 feuillets embryonnaires. A) Immunomarquages démontrant la capacité des hiPSCs 

WT-B, hiPSCs ALMS1 et hiPSCs CDK5RAP2 à se différencier spontanément en cellules d’origine 

neurectodermique (PAX6, TUBULINE β-III), mésodermique (BRACHYURY, ACTINE-α) et endodermique 

(SOX17, α-FOETOPROTEINE 1) après 20 jours de culture in vitro sans morphogènes. B) Analyse 

histologique des masses tumorales 8 semaines après injection des hiPSCs dans des souris immunodéficientes. La 

présence de structures ectodermiques, mésodermiques et endodermiques confirme la pluripotence des cellules 

hiPSCs WT-B et hiPSCs ALMS1.  
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CDK5Rap2 sont localisées au niveau du centrosome dans les 4 lignées hiPSCs saines étudiées alors 

qu’elles sont indétectables dans les lignées mutées correspondantes (Figure 21 A). Notons que 

l’absence d’ALMS1 n’altère pas l’expression centrosomale de CDK5RAP2, et inversement. Nous 

retrouvons un accroissement significatif de la distance intercentriolaire (Figure 21 B) ainsi qu’une 

intensité plus faible du marquage CNAP-1 (Figure 21 C) dans la lignée mutée pour ALMS1 

comparativement aux lignées saines. De plus, le signal correspondant à la γ-TUBULINE est beaucoup 

plus faible voire absent dans les hiPSCs CDK5RAP2 (Figure 21 A). 
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Figure 21 : Etude par immunomarquages de l’expression de protéines centrosomales dans les 

hiPSCs saines (hiPSCs WT-A, B, C et D) et mutées pour ALMS1 (hiPSCs ALMS1) et 

CDK5RAP2 (hiPSCs CDK5RAP2). A) Les protéines ALMS1 et CDK5RAP2 se localisent au niveau du 

centrosome dans les hiPSCs saines. Aucun signal correspondant à ALMS1 et CDK5RAP2 n’est détecté dans les 

lignées mutées correspondantes, à savoir hiPSCs ALMS1 et hiPSCs CDKRAP2 respectivement. L’absence 

d’ALMS1 ne semble pas altérer l’expression de CDK5RAP2, et inversement. Le marquage de γ-TUBULINE 

est très faible voire indétectable dans les hiPSCs CDK5RAP2. Echelle = 5µm.B) La mesure de la distance 

intercentriolaire dans des cellules pHH3 négatives (n=46-54) montre un accroissement significatif de la distance 

intercentriolaire dans les hiPSCs ALMS1 comparativement aux hiPSCs WT (* : p-value ≤0,05 ; *** : p-value 

≤0,001 ; **** : p-value ≤0,0001). C), Les hiPSCs ALMS1 présentent un marquage nettement moins intense et 

parfois même indétectable de CNAP-1 par rapport aux cellules WT. Echelle= 5µm. 
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Le centrosome étant une structure impliquée dans la division cellulaire, nous nous sommes 

intéressés à la capacité de nos hiPSCs à se diviser correctement. Un premier indice nous a été fourni 

par le maintien en culture des hiPSCs. En effet, nos colonies d’hiPSCs saines aussi bien que mutées 

s’élargissaient à vue d’œil jour après jour et nécessitaient un passage régulier, témoignant de la 

prolifération des cellules en culture. De plus, nous avons pu observer grâce au DAPI des cellules en 

mitose caractérisées par la condensation des chromosomes (Figure 22 A). Un immunomarquage dirigé 

contre γ-TUBULINE nous a renseigné sur la formation des pôles mitotiques, visibles dans les hiPSCs 

WTs et hiPSCs ALMS1 en mitose mais à peine distinguables dans les hiPSCs CDK5RAP2 (Figure 22 

A). Nous avons dès lors traité les hiPSCs durant 6 heures avec de la BrdU, réalisé des 

immunomarquages anti-BrdU et anti-KI67 (un marqueur de cellules en phase active du cycle cellulaire) 

et compté le nombre de cellules positives afin d’évaluer la prolifération (Figure 22 B et C).  

De façon intéressante, les hiPSCs CDK5RAP2 semblent contenir une plus faible proportion de 

cellules en phase active du cycle cellulaire (positives pour KI67) que les lignées WTs et ALMS1. Il est 

intéressant de noter que la quantité de cellules ayant incorporé du BrdU est réduite de façon similaire. 

Ces résultats suggèrent que les hiPSCs prolifèrent moins lorsqu’elles sont mutées pour CDK5RAP2. 

Il serait intéressant de pousser plus loin la caractérisation du phénotype lié au cycle cellulaire dans ces 

cellules. Cependant, les symptômes développés par les patients porteurs de mutations du gène 

CDK5RAP2 n’étant vraisemblablement pas liés à un problème de prolifération des cellules souches 

pluripotentes au cours de l’embryogenèse, nous ne nous sommes pas attardés sur l’étude du phénotype 

dans les hiPSCs afin de nous concentrer sur l’obtention et l’analyse des cellules otiques in vitro. 
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4. Différenciation 2D des hiPSCs saines et mutées 

 

Le modèle de différenciation 2D des hiPSCs en cellules otiques que nous avons utilisé a été 

établi au laboratoire par Benjamin Grobarczyk au cours de sa thèse (intitulée « Utilisation des cellules 

souches à pluripotence induite humaines normales et mutantes pour l’étude et le traitement des 

surdités génétiques »). Il s’inspire de plusieurs protocoles de différenciation publiés précédemment 

(Chen et al., 2012; Oshima et al., 2010b; Ronaghi et al., 2014) et a été mis au point sur les hiPSCs WT-

B. Il consiste en deux phases distinctes : une première étape de différenciation en progéniteurs otiques, 

appelés ci-après OSC pour « Otic Stem Cells », suivie par une étape de différenciation en cellules ciliées. 

L’avantage présenté par ce protocole est qu’il est possible de passer les OSCs plusieurs fois avant de 

les différencier en cellules ciliées, ce qui permet leur amplification et la congélation de gélules stocks. 

Il n’est donc plus nécessaire de recommencer systématiquement l’étape d’induction otique dans les 

hiPSCs.  

 

 

Figure 22 : Evaluation de l’impact des mutations d’ALMS1 et de CDK5RAP2 sur la capacité des 

hiPSCs à se diviser. A) Immunomarquages dirigés contre ALMS1, CDK5RAP2 et γ-TUBULINE sur des 

cellules en mitose. L’absence d’ALMS1 ne semble pas altérer la formation des pôles mitotiques alors que la 

mutation de CDK5RAP2 entraine une réduction nette de la γ-TUBULINE au niveau des centrosomes. Echelle 

= 5µm. B et C) Comptage du pourcentage de cellules positives pour KI67 (B) et du pourcentage de cellules ayant 

intégré du BrdU (C). Le marquage KI67 indique la proportion de cellules en phase active du cycle cellulaire. Les 

cellules positives pour le BrdU ont incorporé l’analogue de la thymidine lors de la réplication de leur ADN et 

représentent donc la proportion de cellules en phase S. Les pourcentages de cellules positives pour Ki67 ainsi que 

pour BrdU sont réduits de moitié dans les hiPSCs CDK5RAP2 comparativement aux hiPSCs WTs et hiPSCs 

ALMS1.  
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4.1. Obtention et étude des progéniteurs otiques 

 

4.1.1. Induction de progéniteurs otiques (OSCs) 

 
La première étape de l’induction en OSCs est réalisée en culture flottante, sous forme 

d’EBs. Elle consiste à guider les hiPSCs vers un destin ectodermique en bloquant les voies de 

signalisation TGF-β et WNT grâce à l’ajout d’inhibiteurs dans le milieu de culture (SB431542 et 

DKK1, respectivement) (Gadue et al., 2006). Nous suppléons également le milieu avec de l’IGF-1 

afin de promouvoir l’émergence d’ectoderme antérieur, connu pour être plus réceptif à l’induction 

otique (Pera et al., 2001). Après 6 jours de ce traitement, les EBs sont placés dans des conditions 

de culture adhérente (Figure 23). L’activation massive de la voie FGF durant 14 jours grâce à une 

concentration élevée de FGF2 (100ng/ml) dans le milieu ainsi que l’adjonction d’héparane sulfate 

assure ensuite l’induction en OSCs (Freter et al., 2008).  

 

 

 

 

 

 

 

A la fin des 20 jours de différenciation, environ un tiers des cellules co-expriment les 

marqueurs de progéniteurs otiques PAX2 et PAX8 ainsi que PAX2 et SIX1 (Figure 24 A). Après 

le premier passage, de nombreuses cellules meurent, ce qui permet l’enrichissement des cultures 

en OSCs jusqu’à atteindre environ 80% de cellules positives pour PAX2 et PAX8 ainsi que pour 

PAX2 et SIX1 (Figure 24 B). Une fois ce modèle de différenciation établi sur les hiPSCs WT-B, 

nous avons réalisé des RT-qPCR sur nos différentes lignées saines et mutées dans le but d’évaluer 

les niveaux d’expression de plusieurs gènes exprimés au cours de la différenciation otique 

(TFAP2A, EYA1, SIX1 et PAX2) (Figure 24 C).  

 

 

 

 

J0 J6 
J20 

hiPSCs 

Ectoderme antérieur Induction otique 

EBs Culture adhérente 

IGF-1 
 WNT; TGF- β FGF2 + Héparane sulfate 

Congélation 
Différenciation en CCs 
Maintien en culture 
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Figure 23 : Protocole d’induction otique. La première étape est réalisée en culture non-adhérente pour 

permettre la formation d’EBs. Les voies de signalisation favorisant la différenciation en mésoderme et endodermes 

(WNT et TGF-β) sont inhibées afin de permettre l’émergence d’ectoderme. L’ajout d’IGF-1 encourage la 

formation d’ectoderme antérieur, plus sensible à la différenciation otique. La seconde étape de différenciation est 

réalisée en culture adhérente et consiste à activer fortement la voie FGF, ce qui suffit à l’induction otique. Les 

OSCs ainsi obtenues peuvent être maintenues en culture sur plusieurs passages. 
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Figure 24 : Caractérisation des progéniteurs otiques (OSCs). Comptage des cellules doubles-positives 

pour PAX2/PAX8 et PAX2/SIX1 après immunomarquages à la fin du processus de différenciation des hiPSCs 

WT-B (A) et après passage des OSCs (B). Au 20ème jour d’induction otique, environ 30% des cellules co-expriment 

les marqueurs susmentionnés. Après passage, il y a un enrichissement en OSCs dont la proportion atteint les 80%. 

C) Evaluation des niveaux d’ARNm de plusieurs marqueurs exprimés au cours de l’induction otique (TFAP2A, 

SIX1, EYA1 et PAX2) dans les lignées OSCs WT-A, WT-B, ALMS1 et CDK5RAP2. Le gène de référence 

utilisé pour la normalisation est GAPDH et les niveaux d’ARNm sont rapportés à ceux obtenus pour les hiPSCs 

WT-A. Bien qu’il existe une variabilité dépendante de la lignée et de l’expérience considérée, l’ensemble de nos 

lignées OSCs WT et mutées présente une forte expression des gènes étudiés. Ces résultats suggèrent que les 

mutations d’ALMS1 et de CDK5RAP2 n’empêchent pas la formation de progéniteurs otiques.  
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Il apparait clairement que notre protocole de différenciation induit l’expression de ces 

marqueurs aussi bien dans les lignées saines que mutées. Ces résultats suggèrent que les 

mutations des gènes ALMS1 et CDK5RAP2 n’empêchent pas la différenciation en OSCs. Notons 

que chaque lignée possède une capacité à se différencier qui lui est propre, et que cette variabilité 

est bien connue dans le domaine des cellules souches. Nous avons également constaté une 

variabilité dans les résultats obtenus au sein d’une même lignée selon l’expérience considérée, ce 

qui s’explique par une sensibilité inégale des lignées aux traitements mais également par une 

proportion du nombre d’OSCs fluctuante en fin de processus de différenciation.   

 

4.1.2. Impact des mutations d’ALMS1 et de CDK5RAP2 dans les OSCs 

 

Commençons par souligner que les OSCs CDK5RAP2 prolifèrent très lentement et ne 

supportent pas la congélation, ce qui a grandement limité les possibilités d’étudier l’impact de la 

mutation de CDK5RAP2 dans les OSCs. Les résultats suivants ne concernent donc que les OSCs 

WTs et les OSCs ALMS1. Nous nous sommes une fois de plus intéressés à la structure du 

centrosome et à l’expression des protéines centrosomales CDK5RAP2, γ-TUBULINE, CNAP-1 

et ROOTLETINE. Nous avons pu observer par immunomarquages une diminution drastique de 

l’intensité du signal correspondant à la protéine CNAP-1 (Figure 25 A) dans les OSCs ALMS1 

comparativement aux OSCs WTs. Les marquages CDK5RAP2 (Figure 25 A), γ-TUBULINE ou 

ROOTLETINE sont quant à eux similaires à ceux obtenus dans les OSCs contrôles (Figure 25 

B). Nous avons également constaté que la mutation d’ALMS1 induit un accroissement de la 

distance intercentriolaire dans les OSCs mutés (Figure 25 B et C), de façon similaire à ce que nous 

avons noté dans les fibroblastes et les hiPSCs mutés. Cette observation a été confirmée après 

mesure systématique de la distance intercentriolaire dans les cellules pHH3 négatives (Figure 25 

C).  
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4.2. Différenciation des OSCs en cellules ciliées 

 
La co-culture de progéniteurs otiques sur un tapis de cellules nourricières mésenchymateuses 

favorise leur différenciation en cellules ciliées (CCs) (Chen et al., 2012; Ding et al., 2016; Oshima 

et al., 2010b; Tang et al., 2016). Puisqu’au cours du développement embryonnaire murin les cellules 

ciliées commencent à se former aux alentours de E14-E15, il est probable que les facteurs 

favorisant leur émergence au départ des progéniteurs otiques soient sécrétés durant cette fenêtre 

temporelle. C’est pourquoi nous avons choisi de cultiver nos OSCs WT-B sur un tapis de cellules 

provenant de la dissociation de cochées murines à E14,5 plutôt que d’utricules de souris ou de 

poulet précédemment utilisés dans la littérature. Après 10 jours de co-culture, nous avons réalisé 

des immunomarquages dirigés contre ATOH1 et MYOSINE6, des marqueurs spécifiques des 

cellules ciliées, ainsi que contre une protéine spécifique des noyaux humains afin de nous assurer 

que les cellules ciliées observées dérivent bien de nos OSCs humains et pas d’une différenciation 

des cellules nourricières murines. A la fin du processus de différenciation, des rosettes de cellules 

humaines positives pour ATOH1 et MYOSINE6 sont observées dans les cultures (Figure 26).  

 

 

 

Figure 25 : Etude par immunomarquages de l’expression de protéines centrosomales dans les 

OSCs sains (OSC WT-A, B) et mutés pour ALMS1 (OSCs ALMS1). A et B) La mutation d’ALMS1 

ne semble pas altérer l’expression de CDK5RAP2, de γ-TUBULINE ou de ROOTLETINE alors que le signal 

correspondant à CNAP-1 est très faible voire indétectable. Echelle = 5µm. C) La mesure de la distance 

intercentriolaire dans des cellules pHH3 négatives (n=48-108) montre un accroissement significatif dans les 

OSCs ALMS1 comparativement aux OSCs WT (**** : p-value ≤0,0001).  

C 

O
S

C
 W

T
- A

O
S

C
 W

T
- B

O
S

C
 A

L
M

S
1

0 . 0

0 . 5

1 . 0

1 . 5

2 . 0

2 . 5

D
is

t
a

n
c

e
 e

n
t
r

e
s

 l
e

s
 c

e
n

t
r

io
le

s
 (

µ
m

)

* * * *

N= 
67 

N= 
108 

N= 
47 



Résultats  

 
69 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Bien que nous ayons réussi à obtenir des cellules ciliées, le rendement est malheureusement 

très faible. Nous avons essayé d’en augmenter l’efficacité en cultivant les OSCs sur d’autres types 

de cellules nourricières (cellules stromales d’utricule de souris ; cellules stromales d’utricule de 

poulet), avec ou sans traitement à l’EGF et à l’acide rétinoïque connus pour améliorer la 

différenciation. Ces diverses tentatives ne nous ont pas permis d’améliorer de façon significative 

l’obtention de cellules ciliées humaines en culture. Dans ces conditions, il n’a pas été possible de 

réaliser des analyses comparatives et d’étudier l’impact des mutations d’ALMS1 et CDK5RAP2 

dans les progéniteurs otiques. Notons que l’efficacité mitigée de la différenciation 2D en cellules 

ciliées a déjà été rapportée dans la littérature (Chen and Streit, 2013; Ding et al., 2016; Ohnishi et 

al., 2015; Ronaghi et al., 2014). 

 

5. Différenciation 3D des hiPSCs saines et mutées en cellules ciliées 

 

Face au succès relatif des protocoles de différenciation en 2 dimensions, l’équipe du Dr. 

Hashino a élaboré un modèle in vitro récapitulant autant que possible les étapes du développement 

physiologique de l’oreille interne (Figure 27) (Koehler et al., 2017).  Ainsi, la culture est menée en 3 

dimensions sur une période beaucoup plus longue (entre 70 et 150 jours) et donc plus proche de celle 

nécessaire à l’émergence des cellules ciliées au cours de l’embryogenèse humaine. La modulation des 

voies de signalisation y est également au plus proche de ce qui est décrit au cours du développement 

physiologique. 

 

 

Merge ATOH1/MYOSINE 6 ATOH1 

MYOSINE 6 NOYAUX 
HUMAINS 

HOESCHT 

Figure 26 : Différenciation terminale des OSCs en cellules ciliées. Après 10 jours de culture sur cellules 

nourricières murines issues de la dissociation de cochlées à E14,5, des rosettes de cellules humaines positives pour 

les marqueurs de cellules ciliées ATOH1 et MYOSINE6 sont visibles après immunomarquages. Echelle = 50µm. 
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  Ce protocole de différenciation 3D – dite en organoïdes - peut être divisé en deux étapes : 

l’étape d’induction otique (J0 à J18) durant laquelle plusieurs voies de signalisation sont activement 

modulées ; et la phase de maturation (J19 à J150) durant laquelle les cellules s’auto-organisent au sein 

de l’organoïde et sécrètent elles-mêmes les facteurs nécessaires à la différenciation en cellules ciliées.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

5.1. Phase d’induction otique 

 
Nous avons appliqué ce protocole de différenciation 3D à deux lignées hiPSCs saines (WT-

A et WT-B) ainsi qu’aux lignées hiPSCs ALMS1 et CDK5RAP2. Dans un premier temps, nous 

avons vérifié l’évolution de plusieurs marqueurs otiques au cours de la phase d’induction grâce à 

des RT-qPCR (Figure 28). Les niveaux d’ARNm sont rapportés à ceux obtenus au jour 0, c’est-à-

dire au stade hiPSCs. L’ensemble des lignées présentent des profils d’expression similaires, avec 

une chute de l’expression d’OCT4 (marqueur de pluripotence) dès le début de l’induction otique. 

Cette perte de pluripotence est corrélée à une augmentation progressive de l’expression de TFAP2A 

(marqueur d’ectoderme non-neural), EYA1 (marqueur de la région pré-placodale), PAX2 et PAX8 

(marqueurs de la placode otique) au cours de la différenciation.  

Figure 27 : Comparaison entre le développement embryonnaire aboutissant à la formation des 

cellules ciliées et le protocole 3D de différenciation in vitro.  

(R
P

P
) 

P
laco

d
e o

tiq
u

e 
C

ellu
les 

ciliées 

J-2 

J4 

J8 

J18 

J70- J150 

J0 

TGF-B 
BMP4 
FGF2 

FGF2 
BMP 

Wnt 

Auto-
organisation 

h
iP

S
C

s 

Différenciation 3D 

Ectoderme non-neural (ENN) 

Cellules souches pluripotentes 

Ectoderme 

Région préplacodale (RPP) 

Cellules ciliées 

Placode otique 

NANOG 
OCT4 

TFAP2A 
TFAP2C 

SIX1 
EYA1 

PAX2 
PAX8 

ATOH1 
POU4F3 
MYO7A 

SOX2 

FGF 
BMP 
Wnt 

BMP 

FGF 
Wnt 

Notch 
Wnt 

TGF-B 

Développement physiologique 

(E
N

N
) 

In
d

u
ctio

n
 o

tiq
u

e 
M

atu
ratio

n
 



Résultats  

 
71 

 

E
x

p
r

e
s

s
io

n
 r

e
la

t
iv

e
 (

A
R

N
m

)

J
0

=

h
i P

S
C

s J
4

J
8

J
1

2

0 . 0

0 . 5

1 . 0

1 . 5

2 . 0

J
0

=

h
i P

S
C

s J
4

J
8

J
1

2

0

2 0

4 0

5 0

3 5 0

6 5 0

2 0 0 0

2 4 0 0

E
x

p
r

e
s

s
io

n
 r

e
la

t
iv

e
 (

A
R

N
m

)

J
0

=

h
i P

S
C

s J
4

J
8

J
1

2

0

5

1 0

5 0

3 5 0

6 5 0

9 5 0

E
x

p
r

e
s

s
io

n
 r

e
la

t
iv

e
 (

A
R

N
m

)

J
0

 =

h
i P

S
C

s J
4

J
8

J
1

2

0

1 0 0

2 0 0

3 0 0

4 0 0

5 0 0

1 0 0 0

2 0 0 0

E
x

p
r

e
s

s
io

n
 r

e
la

t
iv

e
 (

A
R

N
m

)

J
0

=

h
i P

S
C

s J
4

J
8

J
1

2

0

1 0

2 0

1 0 0

1 1 0 0

2 1 0 0

3 1 0 0

8 0 0 0

9 0 0 0

E
x

p
r

e
s

s
io

n
 r

e
la

t
iv

e
 (

A
R

N
m

)

WT-B 

ALMS1 

CDK5RAP2 

OCT4 

TFAP2A EYA1 

PAX8 PAX2 

Figure 28 : Evolution de l’expression de gènes de pluripotence (OCT4) et marqueurs d’induction 

otique (TFAP2A, EYA1, PAX8 et PAX2) au cours des 12 premiers jours de différenciation 3D. 

A J0, les cellules sont encore au stade hiPSCs et expriment OCT4. Dès le début de la différenciation, le niveau 

d’OCT4 s’effondre alors que les marqueurs otiques commencent à apparaitre et s’amplifient au cours du temps. 

L’ensemble des lignées présente le même profil d’expression, suggérant que les mutations d’ALMS1 et de 

CDK5RAP2 n’empêchent pas l’induction otique. Soulignons tout de même que la lignée CDK5RAP2 présente 

une plus faible expression des marqueurs otiques, excepté EYA1. Soulignons également que la variabilité inter-

expérimentale au sein d’une même lignée s’explique au moins partiellement par la nécessité de grouper 6 à 12 

organoïdes afin d’avoir suffisamment de matériel pour réaliser les RT-qPCR. 
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Figure 29 : La morphologique globale (A) et la taille (B) des organoïdes au cours des 12 premiers 

jours de différenciation sont similaires dans les lignées WTs, ALMS1 et CDK5RAP2. 
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Nous nous sommes ensuite intéressés à la morphologie globale des organoïdes ainsi qu’à leur 

taille au cours des 12 premiers jours de différenciation car elles sont le reflet indirect de la capacité 

des cellules à proliférer (Figure 29). Bien que la taille initiale des organoïdes varie quelque peu en 

raison de l’approximation du comptage cellulaire et d’un taux de survie variable d’une expérience à 

l’autre, il n’y a pas de différence flagrante dans la morphologie ou dans la taille des organoïdes après 

12 jours de différenciation. Nous pouvons conclure que les mutations d’ALMS1 et de CDK5RAP2 

ne semblent pas impacter de façon significative les premières étapes d’induction otique. 

 

Au fur et à mesure de l’avancement du protocole de différenciation, de plus en plus de types 

cellulaires s’organisent au sein des organoïdes. C’est pourquoi nous avons poursuivi la comparaison 

entre nos lignées WTs, ALMS1 et CDk5RAP2 en réalisant à J18 des immunomarquages anti-

PAX2, un marqueur de progéniteurs otiques (Koehler et al., 2017). D’abord réalisés sur des coupes 

d’organoïdes, ces marquages nous ont permis de constater la présence de cellules PAX2+ (Figure 

30 A – Immunomarquages sur coupes). Cependant, comme ces cellules s’organisent en petites 

vésicules au sein des organoïdes, de nombreuses coupes ne traversent pas ces structures et sont 

donc négatives pour PAX2. Afin d’évaluer plus efficacement la présence de cellules PAX2+ ainsi 

que leur proportion dans les différentes lignées, nous avons réalisé des immunomarquages sur 

organoïdes entiers que nous avons ensuite imagés en 3D à l’aide du microscope à feuille de lumière 

(Figure 30 A – Imagerie 3D). Nous avons ainsi pu évaluer le volume total des organoïdes (Figure 

30 B) mais également le pourcentage de ce volume occupé par le marquage PAX2 (Figure 30 C). 

Les mutations d’ALMS1 et de CDK5RAP2 n’altèrent pas le volume total des organoïdes, suggérant 

que les cellules n’ont pas de problème majeur de prolifération au cours des 18 premiers jours de 

différenciation. Sur ces images en 3D, nous avons pu apprécier la présence de puits otiques au sein 

des organoïdes dérivés de chacune des lignées. De plus, le volume occupé par les puits otiques ne 

diffère pas de façon significative entre nos différentes lignées, ce qui appuie une fois de plus le fait 

que les mutations étudiées n’interfèrent pas avec l’induction otique. 
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5.2.   Phase de maturation des organoïdes 

 

Comme évoqué précédemment, la phase de maturation permet l’auto-organisation des 

différentes populations cellulaires au sein des organoïdes et la sécrétion par ces cellules de facteurs 

nécessaires à la différenciation des progéniteurs otiques en cellules ciliées. L’équipe du Dr. Hashino 

ayant observé des cellules ciliées après 42 jours de maturation (soit au jour 60 de la différenciation), 

nous avons réalisé des immunomarquages sur coupes d’organoïdes aux jours 68 (Figure 31) et 125 

de différenciation (Figure 32). Pour les trois lignées étudiées, nous avons pu détecter à J68 certaines 

cellules exprimant POU4F3, un facteur de transcription exprimé spécifiquement dans les cellules 

ciliées même immatures, au voisinage desquelles d’autres cellules exprimaient SOX2 (Figure 31). 

Au cours du développement otique, SOX2 est présent dans les progéniteurs du domaine 

prosensoriel, puis son expression diminue progressivement au cours de la différenciation terminale 

en cellule ciliée tandis qu’elle sera maintenue dans les cellules qui adopteront plus tard un destin de 

cellules de soutien. Dès lors, les cellules qui co-expriment POU4F3 et SOX2 (flèches jaunes) 

constituent vraisemblablement des cellules ciliées au début de leur processus de différenciation, 

tandis que les cellules exprimant uniquement SOX2 seraient des cellules de soutien en devenir. A 

ce stade, aucune cellule positive pour la MYOSINE 7A, une protéine exprimée plus tardivement 

dans les cellules ciliées, n’a été observée.. 

 

Au sein des organoïdes, nous retrouvons également des fibres nerveuses exprimant la 

TUBULINE-βIII (TUJ1) (Figures 31 et 33). L’ensemble de ces résultats suggèrent que les 

mutations d’ALMS1 et de CDK5RAP2 n’empêchent ni la formation de cellules sensorielles otiques 

ni le développement de neurones. 

 

 

 

Figure 30 (page précédente) : Analyse comparative des lignées WTs, ALMS1 et CDK5RAP2 par 

immunomarquages au jour 18 de différenciation. Les organoïdes WT, ALMS1 et CDK5RAP2 

contiennent des ensembles de cellules positives pour PAX2 appelés puits otiques (A) (Echelle = 80µm (section) et 

250µm (imagerie 3D)). Le volume total des organoïdes n’est pas modifié lorsque les gènes ALMS1 ou 

CDK5RAP2 sont mutés (B), suggérant qu’il n’y a pas de défaut majeur de la prolifération dans ces lignées (WT-

A =7,035x108 ± 2,26 x108 µm³ ; WT-B = 2,287 x108 ± 1,01x109µm³ ; ALMS1 = 7,001 x108 ± 3,38x108 µm³ ; 

CDK5RAP2 = 7,065 x108± 2,09x108µm³). La proportion du volume occupé par les puits otiques est également 

similaire, ce qui suggère que l’induction otique n’est pas affectée par la mutation l’ALMS1 et de CDK5RAP2 

(WT-A =0,636 ± 0,834% ; WT-B = 1,885 ± 1,960 % ; ALMS1 = 2,259 ± 1,814% ; CDK5RAP2 = 0,928 

± 0,705%). 
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Vingt jours plus tard (J88), quelques cellules positives pour MYO7A - un marqueur plus 

tardif de cellules ciliées - sont observées dans les lignées WT-B (Figure 32) mais pas dans les lignées 

ALMS1 et CDK5RAP2. Au jour 125 de différenciation cependant, de nombreuses cellules MYO7A 

positives organisées en rosette sont visibles sur les coupes d’organoïdes ALMS1 (Figure 33 A). 

Notons que la plupart de ces cellules MYO7A positives conservent une expression soutenue du 
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Figure 31 : Analyse comparative des lignées WT-B (A), ALMS1 (B) et CDK5RAP2 (C) par 

immunomarquages au jour 68 de différenciation. Les lignées WT-B, ALMS1 et CDK5RAP2 sont 

capables de générer des cellules exprimant POU4F3 (marqueur de cellules ciliées précoces) ainsi que SOX2 

(marqueur des progéniteurs otiques dont l’expression se restreint ensuite aux cellules de soutien). De plus, 

certaines cellules co-expriment SOX2 et POU4F3 (identifiées par des flèches jaunes), ce qui indique que les 

cellules ciliées sont encore très précoces. A ce stade, aucune cellule exprimant la MYOSINE 7A (MYO7A), 

un marqueur plus tardif, n’a été observée. Notons également la présence de fibres nerveuses, visibles grâce au 

marquage de la TUBULINE β-III (TUJ1). 
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facteur SOX2 (flèches jaunes), ce qui suggère que la maturation des cellules ciliées est toujours en 

cours. Il existe cependant des régions où les cellules ciliées semblent avoir atteint leur maturité 

puisqu’elles sont totalement dépourvues du marqueur SOX2 (flèches blanches). Ce degré de 

maturité variable au sein des organoïdes est en accord avec celui observé au cours du développement 

embryonnaire de l’organe de Corti. En effet, la différenciation physiologique des cellules 

sensorielles s’étale sur plusieurs jours en démarrant de la base de la cochlée pour s’étendre 

progressivement vers l’apex. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A J125, des cellules ciliées plus matures exprimant uniquement MYO7A sont entourées de 

cellules SOX2-positives et sont connectées par des fibres nerveuses marquées pour TUBULINE-

βIII (Figure 33 B). Cette organisation est tout à fait similaire à celle de l’organe de Corti au sein 

Figure 32 : Présence de quelques cellules MYOSINE 7A positives après 88 jours de 

différenciation dans les organoïdes WT-B. Les rectangles jaunes sont des agrandissements des images. 

Echelles : 20µm (blanc) et 10µm (jaune).  
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duquel les cellules ciliées reposent sur les cellules de soutien (SOX2 positives) et sont innervées par 

les neurones du ganglion spiral (TUJ1 positifs). On retrouve à la surface de ces cellules des 

structures riches en actine, mises en évidence par de la phalloïdine couplée à un fluorochrome. Ces 

extensions cytoplasmiques constituent la touffe stéréociliaire typique des cellules ciliées (Figure 33 

C, D et D’). 
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Figure 33 : Analyse par immunomarquage des organoïdes ALMS1 (A-D’) et CDK5RAP2 (E) au 

jour 125 de différenciation. Des structures composées de nombreuses cellules MYO7A+ (flèches blanches) et 

MYO7A+/SOX2+ (flèches jaunes) sont observées dans les organoïdes ALMS1 (A), représentant des cellules 

ciliées plus ou moins matures. Les cellules MYO7A+ sont en effet plus matures que les cellules 

MYO7A+/SOX2+. Cette coexistence de cellules à divers degrés de maturité est également présente au cours du 

développement physiologique de l’oreille interne. Certaines cellules MYO7A reposent sur des cellules de soutien 

SOX2+ et sont connectées par des fibres nerveuses (B) suivant une organisation très similaire à ce qui peut être 

observé sur une coupe transversale de cochlée. De plus, ces cellules possèdent à leur surface apicale une structure 

enrichie en actine mise en évidence par de la phalloïdine couplée à un fluorochrome : la touffe stéréociliaire (C-

D’). Aucune cellule MYO7A+ n’a été détectée dans les organoïdes CDK5RAP2, et ce malgré la présence de 

quelques cellules SOX2+ et de fibres nerveuses (E).  

A B 

Figure 34 : Image représentative des organoïdes au jour 125 de différenciation. A= WT-B ; B = 

ALMS1 ; C= CDK5RAP2.  
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Alors que certaines fibres nerveuses et quelques cellules SOX2+ ont été détectées au sein des 

organoïdes mutés pour CDK5RAP2 à J125, des structures composées de cellules MYO7A+ n’ont 

jamais été observées (Figure 33 E). Soulignons également que si la taille des organoïdes 

CDK5RAP2 n’est pas impactée au jour 12 (Figure 29 B) ou 18 (Figure 30 B) de différenciation, leur 

taille est drastiquement réduite au jour 125 (Figure 34). Dès lors, la perte de CDK5RAP2 

compromet fortement le développement des organoïdes aux stades plus tardifs, correspondants à la 

période de différenciation des cellules de l’organe de Corti. Notons également que si les organoïdes 

ALMS1 sont plus gros que les organoïdes WT-B, cela ne semble pas être le cas lorsqu’ils sont 

comparés avec des organoïdes issus des hiPSCs WT-C ou D. Nous devons cependant réitérer 

plusieurs fois les différenciations avec ces nouvelles lignées avant de pouvoir les inclure dans nos 

résultats.  

 

5.3. Optimisation de la maturation des organoïdes 

 

Notre méthode actuelle de maintenance des organoïdes n’est pas optimale pour la culture à 

long terme. La manipulation très régulière engendrée par les changements de milieu couplée à la 

culture sans antibiotiques de nos organoïdes augmentent le risque de contamination à long terme 

par des micro-organismes. Après « seulement » 125 jours en culture, les organoïdes ont une taille 

conséquente et consomment rapidement les nutriments du milieu de culture, ce qui nous oblige à 

changer plus souvent et en plus grande quantité le milieu, au risque d’éliminer des facteurs 

essentiels à la différenciation en cellules ciliées. Finalement, nous observons une évaporation dans 

les puits situés en bord de plaque 24 puits, ce qui peut être source de variabilité. Il existe sur le 

marché un bioréacteur spécifiquement conçu pour la culture des organoïdes (CERO - OLS) que 

nous avons eu la chance d’avoir en démonstration au laboratoire. Plusieurs organoïdes y sont 

cultivés dans un seul tube contenant un large volume de milieu, ce qui réduit le nombre de 

changement de milieu et le risque de contamination. Un système rotatif unique à vitesse adaptable 

permet de maintenir les organoïdes en suspension dans le milieu et de favoriser ainsi les échanges 

entre les organoïdes et le milieu de culture. Dans le cadre de notre étude, nous y avons placé les 

organoïdes en phase de maturation et avons réalisé des immunomarquages sur coupe d’organoïdes 

à J60. Nous avons noté la présence de vésicules clairement définies dont la structure n’est pas sans 

rappeler une coupe transversale de cochlée contenant un grand nombre de cellules SOX2 positives 

ainsi que plusieurs cellules positives pour les marqueurs de cellules ciliées POU4F3 ou 

MYOSINE7A (Figure 35). Un enrichissement en actine est visible à la surface apicale des cellules 

MYOSINE7A+, évoquant la touffe stéréociliaire. L’utilisation d’un bioréacteur tel que le CERO 

nous a permis de réduire de moitié le temps nécessaire à la différenciation en cellules ciliées, passant 
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de 125 à 60 jours de différenciation et se rapprochant ainsi du temps requis au cours de 

l’embryogenèse pour former les cellules ciliées.

Figure 35 : Analyse par immunomarquages de coupe d’organoïdes ALMS1 à J60 après 40 jours 

de maturation dans le bioréacteur CERO. De belles vésicules nettement définies sont visibles. 

L’organisation cellulaire rappelle celle de l’épithélium sensoriel de l’oreille avec des cellules POU4F3 ou 

MYOSINE7A+ reposant sur des cellules SOX2+. La surface apicale des cellules MYOSINE7A+ est enrichie 

en actine mise en évidence par de la phalloïdine couplée à un fluorochrome, possiblement une touffe stéréociliaire. 

Quelques fibres nerveuses connectant les cellules ciliées sont également visibles. L’utilisation d’un bioréacteur 

permet donc d’obtenir des résultats similaires à ceux observés en condition de culture classique mais dans un laps 

de temps réduit de 50%. 
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La surdité est un problème de santé majeur affectant un nombre croissant d’individus. Parmi 

les facteurs mis en cause, la génétique joue un rôle prépondérant. Isoler les mécanismes sous-jacents 

est essentiel à la compréhension de la pathologie, mais également à la conception de traitements 

adaptés. Pour cela, la mise au point et l’utilisation de modèles adéquats sont primordiales. A ce jour, de 

nombreux modèles impliquant les animaux existent (Friedman et al., 2007), mais transposer les 

connaissances acquises chez l’animal à l’Homme échoue bien souvent (Mak et al., 2014; Martignoni et 

al., 2006). C’est pourquoi, il est capital de confirmer les résultats obtenus à partir d’un modèle animal 

dans un modèle humain. Au cours de notre étude, nous avons choisi d’utiliser et de différencier les 

hiPSCs en cellules otiques pour tenter de comprendre les mécanismes impliqués dans des surdités 

d’origine génétique liées à des défauts de protéines centrosomales. A cette fin, nous avons reprogrammé 

avec succès des fibroblastes provenant d’un patient sourd porteur d’une mutation homozygote 

récessive du gène ALMS1 et atteint du syndrome d’Alström, et d’un patient sourd souffrant d’une 

MCPH secondaire à la mutation composite du gène CDK5RAP2. Nos résultats concernant la 

différenciation de ces hiPSCs suggèrent un développement normal des progéniteurs otiques (OSCs) 

malgré la mutation des gènes ALMS1 et CDK5RAP2. La différenciation terminale en cellules ciliées 

n’a été possible que dans la lignée ALMS1. Les résultats sont récapitulés en Table 5 avant d’être 

discutés.  

 

Table 5 : Résumé des résultats obtenus au cours de ce projet. 

 

  
Mutation de 
CDK5RAP2 

Mutation d’ALMS1 

Analyse de 

l’expression 

des protéines 

CDK5RAP2 (IF) X V 

ALMS1 (IF) V X 

CNAP1 (IF)   

ROOTLETINE (IF) V V 

γ-TUBULINE (IF et 
WB)  V 

Distance intercentriolaire (cellules 
hors mitose) V  

Taille des 

 organoïdes 

J12 V V 

J125  V 

Proliferation (Ki67, BrdU)       V 
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Mutation de 
CDK5RAP2 

Mutation d’ALMS1 

Capacité à se 

différencier 

 en OSCs V V 

en CCs matures X V 

 

1. Les hiPSCs peuvent être dérivées en cellules otiques suite à l’application de protocoles de 

différenciation dont l’efficacité est augmentée en culture 3D.  

 

Nous avons commencé par appliquer un protocole de différenciation 2D à nos lignées hiPSCs 

afin de les dériver en progéniteurs otiques (OSCs). Ce protocole a été mis au point au laboratoire par 

le Dr. Benjamin Grobarczyk au cours de sa thèse (Figure 36 A), et s’inspire de la littérature qui était 

alors disponible (Oshima et al., 2010a; Ronaghi et al., 2014). A la fin du traitement, nous avons observé 

une expression d’EYA1 (par RT-qPCR), de SIX1 et de PAX2 (par RT-qPCR et immunomarquages) 

dans nos cultures d’OSCs. EYA1 est un co-activateur transcriptionnel exprimé dans les placodes 

ectodermales et impliqué dans la modulation de l’expression du facteur de transcription SIX1. 

Ensemble, ils interviennent dans l’établissement des destins otiques et épibranchiaux (Zou et al., 2004). 

Il a été démontré que Eya1 fonctionne en synergie avec Pax2 durant la morphogenèse de l’oreille 

interne des mammifères (Zou et al., 2006) mais également que Eya1 et Six1 induisent et soutiennent 

la différenciation en cellules ciliées via l’activation de l’expression d’Atoh1 (Ahmed et al., 2012; Bricaud 

et al., 2006). Néanmoins, bien que nos OSCs expriment plusieurs marqueurs de progéniteurs otiques, 

nous avons fait face à de grandes difficultés pour les différencier en cellules ciliées. Notre protocole de 

différenciation repose sur le sevrage en facteurs de croissance des OSCs et la co-culture, durant 10 

jours, avec des cellules nourricières provenant de la dissection de cochlées murines à E14,5. L’ajout de 

molécules décrites dans la littérature comme favorisant la différenciation des progéniteurs otiques en 

cellules ciliées (e.g. acide rétinoïque (Lefebvre et al., 1993; Rubbini et al., 2015) ; EGF (Ding et al., 

2016; Doetzlhofer et al., 2004; Tang et al., 2016) et inhibiteurs de la voie Notch (Luo et al., 2017; 

Mizutari et al., 2013)) n’a pas permis d’augmenter l’efficacité du protocole, de même que la co-culture 

avec d’autres types de cellules nourricières issues d’utricules de souris ou de poulet.  
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Nous nous sommes dès lors tournés vers un protocole de différenciation 3D des hiPSCs en 

cellules otiques (Figure 36 B) ayant abouti à des résultats prometteurs (Koehler et al., 2017). L’idée 

d’utiliser les cultures 3D pour améliorer la différenciation en cellules ciliées est apparue après la 

publication de résultats incroyables décrivant la formation de cupules optiques dérivées de mESCs et 

hESCs en cultures flottantes (Eiraku et al., 2008, 2011; Nakano et al., 2012). Peu de temps après, un 

premier protocole de différenciation des mESCs en cellules ciliées a été mis au point par l’équipe du 

Dr. Hashino. Il se base sur la modulation des voies de signalisation connues pour être critique dans le 

développement cochléaire chez la souris, avec dans un premier temps l’inhibition de la voie TGF-β et 

l’activation de la voie BMP afin de pousser les mESCs à donner naissance à de l’ectoderme non-neural. 

L’activation de la voie FGF couplée à l’inhibition de la voie BMP permet alors la différenciation en 

cellules pré-placodales, les précurseurs de l’ensemble des placodes crâniennes. Finalement, l’activation 

de la voie WNT dirige les cellules vers un destin otique (Koehler et al., 2013; Liu et al., 2016; 

Longworth-Mills et al., 2016; Nie et al., 2017). Récemment, l’équipe du Dr. Hashino a adapté ce 

protocole afin de différencier des cellules souches humaines (hESCs et hiPSCs) en cellules ciliées 

(Koehler et al., 2017). Si les voies de signalisation modulées sont similaires, le timing des traitements 

est modifié afin de correspondre au mieux au développement cochléaire humain. Ainsi, les premières 

étapes du protocole de différenciation consistant à moduler les voies de signalisation durent au total 

18 jours : nous l’appelons « phase d’induction ». Vient ensuite une période de 42 à 132 jours au cours 

Figure 36 : Schéma comparatif des protocoles de différenciation 2D (A) et 3D (B) des hiPSCs 

en cellules ciliées. 
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de laquelle les cellules s’auto-organisent et sécrètent les facteurs essentiels à leur différenciation 

terminale, que nous appelons « phase de maturation ». Au cours de la phase d’induction, nous avons 

observé une diminution systématique de l’expression des marqueurs de pluripotence associée à 

l’expression croissante de marqueurs otiques. Cependant, les niveaux d’expression mesurés sont très 

variables d’une expérience à l’autre. Ceci peut s’expliquer par la nécessité de grouper plusieurs 

organoïdes afin de récolter suffisamment de matériel pour pouvoir réaliser l’analyse. Si l’un d’eux est 

mal engagé dans la différenciation otique, cela se reflète sur les niveaux d’expression des gènes évalués. 

Au-delà de la sensibilité intrinsèque des organoïdes au traitement de différenciation, nous avons 

également constaté une évaporation accrue du milieu de culture dans les puits périphériques de nos 

plaques 96 puits « ultra-low » adhérence, ce qui modifie la concentration des molécules utilisées pour 

moduler les différentes voies de signalisation en plus de diminuer l’apport nutritif des cellules. Rajouter 

du milieu est délicat puisque nous ignorons la vitesse à laquelle sont consommés les morphogènes. 

Nous risquerions donc de modifier la différenciation. Une solution consisterait à remplir les puits 

périphériques avec du milieu sans y placer d’agrégats, mais cela constitue une perte de 36 puits sur 96, 

soit presque 40% de la plaque. Durant la phase de maturation, les organoïdes sont placés dans des 

plaques 24 puits de type « ultra-low » adhérence. Nous avons choisi de changer une partie du milieu 

tous les deux jours, ce qui permet d’apporter les nutriments nécessaires à la survie et la croissance 

cellulaire tout en conservant une partie des facteurs sécrétés par les cellules dans le milieu de culture. 

Entre les jours 60 et 75, Koelher et al. observent des fibres nerveuses, ce que nous avons également pu 

observer à partir du jour 68 de différenciation. Ils constatent également la présence de cellules 

exprimant la MYOSINE7A et présentant à leur surface apicale une structure riche en actine et positive 

pour l’ESPINE : la touffe stéréociliaire (Koehler et al., 2017). Au jour 68 de différenciation, nous 

n’avons pas détecté de cellules positives pour MYOSINE7A. Les immunomarquages révèlent 

néanmoins la présence de cellules positives pour SOX2, un marqueur de progéniteurs otiques dont 

l’expression finit par se restreindre aux cellules de soutien au cours du développement, et d’autres 

exprimant POU4F3. Ce dernier est un facteur de transcription jouant un rôle majeur dans le 

développement des cellules ciliées murines et humaines (Hertzano et al., 2004; Zhong et al., 2019) dont 

l’expression est activée par ATOH1. Il semble donc que nous ayons des cellules ciliées précoces dans 

nos cultures à J68. Vingt jours plus tard (soit au jour 88 de différenciation), nous avons pu observer 

des cellules positives pour MYOSINE7A. Ce décalage de maturation des cellules ciliées dans nos 

cultures comparativement aux résultats obtenus par Koehler et al. peut résulter d’une sensibilité 

intrinsèque spécifique à chaque lignée hiPSCs, qui a également été notée par l’équipe du Dr. Hashino. 

Il est également possible que les remplacements trop réguliers de milieu éliminent une partie des 

facteurs essentiels à la différenciation en cellules ciliées et, secondairement, ralentissent le processus 

de différenciation.  
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Ces résultats démontrent que les conditions de culture peuvent grandement influencer 

l’efficacité de la différenciation en cellules otiques. Si le protocole de culture en 2D a permis d’obtenir 

une culture riche en OSCs (plus de 80% après passage), la différenciation terminale en cellules ciliées 

était peu performante. L’ajout d’une étape d’activation de la voie Wnt dans le but d’engager les cellules 

progénitrices des placodes postérieures vers un destin otique (Freter et al., 2012) pourrait favoriser 

l’émergence de cellules ciliées. De plus, les connaissances encore limitées des voies de signalisation 

nécessaire à la différenciation des progéniteurs otiques en cellules ciliées nous obligent à utiliser des 

cellules nourricières afin de fournir ces facteurs essentiels à nos OSCs. Ces cellules proviennent de la 

dissection de plusieurs structures (cochlées ou utricules) animales, ce qui induit une source de 

variabilité conséquente provenant de la précision de la dissection, du temps fluctuant nécessaire à la 

remise en culture (dépendant notamment du nombre d’embryons utilisés), du taux de survie et de la 

vitesse de prolifération des cellules, mais également de l’imprécision de l’âge des animaux utilisés 

(estimée à une demi-journée près).  

 

L’application d’un protocole de différenciation 3D a significativement augmenté l’efficacité et 

la reproductibilité de l’obtention de cellules ciliées à partir d’hiPSCs. Plusieurs raisons peuvent 

expliquer cette amélioration notable. Dans un premier temps, le protocole 3D utilisé suit au plus près 

les connaissances actuelles des voies de signalisation impliquées dans le destin otique. Leur modulation 

s’étale également sur une période plus proche de celle naturellement nécessaire à la formation des 

cellules ciliées au cours du développement embryonnaire humain. En effet, l’équipe du Dr. Hashino 

considère que les hiPSCs correspondent à des cellules épiblastiques présentes au jour 12 du 

développement embryonnaire humain (Koehler et al., 2017), et ils voient des cellules ciliées après 60 

jours de différenciation, ce qui correspond donc à un total d’environ 72 jours. Or, le temps nécessaire 

à l’apparition des premières cellules ciliées au cours de l’embryogenèse humaines est de l’ordre de 10 

semaines de gestation, soit 70 jours (Lim and Brichta, 2016). Notons également que ce protocole a 

l’avantage de ne pas faire intervenir de cellules animales. Les facteurs sécrétés nécessaires à la 

différenciation en cellules ciliées sont donc d’origine humaine. De plus, les nombreuses sous-

populations cellulaires qui se développent au sein des organoïdes sont libres de s’y organiser 

spontanément pour former des structures similaires à celles observées au cours du développement 

embryonnaire de l’oreille interne. 

 

Considérées dans leur ensemble, ces informations démontrent la pertinence de l’utilisation d’un 

modèle en 3D. Soulignons néanmoins que ce protocole peut lui aussi être optimisé grâce à la maturation 

des organoïdes en bioréacteur CERO (Bioké, Belgique) que nous avons eu la chance d’avoir en 
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démonstration au laboratoire. Complètement autonome, ce bioréacteur est un véritable incubateur 

permettant la culture d’un grand nombre d’organoïdes dans des tubes d’une contenance de 50ml. Un 

système de rotation innovant conserve les tubes en mouvement ; ce qui, couplé à la forme optimisée 

des tubes, permet de maintenir les organoïdes en suspension. Les échanges avec le milieu de culture 

sont améliorés, et les changements de milieu sont moins fréquents. Cela diminue drastiquement les 

risques de contamination par des micro-organismes inhérents à la culture sur le long terme, et permet 

de concentrer les facteurs de différenciation dans le milieu. L’utilisation de ce bioréacteur nous a ainsi 

permis de réduire de moitié le temps nécessaire à la différenciation des hiPSCs ALMS1, passant de 125 

à 60 jours.  

 

La compréhension des mécanismes précis impliqués dans la différenciation embryonnaire 

humaine des progéniteurs en cellules ciliées est primordiale pour développer et améliorer les modèles 

d’étude in vitro.  L’essor des nouvelles technologies est un support inestimable à la mise en place de 

modèles humains. Elles offrent la possibilité de perfectionner les méthodes actuellement en vigueur 

mais également la perspective de nouvelles expériences tel que le maintien à très long terme des 

cultures et l’établissement de nouveaux modèles d’étude. En effet, bien que nous n’ayons pas fait une 

caractérisation exhaustive des types cellulaires contenus dans les organoïdes, nous avons pu observer 

des neurones dont les fibres viennent connecter les cellules ciliées. La culture 3D est dès lors un modèle 

prometteur offrant la possibilité d’étudier les interactions entre plusieurs populations cellulaires, et 

notamment la formation de synapses.  

 

2. La localisation centrosomale d’ALMS1 et de CDK5RAP2 est perdue dans les cellules 

dérivées de patients.   

 

Nous avons confirmé par immunomarquages la localisation centrosomale des protéines 

ALMS1 et CDK5RAP2 dans les fibroblastes, les hiPSCs et les OSCs issus de patients sains. En 

revanche, ces protéines n’ont pas été détectées au niveau des centrosomes de cellules dérivées des 

patients. Les mutations étudiées au cours de ce travail induisent des codons STOP prématurés 

conduisant à la production de protéines tronquées, nous ne pouvons donc pas exclure la présence de 

protéines résiduelles qui ne seraient pas détectées par nos anticorps spécifiques. En effet, les 

immunomarquages CDK5RAP2 ont été effectués à l’aide d’un anticorps dirigé contre la séquence 

peptidique 1361 à 1371 de la protéine, c’est-à-dire en aval d’une des mutations présentes chez notre 

patient. De même, l’anticorps utilisé pour détecter ALMS1 (Abcam – ab84892) est dirigé contre la 

séquence d’acides aminés 1200 à 1250 de la protéine, c’est-à-dire en aval du codon STOP prématuré. 

La littérature actuelle établie chez l’Homme et l’animal soutient d’ailleurs l’hypothèse de l’existence 
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d’une forme tronquée d’ALMS1 chez les patients. Il existe à ce jour trois constructions murines 

développées dans le but premier de comprendre les causes de l’obésité et des problèmes rénaux présents 

chez les patients atteints du syndrome d’Alström. La lignée de souris Alms1Foz/Foz est porteuse d’une 

mutation apparue spontanément dans l’exon 8 ; la lignée Alms1L213X/L213X est porteuse d’une mutation 

non-sens induite dans l’exon 10 et les souris Alms1-/-ont été générées par insertion d’une cassette LacZ 

dans l’intron 13 (Hearn 2019). Ces modèles ont été construits de façon à entrainer la perte de la partie 

C-terminale de la protéine ALMS1, comme ce qui est observé chez l’Homme. Les résultats démontrent 

que les cils se développent normalement, mais qu’ils finissent par dégénérer entre P5 et P21 au sein 

des neurones hypothalamiques impliqués dans la satiété (Heydet et al. 2013) ainsi que dans certaines 

cellules des tubules proximaux du rein dans des animaux âgés de 6 mois (Li et al. 2007). De façon 

similaire, les fibroblastes humains mutés pour ALMS1 ne semblent pas présenter de défaut de 

ciliogenèse (Chen et al., 2017; Collin et al., 2012), tandis que la déplétion aigüe d’ALMS1 par ARN 

interférant dans des cellules rénales murines (IMCD3) (Li et al., 2007a) ou des cellules rétiniennes 

humaines (hTERT-RPE1) (Graser et al., 2007a) provoque la formation de cils anormalement courts 

et non-fonctionnels. Dans ces cellules, la ciliogenèse est restaurée grâce à l’expression de la partie N-

terminale d’ALMS1 (équivalent à 40% de séquence totale) (Li et al., 2007a). Ces résultats suggèrent 

donc que l’absence totale de la protéine ALMS1 induit des défauts majeurs de l’assemblage du cil qui 

ne s’observent pas dans les cellules mutées pour ALMS1 en raison de la production d’une forme 

tronquée de la protéine assurant certains de ses rôles. La présence d’une protéine ALMS1 tronquée 

garantirait donc la formation et la fonction du cil, mais ne suffirait pas à assurer son maintien. 

 

3. Les mutations d’ALMS1 et CDK5RAP2 induisent des altérations centrosomales distinctes.   

 

Les mutations d’ALMS1 et de CDK5RAP2 ont toutes les deux pour effet de diminuer le 

marquage centrosomal de CNAP1.  Cette protéine localisée à l’extrémité proximale des centrioles 

permet l’ancrage de ROOTLETINE, la protéine formant le pont entre les centrioles (Bahe et al., 2005). 

La déplétion de CNAP1 ou de ROOTLETINE dans des cellules humaines perturbe la cohésion du 

centrosome et induit un éloignement anormal des centrioles (Bahe et al. 2005; Mayor et al. 2000). Au 

vu des données disponibles dans la littérature, comment expliquer que la réduction de CNAP1 dans 

les cellules mutées pour CDK5RAP2 ne s’accompagne pas d’une augmentation de la distance entre les 

centrioles, contrairement à ce qui est observé dans les cellules ALMS1 ? Cette divergence du 

phénotype centrosomal pourrait s’expliquer par les localisations et fonctions distinctes de ces deux 

protéines. 
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La protéine ALMS1 est présente à l’extrémité proximale des centrioles. Sa déplétion par petits 

ARN interférents dans des cellules humaines U2OS et HEK293 réduit l’ancrage de CNAP1 et affaiblit 

le lien ROOTLETINE entre les centrioles (Knorz et al., 2010), ce qui augmente la distance 

intercentriolaires (Figure 37). Nous n’avons pas constaté de réduction du signal centrosomal de 

ROOTLETINE après immunomarquages des cellules mutées pour ALMS1. Il serait intéressant de 

réaliser des expériences plus quantitatives, telles que des Western blots, afin de vérifier les niveaux de 

ROOTLETINE. Alternativement, il est possible que le taux global de ROOTLETINE ne soit pas 

affecté par la perte d’ALMS1, mais que sa structure soit désorganisée ou allongée (figure 37). Cette 

hypothèse pourrait être vérifiée grâce à de l’imagerie confocale à haute résolution. Soulignons que 

l’invalidation de Rootletine chez la souris affecte le maintien à long terme de certains cils tel que le cil 

spécialisé des photorécepteurs (Yang et al., 2005). De même, la mutation de CNAP1 est associée chez 

l’Homme à une forme de surdité neurosensorielle accompagnée d’une dystrophie des cônes de la rétine 

(Kubota et al., 2018) ainsi qu’au syndrome Usher provoquant, entre autres, une surdité 

neurosensorielle et une rétinite pigmentaire (Fuster-García et al., 2018). Les patients atteints du 

syndrome d’Alström souffrent également de dystrophie des cônes de la rétine aboutissant à la perte de 

la vue peu de temps après la naissance. Il n’est donc pas exclu qu’un défaut du lien intercentriolaire soit 

à l’origine des défauts sensoriels observés lorsqu’ALMS1 est muté.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 37 : Représentation schématique du défaut centriolaire observé dans les cellules 

mutées pour ALMS1. La protéine ALMS1 est localisée à l’extrémité des centrioles et semble recruter 

CNAP1. CNAP1 sert alors d’ancrage à ROOTLETINE qui sert de pont protéique entre les deux centrioles. 

Dans les cellules mutées pour ALMS1, le marquage pour CNAP1 est plus faible et la distance entre les 

centrioles est accrue, ce qui laisse supposer une diminution de la cohésion centriolaire. CM= centriole mère ; 

CF= centriole fille. Illustration adaptée de Hearn 2018. 
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La protéine CDK5RAP2 est quant à elle une protéine du matériel péricentriolaire qui n’est pas 

connue pour interagir avec CNAP1. Il est possible que la diminution du signal CNAP1 observée par 

immunomarquage dans les cellules mutées pour CDK5RAP2 résulte d’un problème de recrutement au 

centrosome, ou encore que CDK5RAP2 module sa stabilité ou influence son interaction avec certains 

partenaires protéiques. Il n’est pas exclu que l’action de CDK5RAP2 sur la localisation centrosomale 

de CNAP1 soit indirecte. En effet, CDK5RAP2 interagit notamment avec la péricentrine (Graser et 

al., 2007b; Kim and Rhee, 2014), une protéine qui sert de plateforme d’ancrage à de nombreuses autres 

protéines (Delaval and Doxsey, 2010). Nous souhaiterions donc effectuer des immunomarquages 

dirigés contre la péricentrine et réaliser une étude plus approfondie de la morphologie du centrosome 

et du lien intercentriolaire par microscopie confocale à haute résolution dans les cellules mutées pour 

CDK5RAP2. Les fibroblastes CDK5RAP2 contiennent également des niveaux de γ-TUBULINE 

réduits. Il a été montré qu’une quantité minimale de γ-TUBULINE était nécessaire pour la survie des 

cellules. En effet, en dessous d’un seuil critique avoisinant les 50%, les cellules s’arrêtent en interphase 

du cycle cellulaire avant d’entrer en apoptose (Rosselló et al., 2018). Cependant, ce seuil ne semble pas 

être atteint suite à la mutation de CDK5RAP2 puisque nous n’avons pas observé de mort accrue dans 

les fibroblastes mutés. Notons que γ-TUBULINE intervient également dans la formation de fibres 

appelées des γ-tubules (Lindström and Alvarado-Kristensson, 2018). Les rôles de ces structures 

composées de γ- TuRC et de PERICENTRINE ne sont pas encore clairement définis, mais elles 

pourraient aider à maintenir la forme et la position de certaines organelles comme l’appareil de Golgi 

et les mitochondries (Rosselló et al., 2018). Les γ-tubules étant principalement observés dans les 

cellules qui ne sont pas en division, il serait intéressant d’étudier leur rôle éventuel dans les CCs qui 

sont, rappelons-le, des cellules post-mitotiques. Dans un premier temps, la présence de ces γ-tubules 

pourraient être mis en évidence par immunomarquages spécifiques de γ-TUBULINE et de 

PERICENTRINE suivis d’une analyse par microscopie confocale à haute résolution. Si de telles 

structures sont observées dans les CCs, nous pourrions étudier l’impact de leur déstabilisation en 

exposant les cellules à une baisse de température induisant la dépolymérisation des γ-tubules (Rosselló 

et al., 2018). Cela nous permettrait également d’étudier la capacité des γ-tubules à se reformer et 

l’impact de la mutation de CDK5RAP2 sur la dynamique de ces structures. Une diminution des niveaux 

de γ-TUBULINE pourrait donc affecter les cellules ciliées par le truchement des γ-tubules. 

 

Finalement, soulignons que le centrosome n’est pas le seul centre organisateur des 

microtubules au sein de la cellule. In vivo, la nucléation des microtubules via les γTuRCs a été décrite 

au niveau de l’appareil de Golgi, de l’enveloppe nucléaire, de la membrane plasmique ou encore à partir 

de microtubules déjà polymérisés (Petry and Vale, 2015). De plus, d’autres protéines que CDK5RAP2 
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(e.g. PERICENTRINE, AKAP450 et CEP192) sont impliquées dans l’ancrage des complexes γ-TuRCs 

aux différents centres organisateurs des microtubules. Une étude récente démontre des niveaux 

variables d’implication de ces protéines dans l’ancrage des γ-TuRCs selon les centres organisateurs 

concernés. Plus précisément, les résultats suggèrent que CDK5RAP2 ne participe que modestement à 

la nucléation des microtubules à partir du centrosome alors qu’elle est impliquée dans la nucléation des 

microtubules prenant naissance à partir de l’appareil de Golgi (Gavilan et al., 2018). Considérées dans 

leur ensemble, ces informations pourraient expliquer pourquoi les patients porteurs de mutations sur 

le gène CDK5RAP2 ne présentent pas de réduction majeure de la capacité des cellules à proliférer. En 

effet, la microcéphalie développée par les patients n’est pas imputée à une absence de division cellulaire 

mais à un déséquilibre entre les divisions symétriques et asymétriques des progéniteurs neuronaux 

(Lancaster et al., 2013; Lizarraga et al., 2010b). Ces derniers se divisent, mais suivant un axe qui 

favorise l’obtention d’une cellule progénitrice et d’un neurone plutôt que deux cellules progénitrices. 

CDK5RAP2 n’est donc pas indispensable à la division cellulaire en tant que telle, mais pourrait 

influencer l’orientation de l’axe de division. Nous avons d’ailleurs remarqué à plusieurs reprises une 

cassure dans l’orientation de la plaque mitotique des hiPSCs CDK5RAP2 (Figure 22 A ; chapitre 

Résultats). La réduction du nombre de cellules BrdU+ et Ki67+ que nous avons observée dans ces 

cellules pourrait également s’expliquer par des défauts du plan de division cellulaire puisque certaines 

des cellules filles obtenues après cytokinèse anormale ne conserveraient pas la capacité de proliférer.  

 

Au vu de l’ensemble de ces observations et des données disponibles dans la littérature, il nous 

paraît indispensable de poursuivre la caractérisation de nos cellules par l’étude de leur cytosquelette. 

Des immunomarquages dirigés contre des protéines enrichies dans les microtubules stables (e.g. α- et 

β-TUBULINE) et analysés par microscopie confocale à haute résolution permettront d’évaluer 

l’intégrité du réseau de microtubules, ses origines centrosomales ou acentrosomales, la qualité et 

l’orientation des fuseaux mitotiques ainsi que la capacité des microtubules à se reformer après une 

dépolymérisation induite par le nocodazole. Ces marquages permettraient également d’investiguer 

l’intégrité de la structure ciliaire, également composée de microtubules, dans les cellules en 

interphase. Le centrosome ayant récemment été associé au réseau d’actine (Farina et al., 2016), 

l’intégrité de ce dernier sera également évaluée par immunomarquages. L’analyse des coupes 

d’organoïdes marquées à la phalloïdines couplée à un fluorochrome n’ont pas mis en évidence de défaut 

majeur du réseau d’actine. Toutefois, un défaut très ciblé d’une sous-population de filaments d’actine 

localisés à la jonction entre les stéréocils et la plaque cuticulaire des CCs peut être à l’origine d’une 

surdité progressive (Haag et al., 2018). Nous réaliserons donc une étude poussée du réseau d’actine par 

microscopie confocale à haute résolution. 
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4. La mutation de CDK5RAP2 semble abolir la formation de cellules ciliées matures dans 

notre modèle d’étude. 

 

Au cours de notre travail, nous avons montré que la mutation de CDK5RAP2 n’empêche pas 

pas la formation de progéniteurs otiques. Pourtant, nos organoïdes cessent de croître peu après la fin 

de la phase d’induction otique et contiennent peu de cellules ciliées (POU4F3+ mais pas MYO7A+) au 

terme de leur maturation. L’hypothèse selon laquelle cette réduction de taille est le résultat d’un défaut 

majeur de la prolifération cellulaire est peu probable. En effet, comme nous l’avons évoqué plus haut, 

les patients ne présentent pas de défaut majeur de prolifération et la microcéphalie s’explique par un 

changement du type de division engagé par les progéniteurs neuronaux, mais pas par une incapacité à 

se diviser. De même, le patient CDK5RAP2 considéré dans ce projet ne souffre pas de surdité 

congénitale mais périnatale. Le développement in vitro d’un épithélium comportant des cellules ciliées 

fonctionnelles ne devrait donc pas être affecté par la mutation du gène. Dès lors, comment expliquer 

ces observations ? Sont-elles dues à une mort cellulaire accrue, comme celle observée par Kraemer et 

al. dans les cellules neuronales progénitrices et post-mitotiques précoces dérivées de mESCs déplétées 

pour CDK5RAP2 (Kraemer et al., 2015) ? Se peut-il qu’une sous-population sécrétant des facteurs 

requis pour la différenciation des progéniteurs en cellules ciliées soit sensible à la mutation de 

CDK5RAP2, et qu’au cours du développement embryonnaire d’autres types cellulaires d’origine non-

ectodermiques suppléent ce manque ? En effet, l’oreille interne en développement est colonisée par 

certaines cellules dérivées de la crête neurale qui donneront naissance à des cellules de la strie 

vasculaire et à certaines cellules du ganglion spiral (Sandell et al., 2014). Ces cellules ne peuvent être 

présentes dans les organoïdes au vu du protocole suivi pour l’établissement de notre modèle. Pour 

répondre à ces questions, nous souhaiterions poursuivre nos investigations sur les organoïdes 

CDK5RAP2. Notamment, nous aimerions les cultiver dès le jour 18 de différenciation dans du milieu 

conditionné provenant de cultures d’organoïdes WT ou ALMS1, afin de vérifier si cela permet une 

croissance normale des organoïdes et favorise la différenciation en cellules ciliées. D’autre part, nous 

avons constaté une différence de densité cellulaire au sein des organoïdes mutés pour CDK5RAP2, 

puisqu’elles semblent plus compactes que celles présentes dans les organoïdes WT ou ALMS1. Il serait 

intéressant de confirmer (ou infirmer) cette observation en comptant le nombre total de cellule 

rapporté sur le volume de l’organoïde considéré. Pour ce faire, il est primordial d’établir un protocole 

d’immunomarquages et d’imagerie 3D sur les organoïdes tardifs qui, de par leur taille et leur densité 

importante, sont relativement réfractaires à la pénétration des anticorps. La priorité sera d’évaluer si 

les données récoltées sont imputables à la mutation du gène CDK5RAP2 ou à un biais technique.  
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5. La mutation d’ALMS1 n’altère pas la capacité à générer des cellules ciliées. 

 

Notre travail démontre que la mutation du gène ALMS1 n’altère pas la formation des cellules 

ciliées. Ces résultats in vitro sont en accord avec la pathologie humaine pour laquelle les patients 

développent une surdité neurosensorielle bilatérale progressive vers l’âge de 7 ans, et qui s’aggrave de 

10 à 15dB par décennie (Lindsey et al., 2017). Le suivi de 33 patients a souligné l’absence d’otoémissions 

acoustiques, ce qui suggère une lésion des cellules ciliées externes (Lindsey et al., 2017). La perte 

progressive de ces dernières a d’ailleurs été mise en évidence dans les souris Alms1-/- (Jagger et al., 

2011). Notons tout de même que la surdité commence à se développer chez des souris âgées de 7 mois 

alors que la surdité apparaît dans l’enfance chez l’Homme, soulignant les limitations de la modélisation 

des pathologies humaines grâce aux animaux et appuyant l’importance de développer des modèles 

humains. L’analyse post-mortem des cochlées de deux patients révèle également une dégénérescence 

massive de l’organe de Corti (Nadol Jr et al., 2015). Ces données suggèrent donc que la mutation 

d’ALMS1 affecte la maintenance des structures otiques plutôt que leur développement.  

 

Si la mutation d’ALMS1 n’empêche pas le développement de cellules ciliées, comment 

expliquer la surdité des patients ? Très récemment, une augmentation de la distance intercentriolaire 

similaire à celle observée en l’absence d’ALMS1 a été démontrée dans les cellules sensorielles de souris 

invalidées pour le gène Cobl, impliqué dans la nucléation des fibres d’actines (Haag et al., 2018). Les 

souris âgées de 12 à 14 semaines ont des potentiels évoqués auditifs normaux mais des otoémissions 

acoustiques anormales, ce qui reflète des anomalies au niveau des cellules ciliées externes impliquées 

dans l’amplification du signal sonore (Haag et al., 2018). Chez ces souris, le réseau d’actine est perturbé 

très localement puisque la densité des fibres présentes sous la surface apicale des cellules est réduite. 

Normalement, la surface apicale des cellules sensorielles est couverte d’un réseau extrêmement dense 

d’actine qui forme la plaque cuticulaire, au sein de laquelle se trouvent le corps basal du cil ainsi que 

les pieds d’ancrage de la touffe stéréociliaire. Cette observation est particulièrement intéressante 

puisqu’il a été suggéré que le centrosome n’est pas seulement un centre organisateur de microtubules, 

mais qu’il serait également à l’origine de la polymérisation des fibres d’actine (Farina et al., 2016). 

Ainsi, la perte de Cobl chez les souris diminuerait la capacité du centrosome à développer un réseau 

complet d’actine sous l’organelle mécanosensoriel, ce qui pourrait entraver son fonctionnement ou sa 

résistance au stress mécanique lié aux vibrations induites par l’onde sonore. De plus, la structure, la 

polarisation et la fonctionnalité du réseau d’actine décline avec l’âge. Chez la levure, lorsque la 

dynamique de l’actine est ralentie, elle s’agrège dans le cytoplasme, détériore les membranes 

mitochondriales, ce qui mène à l’augmentation de la production d’espèces réactives de l’oxygène et, 

secondairement, à la mort de la cellule (Amberg et al., 2011; Gourlay et al., 2004). Un lien entre ALMS1 
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et l’actine a déjà été mis en évidence puisque la protéine Alms1 interagit avec l’actinine-α (Collin et al., 

2012), une protéine impliquée dans la formation de ponts entre les filaments et interagissant avec de 

nombreuses protéines du cytosquelette ainsi que leurs régulateurs  (Sjöblom et al., 2008). Cette 

protéine régulatrice du maillage d’actine est ainsi exprimée dans la plaque cuticulaire ainsi que les 

stéréocils présents à la surface des cellules ciliées (Zine and Romand, 1993). Des problèmes dans le 

réseau d’actine pourraient favoriser le vieillissement précoce des CCEs et entrainer leur 

dégénérescence. Il a d’ailleurs été démontré très récemment que les souris invalidées pour Lmo7 

développent une surdité progressive tardive suite à des défauts du réseau d’actine de la plaque 

cuticulaire (Du et al., 2019). Nos futures investigations s’orienteront donc également vers l’observation 

du réseau d’actine, notamment sous la surface apicale des CCs obtenues après différenciation des 

hiPSCs mutées pour ALMS1. 

 

Soulignons qu’une altération du réseau d’actine pourrait également être à l’origine des surdités 

liées à la mutation de CDK5RAP2. En effet, la protéine CDK5 phosphoryle de nombreuses protéines 

impliquées dans l’assemblage et la maintenance des filaments d’actine. Son invalidation dans les cellules 

ciliées mène à une désorganisation progressive des touffes stéréociliaires ainsi qu’à la dégénérescence 

des cellules ciliées externes chez des souris CDK5-/- âgées de 2 mois (Zhai et al., 2018). La protéine 

CDK5RAP2 interagissant avec CDK5R1, un activateur de CDK5, il possible que sa mutation ait pour 

conséquence une modification du réseau d’actine entrainant une dégénérescence des cellules ciliées 

externes et, secondairement, le développement d’une surdité progressive précoce.  

 

6. Quelle est la pertinence de l’utilisation des hiPSCs pour l’établissement d’un modèle 

d’étude des surdités dégénératives ? 

 

Les mutations que nous avons étudiées au laboratoire provoquent une surdité progressive 

déclarée dès l’enfance. De nombreuses anomalies génétiques résultent ainsi en une dégénérescence de 

la fonction auditive. Le modèle que nous avons appliqué au laboratoire peut être utilisé en première 

instance comme un modèle d’étude des surdités développementales. Cependant, maintenir la culture 

des organoïdes à très long terme permettrait également d’évaluer la dégénérescence des cellules ciliées. 

Pour cela, le développement et l’utilisation de nouvelles technologies sont essentiels. L’utilisation d’un 

bioréacteur nouvellement commercialisé nous a permis de réduire de moitié le temps nécessaire à la 

formation des cellules ciliées et donc laisse entrevoir la possibilité de culture des organoïdes à très long 

terme. Néanmoins, si la surdité chez l’Homme n’apparait qu’après plusieurs années de vie, doit-on 

envisager des cultures aussi longues pour espérer modéliser la dégénérescence des cellules ciliées ? Il 

est possible de soumettre les cellules à un stress qui accélèrerait le processus dégénératif et permettrait 
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l’identification des mécanismes sous-jacents. Récemment, de telles expériences réalisées dans des 

cultures de cellules cochléaires dérivées de patients atteints du syndrome de Pendred ont permis de 

démontrer que la pathologie était de type dégénératif et résultait de la formation d’agrégats 

cytoplasmiques et non d’une dysfonction de canaux ioniques, comme initialement supposé (Hosoya et 

al., 2017). A partir de cultures obtenues à si long terme, quelles analyses peut-on réaliser en fin de 

parcours sur un matériel aussi précieux ? L’identification des mécanismes aboutissant à la 

dégénérescence des cellules ciliées nécessiterait une purification des cellules ciliées à partir des 

organoïdes, ce qui n’est actuellement pas réalisable. Nous pourrions créer des lignées exprimant la 

GFP sous le contrôle du promoteur de gènes spécifiquement exprimés dans les cellules ciliées tels que 

MYOSINE7A, ce qui nous permettrait d’isoler par FACS les cellules GFP+. Cela nécessiterait bien 

sûr quelques mises au point afin de réussir à dissocier les organoïdes sans altérer nos cellules d’intérêt.   

 

L’utilisation et la différenciation des cellules souches humaines pour la modélisation des 

surdités génétiques est donc une perspective attrayante et prometteuse. Bien que certains ajustements 

et mises au point soient encore à faire, ce modèle présente l’avantage majeur d’être humain. Nos 

résultats actuels (et futurs) ne sont donc pas soumis au risque d’une variabilité inter-espèce les rendant 

caducs, comme cela peut être cas lors de l’utilisation de modèle murins. 
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A ce jour, plus de la moitié des cas de surdité ont une origine génétique (Angeli et al., 2012). 

Au cours de ce travail, nous nous sommes spécifiquement intéressés à l’études de deux gènes codant 

pour des protéines centrosomales et dont les mutations induisent des pathologies se traduisant, 

notamment, par le développement d’une surdité neurosensorielle bilatérale. Ainsi, la mutation du gène 

ALMS1 est responsable du syndrome d’Alström et provoque l’apparition de plusieurs symptômes 

d’intensité variables parmi lesquels une dégénérescence des cônes rétiniens, une obésité, un diabète de 

type II, des déficiences rénales et hépatiques en plus de la surdité. La mutation du gène CDK5RAP2 

est quant à elle à l’origine d’une microcéphalie de type MCPH associée à certains cas de surdité. Dans 

le but de comprendre les mécanismes liés au développement de la surdité chez ces patients, nous avons 

utilisé un modèle d’étude humain reposant sur la différenciation des hiPSCs en cellules ciliées de 

l’oreille interne.  

 

Dans un premier temps, nous avons généré au laboratoire des lignées de hiPSCs à partir de 

fibroblastes de patients porteur de mutations sur les gènes ALMS1 et CDK5RAP2 ainsi qu’à partir de 

donneurs sains (WT). L’utilisation de protocoles de différenciation 2D et 3D des hiPSCs nous a permis 

de démontrer que ces mutations n’altéraient pas la formation de progéniteurs otiques. Par contre, nous 

n’avons jamais observé de cellules ciliées matures dans les organoïdes CDK5RAP2. Ces résultats sont 

étonnants puisque le patient étudié n’a développé une surdité qu’au cours de la petite enfance, 

suggérant qu’un mécanisme compensatoire est présent au cours du développement embryonnaire de 

l’oreille interne. L’étude des cellules mutées pour CDK5RAP2 a permis de mettre en évidence une 

réduction des protéines CNAP1 et γ-TUBULINE. De façon intéressante, la réduction de γ-

TUBULINE n’est pas suffisante pour provoquer l’arrêt de la prolifération et induire l’entrée en 

apoptose des cellules. Néanmoins, l’observation fréquente de cassures dans la plaque équatoriale des 

cellules en phase M semble indiquer un défaut de l’axe de division, ce qui pourrait expliquer la 

diminution de cellules Ki67+ et BrdU+ lorsque CDK5RAP2 est mutée. Ces résultats, couplés à ceux 

disponibles dans la littérature, suggèrent que CDK5RAP2 joue un rôle dans le maintien d’un axe de 

division cellulaire correct. En présence d’une mutation pour ALMS1, nous avons également observé 

une diminution d’expression de CNAP1 suite à un immunomarquage. Le phénotype s’accompagnait 

d’une augmentation de la distance intercentriolaire reflétant un affaiblissement de la cohésion entre les 

centrioles. Ces résultats s’accordent avec ceux précédemment décrits, et appuient le rôle d’ALMS1 

comme protéine d’ancrage de CNAP1. La formation de nombreuses cellules ciliées à partir des hiPSCs 

ALMS1 et l’apparition progressive de la surdité au cours de l’enfance chez les patients souffrant du 
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syndrome d’Alström suggèrent que la protéine ALMS1 intervient dans le maintien des cellules ciliées 

plutôt que dans leur développement. Dans la littérature, la mutation d’ALMS1 a été associée à une 

perturbation de la sortie du cycle cellulaire des cardiomyocytes, qui prolifèrent anormalement après la 

naissance, ce qui explique le développement d’une cardiomyopathie dilatée chez les patients atteints du 

syndrome d’Alström (Shenje et al., 2014). Considérées dans leurs ensembles, ces données appuient des 

fonctions différentes de la protéine ALMS1 selon le type cellulaire considéré, et apportent un élément 

de réponse quant à la multitude de symptômes présents chez ces patients.  

 

Des analyses supplémentaires sont nécessaires afin de comprendre les mécanismes aboutissant 

au développement des surdités chez les patients porteurs de mutations des gènes ALMS1 et 

CDK5RAP2. Notamment, une étude poussée du cytosquelette cellulaire est nécessaire. Le centrosome 

apparait comme essentiel au maintien des CCs. Le développement de nouvelles technologies laisse 

entrevoir la culture à très long terme des organoïdes et, par là-même, la possibilité d’étudier la 

maintenance des CCs mais également celle des neurones qui les connectent et des cellules de soutien 

qui les entourent. 
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Abstract 
Hearing loss is a common affection mainly resulting from irreversible loss of the sensory hair cells of the cochlea; therefore, 

developing therapies to replace missing hair cells is essential. Understanding the mechanisms that drive their formation will 

not only help to unravel the molecular basis of deafness, but also give a roadmap for recapitulating hair cells development 

from cultured pluripotent stem cells. In this review, we provide an overview of the molecular mechanisms involved in hair 

cell production from both human and mouse embryonic stem cells. We then provide insights how this knowledge has been 

applied to differentiate induced pluripotent stem cells into otic progenitors and hair cells. Finally, we discuss the current 

limitations for properly obtaining functional hair cell in a Petri dish, as well as the difficulties that have to be overcome prior 

to consider stem cell therapy as a potential treatment for hearing loss. 

Keywords Stem cells · Differentiation · Inner ear · Otic progenitors · Hair cells 

 

Introduction 

Hearing loss affects more than 16% of the worldwide 

population and this percentage may increase as a result of 

increased life expectancy. For the majority of patients, irre- 

versible deafness results from an alteration of the auditory 

portion of the inner ear, the so-called sensorineural hearing 

loss. This type of deafness is mainly due to a loss of hair 

cells, the sensory cells that transform the mechanical signal 

of sound waves into electrical signals. The survival of hair 

cells can be impaired by exposure to loud sounds, environ- 

mental toxins or ototoxic drugs, and mutations in numerous 

genes can also contribute to their death. Unfortunately, the 

absence of hair cells prevents sound amplification provided 

by hearing aids. Moreover, the lack of hair cells and the 

essential neurotrophic factors they secrete lead secondar- 

ily to spiral ganglion neuron death, precluding the use of 

cochlear implants since these otic neurons constitute the 

first auditory relay to the central nervous system. Therefore, 

 

 Brigitte 
Malgrange 

bmalgrange@uliege.be 

1 Developmental Neurobiology Unit, GIGA-Neurosciences, 
University of Liège, Quartier Hôpital (CHU), Avenue Hippocrate 

15, Tour 4, 1er étage, Bât. B36, 4000 Liège, Belgium 

 
there is a need to develop stem cell therapy to be able to 

replace missing hair cells. In this review, we first provide a 

brief overview of the main steps involved in hair cell forma- 

tion in vivo. We then describe impressive progress made to 

date in differentiating stem cells into hair cell-like cells, but 

also the numerous hurdles that still have to be considered 

and overcome before considering stem cell therapy to treat 

deafness. 
 

Embryonic development of the cochlea 

Understanding the molecular mechanisms underlying inner 

ear development is crucial to enable the successful differ- 

entiation of pluripotent stem cells into hair cells in vitro. At 

the beginning of mammalian embryonic development, the 

fertilized egg—the zygote—undergoes a series of duplica- 

tions to form the blastocyst, a structure composed of the 

trophoblast and the inner cell mass, which will give rise  to 

the extraembryonic tissues and the embryo, respectively. 

The pluripotent inner cell mass cells will then generate the 

three germ layers. The first step of the inner ear develop- 

ment consists of the formation of the non-neural ectoderm 

(NNE) (Fig. 1), a part of the anterior ectoderm. The ecto- 

dermal germ layer starts to differentiate into NNE following 

BMP signalling activation around embryonic day 6.5–7.5 

REVIEW 
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Fig. 1 Different steps of embryonic development from the blastocyst 

to the inner ear hair cells. Pluripotent inner cell mass of the blasto- 

cyst can generate the three germ layers: the endoderm, the 

mesoderm and the ectoderm. Transient BMP activation induces the 
differentia- tion of the ectoderm into the non-neural ectoderm (NNE), 

character- ised by the expression of Tfap2a, Tfap2c, and Gata3. 

Combination of FGF activation, and Wnt and BMP inhibition leads to 

the formation of the preplacodal region (PPR) expressing Six 1, Eya1 

and Eya4 transcription factors. The difference cranial sensory organs 

arise from this PPR. Its most posterior part, the otic and epibranchial 

placode domain (OEPD) further differentiates into the otic placode 

under the control of FGF and Wnt pathways. Some otic placode-

derived pro- genitors will then differentiate into spiral ganglion 

neurons as other will proliferate in a region called the prosensory 
domain to give rise to the Sox2-positive prosensory progenitors. 

Through lateral inhibi- tion of Notch signalling pathway, those 

progenitors will differentiate into hair cells and supporting cells  

 

 

(E6.5–7.5) in mice [1] and approximately around E17–18 in 

humans [2]. The NNE is characterised by the expression of 

different transcription factors, including Tfap2a, Tfap2c, 

Foxi1 and Gata3. The successive inhibition of BMP and 

 

Wnt pathways together with the activation of FGF signalling 

allows the formation of the preplacodal region (PPR) within 

the NNE [1, 3]. Several genes can be used as markers of the 

PPR, such as Six1, Six4, Eya1 and Eya4 [4]. The PPR further 
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differentiates into patches that will give rise to the differ- 

ent cranial sensory organs around E8–9 in mice and E22 in 

humans. The combined expression of Pax8 and Pax2 defines 

the otic epibranchial placode domain (OEPD) [5, 6]. The 

specification of the otic placode from the OEPD is mediated 

by Wnt signalling that induces an increase of Pax2 expres- 

sion [7]. Between E10 and E12 in mice, Sox2-positive otic 

progenitor cells proliferate in a region called the prosensory 

domain and will progressively become post-mitotic accord- 

ing to an apex-to-base wave [8]. Shortly after cell cycle exit, 

the Sox2-positive otic progenitors differentiate either in sen- 

sory hair cells or in supporting cells in an opposite base-to 

apex wave [9–11]. The hair cell fate is profoundly linked to 

the expression of the transcription factor Atoh1. Indeed, 

Atoh1 is initially expressed in nascent hair cells and acti- 

vates its own transcription, as well as the expression of hair 

cell specific genes such as Pou4f3 [12]. Moreover, lateral 

inhibition of Atoh1 mediated by Notch signalling pathway 

leads to the differentiation of adjacent cells into supporting 

cells. Hair cells express Notch ligands—such as DELTA-1 

or JAGGED-2—that will activate trans-membrane Notch 

receptors of adjacent cells and lead to the upregulation of 

transcriptional inhibitors of Atoh1 such as Hes1 or Hes5 [13, 

14]. First hair cells appear around E15.5 in mice and around 

the gestational weeks 10–11 in humans, and are classically 

identified with specific markers such as parvalbumin, Myo- 

sin 6 (MYO6) or Myosin 7a (MYO7A). Supporting cells 

can be identified following immunostaining with P27KIP1, 

HES5 or SOX2 antibodies [15]. 

 
  Mouse embryonic stem cells 

Mouse embryonic stem cells (mESCs) have been cultured 

for the first time in 1981 [16] on a feeder layer of mitotically 

inactivated mouse embryonic fibroblasts (MEFs) in presence 

of fetal calf serum (FCS). Several years later, feeder-free 

cultures of mESCs appeared following the identification of 

leukemia inhibitory factor (LIF) as the main factor secreted 

by fibroblasts [17, 18]. Later on, the activation of Wnt sig- 

nalling using a GSK3 inhibitor has been reported to stimu- 

late self-renewal of mESCs [19, 20]. In addition, the com- 

bination of CHIR99021 (CHIR), a highly selective GSK3 

inhibitor, with a MEK1/2 inhibitor (PD0325901) preserves 

the pluripotent and proliferative state of mESCs [20]. This 

so-called 2i medium replaces efficiently FCS to maintain 

mESCs in culture. 

It has been shown that mESCs display important tran- 

scriptomic and DNA methylation differences depending on 

the medium used for their maintenance [21–23]. It seems 

that when maintained in 2i/LIF medium, mESCs are close 

to E3.75–E4.5 pre-implantation embryonic cells and are the 

so-called ground or naïve stem cells. When mESCs are 

 

cultured in serum/LIF condition, they present a pluripotency 

state closer to the one of post-implantation blastocyst cells, 

called epiblast stem cells or EpiSCs [24]. Interestingly, it  is 

possible to switch from one condition to another in one 

passage just by changing the culture medium [25, 26]. It has 

been recently reported that culturing mESCs in 2i medium 

dramatically impacts their developmental potential and their 

chromosomal stability due to the long-term inhibition of 

MEK1/2. However, it seems that this issue can be overcome 

using a Src inhibitor instead of a MEK1/2 inhibitor [27]. 
 

  Hair cell differentiation from mESCs 

Over the years, numerous protocols have been developed to 

differentiate mESCs into hair cells (Fig. 2). For all of them, 

an initial step of embryonic bodies (EBs) formation is 

performed prior to culturing cells in adherent conditions to 

trigger the differentiation toward an ectodermal fate, con- 

firming that EBs promote the secretion of differentiation fac- 

tors. Several factors can be added to support the anterior 

ectodermal induction, e.g. transforming growth factor beta 

(TGF-β) and Wnt inhibitors, known to induce ectodermal 

fate, or insulin-like growth factor 1 (IGF-1), promoting ante- 

rior ectoderm formation [28–32]. Activation of the FGF sig- 

nalling pathway seems to be necessary for otic induction as it 

increases the expression level of different otic markers such 

as Pax2, Pax8 or Six1 [28–32]. Withdrawal of growth fac- 

tors and serum was sufficient to observe specific markers of 

hair cells such as MYO7A and ESPIN [28]. Co-culture with 

different stromal cell types, including inactivated chicken 

utricle or mouse bone marrow ST2 line, helps to further 

differentiate the otic progenitors into more mature hair cells 

that harbour electrophysiologically functional hair bundles 

at their apical surface [30, 32, 33]. 

To be closer to in vivo embryogenesis, 3D culture models 

recently emerged with the advantage to favour self-organ- 

isation of cells, the only way to  obtain mature cell types in 

vitro. In these protocols, aiming at reproducing all the 

developmental steps leading to otic placode differentia- 

tion, mESCs are cultured on ultra-low adherence plates to 

form aggregates. EBs are then exposed to TGF-β inhibitor 

(SB-431542) and BMP4 for a short period to induce a NNE 

fate. Cells are treated with BMP inhibitor (LDN-193189) to 

give rise to PPR cells and with FGF2 to direct them towards 

OEPD stage. This differentiation protocol considerably 

shortens the process of generating OEPD cells, as they are 

obtained after only 8 days in culture. At that time, aggregates 

are cultured in a maturation medium containing a Wnt acti- 

vator (CHIR99021) and cells continue their self-organisation 

in complex structures. After 12 days of maturation, aggre- 

gates present inner ear organoids containing a high number 



Pluripotent stem cell-derived cochlear cells: a challenge in constant progress 
 

 

 

 
 

Fig. 2 Comparison of published protocols for hair cell-like cells dif- 

ferentiation of mESCs. BMP bone morphogenetic protein, EB embry- 

oid bodies, EGF epidermal growth factor, FGF fibroblast growth 

factor, IGF-1 insulin-like growth factor-1, LIF leukemia inhibitory 

factor, mESCs mouse embryonic stem cells, NNE non neural ecto- 

derm, PPR pre placodal region, TGF-β transforming growth factor-β 

 
of mechanosensitive hair cells (around 1500 per aggregate) 

but also cells expressing supporting cell markers [1, 34–36]. 
 

  Human models 

Mouse models are powerful research tools to study develop- 

mental mechanisms as well as pathologies. However, many 

fundamental disparities exist between mice and human. Con- 

sidering the inner ear development, the mouse cochlea is still 

immature at birth, while human cochlea is completely func- 

tional at embryonic week 20. Moreover, numerous promis- 

ing drugs failed to translate into the clinic mainly due to 

large discrepancies between mouse and human intracellular 

machinery. Several studies showed that genetic, molecular, 

immunologic and anatomic differences between humans and 

rodents hinder the ability to effectively mimic disease and 

predict toxicity [37–39]. Therefore, both human embryonic 

stem cells (hESCs) and human-induced pluripotent stem 

cells (hiPSCs) constitute a unique opportunity to create 

human-specific models. 

Human embryonic stem cells (hESCs) were derived for 

the first time in 1998 by James Thomson and co-workers 

from human blastocysts [40]. These hESCs share com- mon 

characteristics with mESCs, such as their capacity to 

proliferate indefinitely and their pluripotent status. How- 

ever, major differences between mouse and human early 

embryonic development exist, especially regarding the 

extra-embryonic structures, and suggest that significant dif- 

ferences could also exist between hESCs and mESCs. While 

both ES cells can be maintained in an undifferentiated state 

on MEF feeder cells, feeder-free cultures supplemented by 

LIF are not appropriate to maintain pluripotency of hESCs 

[40, 41], suggesting that other factors play a role to ensure 

their stem cell identity. The inability to maintain hESCs in 

2i medium reinforces this hypothesis. 

  Induced pluripotent stem cells 

 
Although working with ESCs was a major step forward in 

disease modeling and a promising tool to find new therapeu- 

tic approaches, the ethical considerations surrounding the 

use of ESCs but also their non-autologous state limits their 

potential for clinical applications. Takahashi and Yamanaka 

have overcome this issue in 2006 and 2007 with the trans- 

duction of mouse or human fibroblasts with four key tran- 

scription factors, C-MYC, KLF4, SOX2 and OCT3/4, induc- 

ing their successful reprogramming. This process resulted in 

induced pluripotent stem cells (iPSCs) that have self-renewal 

and pluripotency properties comparable to ESCs [42, 43]. 
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While SOX2 and OCT3/4 directly act to maintain pluripo- 

tency [44, 45], the roles of the two tumour-related factors C-

MYC and KLF4 are less clear. It seems that C-MYC may 

allow the binding of OCT3/4 and SOX2 to their target genes 

through histone acetylation [46], while KLF4 might reduce 

apoptosis associated to C-MYC activation [42, 43]. However, 

in addition to the use of these two tumour-related factors, 

this reprogramming technique involves retroviral vectors 

that are integrated in the host genome, increasing the risk of 

mutagenesis and cancer and limiting their potential for 

clinical applications [47]. Therefore, finding non-integrating 

safer options for reprogramming adult cells became essen- 

tial, and several methods quickly emerged to transfect cells 

with the 4 transcription factors such as non-integrative Sen- 

dai viral vectors [48], recombinant proteins [49] or synthetic 

modified mRNAs [50]. 

Mouse ESCs are easy to obtain and maintain in culture. 

Therefore, the advantage of working with mouse induced 

pluripotent stem cells (miPSCs) instead of mESCs for dif- 

ferentiation into hair cells is not crucial, explaining why so 

little has been done with these cells. 

 

  Hair cell differentiation from hSCs 

 
Two different strategies have been developed for generating 

hair cells from human ES or iPS cells (both called hSCs). 

While one method relies on the direct induction of otic pro- 

genitors from hSCs, the other one involves intermediate 

stages of NNE and PPR differentiation (Fig. 3). 

The induction of otic progenitors directly from hSCs has 

been achieved with the activation of FGF signalling path- 

way, reliably giving rise to two kinds of otic progenitors: 

otic neural progenitors (ONPs) and otic epithelial progeni- 

tors (OEPs) [51, 52]. Enrichment of OEPs was performed 

with sequential dissociation and maintenance in a prolifera- 

tive medium. OEPs were then derived in cells expressing 

specific hair cell markers such as ATOH1, BRN3C and/or 

MYO7A after 2–4 weeks exposure to all-trans retinoic acid 

(RA) and epidermal growth factor (EGF), two factors pre- 

viously demonstrated to promote hair cell differentiation in 

the mammalian cochlea. However, these differentiated cells 

failed to exhibit stereociliary hair bundles at their apical sur- 

face [51, 52], indicating that these factors were not sufficient 

to drive the full program of hair cell maturation. However, 

electrophysiologically functional hair cell-like cells were 

derived from OEPs when co-cultured with chicken utricle 

stromal cells complemented or not with RA and EGF treat- 

ment [52–54], demonstrating that, as for mES cells, chicken 

utricle stromal cells provide factors required for human hair 

cell development. Adding a step of PPR induction prior to 

the otic induction step also gave rise to hair cell-like cells 

[55]. Unfortunately, the hair cell differentiation efficiency of 

these protocols remained very low. 

 

Recently, more complex protocols starting with a step of 

anterior NNE induction have been developed to reproduce/ 

simulate more adequately the normal embryonic develop- 

mental stages. As demonstrated for mESC, a medium con- 

taining TGF-β and WNT pathway inhibitors allows NNE 

generation from hESCs [56, 57], but replacing WNT inhibi- 

tor by activators of FGF and BMP pathways seems even 

more efficient [2]. Then, activation of the FGF pathway is 

necessary to induce PPR fate [2, 56, 57] but high yields of 

PPR cells necessitate either RA [58] or inhibition of BMP 

pathway [2]. To progress throughout normal development, 

transient activation of Wnt signalling is necessary to obtain 

otic placode precursors. Indeed, starting from competent 

preplacodal tissue, activated Wnt pathway promotes the gen- 

eration of otic placode tissue at the expense of the epidermis 

in embryonic mice [59]. Finally, induction towards hair cells 

can be actively led by culturing otic placode precursors in 

3D [2] while activation of BMP and FGF pathway failed to 

efficiently trigger full maturation [57] even in combination 

with Wnt activation [56]. 

Culturing cells in 3D allowed secretion of undefined 

factors favouring the differentiation process but also the 

self-organisation of cells, giving rise to complex vesicles 

containing hair cell-like cells, which harbour apical kino- 

cilium and stereocilia bundles, as well as neurons expressing 

synaptic ribbon proteins specific of the mammalian sensory 

organs. However, derived hair cells exhibited electrophysi- 

ological properties typical of vestibular hair cells in accord- 

ance with the vestibular morphology of their stereocilia 

bundles, suggesting that additional signalling modulations 

are necessary to obtain cochlear hair cells. Taken together, 

these data prove how delicate the differentiation process is 

and the fundamental importance of deeply understanding the 

molecular mechanisms regulating the physiological inner 

ear development in humans. Indeed, modulating signalling 

pathways at the wrong time point could dramatically reduce 

the efficiency of the differentiation into hair cell-like cells 

[57]. Moreover, single cell analysis throughout the process 

of hSC monolayer differentiation into posterior placode 

cells revealed crucial differences between hESCs and hiP- 

SCs cells [56] and even between two different iPS lines, 

indicating that culture conditions should be adapted to each 

cell line to promote otic lineage differentiation and finally 

hair cell-like cells. 
 

  Potentials and limitations of stem cells therapies 

Replacement therapies relying on stem cells have been 

successfully led for more than 20 years. Indeed, mesen- 

chymal stem cells (MSC) were first used in 1995 for bone 

marrow recovery after cancer treatment [60], and they are 
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Fig. 3 Comparision of published protocols of human ES and iPS cell 

differentiation into hair cell-like cells. BMP bone morphogenetic 

protein, EB embryoid bodies, EGF epidermal growth factor, FGF 

fibroblast growth factor, hESCs human embryonic stem cells, hPSCs 

human induced pluripotent sten cells, IGF-1 insulin-like growth fac- 

tor 2, LIF leukemia inhibitory factor, NNE non neural ectoderm, OEPD 

otic epibranchial placode domain, PPR pre placodal region, RA retinoic 

acid, TCF-β transforming growth factor-β 

 
now routinely used as curative therapy. Moreover, more 

than 2500 clinical trials involving stem cells have been per- 

formed and 644 are still ongoing (https://clinicaltrials.gov/), 

making them attractive for treating many diseases includ- 

ing deafness. In 2015, a clinical trial was conducted to test 

the effectiveness of autologous bone marrow-derived MSC 

transplantation in patients with sensorineural hearing loss 

[61]. Cells were intravenously injected in two patients with 

no side effects reported 3 years after the injection. Unfortu- 

nately, there was no hearing improvement 1, 6 or 12 months 

later. More recently, injection of autologous umbilical cord 

stem cells has started for the treatment of acquired hearing 

loss in 11 children. Audition, but also language develop- 

ment, is recorded for 1 year after the transplantation (https:// 

clinicaltrials.gov/). These clinical trials represent the starting 

point towards stem cell therapy for hearing loss. 

For the last 15 years, impressive work has been per- 

formed in the field of otic differentiation from both mouse 

and human SCs. Numerous studies succeeded to obtain func- 

tional hair cell-like cells, even if the differentiation efficiency 

still remains low. However, these derived-hair cell-like cells 

exhibit a vestibular phenotype, characterised by a distinctive 

hair bundle at their surface and a typical electrophysiological 

response [1, 2, 34, 35, 62, 63], suggesting that more investi- 

gations have to be pursued to unravel the factors implicated 

in cochlear hair cell differentiation. Nevertheless, the ability 

to derive hair cell-like cells from SCs combined with the lat- 

est gene editing tool—CRISPR/Cas9 technology—is a new 

https://clinicaltrials.gov/
https://clinicaltrials.gov/
https://clinicaltrials.gov/
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promising step for treating human hereditary deafness [53, 

54]. Indeed, CRISPR/CAS9 system was successfully used 

to correct deafness-associated mutations in hiPSCs. The 

stem cell-derived hair cell-like cells that present mutation in 

MYO7 or MYO15 gene harboured defects in stereocilia 

bundles. The correction of gene mutation using CRISPR/ 

CAS9 technology restored the morphology of hair bundles 

and the functionality of the derived hair cells [53, 54]. 

Numerous issues need to be addressed before testing the 

efficacy of human hair cell-like cell transplantation. First, we 

need a homogeneous hair-cell like population to avoid trans- 

plantation of non-differentiated cells and potential tumour 

formation [64]. Second, the grafted cells have to be able to 

integrate into the organ of Corti following their injection. 

This is not a trivial problem since the compartment of cell 

injection, the scala media, is filled with endolymph a unique 

compartment containing a particularly high potassium con- 

centration that may be toxic for injected cells [65–67]. 

Moreover, if cells survive, they have to reach the damaged 

portion of the sensory epithelium and correctly integrate into 

it. Finally, the grafted cells should also establish functional 

synaptic connections with spiral ganglion neurons. 

Many pitfalls have to be surpassed before using hiPSCs 

as a treatment for hearing loss. The emergence of hiPSCs 

offered a priceless answer to the ethical considerations of 

using ES cells and to the immuno-incompatibility of non- 

autologous transplantations [68]. Unfortunately, significant 

variability exists between hiPSC lines [69] and conse- 

quently developing iPSC lines for each patient is currently 

too expensive and time-consuming to be conceivable [68]. 

Nevertheless, in vitro human models are an essential tool for 

new drug discovery. Indeed, many clinical trials failed 

because of discrepancies between human and mouse metab- 

olisms. Therefore, human stem cell-derived cultures repre- 

sent an interesting alternative to animal models. 

In summary, stem cell therapy has still many challenges 

to address prior applying it for hearing restoration. How- 

ever, this field has quickly progressed over the last decade, 

and promises to make further major strides in the next few 

years, remaining an ambitious but relevant line of research 

for hearing loss treatment. 
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La surdité est un problème de santé majeur qui touche une proportion toujours grandissante 

de la population mondiale. Ces pertes auditives résultent majoritairement de dommages causés aux 

cellules ciliées, impliquées dans la détection du son, ou de leurs neurones afférents présents au sein de 

l’oreille interne. Ces dommages sont irréversibles puisque ces cellules otiques sont incapables de 

régénérer. Parmi les facteurs en cause, la génétique joue un rôle prépondérant dans le développement 

des surdités neurosensorielles. Si de nombreux modèles murins existent, la translation à l’Homme des 

connaissances ainsi acquises n’est pas toujours efficace, et il est donc primordial de développer des 

modèles d’études humains éthiquement acceptables. Au cours de ce travail, nous avons utilisé les 

hiPSCs et leur différenciation en cellules ciliées de l’oreille interne afin d’étudier deux cas de surdités 

génétiques. Le premier est associé au syndrome d’Alström, une pathologie rare résultant de la mutation 

récessive du gène ALMS1. Les patients développent de nombreux symptômes d’intensité variable 

parmi lesquels l’obésité, le diabète de type II, une cardiomyopathie dilatée, des troubles rénaux et 

hépatiques, une rétinopathie et une surdité neurosensorielle bilatérale progressive. Le second gène 

étudié est le gène CDK5RAP2, dont la mutation mène à une forme de microcéphalie héréditaire 

primaire (MCPH) suite à la division asymétrique précoce des progéniteurs neuronaux. Bien que leurs 

mutations entrainent des phénotypes drastiquement différents, ces deux protéines essentielles à la 

fonction auditive sont exprimées au sein d’une même structure : le centrosome/corps basal des cellules.  

 

Au cours de ce travail, nous avons dans un premier temps confirmé l’expression centrosomale 
d’ALMS1 et de CDK5RAP2 dans les fibroblastes humains, les hiPSCs et les progéniteurs otiques 
dérivés de ces hiPSCs. Nous avons également noté des anomalies du centrosome lorsqu’ALMS1 ou 
CDK5RAP2 est muté. Ainsi, la mutation d’ALMS1 mène à un accroissement de la distance 
intercentriolaire corrélée à une réduction du marquage centrosomal de CNAP-1. La mutation de 
CDK5RAP2 aboutit également à une réduction du signal de CNAP-1 mais cette fois sans affecter la 
distance entre les centrioles. Ces résultats suggèrent que la protéine ALMS1 ancre CNAP-1 aux 
extrémités des centrioles et que, lorsqu’elle est mutée, trop peu de CNAP-1 est fixé à ces structures, 
entrainant un affaiblissement du lien intercentriolaire. Le lien entre les protéines CDK5RAP2 et 
CNAP1 est moins clair. CDK5RAP2 pourrait être impliquée dans le recrutement, la stabilisation ou la 
modulation des partenaires de CNAP-1. Son absence induit également une réduction significative des 

niveaux de γ-TUBULINE dans les fibroblastes CDK5RAP2, ainsi que des cassures dans la plaque 
équatoriale des hiPSCs en mitose. Cependant, les cellules CDK5RAP2 sont capables de former des 
fuseaux mitotiques et de se diviser. Ces résultats combinés à ceux disponibles dans la littérature 
actuelle suggèrent que CDK5RAP2 est important pour l’axe de division. Finalement, un modèle de 
différenciation 3D des hiPSCs en cellules otiques nous a permis de conclure que les mutations 
d’ALMS1 et de CDK5RAP2 n’impactent pas le développement de progéniteurs otiques. Certaines de 
ces dernières se différencient ensuite en cellules exprimant POU4F3, un marqueur précoce de cellules 
ciliées. Nous avons également pu observer dans les organoïdes ALMS1 la présence de cellules ciliées 
plus matures arborant à leur surface apicale une touffe stéréociliaire, ce qui est en accord avec 
l’apparition post-natale des surdités chez les patients atteints du syndrome d’Alström. Il est 
maintenant primordial de s’intéresser à la maintenance de ces cellules ciliées en réalisant des cultures 
à très long terme, ce qui peut être facilité par l’utilisation d’un bioréacteur. Notons que ces cellules 
ciliées plus matures n’ont jamais été observées dans les organoïdes CDK5RAP2, bien que le patient 
entende à la naissance. Ce résultat suggère qu’il existe, dans ce cas précis, un biais de notre modèle 
d’étude et qu’un mécanisme compensatoire est présent au cours du développement embryonnaire. 


