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RÉSUMÉ  
 

Les troubles du spectre autistique (TSA) résultent de désordres neurodéveloppementaux caractérisés 

par une altération des interactions sociales, la présence de comportements répétitifs et d’intérêts restreints. 

L’origine des TSA est multifactorielle avec une forte composante génétique et leur héritabilité est estimée à 

50%. SHANK3 est un gène synaptique majeur pour les TSA, identifié au laboratoire. Il code une protéine 

d’échafaudage exprimée au niveau de la densité post-synaptique des neurones glutamatergiques excitateurs, 

et joue un rôle crucial dans la transmission synaptique de ces neurones, la formation des synapses ainsi que 

dans la maturation des épines dendritiques. 

Mon projet de thèse porte sur l’analyse in vitro et in vivo de l’effet de mutations de novo hétérozygotes 

au sein de SHANK3, identifiées chez des individus atteints de TSA sévères. L’utilisation de cellules souches 

pluripotentes induites (iPSC) obtenues à partir de ces patients, donne accès à un modèle permettant d'étudier 

l'effet de mutations hétérozygotes dans le contexte génétique du patient. Ce modèle offre la possibilité 

d’évaluer certains phénotypes à partir de neurones humains en culture ou greffés chez la souris au stade 

périnatal. Les TSA étant des troubles du neurodéveloppement initiés dès la période fœtale et périnatale, le 

modèle utilisé dans mon projet se place dans un créneau temporel tout à fait adéquat pour étudier les 

dysfonctionnements synaptiques liés aux mutations SHANK3, et suivre à des stades précoces, le 

développement des neurones humains.  

Ainsi, le laboratoire a sélectionné 3 individus contrôles ainsi que 4 patients indépendants portant dans 

leur génome, des mutations de novo hétérozygotes tronquantes dans SHANK3. Les iPSC correspondantes ont 

été générées en collaboration avec le laboratoire I-Stem (Coll A. Benchoua), avant d’être dérivées cellules 

progénitrices neurales (NPC), puis différenciées en neurones corticaux glutamatergiques pyramidaux. La 

partie in vitro de ce projet a permis de mettre en évidence une diminution significative du niveau d’ARNm 

de SHANK3 dans les cellules des patients, corrélée à une réduction de 50 % de la densité des épines 

dendritiques avec la mise en évidence de diverses modifications de leur morphologie en 3D.  

Pour le projet de greffe de NPC in vivo, les progéniteurs neuraux d’un individu contrôle représentatif 

ont été transplantées seules dans les ventricules ou dans le cortex moteur de souris immunodéficientes à leur 

naissance afin de caractériser le développement de ces progéniteurs in vivo et la distribution de leurs 

projections axonales dans le cerveau murin adulte. La co-transplantation des NPC de l’individu contrôle et de 

celles d’un patient a ensuite montré une diminution de la taille des somas des neurones issus du patient, ainsi 

que de leurs projections axonales par rapport aux neurones de l’individu contrôle. Les épines dendritiques ne 

présentent pas de différences significatives aux stades précoces de développement in vivo. 

En conclusion, l’approche in vitro a permis de mettre en évidence des altérations synaptiques chez les 

neurones des patients pouvant être reliés aux anomalies de la connectivité observée chez divers patients avec 

TSA. L’approche in vivo a fourni des données complémentaires concernant la connectivité cellulaire de ces 

neurones en mettant en évidence une baisse des projections axonales développées dans le cerveau murin. Le 

modèle iPSC humaines testé à la fois in vitro et in vivo chez la souris offre ainsi un large champ d’investigation 

pour décrypter les mécanismes précoces à l'origine des TSA.  

 

Mots clés : Autisme, SHANK3, hiPSC, neurones excitateurs, neurodéveloppement, souris chimères, 

xénotransplantations, épines dendritiques 
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ABSTRACT 
 

Autism spectrum disorders (ASD) are neurodevelopmental disorders characterized by deficits in social 

interactions as well as the presence of repetitive behaviors and restricted interests. It is now well accepted that 

ASD have a multifactorial origin with a strong genetic basis and a heritability estimated at 50%. SHANK3 is 

a synaptic gene highly associated with ASD and identified in our laboratory as a major risk for ASD. The 

SHANK3 protein encodes a scaffolding protein expressed within the synapses of excitatory neurons and plays 

major role in dendritic spines maturation and formation of synapses. 

My thesis project focuses on the in vitro and in vivo analysis of de novo heterozygous truncating 

mutations found in SHANK3 using induced pluripotent stem cells (iPSC) obtained from patients diagnosed 

with ASD. iPSC model allows to generate a wide number of human neurons that are normally non accessible. 

Moreover, this model provides the opportunity to study the effect of heterozygous mutations in the patient 

genetic background and to assess developmental phenotypes of human neurons cultured in vitro or grafted 

into the neonatal mouse brain. Based on the early onset of cellular impairments in ASD (fetal and perinatal 

stages) the model used in my project is fully relevant in terms of temporal windows to study synaptic 

alterations linked to SHANK3 mutations and to follow the development of human neurons at early stages. 

In order to study the consequences of SHANK3 mutations on the human neuronal development, the 

laboratory has selected three control individuals and four independent patients carrying heterozygous 

truncating de novo SHANK3 point mutations. The corresponding iPSC have been generated in collaboration 

with the I-Stem Institute (Coll Dr A. Benchoua) for their derivation into cortical glutamatergic neurons. The 

first part of this project conducted in vitro, highlighted reduced densities in dendritic spines and abnormalities 

in their morphologies in correlation with decreases in SHANK3 mRNA expression.  

In the second part of the project, neural progenitor cells (NPC) from a control individual have been 

grafted neonatally (between P0 and P2) into the ventricles or the motor cortex of immunodeficient mice in 

order to characterize the development of these progenitors in vivo as well as the distribution of their axonal 

projections in the mouse brain. By co-transplanting NPC from a control individual and from an ASD patient, 

we observed a diminution in soma size and axonal projections in the ASD patient neurons compare to the 

control individual neurons. However, there is no significant differences on dendritic spine density and 

morphology in the early neurodevelopment in vivo between the two populations of neurons grafted together.  

To conclude, the in vitro approach allows to bring out synaptic alterations in the patient neurons that 

could be linked to the connectivity anomalies observed in some patients with ASD. The in vivo approach 

provided complementary data on the cellular connectivity of these neurons in a 3D environment. The iPSC 

model tested both in vitro and in vivo is then a suitable model that provide wide possibilities to investigate 

the early cellular mechanisms of ASD. 

 

Key words: Autism, SHANK3, hiPSC, excitatory neurons, chimeric mice, xenotransplantation, dendritic 

spines 
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I] L’autisme 
 

A) Historique 
 

La notion d’autisme ou Austimus a été employée pour la première fois en 1911 par le psychiatre 

Eugen Bleuler. Etymologiquement, ce terme se compose du radical grec « αὐτος » (autos) qui signifie 

« soi-même » et du suffixe « ismus » employé pour qualifier un comportement.  

Eugen Bleuler attribue ce terme à un groupe de symptômes secondaires, associés à la manifestation 

d’un état schizophrénique de patients ayant développé des difficultés à interagir avec leur environnement 

et une tendance à se replier sur eux-mêmes (Bleuler, 1911). 

 

Les troubles autistiques représentant un trouble à part entière ont été mis en évidence par le 

pédopsychiatre Léo Kanner. Dans Autistic Disturbance of Affective Contact, publié en 1943 dans le 

journal Nervous Child, il décrit cliniquement le cas de 11 enfants qu’il suit en tant que patients depuis 

1938. Au cours d’entretiens médicaux, Leo Kanner constate que ces 11 enfants partagent un profil 

comportemental similaire. En effet, ces derniers montrent une tendance à l’isolement, une difficulté à 

faire face aux changements de la vie quotidienne et un retard du langage (Kanner, 1943). L’autisme de 

Kanner voit alors le jour.  

La distinction entre l’autisme de Kanner et la schizophrénie peut s’illustrer par cette citation de 

Léo Kanner : « Alors que le schizophrène essaye de résoudre son problème en quittant un monde dont il 

faisait partie et avec lequel il était en contact, nos enfants (autistes) arrivent progressivement au 

compromis qui consiste à tâter prudemment un monde auquel ils ont été étrangers dès le début. » 

(Kanner, 1943). 

 

En parallèle, Hans Asperger, un psychiatre autrichien, dresse un portrait de l’autisme différent de 

celui énoncé par Léo Kanner. Il rapporte le cas de 4 jeunes garçons présentant les signes suivants : «Un 

manque d'empathie, une faible capacité à se créer des amis, des conversations unidirectionnelles, une 

intense préoccupation pour un sujet particulier et des mouvements maladroits ». Son étude, rédigée en 

1943 et parue en 1944 dans un journal allemand, est présentée dans  Die « Autistischen Psychopathen » 

im Kindesalter (Asperger, 1944). On retrouve des similitudes chez ces enfants et chez ceux de Leo 

Kanner, en particulier au niveau de l’intégration et de la sociabilisation. Ils se distinguent toutefois, par 

leurs capacités cognitives plus élevées et leur langage plus développé.  

 Ses travaux sont longtemps restés ignorés des scientifiques et médecins de son époque, les textes 

allemands étant peu lus. Lorna Wing, une pédopsychiatre, permet de rendre publiques les observations 

de Hans Asperger en 1981 à l’occasion de la publication de ses recherches « Asperger’s syndrome, a 

clinical account ».  C’est seulement en 1991 que son article est traduit en anglais par Uta Erith. 
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B) Définition et caractéristiques des Troubles du Spectre Autistique 
 

1- La dyade autistique 
 

La dyade autistique correspond aux deux caractéristiques actuellement proposées pour décrire les 

troubles du spectre autistique (TSA). Elle comprend la présence (1) de déficits de la communication 

sociale et des interactions sociales ainsi que (2) de comportements stéréotypés et d’intérêts restreints. Il 

est à noter qu’auparavant, la définition des TSA reposait sur une triade de symptômes avec deux 

catégories distinctes pour les troubles de la communication et des interactions sociales (figure 1). 

Les altérations de l’interaction sociale se traduisent par une difficulté à engager des interactions 

avec d’autres individus et à maintenir une conversation. Cela est principalement dû à une mauvaise 

maîtrise des codes de la communication aussi bien verbale, que gestuelle (peu d’expression faciale, 

gestuelle limitée, absence de contacts visuels), ainsi qu’à une analyse uniquement littérale des mots. 

Ainsi, les mots à double sens, les jeux de mots et l’ironie constituent un obstacle dans les conversations 

qu’entretiennent ces enfants. Ces derniers rencontrent également des difficultés à interpréter les émotions 

des personnes qui les entourent, ce qui leur confère un manque d’empathie élevé. Ces difficultés dans 

les interactions sociales entraînent souvent un isolement important des enfants avec autisme.  

Les comportements stéréotypés peuvent être nombreux et prendre différentes formes. Lorsqu’ils 

interviennent verbalement, on parle d’écholalie. Il s’agit de répétitions de certains mots ou de morceaux 

de phrases que l’enfant emploie pour s’adresser à son interlocuteur. Souvent ces répétitions sont 

empruntées directement du discours de l’interlocuteur, mais elles peuvent également provenir d’un autre 

support comme d’une émission vue à la télévision ou une chanson écoutée à la radio.  Les stéréotypies 

peuvent également se manifester dans la gestuelle de l’enfant. Parmi les gestes les plus fréquents on 

retrouve : des mouvements de balancement du corps ou de « flapping » (mouvement de battements des 

bras ou des mains répétés). Ces comportements, mal perçus par le monde extérieur, contribuent aussi à 

l’isolement des enfants atteints de troubles autistiques. Ces stéréotypies peuvent être plus violentes et 

s’exprimer par des comportements d’automutilations comme s’arracher les cheveux, se mordre une 

partie du corps ou encore se frapper. D’autres stéréotypies sont d’ordre sensoriel. Des exemples de ce 

type de stéréotypies comprennent le besoin de stimulations visuelles par activation et désactivation 

répétées d’interrupteurs, ou le besoin de stimulation auditives par la recherche de certains bruits 

particuliers. 

 

Les intérêts restreints correspondent à des attachements anormaux et disproportionnés envers 

certains sujets. Ils sont souvent envahissants car l’intérêt est tel qu’il est difficile pour l’enfant de se 

concentrer sur d’autres activités ou d’aborder d’autres sujets. Cela peut s’exprimer par un besoin constant 
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de se documenter sur le sujet ou bien par l’obsession de collectionner un nombre anormalement élevé 

d’objets. Cela peut aussi être l’objet d’une focalisation lors d’échanges verbaux. Ces intérêts restreints 

se manifestent car ils apportent aux patients une meilleure estime de soi et contribuent à la régulation de 

leurs émotions. 

Figure 1 : Présentation et évolution des critères majeurs de diagnostic des TSA 

Les critères d’inclusion dans les TSA ont sans cesse évolué depuis la première publication du DSM. 
Dans la version 4 du DSM, trois catégories de symptômes étaient incluses : troubles des interactions 
sociales réciproques, intérêt restreints et comportements répétés et troubles de la communication. Dans 
la version 5 du DSM, les troubles des interactions sociales réciproques ainsi que les troubles de la 
communication verbale et non verbale ont été rassemblés dans une même catégorie de symptômes. Pour 
chacune de ces catégories, le DSM5 présente plusieurs exemples de symptômes caractéristiques des 
TSA. L’enfant doit manifester les trois symptômes de la première catégorie et au moins deux symptômes 
de la seconde catégorie pour entrer dans le spectre de l’autisme 
.  

2- Évolution de la définition et de la classification de l’autisme 
 

Les TSA se déclinent sous différentes formes pouvant être très variables en termes de symptômes 

et de sévérité phénotypique. La définition ainsi que les critères de diagnostic des TSA ont beaucoup 

évolué au cours du temps. On peut retrouver ces critères dans différents ouvrages ayant pour but de 

recenser les troubles d’ordre psychiatrique et d’en établir une classification. Ces documents regroupent 

également les principales caractéristiques de ces troubles et sont ainsi souvent utilisés par les médecins 

pour établir un diagnostic de leurs patients. Les deux manuels les plus couramment utilisés sont le DSM 

(Diagnostic and statistical manual of mental disorders) et l’ICD (the International Classification of 

Disease).   

Dans la première version du DSM publié en 1952, l’autisme est associé à une forme de 

schizophrénie infantile (American Psychiatric Association, 1952). La définition de l’autisme a ensuite 

été remaniée dans chaque version du DSM. Dans le DMS IV, l’autisme est relié à d’autres troubles et 
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apparaît sous une nouvelle appellation : les troubles envahissants du comportement dans lesquels on 

retrouve cinq formes différentes - l’autisme classique de Kanner, le syndrome d’Asperger, les troubles 

désintégratifs de l’enfance, les troubles envahissants du comportement non spécifiés et le syndrome de 

Rett. En 2013, la cinquième édition du DSM (correspondant à l’édition actuelle) supprime le syndrome 

de Rett de la classification et regroupe les autres sous-types autistiques dans une nouvelle catégorie :les 

Troubles du Spectre Autistique (American Psychiatric Association, 2013). Les critères d’évaluation ont 

également été révisés dans cette nouvelle version du DSM (figure 1). Cette dernière a également introduit 

une échelle visant à évaluer la sévérité des différents traits autistiques. 

3- Description des différents sous-types des TSA 
 

a. Autisme classique de Kanner 
 

Cette catégorie correspond aux enfants manifestant les trois critères des troubles du spectre 

autistique et qui présentent en plus des troubles du langage, ainsi qu’une déficience intellectuelle. Le 

terme d’autisme de « bas niveau » est souvent associé à cette catégorie. 

 

b. Syndrome d’Asperger 
 

Les enfants atteints du syndrome d’Asperger développent également les trois critères des TSA. 

Leur langage n’est cependant pas affecté et peut être d’un niveau supérieur à la moyenne mais il ne leur 

permet pas de s’intégrer socialement. Les intérêts restreints de ces enfants sont visiblement plus marqués. 

Par opposition à l’autisme de Kanner, les enfants touchés par ce syndrome sont des autistes dits de « haut 

niveau ». 

 

c. Troubles désintégratifs de l’enfance  
 

Dans les troubles désintégratifs de l’enfance, les symptômes se manifestent plus tardivement. On 

observe tout d’abord un développement normal jusqu’à l’âge deux ans, puis apparaît une régression des 

aptitudes sociales et d’intégration précédemment acquises. Cela inclut les capacités motrices, de langage 

et de comportement social.  

 

d. Troubles envahissants du comportement non identifiés 
 

La définition des troubles envahissants du comportement non identifiés est plus vague. Les enfants 

présentant ce trouble manifestent des problèmes d’interaction sociale mais ne développent pas tous les 

critères ou alors les phénotypes observés sont plus modérés.  

 



25 
 

C) Comorbidités 
 

L’hétérogénéité des phénotypes autistiques repose principalement sur la co-occurrence très 

importante de comorbidités accompagnant les TSA. Les comorbidités sont des traits cliniques se 

développant en parallèle d’un trouble considéré comme primaire ou principal. Une étude, menée par 

Simonoff et ses collègues, sur un groupe de 112 adolescents âgées de 10 à 14 ans et diagnostiqués autistes 

a révélé que 70 % d’entre eux avaient développé au moins une comorbidité psychiatrique et que 41% 

d’entre eux en avaient développé davantage (Simonoff et al, 2008; Sharma et al, 2018). Bien que les 

comorbidités ciblées dans cette étude soient de nature psychologique, dans les TSA, elles peuvent aussi 

être d’ordre neurologique ou encore physiologique comme illustré en figure 2. 

 

Figure 2 : Présentation des comorbidités les plus retrouvées dans les TSA 

Dans la majorité des cas, les TSA s’accompagnent de comorbidités. Différents exemples sont représentés 
dans cette figure en fonction de leur nature : comorbidités psychiatriques, comorbidités neurologiques 
et comorbidités physiologiques. Ces troubles secondaires arborent une sévérité variable entre les 
différents patients atteints de TSA. 
 

1- Comorbidités psychiatriques 
 

Les troubles anxieux figurent parmi les comorbidités psychiatriques les plus fréquemment 

présentes chez les enfants avec TSA, avec une prévalence d’environ 40% (Simonoff et al, 2008; Avni et 

al, 2018). Ils peuvent se manifester, entre autres, lors d’une séparation de l’enfant et de ses parents ou 
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par la présence marquée de phobies peu communes pour le reste de la population (Leyfer et al, 2006). 

En particulier, 10% des enfants avec TSA manifestent des phobies relatives au bruit (Leyfer et al, 2006).  

Les TSA s’accompagnent aussi de troubles de déficit de l’attention avec ou sans hyperactivité 

chez 50 à 70% des enfants atteints (Leyfer et al, 2006; Sinzig et al, 2009; Avni et al, 2018). Ces deux 

troubles partagent des propriétés communes comme une occurrence plus élevée chez les garçons par 

rapport aux filles ou la présence de troubles additionnels similaires.  

D’autres troubles du comportement sont également répertoriés. On peut retrouver des troubles 

bipolaires (Kirsch et al, 2019), des troubles touchant l’alimentation, des troubles obsessionnels 

compulsifs (Leyfer et al, 2006) ou encore des troubles d’auto-agressivité (Ming et al, 2016).  

 

2- Comorbidités neurologiques 
 

Les comorbidités neurologiques associées aux TSA sont aussi nombreuses et très fréquentes.  

Par exemple, les cas d’épilepsie représentent environ 5 à 25% des patients avec TSA (Bolton et 

al, 2011; Viscidi et al, 2013; Thomas et al, 2017). Cette comorbidité avait déjà été observée chez l’un 

des 11 patients suivis par Kanner (Kanner, 1943).  Il est à noter que les risques de crises sont plus forts 

au moment de l’enfance et de l’adolescence (Gillberg & Steffenburg, 1987) et que celles-ci sont 

favorisées lorsque les patients présentent en plus une déficience intellectuelle ou du langage (Bolton et 

al, 2011; Jokiranta et al, 2014; Thomas et al, 2017).  

On observe, par ailleurs, une association très forte entre les TSA et les déficiences intellectuelles 

définies par des quotients intellectuels (QI) inférieurs à 70. Ainsi, près de la moitié des patients porteurs 

de TSA expriment également des déficiences intellectuelles plus ou moins sévères (Fombonne, 2003; 

Charman et al, 2011; Postorino et al, 2016). En particulier, des QI inférieurs à 50 ont été détectés chez 

15% des patients  (Charman et al, 2011). De plus, le risque de développer une déficience intellectuelle 

est plus élevé en cas de naissance prématurée ou tardive (Xie et al, 2017). 

Une autre comorbidité neurologique est couramment rapportée par les parents d’enfants avec TSA. 

Il s’agit des troubles du sommeil qui touchent entre 45 et 80% des enfants avec TSA (Hoshino et al, 

1984; Richdale & Prior, 1995; Souders et al, 2009; Reynolds et al, 2019) alors que ce taux ne dépasse 

pas les 50% quand il est question d’enfants sans TSA. Ces troubles comprennent des réveils nocturnes 

fréquents et pouvant durer plusieurs heures (Krakowiak et al, 2008; Humphreys et al, 2014), des 

difficultés à s’endormir (Malow et al, 2006; Krakowiak et al, 2008) ou encore des nuits agitées avec 

cauchemars et mouvements non contrôlés. Ces perturbations du sommeil pourraient s’expliquer par des 

altérations du cycle circadien ou par la présence de troubles psychologiques additionnels comme les 

troubles du déficit de l’attention avec ou sans hyperactivité (TDAH) ou les troubles de l’anxiété. Selon 

une étude récente, ces troubles persistent chez l’adulte avec TSA (Ballester et al, 2018). 

On peut également citer (1) les troubles sensoriels pouvant se trouver sous forme 

d’hypersensibilité ou d’hyposensibilité et affecter différents domaines (ex : hypersensibilité au bruit, au 
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goût, à l’odorat hyposensibilité à la douleur, à la satiété), (2) les troubles moteurs de sévérité légère tels 

que des troubles de la coordination comme la dyspraxie ou la présence de mouvements inappropriés 

répétés (Cassidy et al, 2016), (3) les troubles du langage avec un taux élevé de dyslexie ou de dysphasie, 

(4) une prévalence plus élevée de cas de synesthésies (Baron-Cohen et al, 2013). 

 

3- Comorbidités physiologiques 
 

Des comorbidités physiologiques apparaissant plus fréquemment chez les patients avec TSA que 

dans la population générale ont également été recensées.  

En particulier, de fortes carences nutritionnelles ont été détectées chez des patients diagnostiqués 

autistes (Zimmer et al, 2012). Ainsi, bien que ce soit très variable d’un individu à un autre, près d’un 

enfant autiste sur 2 présente une insuffisance pour au moins un nutriment, dont une liste non exhaustive 

comprend : le fer, le zinc, le calcium, la vitamine D, la vitamine B12  (Zimmer et al, 2012). Dans la 

majorité des cas, cela est dû à une alimentation très sélective (Bandini et al, 2010). En effet, de par leur 

hypersensibilité gustative certains patients expriment des aversions très prononcées envers quelques 

aliments (Schreck et al, 2004). Parfois, le refus d’un aliment résulte de son aspect visuel (couleur, forme) 

ou de sa texture, mais d’autres raisons de nature variable ont été répertoriées (Schreck et al, 2004).  

D’autres nutriments sont au contraire présents en trop forte quantité. C’est par exemple le cas du 

magnésium ou de la vitamine A (Zimmer et al, 2012). Il en découle une toxicité marquée par l’apparition 

de symptômes tels que des maux de tête ou des crises d’eczéma.  

Selon diverses études, les individus avec TSA développent aussi plus souvent des troubles gastro-

intestinaux (McElhanon et al, 2014). Dans le cas des TSA, ces troubles se caractérisent généralement 

par la présence de constipations anormalement fréquentes, un fort taux de diarrhées, des reflux gastriques 

et des douleurs abdominales (McElhanon et al, 2014). Ces troubles peuvent survenir à la suite d’une 

carence nutritionnelle, d’une intolérance à certains aliments, être la conséquence d’allergies ou encore 

résulter d’un déséquilibre du microbiote. Une méta-analyse conduite récemment a ainsi montré une 

baisse de certaines bactéries probiotiques, comme Akkermansia, Bacteroides, Bifidobacterium, et 

Parabacteroides, chez des enfants avec TSA. (Xu et al, 2019a). 

Les individus avec TSA sont également plus fréquemment touchés par les troubles du système 

immunitaire ou par des troubles affectant le métabolisme (Rossignol & Frye, 2012; Chen et al, 2013; 

Zerbo et al, 2015).  

 

4- Syndromes génétiques  
 

Les TSA sont, de plus, très souvent liés à des maladies génétiques rares de type syndromes, dont 

les caractéristiques et causes sont bien définies. Ces autismes dits syndromiques concernent environ 10 

à 20% des patients avec TSA (Abrahams & Geschwind, 2008). Néanmoins, individuellement, ils ne 
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permettent d’expliquer à eux seuls que 1 à 2% des cas de TSA. Il en existe un grand nombre, le tableau 

1 en dresse une liste non exhaustive avec les symptômes et causes génétiques qui leur sont associés.  

Comme l’indique le tableau 1, la prévalence des cas de TSA détectés dans ces syndromes peut être 

fortement variable entre les différentes études, en raison de critères d’évaluation ou d’inclusion différents 

et d’échantillons de trop faibles tailles, mais elle reste dans tous les cas, supérieure à la prévalence 

retrouvée dans la population générale. 

 

 

Nom du 

syndrome 

Cause génétique / 

gènes impliqués 

% des cas de TSA 

dans le syndrome 
Principales caractéristiques du syndrome (Hors TSA) Références 

Syndrome 

d'Angelman 

Délétion maternelle 

de la région 15q11-

q13/ UBE3A 

~42-61% 

Déficience intellectuelle sévère, hyperactivité, rires paroxystiques, épilepsies 

Manque de concentration, Troubles moteur (ataxie) et du langage (peu ou pas de langage), 

Dysmorphies faciales, Microcéphalie, Troubles du sommeil, Trouble de l’alimentation. 

Peters et al 2004 

Bonati et al, 2007 

Syndrome de 

Prader-Willi 

Délétion paternelle 

de la région 15q11-

q13 

UBE3A 

~25-36% 

Hypotonie sévère, Dysmorphies faciales, Pieds et mains de petite taille, Altération de la satiété 

avec risque d’obésité, Parfois déficience intellectuelle légère avec difficulté dans l’apprentissage 

et l’expression orale, Troubles psychiatriques, Troubles moteurs 

Descheemaeker et al, 2006 

Bennett et al, 2015 

Syndrome du X 

fragile (XFRA) 

FMR1 

(Expansion du 

trinucléotide CGG) 

~65% 
Déficience intellectuelle, Macroencéphalie, Dysmorphies faciles (front et menton élargis), 

Retard du développement psychomoteur, Anxiété, Trouble du langage verbal et Trouble du 

comportement de type TDAH 

Clifford et al, 2007 

García-Nonell et al, 2008 

Syndrome de 

Timothy 
CACNA1C ~60-80% Arythmie et malformation cardiaque, Dysmorphies faciales, Déficience du système immunitaire Splawski et al, 2004 

Syndrome de 

Phelan-

McDermid 

Délétion 22q13 

terminale 

(SHANK3) 

~39-95% 

Macroencéphalie, dolichocéphalie, Hypotonies, Dysmorphies faciales, 

Retard du développement, Déficiences intellectuelles, Absence ou retard du langage  

Epilepsies, Insensibilité à la douleur, Anomalies cardiaque et rénale, Infections du tractus 

respiratoire récurrentes, Strabisme fréquent. Risque de développer un trouble bipolaire 

Phelan et al, 2001 

Soorya et al, 2013 

Ponson et al, 2018 

Syndrome de 

Rett 
MECP2  ~25-97% 

Développement normal puis régression avant les 5 ans avec troubles moteurs (apraxie/ataxie), 

Troubles du langage, Mouvements répétitifs impliquant les mains, Retard de croissance du 

crâne, Déficiences intellectuelles 

Moss & Howlin, 2009 

Syndrome de 

CHARGE 
CHD7 ~ 45-68%  

Anomalies pouvant toucher les organes suivants : les yeux, les oreilles, l’appareil génital, le nez 

Retards de croissance fréquents 

Parfois : démarche anormale, anomalie dentaire, épilepsie, paralysie faciale hypotonie, anosmie. 

Hartshorne et al, 2005 

Johansson, 2007 

Vignoli et al, 2015 

Syndrome de la 

sclérose 

tubéreuse 

TSC1/TSC2 ~15-50% 

Développement de tumeurs bénignes pouvant toucher la peau, les yeux, les reins, les poumons 

et le système nerveux central, Crises d’épilepsies fréquentes, Déficiences intellectuelles, 

Lésions de la peau et présence de tâches sur la peau 

Bolton et al, 2002 

Wong, 2006 

Vignoli et al, 2015 

Syndrome de 

Down 
Trisomie 21 ~7-15% 

Hypotonie, Dysmorphies faciales (visage rond, petit nez…) 

Retards de la croissance, Déficiences intellectuelles et Retard psychomoteur,  

Trouble du langage (élocution lente) 

Lowenthal et al, 2007 

DiGuiseppi et al, 2010 

Phénylcétonurie PAH ~5 -25% 

Retard de développement graduel, Convulsions, Microcéphalie, Déficiences intellectuelles, 

Troubles du comportement (dont hyperactivité et agressivité) et de la motricité 

Peau et cheveux clairs chez la majorité des patients 

Baieli et al, 2003 

Khaled Saada et al, 2013 

Syndrome de 

Sanfilippo 

Type IIIA : SGSH 

Type IIIB : NAGLU 

TYPE IIIC : HGSNAT 

TYPE IIID : GNS 

~25-62% 

Premiers symptômes entre 2 et 6 ans : Troubles du comportement (hyperkinésie, agressivité), 

Déficiences intellectuelles, Troubles du sommeil, Signes dysmorphiques très modérés 

Vers 10 ans : Perte des acquisitions psychomotrices et de la communication, Epilepsies  

Rumsey et al, 2011 

Shapiro et al, 2016 

Syndrome de 

Dravet 
SCN1A ~24-39% 

Principalement épilepsies, Retard de développement, Troubles du langage, Altération des 

fonctions visuelles, Mauvaise coordination des mouvements et Troubles du comportement 

Li et al, 2011 

Ouss et al, 2019 

Syndrome de 

DiGeorge ou 

Velo-cardio-

facial 

Délétion de la 

région 22q11.2 
~16 - 50% 

Malformation congénitale cardiaque, Déficience du système immunitaire induisant des 

infections pulmonaires fréquentes, Hypocalcémie, Troubles de l’apprentissage, et Troubles de 

l’alimentation, Dysmorphie faciale, Troubles de la physiologie rénale 

Vorstman et al, 2006 

Ousley et al, 2017 

Serur et al, 2019 
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D) Prévalence 
 

Différentes études ont permis d’évaluer la prévalence des TSA dans la population mondiale. Les 

premières études réalisées au cours des années 60 ont estimé la prévalence à 4 enfants atteints pour 1000 

(Lotter, 1966). A cette époque, l’autisme pouvait donc être considéré comme une condition rare. 

Néanmoins, depuis les années 2000, on observe un accroissement important de la prévalence des TSA. 

Notamment, au niveau des Etats-Unis, les centres de contrôles et préventions des maladies évaluant le 

taux de TSA de façon bisannuelle ont indiqué une élévation constante du nombre d’enfants avec autisme 

depuis cette période. La figure 3 montre, qu’en l’espace de 14 ans, la prévalence d’enfants avec autisme 

a plus que doublé, passant de 1/166 à 1/59. Ce taux a été actualisé cette année et est maintenant de 1 

enfant sur 54 (Baio et al, 2020). 

 

 

 

Figure 3 : Évolution de la prévalence des TSA dans les années 2000 

Ce graphique représente l’accroissement de la prévalence des TSA aux Etats-Unis entre les années 2000 
et 2014. Les taux indiqués correspondent aux mesures publiées par les centres de contrôle et de 
prévention des Etats-Unis et concernent un échantillon évalué 4 années auparavant. Ainsi, la prévalence 
de 1 enfant sur 59 indiquée dans le graphique se rapporte à une cohorte d’enfants évalués en 2014. 
Graphique issu du site https://www.cdc.gov/ncbddd/autism/data.html  

 

Cette augmentation ne reflète pas nécessairement une plus grande proportion d’individus 

présentant un TSA, mais est plutôt le résultat d’un certain nombre d’événements concordants. Tout 

d’abord, l’évolution des critères de diagnostic contribue considérablement à cet accroissement. En effet, 

les diagnostics actuels sont mieux définis. Alors qu’auparavant, les enfants présentant des signes 

autistiques sans déficience intellectuelle n’étaient pas pris en compte lors de l’évaluation clinique, ce 

caractère n’est aujourd’hui plus exclusif. De plus, il y a une meilleure information des équipes médicales 
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et de la population générale. Les parents ainsi que les professionnels de la santé sont désormais plus 

sensibilisés au sujet des TSA, ce qui a permis une amélioration de leur détection. Notamment, les faits 

de substitutions diagnostiques en raison du manque de connaissances sur les TSA et de la présence de 

nombreuses comorbidités ont été réduits. Ainsi, dans de nombreux cas, des enfants ayant reçu un 

diagnostic de déficiences intellectuelles ont pu après réévaluation entrer dans les critères de définition 

des TSA. Une étude conduite en ce sens a d’ailleurs montré une corrélation négative entre la prévalence 

des TSA et la prévalence des déficiences intellectuelles, entre les années 2000 et 2010 (Polyak et al, 

2015).  

 

Des facteurs exogènes pourraient également expliquer l’accroissement de la prévalence, 

particulièrement l’âge des parents au moment de la conception ou certaines conditions 

environnementales qui seront discutées dans une partie ultérieure. 

 

Les TSA sont également marqués par une plus forte proportion de garçons diagnostiqués autistes. 

On en retrouve en effet entre 2 à 6 fois plus selon la sévérité du phénotype (Yeargin-Allsopp et al, 2003; 

Fombonne, 2013). Ainsi, lorsque les TSA sont associés à des déficiences intellectuelles sévères, le 

rapport est de deux garçons pour une fille (Fombonne, 2013). Par contre, si aucune déficience 

intellectuelle n’est relevée on observe six garçons pour une fille (Fombonne, 2013).  

A l’heure actuelle, aucun mécanisme n’a été clairement identifié afin d’expliquer les raisons de ce 

sexe ratio. Les premières recherches se sont orientées vers une implication des chromosomes et 

hormones sexuels, mais celles-ci n’ont pas encore fourni de réponses concluantes. Néanmoins, deux 

autres théories complémentaires sont actuellement étudiées par la communauté scientifique (Werling & 

Geschwind, 2013).  

La première théorie met en avant un effet protecteur exprimé chez les patientes. Plusieurs études 

ont montré que ces dernières accumulent plus de variations génétiques délétères que les patients de sexe 

masculin, suggérant l’existence de facteurs leur permettant d’atténuer les risques causés par les mutations 

qu’elles portent (Levy et al, 2011; Jacquemont et al, 2014; Zhang et al, 2020). D’après cette théorie, 

pour un même nombre de mutations délétères, les filles sont protégées par rapport aux garçons.  

Selon la deuxième théorie, les TSA résulteraient d’un profil cérébral particulier qui serait une 

exacerbation de celui typiquement observé chez les garçons (Baron-Cohen, 2002). Cette théorie s’est 

fondée sur les deux observations suivantes : (1) le caractère d’empathie plus élevé chez les filles 

neurotypiques que chez les garçons neurotypiques est diminué chez les patients avec TSA, (2) le 

caractère de systématisation plus développé chez les garçons neurotypiques que chez les filles 

neurotypiques est augmenté chez les patients avec TSA (Baron-Cohen, 2002). Des données plus récentes 

supportent ce modèle (Greenberg et al, 2018). 

Une autre hypothèse discutée défend la difficulté à poser un diagnostic des TSA chez les filles, 

qui ont tendance à camoufler certains de leurs traits autistiques, et pour lesquelles les outils d’évaluation 
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sont moins adaptés (Hull et al, 2019). Cela est majoritairement le cas lorsque ces dernières ne présentent 

pas de déficience intellectuelle (Dworzynski et al, 2012). D’autres études indiquent, en outre, que le 

phénotype autistique développé chez les filles s’exprime différemment de celui des garçons (Szatmari et 

al, 2012; Beggiato et al, 2017; Rynkiewicz & Łucka, 2018). Ces divergences phénotypiques n’étant pas 

prises en compte dans les tests de diagnostic des TSA, cela pourrait également expliquer la sous-

représentation des filles dans les TSA  (Beggiato et al, 2017). 

 

E) Diagnostic 
 

Les TSA peuvent être détectés très tôt au cours du développement. Les premiers symptômes 

peuvent apparaître, en effet, aux alentours de 1 an. Les signes qui alertent en général les parents sont 

nombreux et comprennent entre autres un retard ou une absence du langage, un manque d’intérêt envers 

les parents, une aversion pour les contacts physiques, un évitement du regard, une préférence pour 

l’isolement, une manipulation anormale des objets ainsi qu’une difficulté à participer à des activités 

nécessitant de l’imagination. Actuellement, aucun marqueur biologique attestant de la présence d’un 

TSA n’a été clairement identifié. Des taux très élevés de sérotonine (Leboyer et al, 1999; Pagan et al, 

2014; Bridgemohan et al, 2019) associés à des taux très bas de mélatonine (Tordjman et al, 2013; Pagan 

et al, 2014; Maruani et al, 2019) sont, néanmoins, fréquemment retrouvés chez les patients avec TSA. Il 

s’agit de biomarqueurs assez reproductibles car répliqués dans plusieurs études, mais qui ne sont pas 

spécifiques de ces troubles. Ainsi, il est à ce jour difficile d’effectuer des tests biologiques pour 

diagnostiquer les troubles du spectre autistique. De nouvelles pistes pour détecter les TSA ont émergé 

grâce au déploiement de l’imagerie fonctionnelle et des électroencéphalogrammes (EEG) (Bhat et al, 

2014; Grossi et al, 2017; Emerson et al, 2018).  

Les tests cliniques sont donc actuellement privilégiés. Les premières étapes du diagnostic 

consistent généralement en un entretien structuré entre un pédopsychiatre et les parents. Il en existe 

plusieurs et permettent à la fois de mettre un nom sur le trouble de l’enfant mais aussi d’évaluer le degré 

de sévérité des symptômes associés (Thabtah & Peebles, 2019). Dans certains cas, les EEG permettent 

de valider et de détecter d’autres troubles pouvant être associés aux TSA comme l’épilepsie (Fluss & 

Korff, 2011). Ces tests peuvent se poursuivre par des examens visant à évaluer les sensibilités 

sensorielles de l’enfant. Une consultation génétique et des examens neurologiques sont également 

souvent recommandés.  

 

Parmi les entretiens cliniques couramment utilisés on retrouve : l’ADI-R (Autism Diagnostic 

Interview-Revised), l’ADOS (Autism Diagnosis Observation Schedule), ainsi que le CARS 

(Childhood Autism Rating Scale), trois tests dont les résultats sont complémentaires. Ces tests sont tous 

trois basés sur un système d’échelle d’évaluation des troubles autistiques permettant d’attribuer une 

notation sur différents critères. 
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- L’ADI-R est un entretien standardisé interrogeant le développement moteur et social de 

l’enfant, ainsi que son niveau de communication. Les questions posées au patient ou aux 

parents sont regroupées par items et renvoient aux critères définis par le DSM (Lord et 

al, 1994). Cette évaluation peut être pratiquée avec des enfants âgés de 2 ans au 

minimum, à condition que ces derniers ne présentent pas de retard du développement 

trop importants. 

 

- L’ADOS est un entretien durant duquel le médecin observe le patient et ce au cours de 

plusieurs ateliers le plaçant dans différentes conditions afin de tester son niveau 

d’interaction sociale (Lord et al, 1989). Il existe différents niveaux d’activité selon le 

niveau de communication du patient et peut s’employer pour diagnostiquer aussi bien 

des enfants à partir de 1 an que des adultes. 

 

- Le CARS évalue le comportement de l’enfant à travers un questionnaires regroupant 15 

items recevant une note de 1 à 4. Une deuxième version de cet outil d’évaluation a été 

élaborée afin de se rapprocher davantage des critères diagnostiques recensés dans les 

versions plus récentes du DSM (Schopler et al, 1980, 2010). 

 

D’autres systèmes d’évaluation plus spécifiques existent et sont utilisés pour mesurer le degré de 

sévérité de traits autistiques particuliers. Notamment, le SRS (Social Responsiveness Scale) quantifie les 

compétences sociales de l’enfant et le RBS-R (Repetitive Behavior Scale-Revised) génère un score de 

sévérité relatif aux comportements répétés (Bodfish et al, 2000; Constantino et al, 2004). 

 

F) Traitement 
 

Actuellement, il n’existe aucun traitement pharmacologique permettant une guérison totale des 

TSA. Les traitements employés visent plutôt à atténuer certains symptômes liés à la pathologie ainsi que 

les comorbidités qui y sont associés et permettent ainsi d’améliorer le quotidien des individus atteints de 

TSA. Plusieurs approches sont utilisées : les méthodes pharmacologiques et les méthodes 

comportementales ou développementales.  

Concernant les méthodes comportementales et développementales, la prise en charge de l’enfant 

sera d’autant plus efficace qu’elle aura été initiée tôt. Certaines d’entre elles peuvent débuter dès les 18 

mois de l’enfant (Dawson et al, 2012). 

 

Ces approches basées sur le comportement sont encore peu adaptées aux adultes avec TSA et ces 

derniers sont principalement traités via les approches pharmacologiques. Pour autant, les médicaments 
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prescrits à ces adultes ont essentiellement été testés chez les enfants ou dans le cadre d’autres pathologies 

(Murphy et al, 2016). Davantage d’études pour le développement d’approches thérapeutiques adaptées 

aux patients adultes sont nécessaires.  

 

1-  Méthode comportementale et développementale  
 

Les méthodes comportementales ont pour but d’aider l’enfant dans l’apprentissage de 

comportements positifs et l’élimination de comportement inappropriés. Au cours de sa prise en charge, 

l’enfant développe de nouvelles compétences cognitives, motrices et sociales dans différents 

domaines dont la communication et l’autonomie (Tiura et al, 2017).  Il s’agit souvent de programmes 

intensifs et précoces pouvant débuter dès l’âge de deux ans. La méthode la plus couramment utilisée est 

la méthode Applied Behavior Analysis (ABA) élaborée par le psychologue norvégien Lovaas (Lovaas, 

1987). Le comportement de l’enfant est analysé de façon à déterminer la meilleure stratégie 

d’apprentissage et de modification de celui-ci (Granpeesheh et al, 2009). L’enfant est guidé par un 

éducateur. L’apprentissage d’un nouveau comportement se décompose en trois étapes : l’éducateur 

donne les consignes à l’enfant, qui essaie de les reproduire, puis l’éducateur réagit. Des renforçateurs 

sont donnés à l’enfant, en cas de réussite, de manière à le récompenser et l’inciter à reproduire ce 

comportement positif (Granpeesheh et al, 2009; Tiura et al, 2017). L’enfant est occupé à temps plein, au 

cours de séances répétées, afin de réduire le temps où il est livré à lui-même et ainsi les comportements 

inappropriés. Lorsque le langage de l’enfant est limité, une communication alternative basée sur des 

images ou une gestuelle est mise en place.  

Lors de son étude pionnière, Lovaas a comparé le devenir d’enfants avec TSA inclus dans un 

programme de traitement expérimental intensif (40h/ semaine) ou inclus dans un programme plus léger 

(10h/ semaine). Ses résultats ont révélé que près de la moitié des enfants inclus dans le premier 

programme ont pu intégrer une école et ont amélioré leurs aptitudes cognitives contre seulement 2% pour 

les enfants inclus dans le second programme (Lovaas, 1987). Depuis, l’efficacité de ce type d’approche 

comportementale a été confirmée dans diverses autres études (Peters-Scheffer et al, 2011; Reichow et 

al, 2012). Plusieurs d’entre elles ont également montré de meilleurs résultats lorsque les enfants sont 

traités tôt au cours de leur développement ou lorsque ces derniers présentent peu de déficits intellectuels 

(Granpeesheh et al, 2009a; Tiura et al, 2017). 

 

Les méthodes développementales partagent d’importantes similitudes. Une collaboration étroite 

entre les parents et les professionnels est nécessaire dans ce type de programme (Panerai et al, 2002). 

Cela permet une formation continue avec une reprise des exercices réalisés au cours de la journée, le soir 

avec les parents. Les capacités des enfants suivis sont mises en avant, les éducateurs accordant une 

importance plus faible aux handicaps (Panerai et al, 2002). Il existe plusieurs programmes orientés vers 

les approches développementales. Le programme de DENVER basé sur le jeu et la méthode TEACCH 
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(Treatment and education of autistic and Communication handicaped children) en font partie. 

L’apprentissage d’une nouvelle compétence s’effectue alors dans un environnement aménagé et adapté 

à chaque enfant selon ses handicaps et ses intérêts (Panerai et al, 2002).  

Au début des années 2000, il a été estimé qu’entre 30 à 40% des enfants avec TSA ont bénéficié 

de la méthode TEACCH (Kielinen et al, 2002; Green et al, 2006). Plusieurs analyses ont mis en évidence 

une amélioration des performances cognitives et des capacités motrices d’enfants avec TSA après 

plusieurs mois de traitement par l’approche TEACCH (Ozonoff & Cathcart, 1998; Panerai et al, 2002). 

Néanmoins, l’efficacité de ce type de thérapie développementale a été contestée à plusieurs reprises 

(Butler, 2007; Virues-Ortega et al, 2013). Ces deux études déplorent en particulier la taille des 

échantillons utilisés et des lacunes dans leur conception notamment concernant la randomisation de 

l’inclusion des patients dans les différents groupes. Une méta-analyse plus récente visant à comparer 

différentes approches non pharmacologiques pour le traitement des TSA a de nouveau souligné l’absence 

de données solides attestant l’efficacité de la méthode TEACCH (Sandbank et al, 2020).  

 

2- Traitements pharmacologiques 
 

Les traitements pharmacologiques utilisés dans le cadre des TSA agissent sur différents aspects 

symptomatiques de ces troubles.  

Certains traitements ont pour but de diminuer les symptômes principaux des TSA, retrouvés chez 

patients atteints de TSA, en améliorant entre autres la communication, les stéréotypies et les aptitudes 

sociales de ces patients. Selon plusieurs études, différentes molécules agissent sur ces aspects. Certains 

inhibiteurs de la recapture de la sérotonine comme la fluoxétine semblent, par exemple, permettre une 

réduction des comportement répétés (Hollander et al, 2005). De nombreuses études ont en outre été 

menées sur l’ocytocine, un neuropeptide sécrété par les neurones magnocellulaires et les neurones 

parvocellulaires de l’hypothalamus et jouant un rôle dans la régulation des émotions. Des modèles 

animaux, générés pour l’étude de diverses formes d’autisme, ont notamment permis de relever une baisse 

des comportements sociaux associée à une perte de cellules productrices de l’ocytocine et une baisse des 

taux de ce neuropeptide (Dombret et al, 2012; Peñagarikano et al, 2015). Des études cliniques ont ainsi 

été mises en place pour tester l’effet thérapeutique de ce neuropeptide. Elles ont démontré que 

l’ocytocine améliorait les aptitudes sociales d’enfants avec TSA (Yatawara et al, 2016; Parker et al, 

2017). Les effets de ce neuropeptide sont d’autant plus importants que ses taux initiaux mesurés chez 

l’enfant, avant le début de l’étude, sont faibles (Parker et al, 2017). 

 

Les patients peuvent également suivre des traitements qui vont agir sur les troubles neurologiques 

et autres comorbidités développés en parallèle des traits autistiques. 

Lorsque des problèmes d’attention ou d’hyperactivité sont détectés, il peut ainsi être recommandé 

d’administrer à l’enfant des molécules stimulantes, telles que le Methylphenidate, qui agissent en 
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bloquant la recapture de la noradrénaline et de la dopamine. Ce traitement s’est montré efficace dans 

deux essais cliniques (Pearson & Santos, 2013; RUPP, 2005). L’un d’entre eux a cependant reporté le 

développement d’effets secondaires sévères chez 18% des patients (RUPP, 2005). Des résultats 

encourageants bien qu’insuffisants ont aussi été obtenus par des essais de traitements basés sur la prise 

de Naltrexone, un antagoniste des opioïdes (Roy et al, 2015).   

Pour réduire les comportements d’anxiété et de dépression, fréquemment retrouvés chez les 

patients, il est aussi possible d’utiliser des antidépresseurs et anxiolytiques qui vont permettre de réduire 

la recapture de la sérotonine ou sa dégradation. En particulier, le Citalopram testé dans le cadre de deux 

essais cliniques a obtenu des résultats positifs chez plus de la moitié des patients (Namerow et al, 2003; 

Hardan et al, 2004). En plus de réduire les troubles de l’anxiété, ce médicament agit aussi sur les troubles 

de l’irritabilité et sur les comportements agressifs.  

Dans le cas des troubles du sommeil, dont sont fréquemment sujets les patients, la mélatonine est 

la molécule la plus prescrite. Elle permet, en particulier, de diminuer le délai d’endormissement 

d’environ 25 minutes et d’allonger le temps de sommeil d’environ 32 minutes des enfants traités (Cortesi 

et al, 2012; Gringras et al, 2015, 2017). De façon intéressante, une étude a montré une amélioration de 

la communication après traitement à la mélatonine (Wright et al, 2011)  

 

Un grand nombre de médicaments ont ainsi été testés depuis les années 40, pour traiter les divers 

symptômes se développant à la suite d’un TSA, mais à l’heure actuelle, seuls la Risperidone et 

l’Aripiprazole font partie des molécules approuvées par la FDA (US Food and Drug Administration). La 

Risperidone est utilisée pour traiter les comportements agressifs et répétitifs tandis que l’Aripiprazole 

est prescrit lorsque le patient manifeste des troubles de l’irritabilité. 

 

3- Développement d’une médecine personnalisée 
 

Cependant, les TSA sont caractérisés par une forte diversité phénotypique. Les symptômes aussi 

bien que les causes du développement des TSA varient fortement d’un patient à un autre. En 

conséquence, il est difficile d’élaborer un traitement qui soit efficace et adapté pour tous les individus 

porteurs de traits autistiques. Le développement d’une médecine personnalisée apparaît donc nécessaire 

dans le cadre des traitements associés à ces troubles.  

Un axe de recherche, orienté dans ce but, vise à réaliser une stratification des patients, afin de 

définir différents groupes et sous-groupes d’individus génétiquement et physio-pathologiquement 

proches (Loth et al, 2017). Cette approche permettra sans doute un avancement de la recherche dans le 

domaine des traitements des TSA, ainsi que d’un grand nombre d’autres troubles psychiatriques 

caractérisés par des phénotypes variables.  

 



36 
 

Plusieurs méthodes de stratification sont à ce jour employées dans les laboratoires, comme la 

méthode du « Netword Based Stratification » (Kim et al, article en préparation) et  la méthode du « Finite 

Mixture Modelling » (Eagle et al, 2010). 

 

G) Physiopathologie 
 

1- Altération de la connectivité 
 

Le cerveau est organisé par différents niveaux de connectivité. A l’échelle cellulaire, les neurones 

sont connectés entre eux par l’établissement des synapses. Les neurones s’organisent en différents 

groupes formant des micro-colonnes interagissant au sein de macro-colonnes. Enfin, la connectivité 

concerne également les différentes régions cérébrales plus ou moins éloignées et connectées par des 

faisceaux de substances blanches. 

 

Les altérations de la connectivité sont répandues chez les individus présentant un TSA et seraient 

liées, selon certaines hypothèses, aux périodes de formation et d’élimination des synapses acquises 

pendant le développement. Normalement, les synapses sont formées en excès pendant la synaptogenèse 

puis certaines sont éliminées grâce à des évènements d’élagage. Cette étape semble être peu suivie chez 

les patients avec TSA qui présentent dans certaines régions de leur cerveau une densité accrue de 

synapses (Tang et al, 2014). Ces anomalies se traduisent généralement par une hyperconnectivité exercée 

localement (Keown et al, 2013) et d’une hypoconnectivité entre différentes régions cérébrales éloignées 

physiquement (Just et al, 2004; O’Reilly et al, 2017). Cela reste variable selon les régions et la sévérité 

des TSA. Les hyperconnectivités sont ainsi surtout visibles chez les patients dont les symptômes sont 

sévères et concernent majoritairement les régions postérieures de leur cerveau (Keown et al, 2013). 

Dans une étude sur la connectivité du cortex de patients sans déficience intellectuelle une 

réduction de l’activité a été détectée au niveau de l’air de Broca dédiée à l’expression orale (syntaxe, 

débit, articulation, tonalité de la voix) tandis que l’aire de Wernicke qui gère la partie sémantique du 

langage est au contraire plus activée (figure 4, Just et al, 2004). Ces observations sont en accord avec les 

caractéristiques phénotypiques des patients avec TSA sans déficience intellectuelle (richesse du 

répertoire lexical, mais syntaxe incorrecte, altération du débit et mauvaise utilisation de la tonalité de la 

voix). Selon cette même étude, un grand nombre de faiblesses cognitives, tout comme les problèmes de 

socialisation des patients avec TSA, s’expliqueraient par une baisse de la connectivité entre les régions 

frontales et postérieures (Just et al, 2004). Ces régions communiquant moins bien entre elles, les 

différents stimuli provenant de l’environnement et que le cerveau doit analyser sont donc moins bien 

intégrés dans les circuits impliquant diverses régions distantes. Cela empêche les patients de réagir en 

conséquence et de réaliser des taches nécessitant la coordination de ces différentes régions.  
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L’hypoconnectivité entre le cortex frontal et le reste des régions corticales a été répliquée dans un 

grand nombre d’études (Barttfeld et al, 2011; Just et al, 2012; O’Reilly et al, 2017). Une étude récente 

réalisée sur des souris mutées au sein du gène Shank3 impliqué dans les TSA a également mis en 

évidence un déficit de la connectivité impliquant le cortex préfrontal et des structures plus éloignées 

comme le caudate putamen et le cortex rétrosplénial (Pagani et al, 2019). Néanmoins, des résultats 

opposés montrant une hyperconnectivité sur de longues distances ont aussi été observés en particulier 

pendant l’enfance et l’adolescence (Uddin et al, 2013; Lynch et al, 2013; Supekar et al, 2014). De même, 

lorsque d’autres régions sont analysées, comme le thalamus, des données similaires sont obtenues, avec 

la visualisation d’une hyperconnectivité entre les régions thalamiques et corticales (Tomasi & Volkow, 

2019). La variabilité des résultats observés jusqu’à maintenant pourrait s’expliquer par l’hétérogénéité 

clinique et génétique des TSA. 

Figure 4 : Altération de la connectivité locale des régions corticales impliquées dans le langage 

Les problèmes de connectivités cérébrales sont fréquents chez les patients atteints de TSA et ont 
beaucoup été étudiés. Un résultat intéressant obtenu par imagerie à résonnance magnétique (IRM) 
fonctionnel a été publié par Just et al en 2004 et indique que l’aire de Broca est plus activée chez les 
patients avec TSA sans déficience intellectuelle tandis que l’aire de Wernicke est moins activée chez ces 
derniers. Ces deux aires sont associées à différents aspects du langage. Figure adaptée de Just et al, 
2004. 
 

2- Déséquilibre de la balance excitatrice/inhibitrice 
 

Le fonctionnement du cerveau est régi par un certain nombre de mécanismes finement régulés. 

Par exemple, la balance excitatrice/inhibitrice (E/I) permet d’établir un équilibre entre les transmissions 

excitatrices provenant des neurones glutamatergiques et les transmissions inhibitrices envoyées par les 

neurones GABAergiques. Ce contrôle est essentiel dans le traitement des signaux neuronaux ainsi que 

dans les mécanismes d’apprentissage.  

 

Grâce à des observations convergentes, les neurobiologistes Rubenstein et Merzenich ont pu 

énoncer qu’une augmentation du ratio excitation/inhibition pourrait être une cause des TSA (Rubenstein 

& Merzenich, 2003). Tout d’abord, d’un point de vue clinique, comme signalé précédemment, les 
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patients avec TSA sont fréquemment sujets à développer des crises épileptiques (Canitano, 2007). Ces 

évènements sont en effet favorisés lorsque le cerveau est dans un état d’hyperexcitabilité. Les études 

génétiques soutiennent également l’hypothèse d’un dérèglement de l’équilibre des courants électriques 

(Mehta & Nurmi, 2013; Xu et al, 2018). Elles ont permis d’identifier des mutations touchant des gènes 

impliqués dans le développement et la migration neuronale, la formation, le maintien et le 

fonctionnement des synapses (protéine d’échafaudage, protéine d’adhésion cellulaire…), ainsi que des 

gènes codant différents récepteurs et les protéines des voies cellulaires associées. Une étude récente a 

également mis en évidence une dérégulation de l’expression des gènes appartenant à ces voies, au cours 

de la différentiation de neurones de patients avec TSA (Derosa et al, 2018). 

Par exemple, des mutations sur les gènes codant les récepteurs à l’'acide γ-aminobutyrique 

(GABA) comme GABRA4 et GABRB1 ont été détectées dans différents groupes de patients (Collins et 

al, 2006). Ces récepteurs apparaissent également moins denses lors de l’étude post-mortem de cerveau 

de patients avec TSA, en particulier au niveau du cortex cingulaire et du gyrus fusiforme (Oblak  et al, 

2009; Oblak A, 2010). Pour compléter ces observations, des modèles murins ont été générés en invalidant 

certains gènes candidats pour les TSA ainsi que des gènes impliqués dans le cas d’autisme syndromique. 

Les souris invalidées pour le gène En2 montrent ainsi des altérations de leur comportement social, 

associées à une perte des neurones GABAergiques corticaux et hippocampaux (Cheh et al, 2006; Sgadò 

et al, 2013). Une réduction du nombre d’interneurones a en outre été observée chez des souris invalidées 

pour les gènes de vulnérabilité aux TSA suivants : CNTNAP2 (Peñagarikano et al, 2011), CADPS2 

(Sadakata et al, 2007) et PLAUR (Eagleson et al, 2011). Il a aussi été montré que l’activation des 

synapses excitatrices grâce à des outils d’optogénétiques génère des altérations des comportements 

sociaux chez la souris (Yizhar et al, 2011). 

De plus, grâce au développement d’un algorithme permettant d’estimer le ratio entre l’excitation 

et l’inhibition à partir d’enregistrement EEG, il a récemment été possible d’évaluer ce paramètre 

directement sur un groupe d’individus contrôle et sur un groupe d’enfants avec TSA âgés entre 7 et 16 

ans. Les résultats de cette étude indiquent que le ratio entre excitation et inhibition est plus élevé chez 

les enfants avec TSA (Bruining et al, 2020). 

 

En plus d’augmenter les risques d’épilepsies, la prépondérance de la transmission excitatrice 

entraîne un excès d’activité électrique dans le cerveau des patients avec TSA et l’apparition de bruits 

dans les circuits neuronaux, engendrant des difficultés dans les étapes d’analyse et d’intégration des 

signaux (Nelson & Valakh, 2015). 

 

L’augmentation de la balance E/I est retrouvée dans diverses formes syndromiques des TSA dont 

le syndrome de Dravet (Tai et al, 2014; Stern et al, 2017), la sclérose tuberculeuse (Bateup et al, 2011; 

Zhao & Yoshii, 2019), le syndrome de l’X fragile (El Idrissi et al, 2005; Gonçalves et al, 2013) et le 

syndrome d’Angelman (Wallace et al, 2012). 
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Néanmoins, il existe aussi des cas où le déséquilibre de la balance électrique se traduit par un 

excès de la composante inhibitrice comme dans le syndrome de Rett, pour lequel de nombreuses études 

ont mis en évidence une diminution des courants excitateurs (Marchetto et al, 2010; He et al, 2014). Cela 

est également retrouvé dans certaines formes de TSA causées par des mutations touchant des gènes 

impliqués dans les synapses excitatrices comme Shank3, Nlgn4 et PSD95. Des modèles animaux mutés 

pour ces gènes présentent en effet des phénotypes similaires (Ehrlich et al, 2007; Lee et al, 2015b; 

Unichenko et al, 2018). 

L’implication de la balance E/I dans le développement des TSA a récemment été remise en cause 

par les travaux de chercheurs de l’équipe de Feldman. Ces derniers ont analysé les courants électriques 

post-synaptiques enregistrés dans le cortex somatosensoriel de 4 modèles de souris différents. Pour 

chacune de ces souris, ces chercheurs ont retrouvé une augmentation du rapport excitation/inhibition. 

Néanmoins, ce phénotype ne s’accompagne pas d’une augmentation du taux de décharge des neurones 

pyramidaux (Antoine et al, 2019). Les données mises en avant dans cette étude suggèrent que 

l’augmentation du rapport excitation/inhibition ne serait pas une cause des TSA, mais plutôt un 

mécanisme mis en place dans le cerveau des patients pour maintenir une activité synaptique stable.  

 

H) Etiologie 
 

On considère aujourd’hui que les TSA ont une origine multifactorielle faisant intervenir des 

facteurs génétiques et des facteurs environnementaux.   

 

1- Facteurs génétiques  
 

Différentes approches génétiques ont été employées pour mesurer la part de la génétique 

impliquée dans les TSA.  

 

a. Évaluation de la composante génétique des TSA 
 

i/ Agrégation familiale  
 

C'est une étude épidémiologique qui s’effectue sur une population. Elle se base sur la comparaison 

de deux valeurs :  

 

- Le risque qu’un individu développe la maladie d’intérêt sachant qu’un de ses apparentés 

est déjà atteint. 

 

- Le risque qu’un individu développe la maladie d’intérêt lorsqu’il est pris au hasard dans 

la population générale. 
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Le rapport de ces deux valeurs correspond au risque relatif et permet d’évaluer à quel point la 

maladie a tendance à se concentrer dans certaines familles. Une étude réalisée sur 1,6 million de familles 

a permis de montrer que la valeur de ce taux baisse lorsque les liens de parenté diminuent, passant de 

153 pour des jumeaux monozygotes, à 2 pour des cousins. Ce taux est égal à 8,2 - 3,3 - 2,9 pour les 

jumeaux dizygotes, les demis frères et sœurs du côté de la mère, les demis frères et sœurs du côté du 

père respectivement (Sandin et al, 2014). Bien qu’informatif, ce test n’est pas suffisant pour conclure. 

En effet, il existe des maladies génétiques dont le risque relatif est très faible. C'est l'exemple des 

maladies multifactorielles qui font intervenir un grand nombre de gènes et pour lesquelles 

l'environnement est très important. Ces tests sont donc souvent complétés par des études de jumeaux. 

  

ii/ Étude de jumeaux 
 

Les études de jumeaux comparent les taux de concordance entre jumeaux monozygotes 

(génétiquement identiques) et jumeaux dizygotes (ne partageant en moyenne que 50 % de leur génotype). 

Le taux de concordance correspond au rapport entre le nombre de paires de jumeaux où les deux jumeaux 

sont atteints et le nombre total de paires. Dans le cas des jumeaux monozygotes partageant 100% de leurs 

gènes, la concordance inclut les gènes mais aussi leur environnement commun. De nombreuses études 

de jumeaux ont été appliquées aux cas des TSA (Taniai et al, 2008; Rosenberg et al, 2009; Huguet et al, 

2016). Le taux de concordance des jumeaux monozygotes est, dans tous les cas, largement supérieur à 

celui des jumeaux dizygotes (entre 60% et 95% pour les jumeaux monozygotes et environ 30% pour les 

jumeaux dizygotes). Des taux plus élevés ont été observés dans les deux groupes, lors d’une méta-analyse 

plus récente (Tick et al, 2016). Cette différence de concordance entre les jumeaux monozygotes et 

dizygotes traduit l'existence de facteurs génétiques à l'origine des TSA.  

 

b. Identification des mutations et des gènes impliqués dans les TSA 
 

Les études d’agrégations familiales et de jumeaux ont permis de montrer qu’il y a une forte 

contribution de la génétique dans le développement des TSA. L’hérédité des TSA s’élèverait à 50% selon 

certaines études (Sandin et al, 2014). Plus récemment, une étude basée sur l’analyse de 5 cohortes 

provenant de pays distincts a mesuré une hérédité de 80% (Bai et al, 2019). Pour approximativement 10 

à 20% des patients avec TSA, la cause génétique est connue et peut s’apparenter à un des syndromes 

décrit dans la partie précédente. Pour le reste des cas, que l’on nomme aussi cas d’autismes idiopathiques, 

des analyses génétiques sont nécessaires pour en déterminer les causes. 

 

i/ Criblages et caractérisation des mutations identifiées 
 

Il est intéressant de noter que toutes les catégories de mutations sont représentées dans les TSA. 

Différents outils de criblage ont été employés afin de les identifier.  
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On retrouve ainsi de larges réarrangements chromosomiques détectables par l’observation de 

caryotypes ou par l’utilisation de la méthode de FISH (Fluorescent in situ hybridization) chez environ 

3% des patients (Reddy, 2005). Cette catégorie de mutations inclut des anomalies du nombre de 

chromosome, des translocations, des inversions ainsi que des délétions ou duplications de grandes tailles. 

Grâce au développement de méthodologies offrant une détection plus fine, comme la méthode CGH 

(Comparative genomic hybridization) ou comme les puces à ADN, des mutations de type CNV (Copy 

number variant) ont pu être observées chez des patients avec TSA (Marshall et al, 2008). Les mutations 

ponctuelles de type SNV (Single nucleotide variant), insertions et délétions sont également présentes 

(Sanders et al, 2012).  

Les variations génétiques impliquées dans les TSA peuvent être héritées des parents ou survenir 

de novo, du fait de mutations apparaissant soit dans les gamètes des parents, soit dans la cellule œuf lors 

de l’embryogenèse. Elles se distinguent de plus par leur prévalence et leur niveau d’impact sur le 

phénotype. On différencie ainsi les variants rares (fréquence < 1%) caractérisés par un risque élevé de 

déclencher un TSA, des variants génétiques communs (fréquence > 1%) à faibles effets (Anney et al, 

2012). Ces derniers nommés aussi variants de vulnérabilité ou de prédisposition augmentent le risque de 

développer les TSA dans certaines conditions environnementales ou dans un contexte génétique 

particulier, mais ne sont pas suffisants individuellement pour engendrer un TSA. Ils interviennent de 

manière importante dans la variabilité de la vulnérabilité entre les patients et expliqueraient 49% des cas 

de TSA (Gaugler et al, 2014).    

 

ii/ Identifications des gènes impliquées dans les TSA  
 

Différentes méthodologies génétiques ont été appliquées afin d’identifier les gènes de 

vulnérabilité impliqués dans les TSA.  

 

Les études de liaisons ont pour objectif de localiser des facteurs génétiques sur le génome des 

individus de plusieurs famille, à l'aide de marqueurs génétiques dont la position est connue. Elles se 

basent sur des calculs de probabilité pour estimer la distance génétique existant entre un marqueur (ex : 

microsatellite) et un variant responsable d’un caractère (ex : présence de TSA) et permettent de délimiter 

des régions dans lesquelles marqueurs et variants sont liés génétiquement, c’est-à-dire co-ségrègent 

ensemble. Il est possible de réaliser des analyses de liaison génétiques orientées vers des régions 

candidates ou d’effectuer des analyses génétiques de type criblage du génome par une recherche 

aléatoire, utilisant des centaines de marqueurs génétiques sur la totalité du génome.  

De multiples régions sont ressorties de ces études, notamment, les régions 7q31–36 (Barrett et al, 

1999) et 17q11–21 (Cantor et al, 2005) mais peu d’équipes ont été capables de répliquer ces résultats. 

Afin d’augmenter le pouvoir de détection de ces régions, des approches de types méta-analyses ont été 

entreprises sans grand succès, puisqu’elles ont échoué à confirmer la majeure partie des résultats (Weiss 
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et al, 2009). Cela est dû au fait que les variants communs recherchés possèdent un risque trop faible et 

donc difficilement détectable, compte tenu des tailles d’échantillons incluses dans les analyses 

précédemment menées.  

 

Une méthode alternative et plus puissante est apportée par les études d’associations, dont l’objectif 

est d’identifier des facteurs de risques en comparant la fréquence d’allèles entre une population de cas et 

une population témoin, afin de définir un odd ratio. Ce paramètre permet d’évaluer le niveau de risque 

associé à un facteur génétique. A l’instar des études de liaison, cette approche peut être tournée vers des 

gènes candidats ou bien vers le génome entier grâce à l’utilisation de puces permettant de génotyper 

jusqu’à 1 million de marqueurs de type SNP (Single nucleotide polymorphism). Les gènes candidats 

sont choisis soit parce qu’ils ont une pertinence biologique (fonction, expression), soit parce qu’ils sont 

localisés dans une région liée à la pathologie étudiée, puis sont séquencés afin de vérifier s’ils sont 

porteurs de mutations délétères. Par cette approche, il a été possible de découvrir les gènes NLGN3, 

NLGN4X et SHANK3, trois gènes aujourd’hui bien caractérisés et dont le rôle dans les TSA est avéré 

(Jamain et al, 2002; Durand et al, 2007). Pour qu’elles soient significatives, les études d’association 

nécessitent des échantillons de grandes tailles. Il est de plus nécessaire de valider les résultats obtenus 

dans des cohortes indépendantes. Lorsque le but est d’identifier des variations rares, les généticiens se 

tournent vers deux types de variations génétiques : les SNV dont la fréquence ne dépasse pas les 1% et 

les CNV principalement présents de façon unique chez les patients avec TSA. La sélection de ces 

marqueurs s’appuie sur les résultats de séquençages de gènes candidats, d’exomes et de génomes entiers 

pour les SNV et les CNV et également sur les données de puces à ADN et de CGH pour les CNV. 

Différentes études ciblées sur des gènes contenus dans la région 7q31-36 ont démontré une 

association de UBE2H (Vourc’h et al, 2003), GRM8 (Serajee et al, 2003) et En2 (Gharani et al, 2004; 

Benayed et al, 2005; Wang et al, 2008) avec les TSA. Grâce à une analyse de grande envergure du 

génome réalisé sur 2 cohortes, 4 régions précédemment mises en évidence sur 8 testées ont été répliquées 

confirmant le rôle des gènes NRXN1, CNTN4 et UBE3A dans la vulnérabilité des TSA (Glessner et al, 

2009).  Pour les mêmes raisons que celles évoquées pour les études de liaison, la plupart des premières 

études de type GWAS (Genome wide analysis study) ne sont pas parvenues à détecter d’associations 

avec un seuil de significativité pangénomique (Anney et al, 2012). Les difficultés à identifier les variants 

communs aux TSA s’expliquent par leur faible effet. Selon une étude, pour détecter ces variants, il 

faudrait réunir des échantillons de 15 000 à 20 000 individus dans chacune des populations cas et témoins 

(Devlin et al, 2011). Plus récemment, une méta-analyse réalisée sur génome entier a été menée sur une 

cohorte d’environ 18 000 patients et d’environ 28 000 individus contrôles. Sur approximativement 9 000 

marqueurs testés, seuls 5 ont atteint le seuil de significativité requis pour ce type d’analyses (Grove et 

al, 2019). D’autres solutions pour améliorer la détection des facteurs de risque pour les TSA par les 

analyses de liaison et d’association incluent l’étude de populations plus homogènes phénotypiquement 

ou la prise en compte de traits quantitatifs comme le QI ou la SRS (Hu et al, 2011; Lowe et al, 2016). 
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Un grand intérêt s’est aussi porté sur les mutations de novo car, en général, elles ont un fort impact 

sur le phénotype du fait qu’elles n’aient pas encore été soumises à la pression de sélection négative 

permettant de les éliminer de la population. Ces dernières représenteraient environ 9,5% des facteurs de 

risques pour les TSA (Huguet et al, 2016). 

Les mutations ponctuelles de novo entrainant une disruption du gène touché ont, en particulier, 

une plus forte occurrence chez les patients avec TSA que chez leurs frères et sœurs non atteints (Huguet 

et al, 2016). Les CNV de novo apparaissent également en excès chez les patients, avec un taux de 5 à 

15% contre 1 à 2% pour la population générale (Marshall et al, 2008; Sebat et al, 2010; Sanders et al, 

2011), ce qui les rend d’autant plus intéressantes à étudier. De nombreux gènes candidats ont été mis en 

évidence grâce à leurs analyses. En particulier, une étude réalisée sur 1256 trios génotypés à l’aide de 

puces a permis d’identifier entre autres un CNV de type délétion dans SHANK2 chez deux patients, un 

CNV de type délétions dans SYNGAP1 chez une patiente et un CNV de type duplication dans DLGAP2 

chez un patient (Pinto et al, 2010). Aucune de ces mutations n’a été retrouvée chez les 1287 individus 

contrôles testés ce qui témoigne, malgré l’absence de significativité de ces résultats, d’un potentiel rôle 

de ces gènes dans le développement des TSA. On peut également citer les gènes ANKRD11, DPP6, 

DDP10, DPYD, NLGN, SHANK3 et NRXN1 (Marshall et al, 2008). Le risque associé à un CNV est 

généralement corrélé positivement par sa taille, un large CNV touchant un plus grand nombre de gènes 

(Girirajan et al, 2011).  

 

Actuellement, les séquençages d’exomes et de génomes entiers sont privilégiés pour découvrir de 

nouvelles mutations et de nouveaux gènes car ces techniques permettent de générer un grand nombre de 

données sans nécessité d’hypothèses sous-jacentes. C’est grâce à ce type d’analyses haut débit que des 

mutations ont été identifiées dans 33 gènes, certains déjà connus pour augmenter les risques de TSA et 

7 encore totalement inconnus (De Rubeis et al, 2014). Chaque année, de nouveaux facteurs de risque 

génétiques sont identifiés grâce aux séquençages d’exome et de génome. Ces dernières années, les gènes 

FDG6, JAK, MAPK7, SRPR, et bien d’autres, se sont ainsi ajoutés à la liste des gènes candidats pour les 

TSA (Yuen et al, 2017; Thongnak et al, 2018; Jiao et al, 2020; Satterstrom et al, 2020) 

 

c. Proposition d’un modèle génétique 
 

Les connaissances apportées par les études génétiques ont fait ressortir la complexité et 

l’hétérogénéité de la génétique des TSA. Aujourd’hui, il n’y a donc pas un mais plusieurs modèles 

permettant d’expliquer l’origine des TSA d’un point de vue génétique (figure 5).  

 

Dans certains cas, la présence d’une seule mutation apparue de novo est suffisante pour faire 

apparaitre un phénotype autistique. Dans ce cas, la mutation a un caractère délétère avec un fort impact 
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sur le phénotype (figure 5). Parfois, le développement d’un TSA résulte de la combinaison de deux ou 

plusieurs variants rares hérités ayant un effet plus modeste. Exprimés individuellement, ces variants ne 

sont pas suffisants pour déclencher un TSA, le risque augmente par des effets additifs provoqués par leur 

co-occurrence (figure 5). Comme cela a été évoqué, l’essentiel de la vulnérabilité des TSA peut être 

attribuée aux variants communs ayant un faible impact. Ainsi, dans d’autres cas correspondant aux 

modèles dits polygéniques, les TSA ont pour origine une accumulation de variants communs dont les 

effets combinés peuvent ou non favoriser le développement des TSA (figure 5). Le fond génétique joue 

un rôle très important car une même mutation pourra être ou non à l’origine de TSA selon le fond 

génétique porté par l’individu. Il est important de retenir, que ces différentes situations font partie d’un 

continuum comprenant des contextes intermédiaires (figure 5). 

  

Figure 5 : Architecture génétique des TSA 

Différents modèles sont actuellement proposés pour exposer les diverses origines génétiques des TSA. 
Ils font intervenir à la fois des variants de novo, des variants rares hérités ayant un impact plus ou moins 
fort sur le phénotype et des variants communs hérités dont les effets sont en général plus faibles. Le fond 
génétique permet de tamponner ou non l’effet d’un variant à faible impact.  Figure adaptée de  
Bourgeron, 2015 
 

d. Catégorie des gènes mutés et voies biologiques associées  
 

D’après la base de données élaborée par la SFARI (Simons foundation autism research initiative), 

on dénombre aujourd’hui 913 gènes potentiellement impliqués dans les TSA et classés dans 4 groupes 

illustrant le degré de pertinence scientifique qui leur est accordé. L’analyse de la fonction de tous ces 

gènes et de la façon dont ils interagissent ensemble a permis de voir émerger certaines catégories de 

gènes assurant des rôles similaires ou complémentaires et participant à des voies cellulaires et 

fonctionnelles communes. 
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i/ Gènes synaptiques  

 

Un grand nombre de mutations identifiées chez les patients avec TSA sont localisées dans des 

gènes exprimés au niveau de la synapse et, plus particulièrement, au niveau de la densité post-synaptique 

(Pinto et al, 2014; De Rubeis et al, 2014).  

Les premières mutations suggérant un rôle de la synapse dans les TSA ont été identifiées au 

laboratoire dans les gènes codant la Neuroligine 3 et 4 (Jamain et al, 2003). D’autres mutations dans ces 

gènes ont été détectés par différentes équipes (Laumonnier et al, 2004; Yan et al, 2005). Les gènes codant 

les Neurexine 1, 2 et 3 ont par la suite été ajoutés à la liste des gènes synaptiques à risque pour les TSA, 

grâce à l’identification de mutations chez différents patients issus de familles indépendantes (Kim et al, 

2008; Wang et al, 2018). Neuroligine et Neurexine interagissent au niveau des synapses afin d’assurer 

la liaison entre deux cellules adjacentes. Lorsque ces protéines sont mutées sur des modèles de souris, 

ces dernières développent des altérations de leur comportement social ce qui consolide leur rôle dans 

l’apparition des TSA. D’un point de vue fonctionnel, les Neurexines et Neuroligines sont importantes 

pour la balance E/I. La Neuroligine 2 semble intervenir, plus particulièrement, dans la composante 

inhibitrice. En effet, une baisse des protéines exprimées dans les synapses inhibitrices ainsi qu’une 

diminution des courants inhibiteurs ont été observés chez des souris invalidées pour ce gène (Chubykin 

et al, 2007; Gibson et al, 2009; Jedlicka et al, 2011). Les effets inverses sont obtenus lorsque la 

Neuroligine 2 est surexprimée (Hines et al, 2008; Kohl et al, 2013). 

Une autre famille de protéines d’adhésion cellulaire intéressante est celle des Contactines 

composées de 6 membres. Une étude génétique menée au laboratoire a montré que les mutations 

retrouvées dans les gènes CNTN5 et CNTN6 sont plus fréquentes chez les patients avec TSA que dans la 

population générale (Mercati et al, 2016). D’autre part, sur le plan clinique, les patients porteurs de 

mutations au sein du gène CNTN6 développent plus souvent des hypersensibilités auditives de type 

hyperacousies (Mercati et al, 2016). Ces protéines jouent un rôle sur différents aspects de la 

neuritogenèse. Ainsi, la surexpression des CNTN4 et CNTN6 induit une augmentation de la longueur 

des neurites tandis que celle des CNTN5 augmente l’arborisation des neurites (Mercati et al, 2013).  

De façon attendue, une grande diversité de récepteurs est également représentée dans les facteurs 

de risques pour les TSA. A titre d’exemple, le gène GRIN2B codant une sous-unité d’un récepteur 

glutamatergique fait partie des gènes les plus fréquemment associés au TSA d’après la base de données 

de la SFARI. Plusieurs études portant sur ce gène suggèrent qu’il serait impliqué dans la formation des 

dendrites (Üner et al, 2015; Sceniak et al, 2019). Un autre gène souvent détecté lors des analyses 

génétiques est CACNA1C (Lu et al, 2012; Jiang et al, 2013). Ce dernier code une sous-unité des canaux 

calciques de type L et jouerait un rôle dans la plasticité synaptique et la prolifération cellulaire 

(Moosmang et al, 2005; Striessnig et al, 2006; Völkening et al, 2017). De plus, lorsque des souris portent 

des mutations dans ce gène, elles présentent des déficits de communication et d’interactions sociales 

(Bader et al, 2011). Ces deux gènes cités font partie d’un groupe beaucoup plus large de gènes codant 
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des récepteurs à risque pour les TSA parmi lesquels on retrouve : GABRA3 (Piton et al, 2013), GABRB3 

(Cook et al, 1998; Satterstrom et al, 2020), codant deux sous-unités de récepteurs GABAergiques, 

CACNA2D3 codant une autre sous-unité de récepteurs calciques (Iossifov et al, 2012; De Rubeis et al, 

2014; Satterstrom et al, 2020), ainsi que SCN1A codant une sous-unité de récepteurs sodiques volage-

dépendants (Weiss et al, 2003; Satterstrom et al, 2020). 

Un lien a également été établi entre les protéines synaptiques régulées par la protéine FMR1 et la 

vulnérabilité des TSA (Ronemus et al, 2014). Cette protéine est impliquée dans la régulation de plusieurs 

centaines de gènes synaptiques en réponse à l’activité des récepteurs mGluR5 (Aschrafi et al, 2005). 

Lorsqu’elle est absente, une augmentation de l’expression de ces gènes est observée dont la plupart sont 

des facteurs de risque pour les TSA (Darnell et al, 2011). Cela induit de plus des anomalies des propriétés 

électriques des neurones dont une altération de leur excitabilité (Deng et al, 2013). 

Dans cette catégorie figurent également des gènes codant des protéines d’échafaudage dont la 

famille des gènes SHANK. Pour plus de détails, la partie 2 de ce manuscrit leur sera consacrée.  

 

ii/ Remodelage de la chromatine 

 

Afin d’identifier de nouvelles fonctions biologiques impliquées dans les TSA, plusieurs équipes 

ont entrepris des tests d’enrichissement. Ce type d’analyse permet d’évaluer le taux d’agrégation de 

certains groupes de gènes parmi les facteurs génétiques à risque pour les TSA, précédemment mis en 

évidence lors des études génétiques.  

Grâce à cette méthodologie, il a été possible de découvrir un enrichissement de gènes codant des 

protéines liées au remodelage de la chromatine (Ronemus et al, 2014; De Rubeis et al, 2014). 

Notamment, les modificateurs d’histone assurant une activité de transfert de méthyle sur les lysines des 

histones apparaissent significativement enrichis (De Rubeis et al, 2014).  

D’autre type de gènes impliqués dans le remodelage de la chromatine ont attiré l’attention de 

certaines équipes. Le gène CHD8, par exemple, code une protéine capable de lire les marques 

épigénétiques déposées par les modificateurs d’histones, ce qui entraîne une ouverture de la chromatine 

suggérant un rôle prépondérant de cette protéine dans l’expression génique. Des mutations de type non-

sens ou de décalage du code de lecture ont été retrouvées dans ce gène chez 0,2% des patients avec TSA. 

Ces mutations ont été identifiées par plusieurs études génétiques indépendantes (Roak et al, 2012; De 

Rubeis et al, 2014). La suppression de CHD8 s’accompagne d’une diminution de l’expression de 

nombreux gènes appartenant aux voies développementales et connus pour augmenter le risque de 

développer un TSA (Sugathan et al, 2014). Chez le poisson zèbre, cela induit également une 

augmentation de la taille du cerveau, une caractéristique fréquemment observée chez les patients avec 

TSA et de façon plus marquée chez ceux porteurs de mutations dans CHD8 (Roak et al, 2012; Sugathan 

et al, 2014). 
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En raison de leur rôle dans la régulation de l’expression génique, ces protéines sont importantes 

lors de différents aspects du développement dont la croissance du cerveau ainsi que dans l’apparition de 

certaines maladies neuropsychiatriques (Kuehner et al, 2019). 

 

iii/ Autres voies biologiques associées aux TSA 

 

D’autres voies ont été associées aux TSA comme la voie mTOR impliquée dans la traduction 

protéique, les voies liées à la dégradation des protéines ainsi que la voie sérotoninergique (Huguet et al, 

2016).  

Des facteurs de risque génétiques codant des protéines appartenant à chacune de ces voies ont été 

identifiés lors de différentes études génétiques : PTEN pour la voie mTOR (Butler et al, 2005; De Rubeis 

& Buxbaum, 2015; Satterstrom et al, 2020), UBE3A pour les voies liées aux dégradations des protéines 

(Glessner et al, 2009; Yuen et al, 2015) et ASMT pour la voie sérotoninergique (Cai et al, 2008; Nava et 

al, 2014).  

 

2-  Facteurs environnementaux 
 

Comme cela a été précédemment expliqué, les TSA possèdent une forte composante génétique 

mais leurs développements reposent également sur la présence de facteurs environnementaux non 

négligeables. La contribution de ces facteurs peut être démontrée par les études de jumeaux dont les taux 

de concordance entre jumeaux monozygotes n’atteignent pas les 100%. La recherche reliée à l’étude des 

interactions gènes – environnement s’est accrue ces dernières années du fait de l’observation d’une 

augmentation des cas de TSA.  

 

Les TSA étant des troubles neurodéveloppementaux, l’environnement peut agir dès la période 

prénatale. Il a par exemple été montré que la survenue d’infection pendant la grossesse est associée à un 

risque plus élevé d’apparition de TSA chez l’enfant (Atladóttir et al, 2012; Lee et al, 2015a). Ces résultats 

sont très controversés car beaucoup d’études ont relevé, une absence d’association entre une infection 

prénatale et les TSA (Zerbo et al, 2017; Mahic et al, 2017). Il s’avère, en fait, que ce risque dépend de 

la nature de l’infection, de sa durée et de sa sévérité (Jiang et al, 2016). Ce risque pourrait être lié au 

système immunitaire de la mère ainsi qu’à celui du fœtus (Grabrucker, 2013). En effet, lors d’une 

infection il peut y avoir des modifications du taux circulant de certaines cytokines, capables de 

s’introduire dans le système nerveux central et causer des altérations de la plasticité synaptique. Il a 

notamment été observé que l’interleukine 1 agit sur les récepteurs α-Amino-3-hydroxy-5-Méthylisoazol-

4-Propionate-Acide (AMPA) et les récepteurs N-Méthyl-D-Aspartate (NMDA)  (Liu et al, 2013b; 

Taoro-González et al, 2019) ainsi que sur le niveau de glutamate relargué en pré-synaptique (Gonzalez 

et al, 2013). Des taux anormalement élevés de lymphocytes T ont également été récemment détectés sur 
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des coupes de cerveaux post-mortem de patients avec TSA (DiStasio et al, 2019). Ces observations 

s’accompagnent d’un endommagement de la barrière hématoencéphalique et des astrocytes localisés près 

des vaisseaux sanguins probablement causé par une action des lymphocytes T accumulés dans le cerveau 

des patients (DiStasio et al, 2019). 

 

Un autre facteur environnemental important à prendre en compte est l’apport en zinc (Grabrucker, 

2013). Une baisse en ion zinc favoriserait la survenue de crises épileptiques fréquemment associées aux 

TSA (Kheradmand et al, 2014; Chen et al, 2019), et serait associé à une baisse de la synthèse de la 

mélatonine à l’origine des perturbations du sommeil souvent observées chez les patients avec TSA 

(Bediz et al, 2003). Le zinc est de plus étroitement lié à certaines protéines impliquées dans les TSA. 

C’est notamment le cas de SHANK2 et SHANK3 se liant au zinc par l’intermédiaire de leur domaine 

SAM (Baron et al, 2006). Ces protéines sont régulées par le zinc et ce dernier est aussi nécessaire pour 

certaines de leurs fonctions. Il intervient, par exemple, dans leur adressage et leur assemblage à la 

synapse (Baron et al, 2006), et participe à la signalisation trans-synaptique dépendante des protéines 

SHANK (Arons et al, 2016). D’un point de vue cellulaire, le zinc provoquerait des altérations de la 

différentiation et de la maturation neuronale (Pfaender et al, 2017). Le zinc n’est pas le seul élément 

minéral impliqué dans l’augmentation du risque d’apparition des TSA. Le fer s’ajoute à la liste des 

facteurs de risques de par son rôle dans le développement cérébral (Schmidt et al, 2014). Ces nutriments 

étant diminués chez la mère pendant plusieurs mois après une naissance, une deuxième grossesse arrivant 

trop rapidement pourrait entraîner un environnement néfaste pour le développement du fœtus (Cheslack 

Postava & Winter, 2015).  

 

L’âge des parents au moment de la conception constitue un autre facteur de risque pour le 

développement des TSA. Lorsque le père est à un âge avancé au moment de la conception, il y a en effet 

un risque plus fort d’apparition de SNV ou de CNV de novo. L’âge de la mère est également associé à 

un risque de TSA mais ce dernier est plus faible par rapport à l’âge du père et existe aussi lorsque la 

mère est trop jeune (Sandin et al, 2013, 2016). La présence de certaines pathologies maternelles comme 

le diabète ou l’hypertension a aussi été mise en cause dans les TSA (Wan et al, 2018; Maher et al, 2018). 

Ces pathologies, plus fréquentes chez les femmes âgées de plus de 40 ans, pourraient ainsi expliquer 

l’association établie entre l’âge avancé de la mère et les TSA (Modabbernia et al, 2017).   

 

D’autres facteurs de risque pour le développement de TSA sont la présence de toxines dans 

l’environnement, la survenue de stress prénatal ainsi que la prise de certains médicaments pendant la 

grossesse (Grabrucker, 2013). L’effet du valproate, une molécule principalement prescrite pour ses 

propriétés anticonvulsantes a particulièrement été beaucoup étudié dans le cadre des TSA. Plusieurs 

analyses d’association ont révélé que ce traitement augmente le risque de développer un TSA 

(Christensen et al, 2014; Bromley et al, 2014). Le valproate a également une incidence négative sur les 
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fonctions cognitives (Meador et al, 2009). De plus, lorsque des souris sont exposées au valproate pendant 

la période de gestation, celles-ci donnent naissance à des souriceaux développant des comportements 

caractéristiques des TSA, comme des problèmes d’interactions sociales et des stéréotypies (Moldrich et 

al, 2013; Kataoka et al, 2013). Ces résultats sont reproduits chez le singe qui présente en outre une 

attention plus prononcée lors de stimuli non sociaux (Zhao et al, 2019). Le valproate est un inhibiteur de 

l’histone désacétylase HDAC et pourrait ainsi agir en altérant le statut épigénétique de nombreux gène 

impliqués dans le neurodéveloppement (Phiel et al, 2001). L’analyse du profil d’acétylation observé sur 

des cerveaux post-mortem de patients avec TSA va dans ce sens (Sun et al, 2016). D’autres études ont, 

par ailleurs, mis en évidence que deux voies de signalisation sont profondément impactées suite à une 

exposition au valproate : la voie Wnt impliquée dans la différenciation des neurones corticaux (Wiltse, 

2005) et la régionalisation du cortex, ainsi que la voie β-Caténine/Ras/ERK intervenant dans la 

prolifération et la différenciation des cellules progénitrices neurales (Jung et al, 2008).   

 

 

Figure 6 : Facteurs environnementaux impliqués dans les TSA 

De nombreux facteurs environnementaux augmentent le risque de développer un TSA. Deux catégories 
particulièrement étudiées concernent les anomalies du système immunitaire et les carences en zinc. Ces 
dernières sont susceptibles d’agir sur d’autres facteurs environnementaux exerçant un risque 
additionnel pour les TSA. Ce schéma illustre également l’interaction existant entre les facteurs 
environnementaux et les facteurs génétiques. Figure issue de Grabrucker, 2013 
 

Il est également important de noter que tous ces facteurs s’auto influencent. Ainsi, un niveau bas 

en zinc favorise les réponses inflammatoires suite aux infections et induit un déséquilibre du système 
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immunitaire, en altérant la production et le relargage des molécules médiatrices du SI comme les 

cytokines (Summersgill et al, 2014; Wong et al, 2017). Au niveau cellulaire, cela peut s’accompagner 

d’une baisse du développement des macrophages ainsi que des lymphocytes B et T (Grabrucker, 2013). 

De plus, les cas de déficit en zinc peuvent être causés par des évènements de malnutrition, qui à leur tour 

peuvent être générés par diverses situations, telles que la présence d’un diabète maternel ou de troubles 

de l’alimentation (Grabrucker, 2013). Le système immunitaire est aussi impacté par les taux de 

mélatonine et par la présence de toxines dans l’environnement (Xia et al, 2012; Stølevik et al, 2013). 

Enfin, un lien évident existe également entre les facteurs environnementaux et les facteurs génétiques. 

Par exemple, parmi les gènes à risque pour les TSA, on peut citer ceux codant des protéines impliquées 

dans la synthèse de la mélatonine et ceux codant des protéines intervenant dans les voies de signalisations 

liées au zinc (Arons et al, 2016; Benabou et al, 2017). D’autres exemples de ces interactions entre 

facteurs sont illustrés dans la figure 6. 

 

Bien souvent, les facteurs environnementaux décrits ci-dessus ne sont pas suffisants pour initier à 

eux seuls le développement de TSA. Lorsqu’ils apparaissent de façon unique, ils apportent un risque 

pour le développement d’un TSA et lorsqu’ils agissent ensemble ou s’expriment dans un contexte 

génétique particulier, ce risque augmente. C’est ainsi la combinaison et l’interaction des facteurs 

génétique et environnementaux qui favorisent le développement d’un TSA.  

 

II] SHANK3 et épines dendritiques 
 

A) Présentation de la famille SHANK 
 

SHANK3 appartient à la famille des gènes SHANK comportant aussi SHANK1 et SHANK2. Cette 

famille de gènes code des protéines d’échafaudages exprimées au niveau de la densité post-synaptique 

(PSD) des synapses excitatrices glutamatergiques (Boeckers et al, 2002). Ces protéines participent à 

l’organisation d’une centaine de protéines à la synapse. En particulier, elles permettent de connecter des 

protéines synaptiques tel que des récepteurs ou des canaux à la fois entre elles, mais également au 

cytosquelette d’actine (Boeckers et al, 2002). Ces interactions peuvent être directes ou bien s’établir 

grâce à des protéines adaptatrices. Les protéines SHANK sont également reliées à certaines molécules 

signalisatrices. 

 

Ce sont des protéines de taille importante. Elles sont formées par plus de 200 AA et leur poids 

moléculaire dépasse les 200 KDa (Sheng & Kim, 2000). Leur forme longue partage 5 domaines 

protéiques : le domaine de répétition d’ankyrines (ANK), le domaine « SRC homology 3 » SH3, le 

domaine PSD-95/DLG/ZO1 (PDZ), un domaine riche en proline (Pro) ainsi que le domaine Steril Alpha 

Motif (SAM) (Naisbitt et al, 1999). Chacun de ces domaines est nécessaire pour assurer les différentes 
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fonctions des protéines SHANK (figure 7). Ils sont notamment impliqués dans les interactions protéines-

protéines et permettent ainsi aux protéines SHANK3 d’interagir avec plus de 30 protéines synaptiques 

(Jiang & Ehlers, 2013). 

 

- Le domaine de répétition ANK est composé de 6 répétitions de 30 acides aminés organisés en 

hélices et séparées par des boucles d’environ 4 acides aminés (d’après https://www.uniprot.org/). 

Les domaines ANK des protéines SHANK interagissent avec certaines protéines régulatrices du 

cytosquelette d’actine comme, par exemple, la protéine -Fodrin (Böckers et al, 2001) et 

pourraient avoir un rôle, par ce biais, sur le développement et la maturation des épines 

dendritiques. Les protéines Sharpines se lient également aux protéines SHANK grâce à une 

interaction entre leur extrémité N-terminale et le domaine ANK (Lim et al, 2001). Ces protéines 

ont, de plus, la possibilité de se dimériser par le biais de leur extrémité C-terminal et pourraient 

de ce fait permettre la formation d’un réseau de protéines SHANK au niveau de la synapse (Lim 

et al, 2001). 

 

- Le domaine SH3 est constitué d’environ 50 à 60 acides aminés organisés en 2 feuillets béta (l’un 

constitué de 2 brins antiparallèles et l’autre constitué de 3 brins antiparallèles) perpendiculaires 

(d’après https://www.ebi.ac.uk/interpro). Les protéines SHANK sont en interaction grâce à ce 

domaine avec les protéines GRIP (Glutamate receptor interacting protein) et permettent ainsi la 

concentration et la stabilité des récepteurs glutamatergiques à la synapse. Les protéines GRIP 

sont, en effet, elles-mêmes en interaction avec la sous-unité GluR2 des récepteurs 

glutamatergiques AMPA (Dong et al, 1997).  

 

- Le domaine PDZ se lie à un grand nombre de protéines synaptiques. L’interaction se fait via une 

séquence consensus X-S/T-S-L présente dans les protéines cibles (Im et al, 2003). Ce dernier 

permet notamment aux protéines SHANK de se lier aux protéines de la famille GKAP 

(Guanylate kinase-associated protein) (Naisbitt et al, 1999). Les protéines GKAP servent ainsi 

d’intermédiaire entre les protéines SHANK, et les protéines PSD95 et Stargazine qui 

interagissent respectivement avec les récepteurs NMDA et AMPA (Naisbitt et al, 1999; Chen et 

al, 2000; Bats et al, 2007). Les protéines PSD95 contribuent, de plus, à la stabilisation de la 

synapse en se liant avec les Neuroligines (Irie et al, 1997). Une interaction directe entre les 

récepteurs AMPA et le domaine PDZ de SHANK3 a aussi été mise en évidence (Uchino et al, 

2006). En outre, les protéines SHANK peuvent utiliser leur domaine PDZ pour se lier entre elles 

et former des multimères (Im et al, 2003).  

 

- Le domaine Pro est un domaine de grande taille comportant deux régions situées à ses extrémités 

riches en résidus proline et résidus sérine. Ce domaine interagit, d’une part, avec la protéine 
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HOMER qui permet d’assurer une interaction indirecte entre les protéines SHANK et les 

récepteurs glutamatergiques métabotropiques 1 et 5 (Brakeman et al, 1997; Tu et al, 1999). 

D’autre part, le domaine se lie également avec la Cortactine, une protéine connue pour se fixer 

sur les filaments d’actine et exprimée au niveau des cônes de croissance, ainsi que dans les 

lamellipodes (Macgillavry et al, 2016).  

-  

- Le domaine SAM est composé d’environ 70 acides aminés organisés en hélice alpha (d’après 

https://www.ebi.ac.uk/interpro). C’est grâce à ce domaine qu’une auto-dimérisation zinc 

dépendante des protéines SHANK est possible (Naisbitt et al, 1999). Il est également essentiel 

pour leur adressage à la synapse (Boeckers et al, 2005). 

-  

 

 

SHANK3 et ses domaines protéiques 

SHANK3 et organisation de la synapse glutamatergique 
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Figure 7 : SHANK3 et organisation de la synapse 

En tant que protéine d’échafaudage, SHANK3 interagit avec un grand nombre de protéines synaptiques. 
Ces interactions font intervenir les différents domaines de SHANK3 qui se lient de façon spécifique aux 
protéines synaptiques dont certaines autres protéines d’échafaudage comme les protéines GRIP, 
HOMER, GKAP ou encore PSD95. Celles-ci permettent une interaction indirecte entre SHANK3 et les 
divers récepteurs, bien que des interactions directes entre SHANK3 et certains récepteurs soient parfois 
possibles. La spécificité des interactions est représentée par un code couleur reliant les domaines de 
SHANK3 avec les protéines se liant à ces derniers. SHANK3 se lie également à des protéines du 
cytosquelette ainsi qu’à des protéines impliquées dans la régulation du cytosquelette.  
 

B) Expression des protéines SHANK 
 

1- Expression spatiale au niveau tissulaire 
 

Peu d’informations existe sur la localisation des protéines SHANK chez l’humain. L’essentielle 

de cette partie repose donc sur les données obtenues sur le modèle de rongeurs.  

L’ensemble des membres de la famille Shank est exprimé au niveau du cerveau. On les retrouve 

en particulier au niveau du cortex, du thalamus et de l’hippocampe (Lim et al, 1999; Böckers et al, 2004). 

Les trois protéines sont également présentes dans le cervelet, plus particulièrement dans les cellules de 

Purkinje pour Shank1 et Shank2, et dans les cellules granulaires pour Shank3 (Böckers et al, 2004). 

Shank1 est également exprimé au niveau de l’amygdale, de l’hypothalamus et de la substance noire 

tandis que Shank2 apparaît exprimé au niveau du bulbe olfactif et de la substance grise (Böckers et al, 

2004). Concernant Shank3, une expression a également été mise en évidence au niveau du striatum 

(Böckers et al, 2004; Peça et al, 2011). Alors que Shank1 est spécifiquement exprimé dans le cerveau 

(Lim et al, 1999), Shank2 et Shank3 ont été détectés dans divers autres organes périphériques. Shank3 

est retrouvé dans toutes les régions de l’organisme notamment de manière abondante au niveau du cœur 

et de façon moindre dans la rate tandis que Shank2 peut être détecté dans les reins et le foie (Lim et al, 

1999).  

Quelques données relatives à l’expression des protéines SHANK chez l’humain sont fournies par 

des bases de données comme « Uniprot » ou « The human protein atlas ». Cette dernière indique 

notamment une expression prépondérante de SHANK3 au niveau du cerveau ainsi qu’une détection plus 

ou moins forte dans les autres tissus périphériques (https://www.proteinatlas.org/ENSG00000251322-

SHANK3/tissue). 

 

2- Régulation de l’expression des gènes SHANK 
 

La famille des gènes SHANK possède une très grande variabilité au niveau de ses transcrits. 

L’étude de ces transcrits et des protéines associées est de ce fait complexe. Cette complexité réside dans 

l’existence de promoteurs alternatifs et de la présence d’un épissage alternatif élevé. Il existe ainsi 

plusieurs isoformes pour chacun des membres de cette famille. Chez la souris, 6 promoteurs alternatifs 
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ont été mis en évidence dans la séquence du gène Shank3 et 8 exons sont concernés par l’épissage 

alternatif (Wang et al, 2014). Ainsi, 6 isoformes principales pour Shank3 sont décrites chez la souris 

dans la littérature tandis que chez l’humain il est encore difficile de les appréhender. Selon une étude, la 

forme humaine de SHANK3 comporterait 6 promoteurs alternatifs ainsi que 4 exons pouvant être épissés 

(Zhu et al, 2014). Les isoformes de SHANK3 portent pour chacune d’entre elles une combinaison 

spécifique des domaines protéiques exprimés (Jiang & Ehlers, 2013). Une isoforme supplémentaire de 

SHANK3 a été détectée par spectrométrie de masse dans des lignées cellulaires de cancer du colon 

(Benthani et al, 2015). Néanmoins aucune autre étude n’en a fait mention depuis.  

En outre, il a été montré que chez l’humain, SHANK3 est soumis à une forte régulation 

épigénétique se traduisant par la méthylation de certaines portions de l’ADN appelés îlots CpG. Il s’agit 

de régions marquées par une forte occurrence du dinucléotide CpG par rapport au reste du génome. 

L’expression différentielle de SHANK3 entre les différents tissus est ainsi due à la présence de ces îlots 

CpG dans sa séquence nucléotidique, localisés plus particulièrement au niveau des promoteurs et de 

certains exons (Beri et al, 2007; Maunakea et al, 2010). L’analyse des séquences des gènes de la famille 

SHANK a permis de mettre en évidence 7 îlot CpG dans les séquences SHANK1 et SHANK2 humain et 

5 pour les séquences de SHANK3 humain (figure 8). Chez SHANK3 chaque îlot est associé à un domaine 

différent et ne présente pas le même degré de méthylation en fonction des tissus (figure 8, Ching et al, 

2005; Beri et al, 2007). Des observations similaires ont été effectuées chez la souris. Par exemple, les 

isoformes A et E de Shank3 sont exprimés dans la majorité des structures cérébrale à l’exception du 

cervelet où leur expression est plus modérée. L’expression des isoformes Shank3c et Shank3d est 

complémentaire avec une forte expression dans le cervelet qui diminue dans les autres structures (Wang 

et al, 2014). Il est alors très probable que SHANK3 ait un rôle spécifique au tissu dans lequel il est 

exprimé, qui dépendrait des domaines présents sur la protéine. Depuis les travaux de Wang et al, peu 

d’avancées ont été faites dans l’étude des isoformes de SHANK3. 

 

 

 

Figure 8 : Profil des îlots CpG et du niveau de méthylation sur le gène SHANK3 

Le gène SHANK3 est caractérisé par la présence de 5 îlots CpG répartis en amont du domaine ankyrines 
et chevauchant les 4 autres domaines de SHANK3. Ces derniers sont différemment méthylés selon les 
régions cérébrales et participent ainsi à la régulation spatiale de la transcription de SHANK3. Figure 
issue de Beri et al, 2007. 
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L’expression de Shank3 est également modulée par d’autres mécanismes dont celui impliquant 

l’intervention de micro ARNs (miARN). Il s’agit de petites molécules d’ARN capables de s’apparier 

avec une séquence d’ARN messager puis, soit de bloquer sa traduction, soit de le détruire. Dans le cas 

de Shank3, une équipe a identifié trois miARN capables de se fixer sur la région 3’UTR de sa séquence 

et de réduire son expression : miR-7, miR-34a, et miR-504 (Choi et al, 2015). Pour le moment, très peu 

d’études ont porté sur les modes d’action impliqués dans la répression de Shank3 via les miARN, mais 

une meilleure compréhension de ces mécanismes pourrait à l’avenir ouvrir de nouvelles pistes 

thérapeutiques pour les patients avec TSA porteurs de mutations dans SHANK3.  

Une régulation de SHANK3 existe aussi au niveau post-traductionnelle et est liée aux processus 

de dégradations protéiques médiées par les réactions d’ubiquitinations. Un acteur de ce type de 

modulation est la protéine USP8 capable d’enlever les motifs d’ubiquitination des protéines SHANK3 

afin de stabiliser leur expression à la synapse (Campbell & Sheng, 2018). 

 

3- Expression spatiale au niveau cellulaire 
 

Au niveau cellulaire, comme précédemment décrit, les protéines SHANK sont majoritairement 

exprimées au niveau de la PSD. Toutefois, diverses études ont mis en évidence une distribution de 

Shank3 plus étendue. Ainsi Shank3 peut de surcroît être retrouvé au niveau du cône de croissance, au 

niveau duquel il interagit avec les filament d’actine pour assurer leur polymérisation et la mobilité du 

cône (Durand et al, 2012). Une présence de Shank3 a aussi été détectée au niveau du soma et de l’axone 

des neurones (Halbedl et al, 2016). Concernant la localisation nucléaire de Shank3, les travaux de Wang 

et al ont démontré qu’elle était spécifique à l’isoforme Shank3b (Wang et al, 2014). Une étude publiée 

récemment a également mis en évidence une expression de SHANK3 au niveau de la jonction neuro-

musculaire et des sarcomères des muscles squelettiques striés (Lutz et al, 2020). 

 

4- Expression temporelle  
 

L’expression des protéines SHANK évolue au cours du développement. Selon les données 

accessibles sur le site de BrainSpan, SHANK3 est très peu exprimé lors des premières étapes de 

l’embryogenèse, son expression commençant à augmenter aux alentours des 37 semaines post-

conception (figure 9). Elle reste relativement stable au cours du développement pré et post-natal et 

persiste à l’âge adulte. La cinétique d’expression de Shank3 est variable en fonction des isoformes. Celle-

ci a été analysée sur une période de 12 mois chez la souris. Les profils d’expression des isoformes 

Shank3a et Shank3e révèlent ainsi un pic d’expression en plateau à partir de 10 jours qui se maintient 

pendant 4 semaines, tandis que l’expression des isoformes Shank3b, Shank3c et Shank3d augmente plus 

progressivement, leur valeur maximale étant toutes atteintes au bout de 4 semaines (Wang et al, 2014). 
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L’expression des 5 isoformes diminue ensuite aux alentours des 4 semaines post-conception (Wang et 

al, 2014).  

Il a également été observé que l’expression de SHANK3 oscille lors du cycle circadien dans 

certaines régions du cerveau (striatum et hippocampe) et qu’elle était corrélée aux taux de mélatonine 

(Sarowar et al, 2016). Une autre étude a montré que SHANK3 participe à la régulation des facteurs de 

transcription de gènes impliqués dans le cycle circadien comme PER3 ou Nr1d1 avec lequel il est capable 

d’intéragir (Ingiosi et al, 2019). Les auteurs de cette étude ont aussi constaté que les patients atteints du 

syndrome de Phelan McDermid (PMDS) portant une délétion de SHANK3 ainsi que des souris, pour 

lesquelles l’exon 21 de Shank3 est délété, présentent des altérations de leur sommeil (Ingiosi et al, 2019). 

Ces observations suggèrent ainsi fortement que SHANK3 pourrait participer aux mécanismes 

moléculaires du cycle circadien ainsi qu’au développement des troubles du sommeil frequemment 

observés chez les patients avec TSA.  

 

 
Figure 9 : Expression de SHANK3 au cours du développement chez l’humain 

L’expression de SHANK3 varie pendant la période fœtale d’un individu. Celle-ci a été mesurée par le 
séquençage d’ARN extraits à partir de coupes de cerveaux post-mortem. Au total, 13 périodes du 
développement et 16 régions cérébrales ont été analysées. Le niveau d’expression de SHANK3 est 
indiqué par un code couleur et correspond aux valeurs RPKM. Ces résultats montrent que l’expression 
de SHANK3 est très faible lors des premières semaines suivant la conception et commence à augmenter 
à partir de la 37ième semaine. Elle reste stable après la naissance. Données issues du site BrainSpan 
(https://www.brainspan.org/rnaseq) 
 

C) SHANK et leur implication dans les troubles neuropsychiatriques 

 
1- TSA et PMDS 

 

Le gène SHANK1, composé de 24 exons, se situe au niveau du chromosome 19 et plus précisément 

dans la région 19q.13.33. Les mutations dans ce gène sont très rares dans le cadre de des TSA, puisque 

seulement 0,05% de patients sont porteurs de mutations dans SHANK1 (Leblond et al, 2014).  

Le gène SHANK2 est retrouvé sur le chromosome 11 au niveau de la région 11q13.4. Il est 

composé de 25 exons et ses mutations sont retrouvées dans 0,2% des patients diagnostiqués autistes 

(Leblond et al, 2014). 
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Le gène SHANK3 est localisé sur le chromosome 22 au sein de la région 22q13.3. Composé de 22 

exons, il est muté chez environ 0,7% des patients avec TSA et jusqu’à 2% lorsque s’ajoutent des traits 

de déficiences intellectuelles (Leblond et al, 2014). Toutefois, ce chiffre est probablement fortement 

sous-estimé car le séquençage de ce gène est difficile. C’est en effet l’un des plus riche en bases G-C, il 

est donc souvent mal couvert lors des séquençages d’exomes et de génomes entiers. Les techniques de 

puce et de séquençage en Sanger sont alors privilégiées pour détecter ces mutations mais demandent un 

certain nombre d’optimisations (Leblond et al, 2014).  

 

Selon les données de la SFARI, SHANK3 fait partie des gènes dont le niveau de confiance est le 

plus élevé en raison de la significativité des résultats obtenus au cours de différentes analyses et de sa 

réplication dans diverses études. Il apparait en particulier dans plus de 40 études génétiques appliquées 

aux TSA (https://gene.sfari.org/database/human-gene/SHANK3). 

Depuis la découverte des premières mutations dans SHANK3 au laboratoire en 2007 chez des 

patients avec TSA, de nombreuses nouvelles variations génétiques ont été et sont encore actuellement 

identifiées dans SHANK3 (Leblond et al, 2014; Husson et al, 2020). Au total, la SFARI rapporte 

l’existence de 249 variants rares différents détectés dans la séquence de SHANK3 auxquels s’ajoutent 9 

variants communs (https://gene.sfari.org/database/human-gene/SHANK3). 

Du fait du caractère délétère des mutations dans SHANK3, celles-ci apparaissent principalement 

de novo. Elles incluent des variants de type CNV, SNV non-sens/faux-sens ou encore de type 

insertions/délétions entrainant l’apparition d’un codon STOP prématuré (Leblond et al, 2014). Certaines 

mutations retrouvées dans SHANK3 chez des patients avec TSA touchent également des sites d’épissage 

ou des ilots CpG (Boccuto et al, 2013). 

 

Les études génétiques ont permis de révéler que les trois gènes de la famille SHANK sont retrouvés 

mutés chez les patients avec TSA. La sévérité du phénotype engendré n’est toutefois pas équivalente 

entre les différents membres de la famille SHANK. En effet, les patients mutés sur SHANK3 sont 

caractérisés par une déficience intellectuelle très sévère, tandis que les patients mutés sur SHANK1 

présentent que peu voire pas de déficiences intellectuelles. Les aptitudes cognitives des patients mutés 

sur SHANK2 sont intermédiaires avec des déficiences intellectuelles plus modérées (Leblond et al, 2014). 

Les protéines codées par les gènes de la famille SHANK possèdent de nombreuses isoformes, dont le 

profil d’expression varie en fonction des tissus du cerveau. Partageant un certain nombre de domaines, 

ces isoformes pourraient, dans certains cas, se compenser mutuellement afin de moduler le degré de 

sévérité de certains symptômes.  

Le cas d’une famille composée d’un garçon porteur d’une délétion de SHANK3 et d’une fille 

porteuse d’une duplication de SHANK3 a pointé l’importance du dosage de SHANK3 dans 

l’établissement du phénotype. En effet, pour le garçon possédant une copie en moins du gène SHANK3, 

le trouble se caractérise par une déficience intellectuelle sévère associée à un retard de langage, tandis 
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qu’une copie supplémentaire du gène SHANK3 chez sa sœur est associée au syndrome d’Asperger et à 

un langage développé (Durand et al, 2007).  

 

De par sa localisation chromosomique, SHANK3 a également été très étudié dans le cadre du 

syndrome PMDS dont la cause est une délétion localisée dans la région 22q13 (Phelan et al, 2001). Les 

délétions impliquées dans ce syndrome sont causées par diverses anomalies structurelles du chromosome 

22 apparaissant dans la région 22q13 : délétions simple, formation d’anneaux et translocations (Bonaglia 

et al, 2011). Bien que les délétions à l’origine du syndrome PMDS soient de nature très variable, 

SHANK3 est absent chez la plupart des patients avec PMDS. Il contribue ainsi de façon non négligeable 

au développement des symptômes associés à ce syndrome.  

Les patients avec TSA mutés sur SHANK3 et ceux atteints du syndrome PMDS partagent 

généralement les signes suivants : un retard développemental, un langage appauvri voire absent, une 

hypotonie, des déficiences intellectuelles, un fort risque d’épilepsies sans oublier les traits autistiques 

caractéristiques des TSA (Harony-Nicolas et al, 2015).  

Le cas d’une mère sans TSA et sans déficience intellectuelle, porteuse d’une délétion comprenant 

SHANK3 suggère, néanmoins, l’existence de mécanismes ou autres loci, capables de compenser les effets 

délétères induits par l’absence de SHANK3 (Tabet et al, 2017). De plus, plusieurs études ont montré que 

la taille de la délétion portée par les patients PMDS, pouvant varier de quelques centaines de kilobases 

jusqu’à plus de 9 mégabases, corrèle positivement avec la sévérité de leurs phénotypes (Sarasua et al, 

2014; Soorya et al, 2013a; Tabet et al, 2017; Ponson et al, 2018). 

 

2- Autres troubles neuropsychiatriques 
 

En plus de leur implication dans l’émergence des TSA et des troubles qui leur sont associés, les 

gènes de la famille SHANK interviennent également dans le développement d’autres troubles 

neuropsychiatriques incluant les troubles bipolaires, la schizophrénie, et la maladie d’Alzheimer 

(Guilmatre et al, 2014). En particulier, il a été montré que l’expression de SHANK3 était réduite dans 

chacune de ces pathologies (Alexandrov et al, 2017). A l’instar des TSA, ces 3 affectations neurologiques 

arborent une étiologie complexe et seraient le résultat d’une interaction entre des facteurs de vulnérabilité 

génétiques et des facteurs de risque environnementaux (Sullivan et al, 2003; Kieseppä et al, 2004; Gatz 

et al, 2006). Les TSA, les troubles bipolaires et la schizophrénie partageant certains traits 

comportementaux, il n’est pas étonnant de constater des voies biologiques (i.e. voie de la transmission 

synaptique, voies liées à la dopamine et la sérotonine) et des facteurs génétiques communs entre ces trois 

conditions (Khanzada et al, 2017). Les paragraphes suivants ont pour objectif de détailler le lien entre 

SHANK3 et ces deux autres troubles neuropsychiatriques.  
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a. Troubles bipolaires 
 

Les troubles bipolaires sont des troubles chroniques de l’humeur fréquents touchant environ 1,2% 

de la population adulte et dont les premières manifestations apparaissent chez les jeunes adultes, entre 

18 et 24 ans. Ils se définissent par une succession anormalement élevée de phases de manies alternant 

avec des épisodes de dépression, ces deux évènements possédant des traits comportementaux totalement 

opposés.  

Une forte occurrence de cas de bipolarité parmi les patients atteints du syndrome 22q13 a été 

rapportée par plusieurs équipes (Denayer et al, 2012; Verhoeven et al, 2012). SHANK3 étant compris 

dans les délétions portées par ces patients, l’hypothèse de SHANK3 comme facteur de vulnérabilité pour 

le développement des troubles bipolaires a pu être proposée. Le cas d’un patient portant 3 micro délétions 

dans SHANK3 apparues de novo diagnostiqué bipolaire sans signe de TSA soutien cette hypothèse 

(Vucurovic et al, 2012).  

Il existe aussi des cas de bipolarité chez des patients porteurs de duplications dans la région de 

SHANK3 (Han et al, 2013; Johannessen et al, 2019). De plus, lorsqu’une surexpression de SHANK3 est 

induite chez la souris, cela résulte en l’apparition de comportements similaires à ceux observés chez les 

patients bipolaires (Han et al, 2013). Néanmoins, les études génétiques menées à ce jour n’ont pas encore 

permis de déceler une association génétique entre SHANK3 et les troubles bipolaires (Zhang et al, 

2016a).  Un autre membre de la famille SHANK pourrait augmenter le risque de développer des troubles 

bipolaires. Il s’agit de SHANK2 dont une duplication partielle a été retrouvée chez un patient bipolaire 

(Noor et al, 2014).  

 

b. Schizophrénie 
 

La schizophrénie est une maladie cérébrale affectant 1% de la population. Les premiers signes de 

schizophrénie peuvent être détectés au cours de l’adolescence, soit entre 15 et 25 ans. Il se caractérise 

par un grand nombre de symptômes de nature et de sévérité très variables pouvant être regroupés dans 3 

catégories : les symptômes dits positifs correspondent à des expériences d’hallucination pouvant altérer 

les différents sens (vue, odorat, audition…), des crises de paranoïa ; les symptômes dits négatifs font 

référence à des comportement d’isolement et de dépression ; la troisième catégorie de symptômes se 

manifeste par des phases de désorganisations comportementales et cognitives rendant certaines 

démarches incompréhensibles.  

Des mutations dans les trois gènes de la famille SHANK ont été détectées chez des patients atteints 

de schizophrénie. Un variant dans SHANK1 retrouvé chez des patients schizophrènes a été associé à une 

altération de la mémoire de travail auditive fréquemment rapportée chez ces patients (Lennertz et al, 

2012). Concernant SHANK2, une étude de criblage ciblée sur ce gène a mis en évidence des mutations 

faux-sens chez 2,7% des patients inclus dans l’étude (Peykov et al, 2015). Il est important de noter 
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qu’aucune de ces variations n’était présente chez les individus contrôles (Peykov et al, 2015). Également 

par criblage, les travaux de Gauthier et al ont permis d’identifier 2 mutations de novo dans SHANK3 

(Gauthier et al, 2010). Une de ces mutations est partagée par 3 adolescents de la même fratrie présentant 

tous un diagnostic de schizophrénie, accompagnée de déficiences intellectuelles modérées (Gauthier et 

al, 2010). La deuxième mutation a été identifiée dans une seconde étude indépendante (de Sena 

Cortabitarte et al, 2017). Une autre étude a mis en évidence un taux de mutations de novo dans SHANK3 

plus élevé dans un échantillon composé de 235 patients avec schizophrénie par rapport à un échantillon 

composé de 233 individus contrôles (Girard et al, 2015). 

 

D) Études de l’effet de SHANK3 dans les TSA 
 

Divers modèles ont permis de mieux comprendre le rôle de SHANK3 dans le développement des 

phénotypes associés aux TSA.  

 

1- Les modèles in vitro  
 

Les protéines Shank3 et leurs fonctions ont tout d’abord été étudiées dans des systèmes de culture 

in vitro. Grâce à ce type de modèle, il est possible d’évaluer l’effet de mutations dans Shank3, identifiées 

chez des patients avec des TSA, ou d’une modification de l’expression de ces protéines au niveau 

cellulaire.  

 

Ces études ont permis de mettre en évidence le rôle des protéines Shank3 dans la formation et la 

maturation des épines dendritiques (Roussignol et al, 2005; Durand et al, 2012; Cochoy et al, 2015). En 

particulier, la transfection de Shank3 dans des neurones du cervelet et dépourvus d’épines dendritiques 

conduit à la formation d’épines dendritiques de novo (Roussignol et al, 2005). Les travaux de Durand et 

al, effectués au laboratoire, ont apporté des pistes sur les mécanismes à l’origine de ces anomalies en 

pointant un lien entre Shank3 et la polymérisation des filaments d’actine (Durand et al, 2012). Les 

résultats de cette étude suggèrent notamment l’intervention de protéines interagissant avec Shank3 et 

impliquées dans la régulation du cytosquelette comme β-Pix ou Abp1 (Durand et al, 2012). L’étude de 

Roussignol et al s’est également focalisée sur le rôle spécifique des différents domaines de Shank3 dans 

le développement de ces phénotypes. Ainsi, il a été montré que la partie C terminale de Shank3, 

comprenant le domaine SAM et les sites d’interaction avec Homer et la Cortactine, est impliquée dans 

l’induction des épines dendritiques (Roussignol et al, 2005). Le site d’interaction avec la Cortactine est, 

de plus, important pour la rétractation du cou des épines dendritiques ainsi que pour l’élargissement de 

la tête des épines dendritiques. Ces deux paramètres caractéristiques de la maturation des épines 

dendritiques semblent également être régulés par les domaines Ank et SH3 (élargissement de la tête) 

ainsi que par le domaine PDZ (rétractation du cou) des protéines Shank3 (Roussignol et al, 2005). 
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De plus, au cours du développement, Shank3 joue aussi un rôle dans la mobilité du cône de 

croissance comme cela a été démontré au laboratoire (Durand et al, 2012).  

 

L’implication des protéines Shank3 dans la transmission synaptique a également été analysée in 

vitro. Un résultat intéressant est l’augmentation de l’expression de certaines sous-unités des récepteurs 

NMDA, AMPA et mGlu dans des neurones du cervelet en culture, suite à une transfection de Shank3 

(Roussignol et al, 2005). Il en résulte une augmentation du nombre de synapses fonctionnelles dans ces 

neurones transfectés. L’enregistrement électrique de neurones hippocampaux sur coupes obtenues à 

partir de cerveaux de souris présentant une délétion dans l’exon 21 de shank3 a révélé des altérations de 

l’activité synaptique dont une baisse de la transmission synaptique médiée par les récepteurs NMDA  

entrainant une réduction des courants Mepsc (miniature Excitatory postsynaptic current) (Kouser et al, 

2013; Duffney et al, 2015). La surexpression de formes tronquées de Shank3 dans des neurones 

hippocampaux en culture induit également une diminution de l’amplitude et de la fréquences des 

courants mEPSC (Durand et al, 2012). Ces résultats n’ont cependant pas été reproduits dans le cas d’une 

baisse de l’expression de Shank3 dans des neurones en culture et provenant de certains modèles de souris 

portant des délétions dans Shank3 (Wang et al, 2011b; Peça et al, 2011; Shi et al, 2017). Néanmoins, 

l’étude de Peça et al a montré une baisse des courants mEPSC lorsque les neurones analysés sont issus 

du striatum (Peça et al, 2011). Des anomalies de la transmission synaptique associées au striatum ont été 

visualisées dans d’autres modèles murins Shank3 (Wang et al, 2016, 2017). La variabilité des résultats 

publiés pourrait être liée aux stades développementaux étudiés, aux isoformes de Shank3 exprimées ainsi 

qu’aux protocoles utilisés (Kouser et al, 2013).   

 

Plusieurs études ont également mis en évidence une accumulation des protéines Shank3, portant 

des mutations tronquantes, au niveau du soma associée à une absence de ces protéines au niveau 

synaptique (Durand et al, 2012; Grabrucker et al, 2014; Cochoy et al, 2015). Ces observations ont été 

confirmées récemment par l’étude de Hassani Nia et al et démontrent à nouveau le rôle du de la partie C 

terminale de Shank3 dans l’adressage de ces protéines à la synapse (Hassani Nia et al, 2020). Cette 

dernière étude suggère, en outre, une participation de Shank3 dans la régulation de la voie de 

signalisation Wnt. En effet, Shank3, en interagissant via son domaine PDZ avec la β-caténine, un facteur 

de transcription de la voie Wnt, induit une séquestration de cette dernière dans les épines dendritiques. 

Ainsi, lorsque Shank3 ou que ses domaines PDZ et d’adressage à la synapse sont absents, cela entraine 

une accumulation de la β-caténine dans le noyau et une activation de ses gènes cibles (Hassani Nia et al, 

2020). Ces données dévoilent de nouvelles fonctions attribuables à Shank3 et rejoignent certaines 

récentes observations obtenues chez la souris (Qin et al, 2018).  
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Ces études ont montré que Shank3 assure différentes fonctions au cours du développement et que 

celles-ci sont médiées par des domaines distincts de Shank3. En particulier, Shank3 joue un rôle majeur 

dans le développement et la maturation des épines dendritiques et est donc essentiel à la transmission 

synaptique. De plus, l’altération de son expression ou de sa séquence entraine des anomalies spécifiques 

à certains stades développementaux ainsi qu’à certaines régions du cerveau. 

 

2- Le modèle murin 
 

Le modèle murin a largement été utilisé dans les études portant sur SHANK3. Les premiers 

modèles correspondent à des souris portant des délétions ciblant des régions distinctes de Shank3. Selon 

les portions de la protéine délétées, les phénotypes observés sont différents en raison de la spécificité 

fonctionnelle des isoformes restantes et de leur capacité d’interactions via les domaines présents (Jiang 

& Ehlers, 2013). A ce jour, une dizaine de lignées de souris différentes portant des délétions dans le gène 

Shank3 ont été établies par plusieurs équipes.  

Parmi ces modèles, on retrouve des souris porteuses de délétions dans les régions suivantes : exons 

4-9, exons (Bozdagi et al, 2010; Wang et al, 2011b; Yang et al, 2012; Bozdagi et al, 2013; Drapeau et 

al, 2014; Jaramillo et al, 2015, 2016), 4-7 exons (Peça et al, 2011), exon 9 (Lee et al, 2015b), exon 11 

(Reim et al, 2017), exons 13-16 (Peça et al, 2011), exon 21 (Kouser et al, 2013) et exons 4-22 (Wang et 

al, 2016; Drapeau et al, 2018), cette dernière aboutissant à une absence complète de Shank3 à l’état 

homozygote. La figure 10 permet de visualiser quels domaines protéiques sont touchés par ces délétions 

et quelles sont les isoformes restantes (figure 10). 

 

Figure 10 : Illustration des isoformes présentes dans les différents modèles de délétions de Shank3 

Représentation schématique du gène Shank3 murin indiquant la localisation des divers promoteurs 
alternatifs et des différents exons soumis à un épissage alternatif. Le rôle de SHANK3 a été très étudié 
grâce aux modèles murins délétés sur différentes régions de Shank3. Le tableau indique les isoformes 
de Shank3 théoriquement exprimées suite à la délétion de certains exons. Figure adaptée selon Jiang & 
Ehlers, 2013. 
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Un des premiers modèles de souris Shank3 a ciblé le domaine ANK en délétant les exons 4 à 9 de 

Shank3. Les isoformes sauvages restantes sont les isoformes c, d et e (Wang et al, 2011b). Chez ces 

souris, la plasticité synaptique est altérée (Bozdagi et al, 2010; Wang et al, 2011b; Yang et al, 2012; 

Jaramillo et al, 2015). Cela se traduit par une mauvaise stabilité de la potentialisation à long terme et de 

l’expansion des épines dendritiques induites (Bozdagi et al, 2010). Des modifications de la densité des 

épines synaptiques et de leur morphologie peuvent également être observées chez des souris 

homozygotes  âgées de 4 semaines (Wang et al, 2011b). Bien que non répliquée par d’autres groupes, il 

a également été mis en évidence une diminution de la transmission basale glutamatergique (Bozdagi et 

al, 2010; Yang et al, 2012). Ces anomalies de l’activité synaptique peuvent être reliées aux récepteurs 

AMPA, dont certaines sous-unités sont moins exprimées chez les souris mutantes (Bozdagi et al, 2010; 

Wang et al, 2011b). La délétion du domaine ANK peut également s’accompagner d’une diminution de 

l’expression des protéines synaptiques suivantes : Homer, GKAP et NR2A, une sous-unité des récepteurs 

NMDA (Wang et al, 2011a). Sur le plan comportemental, certains aspects des interactions et de la 

communication sociales sont également altérées mais de façon modérée (Bozdagi et al, 2010; Wang et 

al, 2011a; Yang et al, 2012). Ces souris présentent, de plus, une augmentation de leur comportements 

stéréotypiques ainsi que dans certains cas des déficits cognitifs et moteurs, ces derniers étant plus 

marqués chez les mâles (Wang et al, 2011a; Yang et al, 2012). 

 

Un intérêt s’est également porté sur le domaine PDZ. Par rapport au modèle précédent, ces souris 

expriment une isoforme de moins et pourraient de ce fait présenter des phénotypes plus sévères.  Cela a 

été démontré dans l’’étude de Peça et al qui a comparé le comportement de souris portant des délétions 

dans le domaine ankyrine (sourisΔ4-7) et des souris portant des délétions dans le domaine PDZ (sourisΔ13-

16). En particulier, les souris Δ13-16 présentent des stéréotypies sévères à l’origine de lésions (Peça et al, 

2011; Balaan et al, 2019) et des troubles de l’anxiété qui ne sont pas visibles chez les souris Δ4-7 (Peça et 

al, 2011). Concernant les comportements sociaux, les souris Δ4-7 développent plus d’aptitudes que les 

souris Δ13-16 (Peça et al, 2011). De plus, bien que des souris Δ13-16 femelles, inclues dans l’étude de Balaan, 

marquent une préférence pour le compartiment social dans le test des 3 chambres, celles-ci affichent un 

désintérêt pour le stimulus social. A nouveau, cette étude met en avant des déficiences plus prononcées 

chez les souris males (Balaan et al, 2019). 

En utilisant deux autres modèles murins délétés sur les exons 4-7 (sourisΔ4-7) et sur les exons 13-

16 (sourisΔ13-16), une autre équipe s’est intéressée aux effets de Shank3 sur les courants Ih de neurones 

thalamocorticaux (Zhu et al, 2018). L’amplitude de ces courants est diminuée chez les sourisΔ13-16. Cela 

s’accompagne par une baisse de l’expression des récepteurs HCN (Hyperpolarization-activated cyclic 

nucleotide-gated channel) qui véhiculent ces courants et par des altérations de certaines propriétés 

électriques dépendantes des récepteurs HCN : diminution du potentiel de membrane, augmentation de la 

résistance cellulaire, diminution des PA émis de façon tonique, ainsi qu’une augmentation de leur seuil 

d’activation, mais aussi diminution du nombre de PA générés en « bouffées ».  De façon intéressante, 
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les profils électriques relatifs aux courants Ih enregistrés chez les sourisΔ13-16 sont reproduits de façon 

similaire chez des souris invalidées pour les récepteurs HCN, tandis que les sourisΔ4-7 présentent une 

activité électrique Ih normale sur les paramètres testés. Ces deux résultats suggèrent que les récepteurs 

HCN pourraient jouer un rôle majeur dans les dysfonctionnements neuronaux induits en réponse à une 

déficience en Shank3 et que le domaine PDZ apparaît nécessaire à leur fonction.  Les récepteurs HCN 

étant exprimés au niveau somatique et dendritique, cela élargit les fonctions associées à Shank3 

habituellement connues pour ses fonctions essentiellement synaptiques (Zhu et al, 2018).  

 

Des études ont aussi été réalisées sur des souris invalidées pour le gène Shank3 par délétion des 

exons 4 à 22. Ces dernières développent des comportements répétés à nouveau très sévères comme le 

témoignent les lésions observées sur les animaux mutés (Wang et al, 2016). Concernant le niveau 

d’interaction sociale de ces souris, des déficits sont observés dans quelques domaines mais là encore de 

façon peu prononcée (Wang et al, 2016; Drapeau et al, 2018). Les phénotypes comorbides mis en 

évidence dans les précédents modèles tels que les troubles cognitifs, les troubles de l’anxiété et les 

troubles moteurs sont également altérés. (Wang et al, 2016; Drapeau et al, 2018). Au niveau synaptique, 

l’absence de Shank3 introduit un déséquilibre de multiples protéines telles que Homer et mGluR5 (Wang 

et al, 2016). Ces souris présentent de plus des anomalies de leur connectivité fonctionnelle et structurale 

dans diverses régions cérébrales (Wang et al, 2016).  

 

La présence de mutations ponctuelles de type faux sens est, au même titre que les autres modèles, 

suffisante pour le développement de certains traits autistiques chez les souris. C’est particulièrement le 

cas lorsqu’elles touchent des acides aminés très conservés. Par exemple, l’introduction d’une mutation 

changeant la serine 685 de Shank3 en isoleucine induit chez la souris une baisse de la communication 

sociale (Wang et al, 2019b). Moléculairement, cette mutation empêche la phosphorylation de l’acide 

aminé concerné par la mutation, cette réaction étant nécessaire pour l’interaction entre Shank3 et un 

complexe impliqué dans le développement des épines dendritiques (Wang et al, 2019b).  

 

Les équipes travaillant sur Shank3 ont tour à tour analysé différentes structures du cerveau parmi 

lesquelles figurent : l’hippocampe (Jaramillo et al, 2015), le cortex préfontal (Duffney et al, 2015), le 

cervelet (Kloth et al, 2015) et le thalamus (Zhu et al, 2018). Néanmoins, une région demeure plus étudiée 

que les autres. Il s’agit du striatum correspondant à la région du cerveau murin où Shank3 est le plus 

exprimé (Peça et al, 2011). L’expression des protéines synaptiques y est profondément altérée. Sont 

notamment concernées des protéines d’échafaudage telles que PSD93, PSD95, SAPAP3 et Homer1b/c 

et les sous-unités GluA2, GluaA3, NR2A et NR2B des récepteurs AMPA et NMDA (Peça et al, 2011; 

Jaramillo et al, 2015).  

Une analyse protéomique comparative entre le striatum et l’hippocampe a par ailleurs révélé que 

les voies cellulaires impactées par les mutations sur Shank3 étaient spécifiques à une structure donnée. 
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Concernant le striatum, les données montrent que les protéines dont l’expression est altérée sont enrichies 

dans les catégories liées aux récepteurs ionotropiques et à la transmission synaptique (Reim et al, 2017). 

De plus, par rapport à celles de l’hippocampe, ces protéines correspondent significativement plus souvent 

à des facteurs de vulnérabilité pour les TSA (Reim et al, 2017). 

Au niveau cellulaire, les neurones MSM du striatum de souris mutées sur Shank3 présentent une 

arborisation dendritique plus complexe, s’accompagnant d’une augmentation de la taille des dendrites et 

de la surface neuronale (Peça et al, 2011). Il en résulte une hypertrophie du striatum. De plus les épines 

dendritiques des neurones MSN sont moins nombreuses et leur densité post-synaptique (PSD) est à la 

fois plus fine et plus courte (Peça et al, 2011; Wang et al, 2016). Ces données se complètent par une 

activité électrique défaillante dont l’origine pourrait dépendre des domaines présents sur Shank3 (Peça 

et al, 2011; Jaramillo et al, 2015). Ainsi, lorsque le domaine ANK est ciblé, une baisse de la 

fonctionnalité des récepteurs AMPA est observée (Jaramillo et al, 2015), tandis que lorsqu’il s’agit du 

domaine PDZ, ce sont les réponses médiées par les récepteurs NMDA qui sont réduites (Peça et al, 

2011). D’autre part, des anomalies de la connectivité ont également été reportées dans le striatum de 

souris Shank3, plus particulièrement au niveau du nucleus accubens qui est plus actif en absence de 

stimulus social et moins actif quand un stimulus social est présent (Wang et al, 2016). Les déficits 

observés au niveau du striatum pourraient s’expliquer par une absence de compensation des protéines 

Shank1 et Shank2, qui ne sont pas exprimées dans le striatum (Böckers et al, 2004; Peça et al, 2011). 

 

Certaines anomalies présentées par ces différents modèles peuvent être rétablies par la 

réexpression de la protéine Shank3 sauvage. Un nombre grandissant d’outils génétiques et de 

méthodologies ont été développés dans ce but.  

Une stratégie fréquemment utilisée fait appel à des constructions génétiques pour lesquelles un 

une région d’intérêt est encadrée par des sites loxP positionnés tête bèche (figure 11), pouvant être 

inversée en présence d’une enzyme spécifique, la Cré recombinase. En croisant des souris portant ce 

type de constructions avec des souris exprimant la Cré recombinase sous le contrôle d’un promoteur 

inductible, il est alors possible d’activer de façon conditionnelle l’inversion de la région « floxée ».   

Cette méthode est applicable aux modèles de souris Shank3. Ainsi, en générant des souris portant 

une inversion du domaine PDZ, il a été possible de créer un modèle similaire au souris délétées pour ce 

domaine. Mei et al ont ensuite pu observer chez ces souris traitées au Tamoxifène (un agent permettant 

d’activer le promoteur de la Cré recombinase), à l’âge adulte, une correction des phénotypes cellulaires 

(densité des épines dendritiques et expression des protéines synaptiques) électrique (fréquence des 

courants post-synaptiques excitateurs) et comportementaux (interaction sociale et stéréotypies) altérés 

par la mutation ciblant le domaine PDZ (Mei et al, 2016). A l’inverse, les altérations motrices et les 

troubles de l’anxiété de ces souris ne sont corrigés que lorsque l’expression de Shank3 est rétablie en 

début de développement (Mei et al, 2016).  
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Figure 11: Illustration du système de mutation conditionnelle Cre-LoxP  

Dans ce système de mutation, une cassette contenant le domaine PDZ est insérée à l’envers dans la 
séquence de Shank3 d’une lignée de souris. Cette cassette est entourée de sites LoxP orientés de façon 
inverse. Une construction contenant la séquence de la cré-recombinase sous le contrôle d’un promoteur 
inductible au Tamoxifen est inséré dans le génome d’une seconde lignée de souris. Les souris issues du 
croisement de ces deux lignées contiennent les deux constructions et il est alors possible d’induire le 
rétablissement de la forme sauvage de Shank3 chez ces souris grâce à l’ajout de Tamoxifen. Figure 
adaptée de Mei et al, 2016 

 

Ces expériences de réversion apportent des preuves supplémentaires concernant l’implication de 

SHANK3 dans le développement des phénotypes observés en conditions pathologiques. Ils démontrent 

également l’existence d’une plasticité post développementale, qui apporte de nouveaux espoirs sur la 

possibilité de traiter ces anomalies neurologiques chez l’adulte. 

Néanmoins, des données publiées récemment remettent en cause ces résultats, en suggérant un 

biais de la méthodologie utilisée par Mei et al (Speed et al, 2019). Cette même approche a été utilisée 

pour corriger le phénotype de souris Shank3G porteuses de mutations tronquantes dans l’exon 21. Dans 

cette étude, les phénotypes de 6 lignées de souris traitées par le Tamoxifen ou par une solution contrôle 

ont été comparées. Tout comme dans l’étude de Mei et al, le traitement au Tamoxifen a permis de 

restaurer certains phénotypes altérés chez les souris Shank3G/G-CreTam+. Cependant un rétablissement 

de certaines fonctions a également été observé sur ces souris traitées par la solution contrôle rendant les 

résultats obtenus précédemment ininterprétables (Speed et al, 2019). Cette étude rappelle l’importance 

des contrôles à effectuer dans le cadre de ces essais de sauvetages phénotypiques. 

 

Les connaissances acquises sur la biologie de Shank3 ont poussé certaines équipes à chercher 

d’autres moyens de rétablir des phénotypes normaux chez des souris Shank3, le but étant d’essayer de 

trouver de nouvelles pistes thérapeutiques pour les patients avec TSA portant des mutations sur 

SHANK3.  

Ainsi, après avoir mis en évidence des perturbations des niveaux de l’acétylation de l’ADN chez 

des souris hétérozygotes portant une délétion de la partie C terminale de Shank3, associés à une baisse 
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des récepteurs NMDAR, une équipe a testé l’effet d’un traitement à la Romidepsine, un inhibiteur des 

protéines désacétylases, sur ces souris (Duffney et al, 2015; Qin et al, 2018). Ces derniers ont ainsi 

observé que ce composé, en plus de rétablir le niveau de récepteurs NMDA à des taux normaux, était 

aussi capable d’améliorer les capacités sociales des souris mutées. Les comportements répétés ne sont 

par contre pas atténués par ce traitement (Qin et al, 2018), suggérant que leur développement est 

déclenché via une voie biologique différente. En traitant ce même modèle de souris avec le composé 

MS-275, un autre inhibiteur des protéines désacétylase, Ma et al ont publié des résultats similaires (Ma 

et al, 2018). 

Les voies cellulaires liées aux filaments d’actine ont également été l’objet d’un certain nombre de 

recherches. Plusieurs études ont en effet montré qu’il existait un lien unissant Shank3, les récepteurs 

NMDA et le cytosquelette d’actine ce qui a permis à une équipe d’orienter ses recherches vers un acteur 

de la voie Rac : le composé cofilin dont le rôle est d’induire une dépolymérisation des filaments d’actines 

et qui est activé chez des souris portant une délétion dans Shank3 (Duffney et al, 2015). Ainsi, en traitant 

des souris portant une délétion dans la partie C terminale de Shank3 avec un inhibiteur de ce composé, 

cette équipe a pu noter un rétablissement des comportement sociaux ainsi qu’une diminution des 

stéréotypies observées sur ce modèle de souris (Duffney et al, 2015).  

Une stratégie similaire fondée sur des informations obtenues lors de précédentes études a permis 

d’identifier deux autres composés, le gaboxadol et le 7,8-DHF, agissant sur les récepteurs GABA et Trkb 

respectivement, capables de réduire des comportements autistiques de souris mutées sur SHANK3 

(Rhine et al, 2019). 

Une réversion de certains phénotypes autistiques a aussi été obtenue par d’autres approches 

comme l’activation de certains neurones par optogénétique lors de sessions d’entrainement des souris 

(Luo et al, 2017) ou grâce à des régimes basés sur un apport de compléments riches en zinc (Fourie et 

al, 2018).  

 

3- Autres modèles animaux  
 

Les modèles murins ont apporté de larges connaissances sur les causes de l’autisme et sur 

l’implication du gène Shank3 dans le développement des TSA. Néanmoins, même si les rongeurs 

partagent de grandes similitudes avec l’humain, leur séparation au cours de l’évolution il y a plus de 70 

millions d’années a engendré des divergences sur le plan structural et comportemental rendant certaines 

observations difficilement extrapolables à la situation chez l’homme. Le modèle primate non humain, 

est le modèle animal le plus proche et est de ce fait le plus pertinent scientifiquement parlant.  

Tout comme chez la souris, lorsque des exons de Shank3 sont délétés dans le cortex de singe, il y 

a un déséquilibre de certaine protéines synaptiques : PSD95 et mGluR5 sont moins exprimés tandis que 

l’expression de Homer augmente (Zhao et al, 2017). Une modification de la balance cellulaire est 

également observée avec une diminution du nombre de neurones associée à une augmentation du nombre 
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d’astrocytes en début de développement (Zhao et al, 2017). En plus de la diminution du nombre de 

neurones, la taille des soma et les densité en épines dendritiques sont également réduites (Zhao et al, 

2017).  

Au niveau comportemental, cette même équipe a reporté un retard de vocalisation chez un singe 

porteur d’une délétion de 2 paires de bases, mosaïque au sein de son cerveau, dans Shank3 ainsi que des 

épisodes d’anxiété et des comportements stéréotypés associés à un déficit dans ses interactions sociales 

(Tu et al, 2019). Toutes ces anomalies sont améliorées après traitement à la fluoxétine (Tu et al, 2019). 

Ce singe récapitule donc l’essentiel des caractéristiques associées aux TSA. Les phénotypes identifiés 

chez ce singe ont été répliqué par la suite dans une autre étude ayant analysé 5 macaques (Zhou et al, 

2019). Ces derniers présentent, en plus, des perturbations du sommeil, des signes d’hypotonie ainsi 

qu’une altération de leur connectivité cérébrale. En particulier, une réduction de la connectivité locale 

dans les régions thalamiques et striatales ainsi que de la connectivité de type longue distance au niveau 

du cortex moteur, du cortex cingulaire et des régions préfrontales a été observée. A l’inverse, localement, 

ces singes montrent une hyperconnectivité locale au niveau du cortex somatosensoriel (Zhou et al, 2019). 

L’essentiel des manifestations des TSA détectable chez les patients est retrouvé chez les singes. 

Malheureusement, les règles éthiques étant très strictes dans le cas des modèles simiens, peu d’études 

ont pu voir le jour jusqu’à aujourd’hui, et les résultats obtenus sur ces modèles sont très peu répliqués.  

 

4- Étude de patients 

 
L’étude de cohorte de patients porteurs de délétions au sein de la région 22q13, incluant SHANK3, 

a permis de récolter des informations concernant l’anatomie cérébrale de ces patients. Les données de 

neuro-imagerie indiquent, chez certains d’entre eux, une diminution du volume de diverses structures 

telles que le striatum et le corps calleux (Srivastava et al, 2019), ainsi que des malformations affectant 

le cervelet et les ventricules (Soorya et al, 2013). Le cervelet est connu pour son rôle dans les fonctions 

motrices et son altération pourrait expliquer les cas d’hypotonie, fréquemment observés chez les patients 

atteints du syndrome de PMD. Cette structure est également impliquée dans certaines taches cognitives, 

notamment dans la régulation des émotions mais aussi dans certaines voies sensorielles. Concernant le 

striatum, la combinaison de ces données à celles obtenues grâce au modèle murin permet de suggérer un 

rôle dans les stéréotypies caractéristiques des patients avec TSA. La substance blanche de ces patients 

est également profondément endommagée, en particulier au niveau des faisceaux de fibres axonales 

uncinés et du fascicule occipito-frontal inférieur (Jesse et al, 2020). Un retard de myélinisation de 

certaines fibres est de plus suspectée. Dans cette étude les altérations observées sont davantage marquées 

chez les individus les plus jeunes, ce qui est également le cas lorsque des souris de 4 et 9 semaines sont 

soumises à la même procédure (Jesse et al, 2020). 

Un autre type d’analyse utilisant des données issues d’individus humains consiste en l’analyse de 

cerveaux post-mortem. A ce jour, peu d’analyses de ce type ont été réalisées chez les patients porteurs 
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de mutations dans SHANK3. Néanmoins, l’une d’entre elles a permis de mettre en évidence des 

anomalies épigénétiques, se traduisant par une augmentation de la méthylation des îlots CpG présents 

sur les différents promoteurs de SHANK3 et entrainant, par la suite, une altération de l’expression de 

SHANK3 et de ses isoformes dans le cerveau de ces patients (Zhu et al, 2014). La hausse de méthylation 

de certains îlots CpG, mesurée dans une structure cérébrale donnée, peut être corrélée à des index de 

sévérité de certains traits autistiques.  Par exemple, la méthylation de l’îlot CpG du deuxième promoteur 

dans le cervelet est plus importante chez les patients présentant des retards développementaux plus 

sévères et apparaissant plus précocement (Zhu et al, 2014).   

Bien que ces études soient effectuées sur des individus humains et apportent ainsi des données sur 

les anomalies réellement présentes dans les cerveaux des patients, il est important de noter que la plupart 

d’entre elles sont en général réalisées sur des groupes de petite taille. Il est donc nécessaire de répliquer 

ces résultats sur des cohortes plus élargies.  

 

Depuis les années 2010, un grand nombre de recherches se basant sur l’étude de neurones dérivés 

de cellules souches pluripotentes induites (iPSC) ont été entreprises, afin d’évaluer l’impact de mutations 

dans SHANK3 à l’échelle cellulaire. Les données obtenues à partir de neurones dérivés d’iPSC de patients 

porteurs de mutations dans SHANK3 seront détaillés dans la partie dédiée à la présentation de ce modèle.  

 

E) Epines dendritiques  
 

1- Structure et caractéristiques des épines dendritiques 
 

Les épines dendritiques sont des protrusions membranaires de petite taille émergeant 

principalement des branches dendritiques (Peters & Kaiserman‐Abramof, 1970). Elles peuvent 

également naître à partir des somas neuronaux et dans quelques rare cas des axones (Peters & Kaiserman‐

Abramof, 1970). Morphologiquement, une épine dendritique est constituée d’une tête plus ou moins 

sphérique connectée à la dendrite par une élongation plus fine appelée cou de l’épine.  

Ces structures, observées pour la première fois par Cajal en 1888, forment des sites de contact 

(Gray, 1959) correspondant aux synapses entre les différents neurones. C’est au niveau de ces points de 

contacts que s’effectuent la transmission des signaux nerveux d’un neurone à un autre. Les épines 

dendritiques correspondent à la partie post-synaptique et font face à la partie pré-synaptique située au 

niveau du bouton axonal, ces deux compartiments étant séparés par une fente synaptique d’environ 20 

nm (Schikorski & Stevens, 1997; Zuber et al, 2005).  

Les synapses construites à partir d’épines dendritiques sont donc majoritairement de nature 

chimique, c’est-à-dire que la transmission s’effectue en faisant intervenir des composés chimiques, les 

neurotransmetteurs. Ces derniers, sont libérés dans la fente synaptique du côté pré-synaptique suite à 

l’arrivée d’un potentiel d’action (PA) dans le bouton axonal et via des mécanismes dépendant du calcium. 
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Les neurotransmetteurs se fixent sur, et activent des récepteurs pharmacologiques en post-synaptique. 

Selon la nature du neurotransmetteur et de son récepteur cela induit une entrée d’ions sodium et calcium 

déclenchant un potentiel post-synaptique excitateur (une dépolarisation de la membrane) ou alors une 

entrée d’ions chlore à l’origine d’un potentiel post-synaptique inhibiteur (une hyperpolarisation de la 

membrane). Dans le premier cas cela favorise l’apparition d’un PA propagé dans le neurone post-

synaptique tandis que dans le second cas cela l’empêche.  

La deuxième catégorie de synapses correspond à des synapses dites électriques. Les membranes 

pré et post-synaptiques de ces synapses sont accolées et sont reliées par l’intermédiaire de jonctions GAP 

qui permettent de former un pore entre les deux neurones. C’est au niveau de ce pore que sont véhiculés 

les messages nerveux qui diffusent d’un neurone à un autre sous forme de courants ioniques. A la 

différence des synapses chimiques, les neurotransmetteurs ne sont donc pas impliqués dans la 

transmission synaptique des synapses électriques.  

 

D’après la classification établie par Peter et Kaiserman-Abramof en 1970, il existe trois catégories 

d’épines définies par des critères morphologiques dont longueur totale de l’épine et le rapport entre la 

largeur de la tête et du cou (Peters & Kaiserman‐Abramof, 1970). Les épines les plus classiques sont les 

épines de type « mushroom ». Elles possèdent une tête volumineuse et un cou. Les épines de type « long 

thin » possèdent un long cou et une tête de petite taille, tandis que les épines de type « stubby » sont 

courtes et sans cou. Une quatrième catégorie d’épines a été rajoutée ultérieurement et correspond à une 

fine extension membranaire dépourvue de tête. Il s’agit des « filopodia » dont la taille peut être deux fois 

supérieure à sa largeur. Cependant, selon certains scientifiques, cette structure ferait plutôt référence aux 

précurseurs des épines (Dailey & Smith, 1996; Ziv & Smith, 1996; Zuo et al, 2005).  Les « filopodia » 

sont en effet enrichis en début de développement, leur nombre déclinant en fin de développement ainsi 

que dans le cerveau adulte, tandis que la quantité d’épines augmente progressivement (Dailey & Smith, 

1996; Ziv & Smith, 1996; Zuo et al, 2005). Certaines études prennent en compte deux classes d’épines 

supplémentaires : les épines en forme de coupe appelées « cup » et les épines ramifié appelées 

« branched spines » (Ebrahimi & Okabe, 2014). La figure 12 illustre la morphologie de ces différentes 

classes d’épines. 

 

Malgré cet effort de classification, la variabilité observée entre les différentes morphologies est 

telle qu’il est parfois difficile de classifier certaines formes intermédiaires. De plus, étant des structures 

plastiques, leur morphologie peut évoluer au cours du temps ce qui complexifie davantage cette typologie 

(Parnass et al, 2000). Il est ainsi plus juste de considérer les différentes formes d’épines comme un 

continuum de formes et non comme des classes distinctes. Bien que cela soit controversé, un stade de 

maturité a également été assigné à chaque type d’épines avec les « filopodia » ainsi que les « stubby » 

étant les moins matures et les « muschroom » correspondant aux épines les plus matures (Berry & 

Nedivi, 2017; Bourne & Harris, 2007; Jasinska et al, 2019). Cette notion est néanmoins appuyée par le 
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fait que les « filopodias » sont dépourvues de synapses, tandis que les « muschroom » arborent une PSD 

très riche en protéines synaptiques. 

Figure 12 : Présentation des différentes classes d’épines dendritiques 

 

Les différentes classes d’épines ne se distinguent pas seulement sur le plan morphologique. Une 

propriété importante des épines dendritiques est leur plasticité et leur capacité à se mouvoir. Ainsi, en 

réponse à divers stimuli, les épines peuvent modifier leur forme notamment en augmentant ou en 

diminuant leur volume. Cela permet d’ajuster la quantité de récepteurs nécessaire en fonction de 

l’activité neuronale. Il a en effet été observé en ME une corrélation positive entre la taille des épines et 

le nombre de récepteurs présents à leur surface (Harris & Stevens, 1989; Schikorski & Stevens, 1999; 

Takumi et al, 1999), ainsi qu’une augmentation des courants post-synaptiques proportionnelle à la taille 

des épines (Noguchi et al, 2005, 2011). Concernant, la mobilité des épines dendritiques, elle semble plus 

marquée pendant le développement. Elle permet, en particulier, aux « filopodia » de se déplacer à la 

recherche des boutons pré-synaptiques axonaux et est ainsi nécessaire à la formation des synapses (Ethell 

& Pasquale, 2005). Par opposition, la mobilité des épines est plus faible chez les épines de type 

« muschroom ». D’autres différences sont observables entre les différentes catégorie d’épines : les épines 

de type « stubby » et « long thin » sont très instables et peuvent apparaître ou disparaître dans des fenêtres 

de temps très courtes, tandis que les épines de type « muschroom » apparaissent beaucoup plus stables 

(Ziv & Smith, 1996; Holtmaat et al, 2005). 

 Ces caractéristiques ont un rapport direct avec les processus de mémorisation et cela a conduit à 

la formulation de l’idée selon laquelle les épines de type « long thin » correspondent aux épines engagées 

dans l’apprentissage et la mémorisation tandis que les épines de type « muschroom » sont associées aux 

épines de mémoire pour lesquelles les souvenirs sont déjà encodés (Bourne & Harris, 2007). 

 

2- Organisation des épines dendritiques 
 

Les épines dendritiques sont répandues dans divers sous-type neuronaux mais sont 

majoritairement impliquées dans les synapses excitatrices, au niveau desquelles est libéré le glutamate. 
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Ces épines dendritiques abritent différents organites et sont caractérisées par l’expression de plus d’une 

centaine de protéines impliquées dans la transmission des signaux excitateurs. Ces dernières sont 

concentrées dans une zone restreinte correspondant à la PSD, une région apparaissant dense aux électrons 

en microscopie électronique (ME). Une particularité des synapses excitatrices est leur aspect asymétrique 

en raison de l’épaisseur élevée de leur PSD. 

Diverses classes de protéines y sont représentées : récepteurs pharmacologiques, protéines 

d’adhésion cellulaire, protéines d’échafaudage, protéines adaptatrices ou de jonction, protéines 

signalisatrices et protéines du cytosquelette. Leur organisation est cruciale pour les fonctions qu’elles 

assurent et repose sur un agencement précis de chaque protéine.  

 

a. Récepteurs  
 

Les récepteurs exprimés par les synapses glutamatergique sont répartis dans différentes 

catégories : les récepteurs ionotropiques (iGluR) et les récepteurs métabotropiques au glutamate 

(mGluR). 

 

 Les récepteurs iGluR se répertorient dans 4 groupes dont les noms indiquent le composé qui les 

active de façon sélective : les récepteurs AMPA, les récepteurs NMDA, les récepteurs Kainate et les 

récepteurs Delta (Bowie, 2008). Ils sont tous composés de 4 ou 5 sous-unités formant un canal trans-

membranaire perméables à certains cations (Na+, K+ et/ou Ca2+) et se différencient par leur cinétique 

d’ouverture.  

Les canaux des récepteurs AMPA sont les plus rapides à s’ouvrir, avec un délai de l’ordre de la 

milliseconde suite à la fixation de glutamate. Leur ouverture permet une entrée d’ion Na+ dans la cellule, 

ce qui induit une dépolarisation locale de la membrane ou potentiel post-synaptique excitateur (PPSE). 

L’activation des récepteurs NMDA est plus lente car la fixation du glutamate ne suffit pas pour provoquer 

leur ouverture (Forsythe & Westbrook, 1988; Stern et al, 1992). En effet, au repos, le canal de ce 

récepteur est bloqué par la présence d’ions Mg2+. Pour éliminer les ions obstruant le pore et empêchant 

la possibilité de mouvements ioniques, une dépolarisation de la membrane est nécessaire (Kleckner & 

Dingledine, 1988; Johnson & Ascher, 1990). Il faut ainsi une fixation répétée du glutamate sur les 

récepteurs AMPA pour pouvoir ouvrir les canaux des récepteurs NMDA qui, lorsqu’ils sont activés 

permettent le passage d’ions Na+ mais aussi d’ions Ca2+ dans la cellule. Ce dernier peut agir en tant que 

second messager pour activer différentes cascades de signalisation cellulaire. Les récepteurs AMPA et 

NMDA sont les principaux acteurs de la plasticité synaptique dont les mécanismes seront explicités 

ultérieurement. Les deux autres catégories de récepteurs sont beaucoup moins étudiées. Une particularité 

des récepteurs Kainate est, cependant, de pouvoir directement participer aux voies de signalisation liées 

aux protéines G (Rodríguez-Moreno & Lerma, 1998).  
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Découverts au milieu des années 80, les récepteurs mGluR sont des récepteurs couplés aux 

protéines G composés de 7 domaines transmembranaires (Sugiyama et al, 1987). Cette classe est elle-

même subdivisée en 3 groupes. Les récepteurs du premier sous-groupe (mGluR1 et mGluR5) sont 

couplés à la protéine Gq (Abe et al, 1992). La fixation du glutamate sur ces récepteurs entraîne, par 

changement de conformation, une activation de la phospholipase C associée à une augmentation de la 

concentration du second messager Inositole 1,4,5 triphosphate (IP3) dans la cellule, ainsi qu’une 

libération des ions Ca2+ stockés dans le réticulum endoplasmique (Abe et al, 1992). Les récepteurs du 

deuxième sous-groupe (mGluR2 et mGluR3) et du troisième sous-groupe (mGluR4, mGluR6, mGluR7 

et mGluR8) sont quant à eux couplés à la protéine Gi inhibant l’adénylate cyclase, ce qui conduit à une 

diminution du second messager AMPc (Tanabe et al, 1992, 1993). La présence en quantité suffisante 

(ou non) des seconds messagers IP3 et AMPc entraîne une initiation (ou une absence d’initiation 

respectivement) des voies de signalisations cellulaires qui leur sont associées, ces voies aboutissant aux 

mouvements d’ions ioniques à l’origine des courants post-synaptiques. Leur rôle est donc de réguler la 

transmission excitatrice en permettant ou non l’ouverture des canaux ioniques.  

 

b. Protéines d’adhésion cellulaire 
 

Les protéines d’adhésion cellulaire sont exprimées à la surface des membranes pré et post-

synaptiques. Leur rôle principal est d’assurer le maintien de la structure des synapses. Pour cela, elles 

vont s’associer par paires, ces paires étant composées d’une protéine pré-synaptique et d’une protéine 

post-synaptique interagissant ensemble ainsi qu’avec d’autres protéines intracellulaires. Il existe une 

grande variété de protéines d’adhésion cellulaire se distinguant par les domaines d’interaction présents 

dans leur séquence. Leurs possibilités d’interaction sont nombreuses, puisqu’elles peuvent être aussi bien 

de nature homophilique que de nature hétérophilique. En termes de structure, ces protéines arborent un 

long segment extracellulaire portant de multiples domaines d’interaction, une portion transmembranaire 

et une partie intracellulaire plus petite.  

 

Le couple le plus documenté au niveau synaptique est celui formé par la Neurexine en pré-

synaptique et de son ligand, la Neuroligine en post-synaptique (Berninghausen et al, 2007).  La partie 

extracellulaire de la Neurexine est caractérisée par la présence de 6 domaines LNS et de 3 domaines EGF 

like dans le cas de la Neurexine α ou d’1 domaine LNS dans le cas de la Neurexine β, tandis que la 

Neuroligine ne contient qu’un long domaine lui permettant de se dimériser (Südhof, 2008). Elles ont 

pour point commun la présence d’une courte séquence en C-terminal, porteuse de site de liaison aux 

domaines PDZ en intracellulaire leur permettant d’interagir avec d’autres molécules synaptiques. La 

Neuroligine 1 est recrutée à la synapse par ce biais par PSD95 (Jeong et al, 2019).  
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c. Protéines d’échafaudage 
 

Les protéines d’échafaudage sont exprimées au cœur du domaine post-synaptique où elles y jouent 

un rôle central. Elles permettent l’agencement très précis de chaque acteur de la transmission synaptique. 

Structuralement, ce sont en général des protéines possédant un grand nombre de domaines, essentiels 

pour interagir avec les autres protéines synaptiques et ainsi établir l’architecture de la synapse.  

Il existe plusieurs familles de protéines assurant ces fonctions, une des plus connues étant la super 

famille des MAGUK (membrane-associated guanylate kinase proteins). Les protéines MAGUK, 

présentes au niveau des synapses glutamatergiques, se définissent par la présence d’un à trois domaines 

PDZ et d’une séquence homologue à la guanylate cyclase (GK), pourtant inactive (Cho et al, 1992; 

Anderson, 1996; Kuhlendahl et al, 1998). Cette séquence est alors, soit précédée d’un domaine SH3, soit 

suivie d’un motif WW. PSD95, un représentant de cette famille, interagit avec de nombreuses protéines 

synaptiques, notamment avec les Neuroligines et les protéines GKAP une autre famille de protéines 

d’échafaudage (Irie et al, 1997; Kim et al, 1997). Ces dernières se lient aux protéines SHANK qui elles 

même se connectent aux protéines HOMER. Tout cet assemblage forme la charpente, autour de laquelle 

s’organise toute la synapse, et permet ainsi le rapprochement et la stabilisation des complexes formés 

par les récepteurs à la membrane et les protéines de signalisation intra-cellulaire qui leur sont associées. 

Par exemple, les protéines HOMER assurent une liaison entre les récepteurs métabotropiques et les 

protéines signalisatrices qui sont activées suite à la fixation du glutamate (Mao et al, 2005). 

Les récepteurs AMPA sont quant à eux maintenus à la membrane plasmique des épines 

dendritiques grâce à l’intervention d’une autre famille de protéines d’échafaudage, les protéines GRIP 

(Dong et al, 1997), tandis que pour les récepteurs NMDA, ce sont les protéines GKAP et PSD95 qui 

assurent cette fonction (Niethammer et al, 1996; Kim et al, 1997). Selon une étude plus récente, les 

protéines PSD95 participeraient également à l’ancrage des récepteurs AMPA à la membrane des épines 

dendritiques (Chen et al, 2015). 

 

Les protéines d’échafaudage contribuent également à la régulation de l’activité électrique des 

récepteurs avec lesquels elles interagissent. Ainsi, en plus d’assurer le rassemblement des récepteurs 

NMDA à la membrane, la liaison des protéines PSD95 avec le domaine C terminal de ces récepteurs 

entraine une baisse de la sensibilité au glutamate de ces derniers (Yamada et al, 1999). Les protéines 

PSD95 induisent, en outre, une inhibition de la potentialisation des récepteurs NMDA dépendante des 

protéines kinases C (Yamada et al, 1999). Ces deux fonctions supplémentaires des protéines PSD95 

permettent d’éviter le passage des neurones glutamatergiques dans un état de surexcitation. Enfin, selon 

une autre étude, les protéines PSD95 joueraient aussi un rôle dans la stabilisation des épines dendritiques 

(Ehrlich et al, 2007).  
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d. Protéines du cytosquelette 
 

Les épines dendritiques sont également très enrichies en filament d’actine et ce dès le début de 

leur formation. (Landis & Reese, 1983). Les filaments d’actine (actine F) se composent de deux 

polymères enroulés et formés d’actine G globulaires. Ils occupent l’espace du cou et de la tête de l’épine 

dendritique tout restant à l’extérieur de la PSD au niveau de laquelle elles interagissent avec les protéines 

synaptiques (Hotulainen & Hoogenraad, 2010). En effet, elles sont liées à des protéines qui assurent leur 

régulation. Leur agencement est particulier avec une orientation longitudinale au niveau de la partie 

interne du cou et un aspect branché au niveau de la tête de l’épine (Korobova & Svitkina, 2010). Un 

autre type d’organisation a récemment été identifié au niveau de la partie externe du cou de l’épine (Bär 

et al, 2016). Il s’agit de filaments d’actine formant des anneaux entre la base de l’épine et sa tête. En 

générant ces structures dites périodiques, les filaments d’actine permettent de stabiliser le cou de l’épine 

tout en lui apportant un caractère flexible (Bär et al, 2016; Miermans et al, 2017). 

Les rôles des filaments d’actine sont multiples. En premier lieu, ils participent activement à la 

formation et la maturation des épines dendritiques. En se polymérisant au niveau des futurs filopodia, 

les filaments d’actine exercent une tension mécanique sur la membrane plasmique (Borisy & Svitkina, 

2000). Cela induit une déformation de la membrane qui permet la formation du filopodium puis des 

épines dendritiques. Pour cela, plusieurs protéines associées au cytosquelette sont nécessaires, dont les 

protéines du complexe Arp2/3 impliquées dans l’initiation de la polymérisation des filaments d’actine. 

Ce dernier est notamment responsable de l’organisation de type branché des filaments d’actine 

(Hotulainen & Hoogenraad, 2010). Il permet ainsi aux filaments d’actine de se ramifier et de se 

polymériser dans différentes directions ce qui induit l’expansion de la tête des épines dendritiques. Des 

expériences d’inactivation des protéines appartenant à ce complexe compromettent la formation de la 

tête des épines dendritiques mais n’affectent pas la formation des filopodia (Hotulainen et al, 2009). 

Ceux-ci sont générés par d’autres mécanismes dont un impliquant l’action des protéines formines, une 

autre classe de protéines régulatrices du cytosquelette qui, en s’associant à une extrémité des filaments 

d’actine, permettent leur polymérisation (Hotulainen et al, 2009). 

Une autre propriété importante de l’actine est de pouvoir se polymériser et se dépolymériser de 

façon très fréquente et rapide. Cette caractéristique confère aux épines dendritiques une forte mobilité 

essentielle pour assurer la plasticité synaptique. On a ainsi des réarrangements des réseaux de filaments 

d’actines, qui peuvent se produire dans des intervalles de temps brefs pendant la plasticité synaptique ce 

qui permet un changement de morphologie dynamique (Bosch et al, 2014; Hlushchenko et al, 2016).  

 Malgré un important turn-over des épines dendritiques pouvant atteindre 20% par jour, certaines 

d’entre elles peuvent demeurer stables sur de très longues périodes (Trachtenberg et al, 2002; Zuo et al, 

2005). Cette caractéristique est importante pour le maintien de la mémoire à long terme et fait intervenir, 

là encore, les filaments du cytosquelette d’actine et les protéines qui leurs sont associées. En particulier, 
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PFN2, l’isoforme 2 de la profiline, permet de séquestrer les monomères d’actine F et empêche ainsi la 

polymérisation des filaments d’actine (Michaelsen-Preusse et al, 2016).  

 

e. Protéines de signalisation 
 

Les épines dendritiques abritent également de nombreuses protéines de signalisation. Elles ont un 

rôle important dans la réorganisation des filaments d’actine et la croissance des épines dendritiques. Une 

de ces voies fait intervenir la famille des Rho GTPase contenant les protéines CDC42 et Rac1 qui ont 

pour but d’induire la polymérisation des filaments d’actine et la protéine RhoA qui au contraire induit 

une dépolymérisation de l’actine (Nakayama et al, 2000). L’activation de ces protéines est corrélée avec 

l’augmentation du volume des épines dendritiques se tenant place pendant les évènements de plasticité 

synaptique (Murakoshi et al, 2011). 

La voie des Rho GTPase est dépendante du calcium et fait ainsi intervenir les protéines CAMKI 

et CAMKII (Calcium/calmodulin-dependent protein kinase I et II) qui sont activées suite à l’ouverture 

des récepteurs-canaux NMDA et l’entrée de calcium qui en découle (Murakoshi et al, 2011). 

 Le fonctionnement de cette voie de signalisation intra-cellulaire se base également sur une 

succession de réactions de phosphorylations et déphosphorylations du GDP/GTP interagissant avec les 

effecteurs de la voie. Celles-ci sont ainsi médiées par des protéines qui transforme un GDP en GTP 

(protéines GEF) pour activer leurs cibles ou réaliser la réaction inverse (protéines GAP) pour inactiver 

leurs cibles (Tada & Sheng, 2006). Tiam1, βPIX et Kalirin sont des exemples de protéines GEF qui 

activent les protéines CDC42 et rac qui a leurs tours activent par réactions de déphosphorylations un 

panel de molécules effectrices dont WAVE, WASP, Pak et LIMK1 (Tada & Sheng, 2006). Ces dernières 

agissent directement sur des protéines se liant à l’actine pour induire leur polymérisation. Ainsi, lorsque 

les protéines WASP sont inhibées, il s’ensuit une réduction de la formation des épines dendritiques 

(Wegner et al, 2008). La voie des Rho GTPase agit en synergie avec d’autres voies comme la voie des 

Ras GTPase et la voie des MAP kinases (Tada & Sheng, 2006).  

 

3- Formation des épines dendritiques 
 

Les premières épines dendritiques apparaissent, chez l’homme, après 6 à 8 semaines de 

développement embryonnaire (Bourgeois, 2008). A ce stade, leur développement est endogène est n’est 

donc pas dicté par l’environnement extra-cortical. Plusieurs modèles de spinogenèse ont été proposés 

dès la fin du XXème siècle (Yuste & Bonhoeffer, 2004; Kanjhan et al, 2016). 

 

Le premier modèle établi par Sotelo, se base sur des observations réalisées sur des échantillons de 

cervelets prélevés sur diverses lignées de souris mutantes. En conditions normales, les cellules de 

Purkinje établissent leurs synapses au niveau des fibre parallèles des cellules granulaires. Néanmoins, 
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lorsque ces dernières sont absentes, il y a tout de même formation d’épine dendritiques. Cela a conduit 

Sotelo à formuler l’hypothèse que les épines dendritiques se développent de manière autonome et donc 

indépendante de la composante pré-synaptique (figure 13, Sotelo, 1990). Ce modèle contredit celui 

énoncé par Miller et Peters selon lequel les épines dendritiques des cellules pyramidales du cortex 

commencent à se former suite à un contact initié par un axone au niveau dendritique (figure 13, Miller 

& Peters, 1981). Dans ce modèle, le rapprochement d’une terminaison axonale induit la formation d’une 

protrusion membranaire de morphologie semblable aux « stubby » puis une élongation membranaire 

progressive qui aboutit à la formation d’une épine dendritique. Le dernier modèle suggère que les épines 

sont formées à partir des filopodias dont la nature mobile leur permet de se déplacer à la rechercher d’un 

bouton axonal (figure 13, Vaughn, 1989). Dans ce cas, c’est la composante post-synaptique qui est à 

l’origine de la formation de la synapse et de l’épine dendritique.  

Ces trois modèles pourraient en fait co-exister et se dérouler spécifiquement dans une région 

donnée ou à un stade développemental précis (García-López et al, 2010; Kanjhan et al, 2016).  

 

Figure 13 : Illustration des différents modèles de spinogenèse 

Figure issue de Yuste & Bonhoeffer, 2004 

 

Au niveau moléculaire, les protéines CAMKII jouent un rôle central dans la régulation de la 

formation des épines dendritiques (Fink et al, 2003; Sugawara et al, 2017). La surexpression de leur 

isoforme β dans des neurones hippocampaux et du cervelet entraîne une élévation du nombre de synapses 

(Fink et al, 2003; Sugawara et al, 2017). D’autres études ont montré une implication des récepteurs 

NMDA et de la PKA dans la formation des épines durant les étapes précoces du développement cérébral 
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lorsque l’activité électrique cortical est encore spontanée (Kwon & Sabatini, 2011). Les astrocytes 

participent également à la formation des épines dendritiques en sécrétant des protéines agissant 

indirectement sur les protéines Rac1 en post-synaptique induisant ainsi la polymérisation des filaments 

d’actine (Risher et al, 2018). Plus récemment, un lien a été établi entre la voie mTORC1 et la kinase 

DGK capable d’induire la formation d’épine dendritique (Nakai et al, 2020). Ces travaux suggèrent que 

le substrat phosphorylé par la DGK active la voie mTORC1 ce qui a pour effet l’induction de la synthèse 

de protéines entrainant par la suite la croissance synaptique (Nakai et al, 2020). 

Après plusieurs phases de production importantes d’épines dendritiques, il s’ensuit une période 

survenant pendant la puberté et durant laquelle un grand nombre d’entre elles sont éliminées. Ces 

mécanismes d’élagages des synapses sont dépendants de l’activité électrique et d’intensité variable selon 

les régions cérébrales (Elston & Fujita, 2014; Oga et al, 2017).  

 

4- Rôles des épines dendritiques  
 

Suite à leur découverte, plusieurs rôles ont été attribués aux épines dendritiques. Etant des 

excroissances de la membrane plasmique, il a initialement été suggéré que les épines avaient pour 

fonction d’augmenter les zones de contacts entre les neurones et de permettre le contact entre des 

neurones éloignés physiquement (Yuste, 2015). Depuis, on a une meilleure connaissance de leurs 

fonctions et on sait qu’elles jouent également un rôle majeur dans la transmission synaptique et la 

plasticité synaptique.  

 

Concernant la transmission synaptique, les épines dendritiques permettent de compartimenter les 

fonctions liées à la réception des neurotransmetteurs provenant de multiples afférences neuronales. Ainsi, 

chaque activation synaptique peut être traitée localement et régulée de façon individuelle et indépendante 

dans une échelle de temps de l’ordre de la milliseconde (Ebrahimi & Okabe, 2014; Tønnesen & Nägerl, 

2016). La morphologie des épines contribue largement à cette activation locale car elles permettent de 

cloisonner dans un espace isolé du reste du neurone tous les acteurs essentiels à la transmission 

synaptique comme cela a été décrit dans la partie précédente. Le cou de l’épine est essentiel à cette 

fonction, car sa présence permet de réduire la diffusion latérale des récepteurs pharmacologiques à la 

membrane et favorise donc leur concentration face au compartiment pré synaptique (Ashby et al, 2006). 

La longueur ainsi que le diamètre de cette partie de l’épine participent également à la 

compartimentalisation des ions Ca2+ et des protéines de signalisation intracellulaire (Ebrahimi & Okabe, 

2014). Les épines dont le cou est plus long et plus étroit ont ainsi tendance à retenir plus d’ions calcium 

au niveau de la tête des épines que les épines au cou plus petit et plus large (Noguchi et al, 2005). 

 

Les épines dendritiques correspondent également au lieu où se passe l’essentiel des évènements 

de la plasticité synaptique. La plasticité synaptique est à la base de multiples fonctions cognitives telles 
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que l’apprentissage et la mémoire et est principalement médiée par un processus, découvert dans les 

années 70, connu sous le nom de potentialisation à long terme (LTP) (Bliss & Lomo, 1973).  

Lorsqu’un neurone reçoit des stimuli de hautes fréquences du neurone pré-synaptique, il s’ensuit 

une réponse de la synapse du neurone post-synaptique qui se renforce en augmentant sa quantité de 

récepteurs exprimés à sa surface (Liao et al, 1995; Lu et al, 2001; Rumpel et al, 2005). Au niveau 

cellulaire cela se reflète par un élargissement de la tête des épines et de la PSD (Matsuzaki et al, 2004; 

Nägerl et al, 2004; Okamoto et al, 2004). Ces modifications se produisent rapidement (quelques 

secondes après l’initiation de la LTP) ce qui est rendu possible par l’important dynamisme des réseaux 

d’actine évoqué précédemment (Yang et al, 2009). Cela entraîne une augmentation de la réponse 

synaptique du neurone suite à de nouvelles activations, comme si la synapse se souvenait avoir déjà été 

stimulée. Une autre conséquence de la LTP est l’apparition de nouvelles épines capables de persister 

plusieurs mois (Yang et al, 2009). Ces épines nouvellement formées sont induites dans des conditions 

spécifiques telles que l’apprentissage d’une nouvelle compétence et correspondent à l’unité de stockage 

de la mémoire à long terme (Yang et al, 2009). Du fait de leur nature plus mobile et de leur morphologie, 

ce sont en général au niveau des épines de type « long thin » que s’initient les évènements de LTP 

(Matsuzaki et al, 2004).  

La LTP fait intervenir de nombreux acteurs et se déroule comme suit. Les stimulations à haute 

fréquence du neurone pré-synaptique se traduisent par une libération importante de glutamate qui se fixe 

alors de façon accrue au récepteurs AMPA du neurone post-synaptique. Ces derniers restant ainsi ouverts 

plus longtemps, cela engendre une forte dépolarisation de la membrane ce qui permet d’activer 

l’ouverture des récepteurs NMDA. Cette étape est requise pour l’initiation de la LTP, et l’utilisation 

d’antagonistes des récepteurs NMDA entraine sa suppression (Collingridge et al, 1983). Il y a ainsi une 

entrée de calcium importante ce qui a pour effet d’activer les voies de signalisations intra-cellulaires 

dépendantes du calcium. Il a été montré que l’activation de la protéine CAMKII est nécessaire et 

suffisante pour déclencher les mécanismes de la LTP (Pettit et al, 1994; Lledo et al, 1995; Herring & 

Nicoll, 2016). Les voies cellulaires dépendantes du calcium sont à l’origine de cascades de 

phosphorylation qui vont permettre d’acheminer encore plus de récepteurs AMPA à la membrane 

plasmique post-synaptique et de les activer davantage en augmentant leur temps d’ouverture (Benke et 

al, 1998; Lu et al, 2001; Rumpel et al, 2005). D’autres réactions de phosphorylation apparaissent 

ultérieurement et aboutissent à l’activation de gènes importants pour la croissance synaptique. En 

réponse à la LTP il y a alors une induction des réactions de polymérisation des filaments d’actine (Lin 

et al, 2005). De plus, l’absence de certaines protéines régulatrices du cytosquelette comme la n-Cofilin 

ou l’Arp2/3 engendre des perturbations des mécanismes d’apprentissage et de mémorisation (Rust et al, 

2010).  

A l’inverse lorsqu’un neurone reçoit une activation sous de faibles fréquences, il y a induction de 

la dépotentialisation à long terme ou LTD qui se caractérise par une diminution de la taille et du nombre 

de synapses (Nägerl et al, 2004; Okamoto et al, 2004; Zhou et al, 2004).  
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Ainsi, en réponse à diverses fréquences des stimuli extérieurs, les épines dendritiques sont 

capables de modifier leur morphologie, et renforcer ou affaiblir leurs contacts synaptiques, voire les 

éliminer.  

 

5-  Epines dendritiques et TSA 
 

Les TSA comme cela a été évoqué précédemment sont caractérisés par des problèmes de 

connectivité neuronale suggérant des anomalies synaptiques. Nous savons, de plus, que les mutations 

génétiques affectant les gènes codant pour certaines protéines synaptiques adressées vers les épines 

dendritiques présentent des facteurs de risque pour les TSA. Il n’est donc pas surprenant que ces 

structures essentielles pour la communication neuronale soient altérées lors du développement des TSA 

et des troubles qui leurs sont associés.  

 

Quelques informations sur la densité en épines dendritiques ont été apportées par l’analyse de 

cerveaux post-mortem de patients avec TSA. La plupart d’entre elles ont mis en évidence une plus forte 

densité d’épines dendritiques chez les patients avec TSA au niveau des aires corticales temporales, 

frontales et pariétales, qui sont des aires de haut niveau associationnel, servant des fonctions cognitives 

très intégrées (Hutsler & Zhang, 2010; Tang et al, 2014, Weir et al, 2018). Cet excès d’épines 

dendritiques pourrait s’expliquer par une synaptogenèse trop active chez les patients ou bien par une 

altération des mécanismes impliqués dans les évènements d’élagages des synapses ayant lieu au cours 

de l’enfance. Cette deuxième option a été suggérée par l’étude de Tang et al qui ont constaté une 

diminution moins forte du nombre d’épines dendritiques entre l’enfance et l’adolescence chez les 

patients (Tang et al, 2014). Une autre étude a reporté des résultats opposés avec le cas de deux 

adolescents et d’un adulte présentant une densité d’épines dendritiques plus basse que la normale 

(Williams et al, 1980). 

 

De nombreuses données ont également été obtenues grâce aux modèles murins mutés sur des 

gènes synaptiques susceptibles d’agir sur le développement et la morphologie des épines dendritiques. 

Dans la majorité des études, il s’agit de gènes codant des protéines associées au cytosquelette, des 

protéines d’échafaudage ou encore des protéines de signalisation intracellulaire. Ainsi, lorsque ACTN4 

ou la myosineIXb, deux protéines impliquées dans la régulation du cytosquelette sont mutées, cela induit 

une augmentation de la densité d’épine dendritique de type Long Thin (Hlushchenko et al, 2018). Dans 

le cas des protéines d’échafaudage, un certain nombre d’exemples ont déjà été présentés dans la partie 

dédiée à SHANK3 et ont mis en évidence une diminution de la densité en épines dendritiques (Bozdagi 

et al, 2010; Peça et al, 2011). En plus de ces modèles animaux, des analyses in vitro ont également été 

réalisées (Roussignol et al, 2005; Durand et al, 2012). Ainsi, l’inhibition de SHANK3 induit une baisse 

de la quantité d’épines tandis qu’une surexpression de SHANK3 est à l’origine d’une augmentation du 



81 
 

nombre d’épines. Lorsque des formes mutées de SHANK3 sont surexprimées, l’induction d’épines 

dendritique est d’autant plus affaiblie que la mutation est sévère (Durand et al, 2012). Là encore, la 

situation inverse peut être observée comme c’est le cas pour les modèles de souris invalidées pour 

Syngap1 ou Pten qui présentent une augmentation de la densité d’épines dendritiques (Vazquez et al, 

2004; Kwon et al, 2005). 

La variation des résultats observée dépend des régions cérébrales analysées ainsi que de l’âge des 

souris et reflètent l’hétérogénéité des phénotypes observés chez les patients avec TSA. La complexité de 

l’étiologie génétique pourrait également être l’origine des différences observée dans les études menées 

à ce jour. Ainsi, lorsque la cause génétique est plus restreinte comme c’est le cas pour les syndromes 

génétiques, les anomalies synaptiques sont plus spécifiques et une signature phénotypique de ces 

anomalies peut être attribuée à chacun de ces syndromes (figure 14). 

 

Par exemple les patients atteints du syndrome de l’X fragile sont en général caractérisés par la 

présence prépondérante d’épines longues et ondulées (Hinton et al, 1991; Irwin et al, 2000). Cette 

morphologie est également retrouvée dans le cerveau de souris mutées FMRP, le gène en cause dans le 

syndrome de l’X fragile (FXS), en particulier au niveau du cortex (Comery et al, 1997). Ces observations 

suggèrent des déficits de la maturation synaptique. De plus, lors de la phase de synaptogenèse, les souris 

mutées présentent une densité en épines plus élevée qui tends à se normaliser à des stades 

développementaux plus tardifs (Nimchinsky et al, 2001). Par contre, l’analyse de la densité chez l’adulte 

montre que celle-ci est plus forte chez les souris mutées tout comme chez les patients (Comery et al, 

1997; Irwin et al, 2000; Pan et al, 2010). Un phénotype supplémentaire concerne la nature instable des 

épines dendritiques chez les souris mutées. Un turn-over anormalement élevé a en effet été détecté chez 

ces souris (Cruz-Martín et al, 2010; Pan et al, 2010; Padmashri et al, 2013).  

La situation opposée est retrouvée chez les souris mutées sur Tsc1 et Tsc2, deux gènes impliqués 

dans le syndrome de la sclérose tubéreuse. En effet, en début de développement, la densité en épines 

dendritiques de ces souris est inférieure à celle observée chez les souris sauvages et devient supérieure 

lorsqu’elle est analysée chez des souris plus âgées (Tavazoie et al, 2005; Tang et al, 2014). 

L’augmentation de la densité des épines dendritiques serait due à une altération des voies autophagiques 

engagées dans l’élagage des synapses (Tang et al, 2014). 

Concernant le syndrome de Rett, les analyses sur des cerveaux post-mortem de patients ont montré 

une diminution de la densité en épines dendritiques au niveau des neurones pyramidaux de l’hippocampe 

(Chapleau et al, 2009). Ces résultats sont reproduits dans différents modèles de souris mutées dans 

Mecp2 (Chao et al, 2008; Baj et al, 2014) ainsi qu’à partir de neurones dérivés d’iPSC de patients avec 

le syndrome de Rett (Marchetto et al, 2010). Dans les neurones de souris, la baisse en densité d’épines 

n’est observable qu’en début de développement, un rétablissement du nombre d’épines apparaissant plus 

tardivement (Chao et al, 2008; Chapleau et al, 2012; Baj et al, 2014). De plus, il a été montré que ces 

neurones développent moins d’épines matures (Baj et al, 2014). Ce syndrome se caractérise donc par un 
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défaut de formation des synapses aux stades précoces du développement mais qui semble être compensé 

aux stades plus tardifs. 

Dans le cas du syndrome d’Angelman, les neurones des patients et souris déficientes pour la copie 

maternelle de Ube3a, développent moins d’épines dendritiques et ces dernières sont plus immatures (Jay 

et al, 1991; Kim et al, 2016). Ces anomalies sont visibles dans diverses structures cérébrales dont 

l’hippocampe, le cervelet et le cortex (Dindot et al, 2008) et n’apparaissent qu’après plusieurs semaines 

de développement suggérant une formation normale des synapses (Kim et al, 2016).  

Les patients atteints de trisomie 21 partagent également des propriétés similaires par rapport aux 

densités et à la morphologie des épines dendritiques. Plusieurs études réalisées sur des cerveaux post-

portem de patients trisomiques ont ainsi montrée une réduction de la densité d’épines dendritiques 

(Marin‐Padilla, 1976; Suetsugu & Mehraein, 1980; Takashima et al, 1981). Ces résultats ont été 

confirmés dans des modèles de souris pour la trisomie 21. Un élargissement de la tête des épines a 

également été décrit par plusieurs équipes (Belichenko et al, 2007; Haas et al, 2013) 

 

Figure 14 : Profil des anomalies retrouvées au niveau des épines dendritiques dans les différents troubles 
reliés aux TSA.  

Certains troubles reliés aux TSA sont caractérisés par des altérations des épines dendritiques pouvant 
s’exprimer par une densité ou une morphologie anormale. Les anomalies ainsi que leur origine sont 
spécifiques à chacun de ces troubles. La variation de la densité en épines dendritiques peut résulter d’un 
dysfonctionnement des mécanismes suivants : spinogenèse, élagage des synapses et maintenance des 
synapses. Figure issue de Phillips & Pozzo-Miller, 2015 
 

III] Modèle d’étude 
 

A) Présentation du modèle iPSC 
 

1- Définitions des cellules souches  
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Les cellules souches sont des cellules non différenciées capables de s’auto-renouveler et de se 

différencier en un ou différents types cellulaires donnés. On dénombre quatre catégories de cellules 

souches selon leur capacité de différenciation possible (figure 15).  

Figure 15 : Cellules souches et leurs niveaux de différenciation possibles  

Au cours de l’embryogenèse le niveau de différenciation des cellules embryonnaires évolue et devient de 
plus en plus limité. Au départ, les cellules sont totipotentes et peuvent se différencier dans tous les types 
cellulaires. A partir du stade blastocyte, les cellules deviennent multipotentes et ne peuvent donner 
naissance qu’aux trois lignées germinales. Plus tard, les cellules se spécialisent dans une des trois 
lignées germinales et se tournent vers un statut pluripotent. Le niveau le plus restreint correspond au 
stade d’unipotence. Lorsque ces cellules perdent leur capacité à se diviser, celles-ci ne sont plus 
considérées comme des cellules souches et correspondent alors aux cellules somatiques de l’organisme. 
(Figure réalisée avec biorender.com) 

 

- Les cellules souches totipotentes sont les cellules dont la capacité de différenciation est la 

plus élevée. Elles peuvent ainsi redonner tous les types cellulaires retrouvés dans un 

organisme. Cela comprend les cellules dérivant des trois feuillets embryonnaires 

(mésoderme, endoderme et neurectoderme) et les cellules dérivant des lignages extra-

embryonnaires tels que le placenta et le cordon ombilical.  

 

- Les cellules souches pluripotentes peuvent donner naissance à toutes les cellules issues des 

trois feuillets embryonnaires ainsi qu’aux cellules germinales mais ne permettent pas 

l’obtention des annexes embryonnaires comme le placenta. 

 

- Les cellules souches multipotentes se trouvent à un stade plus avancé de différenciation. 

Elles sont dites déterminées, ce qui signifie qu’elles donnent naissance à un nombre plus 



84 
 

limité de types cellulaires. Un exemple de cellules souches multipotentes est représenté par 

les cellules souches neurales capables de se différencier aussi bien en neurones qu’en 

astrocytes. 

 

- Les cellules souches unipotentes ne peuvent générer qu’un type cellulaire mais conservent 

leur capacité de s’auto-renouveler.  

 

En plus des cellules souches embryonnaires (ESC), il existe d’autres types cellulaires partageant 

ces propriétés : les cellules souches adultes ainsi que les cellules souches pluripotentes induites (iPSC). 

 
a. Les cellules souches embryonnaires 

 

L’étude in vitro des cellules souches embryonnaires s’est déployée suite à des observations 

réalisées sur des cellules souches issues de tératocarcinome, un type de tumeurs se développant 

naturellement dans les testicules de jeunes souris de lignée 129 ou lorsque des cellules embryonnaires 

sont prélevées sur un embryon, puis greffées de façon ectopique sur un autre embryon (Stevens & Little, 

1954; Stevens, 1970). Leur analyse a permis de remarquer un comportement typique de celui adopté par 

les cellules souches embryonnaires. Elles sont notamment capables de proliférer in vitro de façon 

autonome et de se différencier in vitro ou in vivo, après réinjection dans un embryon, dans les différents 

types cellulaires des trois feuillets embryonnaires : endoderme, mésoderme et ectoderme (Kleinsmith & 

Jr, 1964).  

 

En se basant sur ces travaux et en testant différents facteurs, deux équipes sont parvenues, en 1981, 

à isoler puis à maintenir en culture des cellules prélevées dans la masse interne de blastocystes de souris. 

Les recherches de Evans et Kaufman ont démontré que le prélèvement des cellules sur des embryons de 

5 jours et demi permettaient d’obtenir des lignées de cellules souches embryonnaires capables d’être 

maintenues in vitro (Evans & Kaufman, 1981). Parallèlement, le professeur Martin a trouvé d’autres 

conditions de cultures adéquates, en réalisant des co-cultures de cellules souches embryonnaires avec 

des cellules souches issues de tératocarcinome sur tapis de fibroblastes (Martin, 1981). En utilisant la 

même technique, l’équipe de Thomson a isolé les premières cellules souches embryonnaires humaines 

en 1998 (Thomson et al, 1998). Elles sont extraites entre le 5ième et 7ième jour à partir de blastocystes au 

niveau de la masse cellulaire interne.  

Ces cellules souches maintenues en cultures ont fait l’objet de nombreuses études. En particulier, 

elles ont été utilisées pour la modélisation de pathologies grâce aux prélèvements de cellules souches sur 

des embryons portant des anomalies génétiques (Verlinsky et al, 2005). Elles ont également été 

exploitées dans le cadre de criblages de molécules thérapeutiques et d’essais cliniques. La majorité 

d’entre eux se sont orientés vers le traitement de maladies oculaires, dont les dégénérescences maculaires 
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liées à l’âge. Une équipe est ainsi parvenue à améliorer les capacités visuelles de plus de la moitié des 

patients ayant reçu une transplantation d’épithélium pigmentaire rétinien dérivé d’ESC (Schwartz et al, 

2015).  

Néanmoins, depuis la mise à jour des lois de bioéthique françaises en 2016 condamnant la 

destruction d’embryons viables et plus particulièrement depuis la mise en place de l’article L. 2151-5, 

leur prélèvement est soumis à une réglementation très stricte. Seuls les embryons obtenus dans le cadre 

d’aide à la procréation par le biais de fécondation in vitro et ne faisant plus l’objet d’un projet parental 

ne peuvent être retenus pour y prélever des cellules souches embryonnaires. Cela inclut également les 

embryons qu’il n’est pas possible de réimplanter, ainsi que les embryons porteurs d’anomalies 

génétiques. De plus, l’agence de biomédecine doit au préalable évaluer et accepter le projet de recherche 

et s’assurer que le projet respecte les 4 critères suivants : 1) Pertinence scientifique du projet, 2) Projet 

répondant à des questions de santé publique, 3) Pas de modèle alternatif pour mener le projet 4) Respect 

de la réglementation instaurée par les lois de bioéthique (d’après legifrance.gouv.fr). 

 

b. Les cellules souches adultes 
 

Les cellules souches adultes constituent un autre type de cellules souches que l’on peut retrouver 

dans un organisme à l’âge adulte. Elles possèdent les mêmes caractéristiques d’auto-renouvellement que 

les cellules souches embryonnaire précédemment décrites.  

Leur fonction principale est de maintenir l’homéostasie d’un organisme mais elles interviennent 

en outre dans le remplacement de cellules perdues dans des conditions physiologiques (turnover des 

cellules d’un tissu), pathologiques (maladie neurodégénératives) ou lors de situations accidentelles 

(lésions cérébrales). Elles peuvent ainsi demeurer dans un état quiescent pendant de longues périodes et 

reprendre les divisions en cas de besoin. Elles sont alors recrutées par le tissu grâce à la réactivation de 

leur cycle cellulaire. 

 

Il en a été identifié dans un grand nombre de tissus différenciés. On en observe par exemple dans 

la moelle osseuse abritant deux types de cellules souches adultes : les cellules souches mésenchymateuse 

qui pourront donner naissance à de nouvelles cellules osseuses, cartilagineuses et musculaires et les 

cellules souches hématopoïétiques qui pourront être à l’origine de nouvelles cellules du lignage sanguin 

(Serakinci & Keith, 2006). Les cellules souches adultes peuvent être plus restreintes en terme de 

différenciation comme c’est le cas des cellules satellites localisées au niveau des myofibres du muscle 

squelettique strié. Ces dernières permettent, en cas de lésions, une régénération rapide du muscle 

squelettique (en seulement 2 à 3 semaines) mais sont limitées à une seule voie de différentiation (Relaix 

& Zammit, 2012; Dulak et al, 2015). Les cellules souches adultes sont en général déjà engagées dans 

une voie de différenciation cellulaire, mais certaines études ont montré qu’il était possible de les 
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détourner afin de donner naissance à d’autres types cellulaires (Hombach-klonisch et al, 2008; Uz et al, 

2018). 

 

Pendant longtemps, le dogme sur la fixité neuronale émis par Ramon et Cajal a prévalu. Il était en 

effet admis que le cerveau demeurait statique après la naissance et personne ne pensait que ce dernier 

puisse se remodeler et encore moins se régénérer suite à une perte de cellules neuronales à l’âge adulte.  

C’est à la faveur des observations des chercheur Altman et Das que l’hypothèse stipulant l’existence de 

neurogenèse à l’âge adulte a été reconsidérée (Altman & Das, 1965). 

 

Bien qu’existant dans certains cas à l’état dispersé dans le tissu, les cellules souches adultes 

s’organisent majoritairement au sein de territoires spécialisés appelés niches. Il s’agit de 

microenvironnement où siègent un ensemble de cellules et facteurs impliqués dans le maintien et la 

régulation des cellules souches adultes. Dans le cerveau, deux niches sont, à ce jour, bien documentées 

(Conover & Todd, 2017; Andreotti et al, 2019). Il s’agit des niches localisées au niveau de la zone sous-

ventriculaire et de la zone granulaire du gyrus denté. Elles sont composées de cellules astrogliales, de 

cellules vasculaires et de cellules épendymales (García-Verdugo et al, 2002). Les cellules endothéliales 

du système vasculaire participent à la régulation des cellules souches neurales adultes en sécrétant des 

facteurs de croissance, comme l’EGF (endothelial growth factor), qui activent leur prolifération ou, au 

contraire, des facteurs, tels que la neurotrophin-3, qui favorisent leur maintenance dans un état quiescent 

(Delgado et al, 2014).  

 

Au niveau de la zone sous-ventriculaire, les cellules souches neurales adultes se différencient en 

interneurones avant de migrer vers les bulbes olfactifs afin de repeupler ces derniers (Altman & Das, 

1965; Lois & Alvarez-Buylla, 1994). Au niveau de la zone sous granulaire du gyrus denté de 

l’hippocampe, les cellules souches neurales adulte se différencient en neurones excitateurs granulaires 

et migrent ensuite vers la zone granulaire (Altman & Das, 1965). Les neurones nouvellement formés par 

les cellules souches adultes sont capables de s’intégrer dans les circuits et de participer à certaines 

fonctions comme l’apprentissage et la mémoire. Ainsi, lorsque des souris sont placées dans des 

conditions qui stimulent la neurogenèse, de meilleures aptitudes de mémorisation sont observées 

(Monteiro et al, 2014). 

 

2- Génération de cellules souches pluripotentes par reprogrammation  
 

De par le potentiel thérapeutique des cellules souches, un effort considérable a été fourni par les 

scientifiques du monde entier pour produire en laboratoire des cellules possédant les caractéristiques 

d’auto-renouvellement et de pluripotence et ainsi s’affranchir des limitations liées à l’utilisation des ESC 

et des cellules souches adultes. Plusieurs approches ont été employées au cours des années pour atteindre 
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cet objectif. Les recherches se sont orientées vers une volonté de réinitialiser l’état transcriptionnel de la 

cellule pour un retour à un contexte génétique proche de celui des cellules souches embryonnaires (figure 

16). 

 

Figure 16 : Présentation des différentes techniques de reprogrammation  

(Figure réalisée avec biorender.com) 
 

a. Reprogrammation par transfert nucléaire 
 

La technique de transfert nucléaire de cellules somatiques (SCNT) consiste à extraire le nucleus 

d’une cellule somatique avant de l’insérer dans une cellule œuf dépourvue de noyau.  

Mise au point par les chercheurs Briggs et Kings dans les années 50 (Briggs & King, 1952), ce 

n’est que dix ans plus tard que les premiers succès de reprogrammation via la technique de transfert 

nucléaire ont été obtenus. En utilisant le même procédé que ses prédécesseurs, Gurdon est parvenu à 

cloner le tout premier animal en transplantant le noyau de cellules épithéliales de l’intestin de Xénope 

dans une cellule œuf énuclée de la même espèce (Gurdon, 1962). Néanmoins, le taux de réussite de ses 

expériences est très faible et ne dépasse pas les 5%. En effet, seule la moitié des cellules œufs démarre 

le processus de clivage, et pour la plupart d’entre elles, il y a un arrêt prématuré du développement de 

l’embryon qui s’ensuit, ou alors l’apparition d’anomalies développementales (Gurdon, 1962). Malgré 

cela, ses travaux ont permis de démontrer que les cellules différenciées conservaient dans leur ADN la 

capacité de former un embryon. Ces résultats suggèrent ainsi que l’information génétique contenue dans 
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les cellules embryonnaires ne se modifie pas au cours du développement et que les cellules somatiques 

sont capables, sous certaines conditions expérimentales, de revenir à un état pluripotent.  

C’est grâce à cette technique que le premier mammifère, une chèvre nommée Dolly, est né par 

clonage c’est-à-dire sans passage par la reproduction sexuée (Wilmut et al, 1997). Depuis, cette 

technique a été adaptée et appliquée à une vingtaine d’espèces dont la souris (Wakayama et al, 1998), la 

chèvre (Baguisi et al, 1999), le cochon (Onishi et al, 2000; Polejaeva et al, 2000), le chat (Pryor et al, 

2002), le lapin (Chesné et al, 2002), le cheval (Galli et al, 2003), le rat (Zhou et al, 2003), et le singe 

(Liu et al, 2018).  

L’application de cette méthode pour la reprogrammation de cellules somatiques humaines a fait 

face à de grandes difficultés et un grand nombre d’ajustement a dû être apporté. Après plusieurs tentatives 

non fructueuses de transfert nucléaire de cellules somatiques aboutissant à l’arrêt prématuré du 

développement de l’embryon (Cibelli et al, 2001), les travaux de Noggle ont révélé la possibilité 

d’atteindre le stade blastocyste lorsque le génome de la cellule œuf est conservé (Noggle et al, 2011). 

Cette découverte pour le moins surprenante a engendré une étude plus approfondie de l’état méiotique 

des oocytes humains. Cela a permis à des chercheurs de l’Université de l’Oregon de remarquer que l’arrêt 

en métaphase II des oocytes, nécessaires à la réussite de la reprogrammation par transfert nucléaire, était 

instable (Tachibana et al, 2013). Grâce à ces observations, cette équipe est parvenue à optimiser les 

conditions expérimentales relatives aux étapes d’énucléation, du transfert nucléaire et de l’activation 

cytoplasmique des oocytes dans le but de synchroniser le nucléus somatique et le cytoplasme de la cellule 

œuf et permettre le bon développement de l’embryon (Tachibana et al, 2013). Les cellules de tels 

embryons expriment des marqueurs de cellules souches et sont capables de donner naissance aux trois 

lignées germinales ce qui démontre leur état pluripotent (Tachibana et al, 2013)  

. 

b. Reprogrammation par fusion cellulaire 
 

Le génome d’une cellule peut également être reprogrammé par la fusion de deux cellules. Ce 

procédé, également connu sous le terme d’hybridation cellulaire, met en jeu l’union de deux cellules 

pouvant être phénotypiquement dissemblables (Green et al, 1966), voire provenir d’espèces différentes 

(Davidson et al, 1966). Au terme du processus, le contenu (cytoplasme et noyau) de chacune des deux 

cellules se mélange, ce qui engendre la formation d’une cellule hybride. Lorsque les noyaux des deux 

cellules parentales persistent dans la cellule hybride, on parle d’hétérocaryon. Les noyaux peuvent 

également s’assembler pour donner naissance à un syncarion. Cet évènement apparaît spontanément à 

divers moments de la vie d’un organisme. Il intervient notamment au cours de la formation des cellules 

musculaires et osseuses ou encore pendant la fécondation (Abmayr & Pavlath, 2012).  

Toutefois, il est également possible de provoquer la fusion de deux cellules in vitro. Alors que 

dans certains cas, le phénotype de la cellule hybride correspond à un état intermédiaire de celui des 

cellules parentales (Que et al, 2004) avec l’expression des deux génomes, la fusion entre des cellules 
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souches embryonnaires et des cellules somatiques conduit à la formation de cellules phénotypiquement 

proches des cellules embryonnaires. Les cellules hybrides issues de ce type de fusion, arborent une 

morphologie caractéristique des cellules embryonnaires et expriment les facteurs spécifiques de 

pluripotence (Matveeva et al, 1998; Tada et al, 2001). De plus, lorsqu’elles sont réinjectées dans un 

embryon, ces cellules sont capables de donner naissance aux 3 lignées germinales (Matveeva et al, 1998; 

Tada et al, 2001). Néanmoins, certaines propriétés spécifiques à l’état somatique, comme l’empreinte 

parentale, ne sont pas toujours effacées lors de la reprogrammation par fusion cellulaire (Tada et al, 

2001; Jang et al, 2016). 

 

c. Reprogrammation par induction  
 

Les deux premières méthodes de reprogrammation ont apporté les preuves qu’une cellule 

somatique pouvait être reformatée en cellules souches pluripotentes mais la nécessité d’utiliser des 

cellules souches embryonnaires ou de détruire des embryons a incité les chercheurs à repenser ces 

systèmes et à élaborer des solutions alternatives.  

 

C’est en exploitant les données obtenues précédemment que Shinya Yamanaka, un chercheur 

japonais, a découvert en 2006 qu’il était possible de transformer une cellule somatique en cellules 

souches pluripotentes par induction moléculaire. Son hypothèse était qu’il existait des facteurs présents 

dans les œufs non fécondés, ainsi que dans les cellules souches embryonnaires, capables de modifier le 

profil transcriptionnel d’une cellule somatique afin de la conduire dans un état pluripotent.  

Après avoir sélectionné 24 facteurs susceptibles de jouer ce rôle, ces derniers ont été surexprimés tout 

d’abord individuellement, puis de façon combinée, afin de déterminer précisément lesquels étaient 

nécessaires et suffisants pour l’induction de la pluripotence. Ces différents tests ont permis d’identifier 

une combinaison de 4 facteurs répondant à ce critère: Oct4 (Octamer-binding transcription factor 4),  

Sox2 (SRY-box 2), Klf4 (Krüppel-like factor) et c-Myc (Myc proto-oncogene protein) (Takahashi & 

Yamanaka, 2006) . Ces travaux ont été récompensés par le prix Nobel de médecine qu’il a partagé avec 

Gurdon en 2012. Les cellules reprogrammées par cette méthodologie possèdent plusieurs signes de 

pluripotence. Elles sont notamment à l’origine de tumeurs lorsqu’elles sont injectées dans des souris 

immunodéficientes et peuvent se différencier dans les trois lignées germinales (Takahashi & Yamanaka, 

2006). 

Le protocole de reprogrammation par induction moléculaire (Takahashi et al, 2007) a été appliqué 

aux cellules somatiques humaines l’année suivante et a permis d’obtenir des iPSC humaines aux 

caractéristiques similaires à celles des iPSC d’origine murines (Takahashi et al, 2007). Elles diffèrent 

néanmoins sur les mécanismes d’autorenouvellent utilisés ainsi que sur le plan morphologique 

(Takahashi et al, 2007).  
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L’acquisition de l’état de pluripotence peut être contrôlée par l’observation de l’apparition ou de 

la disparition de certains antigènes spécifiques (Polo et al, 2012; Malley et al, 2014; Quintanilla et al, 

2014). Pendant les étapes de reprogrammation, différents états intermédiaires coexistent. Ces marqueurs 

donnent ainsi la possibilité de différencier ces populations cellulaires et de sélectionner celles qui ont 

complètement finalisé le processus. 

 
Les parties suivantes ont pour but de détailler ce modèle.  

 

3- Mécanismes impliqués dans la formation des iPSC 
 

a. Présentation des différentes étapes de reprogrammation  
 

Le processus de reprogrammation s’effectue en plusieurs étapes se déroulant successivement mais 

dont la chronologie peut varier en fonction des espèces et des types cellulaires (Apostolou & Stadtfeld, 

2018). Il peut se décomposer en trois phases distinctes (Samavarchi-Tehrani et al, 2010; Chen et al, 

2016). 

Cela débute par la phase d’initiation durant laquelle les gènes somatiques sont inhibés et des gènes 

normalement exprimés au stade embryonnaire tels que SSEA-1 ou l’Alkaline Phosphatase sont ré-activés 

(Brambrink et al, 2008). Ces derniers codent principalement des protéines impliquées dans les voies 

associées à la prolifération et au métabolisme (Polo et al, 2012). D’importants changements 

morphologiques ont également lieu pendant cette phase, comme le témoigne l’observation d’une 

réduction de la taille cellulaire se déclenchant peu de temps après l’ajout des facteurs de 

reprogrammation (Høffding & Hyttel, 2015).  

L’initiation est suivie par la phase de maturation, marquée par l’apparition des marqueurs de 

pluripotences précoces tels que Nanog et Oct4 (Brambrink et al, 2008). 

Enfin, la reprogrammation se termine par la phase de stabilisation correspondant au moment où la 

cellule est capable d’assurer ses fonctions pluripotentes de façon autonome, c’est-à-dire en l’absence de 

facteurs exogènes (Brambrink et al, 2008; Samavarchi-Tehrani et al, 2010). C’est au cours de cette 

dernière phase que débute l’expression des gènes de pluripotence tardifs comme Sox2, Utf1 et Lin28 

(Brambrink et al, 2008; Samavarchi-Tehrani et al, 2010). Les cellules reprogrammées sont également 

caractérisées par (1) la réactivation du chromosome X éteint dans les cellules somatiques d’individus de 

sexe féminin, (2) une augmentation de l’expression de la télomérase ainsi que par (3) leur état immortel 

(Stadtfeld et al, 2008; Apostolou & Hochedlinger, 2013).  

Durant toutes ces étapes, le passage à l’état de pluripotence s’accompagne de modifications 

épigénétiques complexes, le but étant de lever les barrières épigénétiques empêchant l’expression des 

gènes de pluripotence et d’inhiber l’expression des gènes somatiques. Ceci implique un remodelage de 

la chromatine du génome via des réactions de méthylation et d’acétylation de l’ADN et des histones, 

ainsi que des réarrangements de la structure tri-dimensionnelle de la chromatine. Ces évènements 
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constituent des étapes limitantes, et seules quelques cellules seront capables de les passer (Polo et al, 

2012). 

b. Modification des histones  
 

Une des principales différences entre l’état somatique et pluripotent d’une cellule est liée au niveau 

de condensation de sa chromatine. La chromatine compactée ou hétérochromatine est caractérisée par la 

présence de marques répressives correspondant, entre autres,  à la présence de 3 groupements méthyles 

sur les lysines 9 et 27 de l’histone 3 (H3K9me3 et H3K27me3 respectivement) (Gaspar-Maia et al, 2011). 

Son accessibilité en est plus réduite et cela conduit à une diminution de la transcription des gènes qu’elle 

contient. Lorsqu’elle est dans un état plus relâché, la chromatine ou euchromatine est associée à des 

marques activatrices comme la présence de groupements méthyles sur la lysine 4 de l’histone 3 

(H3K4me2) ou de groupement acétyles sur les lysines 27 de l’histone 3 (H3K27ac). Dans ce cas, la 

transcription des gènes contenus dans cette région est activée (Gaspar-Maia et al, 2011). Les histones 

peuvent aussi porter des marques dites bivalentes (présence simultanée de marques activatrices et 

répressives) (Bernstein et al, 2006). Les gènes portant ces marques sont peu, voire pas exprimés mais 

peuvent être réactivés très rapidement (Apostolou & Hochedlinger, 2013). 

 

Pendant le processus de reprogrammation, un remaniement du profil de méthylation et 

d’acétylation est identifiable et survient peu de temps après l’introduction des facteurs de croissance 

(Koche et al, 2011). Cela aboutit à une décondensation globale de la chromatine (Knaupp et al, 2017). 

Les marques de type répressives telles que H3K9me et H3K27me se retrouvent plus dispersées sur le 

génome (Hawkins et al, 2010), et localisés au niveau des gènes somatiques. Ces changements 

épigénétiques entraînent une diminution de l’accessibilité de la chromatine ayant principalement lieu 

dans les séquences régulatrices de ces gènes (Li et al, 2017; Chen et al, 2016) et corrèlent avec la baisse 

de leur transcription (Koche et al, 2011). Les gènes somatiques sont également inactivés par des réactions 

de désacétylations médiées indirectement par certains facteurs comme SAP30 (Li et al, 2017). Lorsque 

celui-ci est absent, moins d’iPSC sont formées (Li et al, 2017). A l’inverse, les gènes de pluripotence 

acquièrent au cours de la reprogrammation des marques de type activatrices (Koche et al, 2011), 

localisées à la fois dans leurs séquences régulatrices et leurs promoteurs (Chen et al, 2016). Un grand 

nombre de gènes impliqués dans la différentiation cellulaire acquièrent, durant la reprogrammation, des 

marques bivalentes (Apostolou & Hochedlinger, 2013).  

 

c. Modification épigénétique de l’ADN 
 

A l’instar des histones, l’ADN peut également acquérir des modifications épigénétiques qui vont 

moduler l’expression génique (Gaspar-Maia et al, 2011). Ces modifications ont lieu directement sur la 

molécule d’ADN et correspondent à l’ajout d’un groupement méthyle au niveau de séquences di-
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nucléotidiques composées, d’une base cytosine précédant une base guanine (motif CpG). Ces sites 

peuvent être surreprésentés dans certaines régions appelées îlots CpG. Ces îlots sont eux-mêmes enrichis 

dans les promoteurs et leur méthylation donne lieu à une répression de la transcription en empêchant les 

facteurs de transcription de se fixer sur leurs sites de liaison (Gaspar-Maia et al, 2011). 

Dans les dernières phases de reprogrammation, les gènes impliqués dans les réactions 

d’élimination des groupements méthyles dont TET2 deviennent plus exprimées (Polo et al, 2012). Ces 

évènements sont primordiaux pour que la reprogrammation soit effective et les protéines TET jouent un 

rôle essentiel pour leur bon déroulement. Ces protéines interviennent, notamment, au niveau des gènes 

Nanog, Oct4 et Esrrb et permettent l’activation leur transcription (Polo et al, 2012; Doege et al, 2016). 

Parallèlement, des méthylations dites de novo apparaissent sur les promoteurs de gènes ne devant pas 

être actifs dans les cellules reprogrammées (Polo et al, 2012), ce qui inhibe leur transcription. Les 

enzymes impliquées dans ces modifications épigénétiques comprennent Dnmt3a et Dnmt3b (Apostolou 

& Hochedlinger, 2013). 

 

d. Modifications de la conformation tri-dimensionnelle de l’ADN 
 

La conformation spatiale de l’ADN joue également un rôle essentiel dans la régulation de la 

transcription. Au sein du noyau, l’ADN est organisé via des boucles et des zones d’interactions 

permettant le contact entre des régions régulatrices distales et des promoteurs qui leur sont associés (Rao 

et al, 2014). Le rapprochement de ces séquences favorise une activation de la transcription ou au 

contraire une inhibition de la transcription si des facteurs répresseurs sont en jeu (Rao et al, 2014).  

La comparaison de l’ADN entre les cellules somatiques et les cellules pluripotentes montre une 

organisation différente suggérant des évènements de repositionnement pendant le processus de 

reprogrammation. Alors que les gènes de pluripotence ont tendance à être localisés en périphérie du 

noyau dans les cellules somatiques, ils se retrouvent plus concentrés au centre pour les cellules 

pluripotentes où ils ont tendance à interagir exclusivement ensemble (Jost et al, 2011).  

En particulier, dans les cellules pluripotentes, les séquences régulatrices des gènes 0ct4 et Nanog, 

normalement situées à des positions distales, se retrouvent à proximité de leurs promoteurs respectifs 

(Wei et al, 2013; Apostolou et al, 2013; Zhang et al, 2013a). Ces rapprochements ont lieu juste avant 

l’activation de leur transcription (Wei et al, 2013; Apostolou et al, 2013; Zhang et al, 2013a), ce qui met 

en évidence l’importance de la conformation pendant les étapes précoces de reprogrammation. 

 

e. Rôle et mode d’action des facteurs de Yamanaka 
 

Afin de mieux comprendre comment se déroulent les différentes étapes de reprogrammation, 

plusieurs analyses de ChipSeq ont été entreprises. Ces études ont mis en évidence une fixation accrue 

des facteurs OSKM, pendant les 48 premières heures de reprogrammation (Soufi et al, 2012) et que les 
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régions décondensées et porteuses de marques activatrices sont préférentiellement ciblées (Chen et al, 

2016; Chronis et al, 2017). Ces évènements de fixation ont lieu juste avant l’extinction des gènes 

somatiques. Il a aussi été montré que, contrairement aux autres facteurs, c-Myc n’est pas indispensable 

pour la reprogrammation. Sa présence augmente néanmoins considérablement son efficacité (Wernig et 

al, 2008; Nakagawa et al, 2010). Il favorise, notamment, l’expression de gènes impliqués dans les voies 

de prolifération et de survie cellulaire et facilite la liaison des autres facteurs de Yamanaka sur leurs 

cibles, ce qui augmente le succès de passage de certains évènements stochastiques (Wernig et al, 2008). 

Il diffère également des autres facteurs sur le type de régions auxquelles il se fixe. Les facteurs OSK se 

lient majoritairement aux enhancers, tandis que le facteur c-Myc est plutôt retrouvé associés aux 

promoteurs au niveau desquels il régule l’activité de la RNA polymérase II (Rahl et al, 2011; Chronis et 

al, 2017). Il permet ainsi de maintenir la transcription des gènes activés par les facteurs OSK. Ces 

derniers peuvent également se fixer sur les promoteurs lorsqu’ils interagissent avec c-Myc (Chronis et 

al, 2017).  

 

Concernant l’extinction des gènes somatiques, un mécanisme proposé suggère une fixation 

coopérative des facteurs OSK sur les séquences régulatrices de ces gènes induisant un déplacement des 

facteurs de transcription somatiques (figure 17). Une autre possibilité est la relocalisation des facteurs 

de transcription associés aux gènes somatiques vers de nouveaux sites devenus accessibles après les 

premières étapes de reprogrammation (figure 17). Les facteurs de Yamanaka agissent aussi en modulant 

l’expression de certains facteurs clés tels que des co-répresseurs ou des modificateurs d’histone, comme 

le témoigne l’observation d'une diminution de l’expression de l’acétyltrasnférase p3000, ainsi qu’une 

augmentation de SAP30 et de la déacétyltransférase HDAC1 entraînant une baisse de marques 

activatrices H3K27ac sur les enhancers des gènes somatiques (figure 17, Li et al, 2017; Chronis et al, 

2017). Des co-répresseurs peuvent également être directement recrutés par les facteurs OSK au niveau 

des gènes somatiques (Chronis et al, 2017). Tous ces mécanismes participent conjointement à la baisse 

de l’expression des gènes somatiques (figure 17).  

  

L’activation des gènes de pluripotence s’effectuerait en deux temps et serait permise par un 

remodelage préalable de la chromatine, afin de lui conférer une structure plus relâchée au niveau des 

gènes de pluripotence (figure 17). Oct4 pourrait jouer ce rôle en interagissant avec le complexe SWI-

SNF capable d’agir sur l’organisation 3D de la chromatine (Singhal et al, 2010). Klf4, en recrutant la 

cohésine, participe également à cette étape. Il est en particulier à l’origine de la réorganisation spatiale 

de la chromatine au niveau des séquences régulatrices de Oct4 et contribue donc à l’activation de sa 

transcription (Wei et al, 2013). Les facteurs OSK permettent également l’élimination des marques 

répressives H3K27me grâce à leur intéraction avec la protéine Utx (Mansour et al, 2012). Ainsi 

contrairement à ce qui est observé dans les études de Chen et al et de Chronis et al, les facteurs de 

Yamanaka sont capables de se fixer sur certaines régions condensées de l’ADN et ce dès le début de la 
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reprogrammation. Cela leur est possible grâce à l’existence de domaines spécifiques capables de 

reconnaître des séquences nucléosomiques (figure 17, Soufi et al, 2012, 2015). Cette étape intermédiaire 

est nécessaire pour préparer l’activation des gènes de pluripotence localisés au niveau de 

l’hétérochromatine, peu accessible aux autres facteurs de transcription et co-facteurs endogènes en début 

de reprogrammation. Cette phase, nécessitant le recrutement de nombreux facteurs autour d’une même 

région, permet d’expliquer pourquoi les gènes de pluripotence localisés dans des régions compactées de 

l’ADN sont exprimés tardivement. 

 

 

Figure 17 : Exemple de mécanismes impliqués dans les étapes de reprogrammation 

Durant la reprogrammation des cellules somatiques en cellules souches pluripotentes de nombreux 
mécanismes impliquant les facteurs OSKM sont déclenchés et aboutissent à l’inhibition des gènes 
somatiques ainsi qu’à la réactivation des gènes de pluripotence. Pour certains de ces mécanismes, les 
facteurs OSKM agissent de manière directe tandis que pour d’autres leurs actions sont indirectes et sont 
la conséquence d’évènements impliquant d’autres facteurs. Figure issue de Apostolou & Stadtfeld, 2018. 
 

Une fois la chromatine ouverte, il y aurait dans un premier temps, recrutement des facteur OSK 

au niveau des enhancers des gènes exprimés précocement (Chronis et al, 2017). Les gènes exprimés plus 

tardivement seraient, quant à eux, activés grâce à la co-liaison des facteurs OS sur les enhancers de ces 
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gènes (Chronis et al, 2017). Cette étape est facilitée par l’intervention de co-facteurs et par le fait que la 

plupart des gènes de pluripotence sont capables d’assurer leur propre transcription. Ils peuvent en effet 

se fixer sur leurs propres séquences régulatrices ou sur celles appartenant à d’autres facteurs de 

pluripotence (Boyer et al, 2005; Jiang et al, 2008). Ainsi, quand un gène de pluripotence commence à 

être exprimé cela déclenche une boucle d’autorégulation positive aboutissant à une augmentation 

autonome de leur transcription.  

 

4- Dérivation des cellules iPSC en cellules souches neurales 
 

Les cellules iPSC peuvent être dérivées en différents types cellulaires issus des trois feuillets 

embryonnaires i.e. l’endoderme, le mésoderme, et l’ectoderme. Plusieurs méthodologies permettent 

l’obtention de cellules appartenant à la voie neuronale. Le principe étant d’essayer de reproduire les 

conditions physiologiques se déroulant lors de l’embryogenèse et de récapituler les étapes successives 

retrouvées dans le cerveau au cours du développement et de la neurogenèse. Au total, trois phases vont 

se succéder pour aboutir à la naissance des cellules neurales. Dans un premier temps il y a une phase 

d’induction neurale, suivie par une phase de régionalisation puis d’une phase de différentiation 

(Mccaughey-Chapman & Connor, 2018). Il est à noter, que les différentes approches décrites ci-dessous 

ont d’abord été mises en place dans le cadre de l’induction neurale des cellules souches embryonnaires 

et ont ensuite été adaptées sur les cellules iPSC (Mccaughey-Chapman & Connor, 2018). Une propriété 

importante de l’induction de la lignée neurale est que, contrairement aux autres lignées germinales, celle-

ci ne dépend pas de l’action de morphogènes. L’identité neurale apparait spontanément et est favorisée 

lorsque des morphogènes particuliers sont inhibés (Ying et al, 2003; Gaspard et al, 2008). 

 

- Les premiers protocoles d’induction neurale se sont basés sur la formation de structures 

tridimensionnelles appelés corps embryoïdes (EB) (Zhang et al, 2001). Ils débutent par la 

mise en suspension des cellules pluripotentes en absence de facteurs mitogéniques exogènes 

pendant une courte période. Favorisée lorsque les cellules sont à forte densité, cette étape 

conduit à la génération des corps embryoïdes. Ce sont des agrégats cellulaires ayant le 

potentiel de se différencier spontanément dans les différents lignages des trois feuillets 

embryonnaires. Les EB sont ensuite entretenus en condition adhérente dans un milieu 

supplémenté par des nutriments et facteurs, tels que le N2 et le bFGF. Cela induit la 

naissance de cellules neuroépitéliales qui se réorganisent en rosettes neurales  (Zhang et al, 

2001), une structure dont la morphologie et l’identité moléculaire rappelle le tube neural 

formé au cours de l’embryogenèse.  

 

- Une autre méthode, couramment employée en laboratoire, consiste à cultiver les cellules en 

système monocouche. Une approche efficace repose sur l’inhibition simultanément de deux 
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voies de signalisation (Chambers et al, 2009): la voie de signalisation des BMP (par 

exposition des cellules avec la protéine Noggin) et celle des TGF- β (par exposition des 

cellules avec le composé SB431542). L’expression de ces deux facteurs, en conditions 

adhérentes et dans un milieu dépourvu de sérum, a pour effet de réduire l’expression de Oct4 

et d’activer l’expression de Pax6 et permet ainsi l’obtention de culture composée d’environ 

80% de cellules progénitrices neurales en seulement une semaine (Chambers et al, 2009). 

D’autres exemples d’induction spontanée existent et s’appuient sur le même principe : forcer 

les cellules à quitter leur statut pluripotent, en inhibant les voies de différentiation impliquées 

dans les lignées mésodermales et endodermales (Kim et al, 2010).  

 

- On peut également citer les systèmes de co-culture avec une matrice de cellules nourricières 

stromales (Kawasaki et al, 2000; Perrier et al, 2004; Ideguchi et al, 2010). Les populations 

de cellules stromales sont composées de cellules souches multipotentes adultes. Il en existe 

plusieurs types dont PA6 et MS5. Les cellules stromales de type PA6 sécrètent des facteurs 

qui vont participer à l’induction neurale. Un ensemble d’études a permis de dresser une liste 

de facteurs candidats pouvant jouer ce rôle parmi lesquels on retrouve: Stromal cell-derived 

Factor 1 (SDF-1 (Vazin et al, 2009)), Pleiotrophin (PTN, (Vazin et al, 2009)), Insulin-like 

Growth Factor 2 (IGF2, (Vazin et al, 2009)), Eprhin B1 (EFNB1, (Vazin et al, 2009)), Sonic 

Hedgehog (Shh, (Swistowska et al, 2010)) secreted Frizzled-Related protein 1 (sFRP1, 

(Schwartz et al, 2013)), et le facteur de croissance endothéliale F (VEGFD, (Schwartz et al, 

2013)). L’ajout d’une combinaison de certains de ces facteurs dans le milieu de culture est 

suffisant pour induire une identité neurale (Vazin et al, 2009; Schwartz et al, 2013). Ce type 

d’approche favorise la différenciation en neurones dopaminergiques, mais plus de 3 

semaines sont nécessaires (Perrier et al, 2004). Concernant les cellules stromales de type 

MS5, elles peuvent selon les conditions induire la production de neurones glutamatergiques 

ou dopaminergiques (Ideguchi et al, 2010; Lim et al, 2015). 

 

Les étapes suivantes ont pour objectif d’affiner l’orientation neuronale vers la catégorie de 

neurones souhaitée. De nouveau, il s’agit de mimer les conditions existantes in vivo. Il est par exemple 

possible d’obtenir des identités cellulaires plus ou moins rostrales en jouant sur la concentration de 

morphogènes tels que l’acide rétinoïque, les protéines BMP ou le FGF (figure 18). Notamment, l'acide 

rétinoïque a une action caudalisante et présente donc de de fortes concentrations en partie postérieure et 

de faibles concentrations en antérieur du tube neural. Si on traite des embryons avec des concentrations 

d'acide rétinoïque croissantes, cela induit une postériorisation de l'embryon (Durston et al, 1989; Sive et 

al, 1990). Avec de très fortes doses, l'embryon ne développera pas de cerveau (Durston et al, 1989; Sive 

et al, 1990).  
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Pendant l’embryogenèse, l’expression de ces facteurs est organisée en gradients au niveau du tube 

neural ce qui induit une régionalisation des structures (figure 18). Très rapidement au cours de la 

formation du tube neural, il apparait différentes sous-régions appelées vésicules (figure 19). Au début, 

trois vésicules sont formées et correspondent au prosencéphale, mésencéphale et rhombencéphale. Plus 

tard au cours de l’embryogenèse, le processus se complexifie et certaines des vésicules précédemment 

formées se subdivisent. Le prosencéphale donne naissance au télencéphale et au diencéphale, alors que 

le rhombencéphale donne naissance au métencéphale et au myélencéphale. De la même façon, un 

gradient dorso/ventral se met en place au cours du développement du cerveau. Il fait intervenir les 

facteurs Wnt, BMP et Shh (figure 18).  

 

Figure 18 : Régionalisation du cerveau embryonnaire par les gradients de facteurs de croissance 

La formation des différentes régions du cerveaux repose sur l’existence de gradients de morphogènes se 
mettant en place sur les axes rostro/caudal et dorso/ventral pendant l’embryogenèse. Cela permet de 
générer différentes combinaisons de facteurs et ainsi de régionaliser le tube neural. Selon leur position 
sur ces différents axes, les cellules expriment donc des profils d’expression génique distincts qui vont 
participer à leur engagement dans une identité cellulaire particulière. Figure adaptée de Petros et al, 
2011. 

Figure 19 : Régionalisation du tube neural et illustration des différentes vésicules cérébrales 

La régionalisation du tube neural se fait progressivement au cours de l’embryogenèse avec l’apparition 
de vésicules permettant de délimiter les futures structures cérébrales. Ainsi, le télencéphale est à 
l’origine du cortex, de l’hippocampe, de l’amygdale et du corp calleux. A partir du diencéphale se 
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forment l’hypothalamus, le thalamus et l’hypophyse. Le mésencéphale donne naissance aux tubercules 
quadrijumeaux et au pédoncule cérébrale tandis que le métencéphale donne naissance au cervelet. 
Enfin, le myélencéphale détermine le bulbe rachidien. Figure issue de : Neurosciences 3rd edition 
 

Pendant la phase de différentiation les conditions sont donc affinées afin d’obtenir le type neuronal 

souhaité.  Il est possible de dériver une grande variété de neurones comme des neurones excitateurs ou 

inhibiteurs ou encore des neurones appartenant à des régions cérébrales distinctes, telles que le cortex, 

le cervelet ou le striatum (Eiraku et al, 2008; Lin et al, 2015; Watson et al, 2018). De plus, au sein même 

de la catégorie des neurones corticaux, on peut également dériver les neurones vers des identités de 

couches superficielles ou de couches plus profondes (Boissart et al, 2013). C’est là encore, la 

combinaison de divers facteurs qui détermine le destin des cellules en différenciation (figure 20). Au 

cours de ma thèse, je me suis intéressée aux neurones corticaux glutamatergiques. La partie suivante a 

ainsi pour objectif de présenter le cortex et son neurodéveloppement.  

Figure 20 : Obtention expérimentale des différents sous-types neuronaux 

Les cellules souches pluripotentes peuvent sous certaines conditions donner naissance aux différents 
sous-types neuronaux peuplant le cerveau : neurones dopaminergiques du striatum, neurones corticaux, 
interneurones, neurones moteurs. La figure illustre les divers protocoles établis pour orienter l’identité 
neuronale des cellules souches pluripotentes. Pour chacune des catégories représentées sur la figure, 
différentes trajectoires impliquant divers états intermédiaires sont possibles. Figure issue de Corti et al  
2015 

5- Développement cortical 
 

a. Organisation du cortex  
 

Le cortex est organisé en 6 couches horizontales superposées et subdivisé en 52 aires 

fonctionnelles différentes. Les couches corticales se distinguent par la densité et l’assortiment des 
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cellules qui les composent. Chez l’humain, le cortex présente un ensemble de repliements. Cela lui 

confère un aspect gyrencéphale. Les cellules de chaque couche cellulaire possèdent des identités 

biochimiques, électrophysiologiques et morphologiques spécifiques. De plus, ces cellules ne projettent 

pas au même endroit et ne reçoivent pas les connexions des mêmes régions selon la couche dans laquelle 

elles sont localisées. 

 

On retrouve dans cet ordre (de la couche la plus superficielle à la plus profonde) :  

 

 La couche de Cajal-Retzius cell ou couche moléculaire (couche I) : Il s’agit de la couche la plus 

superficielle. Elle est majoritairement constituée de cellules horizontales de Cajal. Les neurones 

qui constituent cette couche sont caractérisés par l’expression combinée de la Rééline, la 

Calrétinine, et de Tbr1 (Espuny-Camacho et al, 2013).  

 Les couches superficielles subdivisées en trois couches : 

- La couche granulaire externe (couche II) : Cette couche est constituée de cellules étoilées 

et de petites cellules pyramidales. Elle reçoit des afférences cortico-corticales. 

- La couche pyramidale (couche III) : Dans cette couche, se trouvent des cellules 

pyramidales de taille moyenne, des interneurones ainsi que des connexions cortico-

corticale efférentes. 

- La couche granulaire interne (couche IV) : Cette couche est très riche en cellules étoilées 

et abrite des afférences extérieures aux cortex. 

Ces trois couches sont caractérisées par l’expression conjointe des marqueurs Stab2, Cux1, Cux2 

et Brn2 (Espuny-Camacho et al, 2013). 

 Les couches profondes répertoriant deux couches : 

- La couche ganglionnaire ou pyramidale interne (couche V) : Cette couche est 

essentiellement constituée de neurones pyramidaux de grande taille et abrite des 

efférences extérieures au cortex, dont les afférences thalamiques 

- La couche polymorphe (couche VI) : Il s’agit de la couche la plus profonde. Elle abrite 

également des connections efférentes extérieures au cortex. 

Ces deux couches sont caractérisées par l’expression conjointe des marqueurs Tbr1, CTIP2, 

foxP2, Stab2 (Espuny-Camacho et al, 2013). 

 

On retrouve une centaine de types différents de neurones caractérisés par leur morphologie, leurs 

fonctions, les facteurs qu’ils expriment mais aussi par leur localisation dans le cortex. La composition 

d’une même couche peut, de plus, varier en fonction des aires fonctionnelles (Astick & Vanderhaeghen, 

2018). Néanmoins on retrouve globalement environ 80% de neurones glutamatergiques (Rubenstein, 

2011). Ces neurones synthétisent du glutamate et sont excitateurs. Présents dans les 6 couches du cortex, 

ils arborent une morphologie pyramidale qui leur est spécifique. Ils se composent d’un corps cellulaire 
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de forme plus ou moins triangulaire, d’un axone de grande taille ainsi que de plusieurs dendrites baso-

latérales et d’une longue dendrite très branchée, localisée dans la partie apicale (Spruston, 2008). Le 

cortex est également composé d’environ 10 à 20% de neurones GABAergiques (Rubenstein, 2011). 

Essentiellement connu pour ses fonctions inhibitrices à l’âge adulte, il est important de noter qu’au début 

du développement embryonnaire ce neurotransmetteur est excitateur (Chen et al, 1996; Ben-Ari et al, 

2012; Ben-Ari, 2014). Contrairement aux neurones glutamatergiques, ce sont des neurones qui ne 

projettent pas leurs axones en dehors du cortex. Différents types d’astrocytes sont également présents. 

Ces cellules ne sont pas excitables mais présentent une signalisation calcique qui est transmise d’une 

cellule à une autre par l’intermédiaire des jonctions communicantes (Scemes & Giaume, 2006).  

 

b. Formation du cortex 
 

Différentes phases se succèdent pour donner naissance au cortex et aux neurones qui le composent. 

La formation du cortex cérébral comporte ainsi trois étapes majeures débutant lors de l’embryogenèse : 

(1) la neurogenèse (génération des neurones) accompagnée de la gliogenèse (génération des cellules 

gliales), (2) l’hodogenèse (la croissance et la navigation des axones) et (3) la synaptogenèse (la formation 

des contacts synaptiques entre les neurones). Ce processus commence par la formation du tube neural. 

La formation du cortex cérébral s’effectue, par la suite, au niveau du télencéphale situé en partie rostrale 

du tube neural. Les neurones excitateurs et inhibiteurs corticaux sont respectivement produits au niveau 

dorsal et ventral du tube neural. La suite de cette partie concerne la formation des neurones corticaux 

excitateurs. La deuxième étape correspond à une phase de prolifération oscillante des cellules 

neuroépithéliales se déroulant chez la souris au stade E9 (figure 21). Elle est suivie par la phase de 

neurogenèse au cours de laquelle, les cellules progénitrices vont donner naissance aux neurones et 

cellules gliales lors du stade E10 (figure 21). Enfin pendant le stade E12, il y a élargissement de la plaque 

corticale et migration des divers neurones formant les six différentes couches corticales. 

 

i/ Phase de prolifération oscillante 
 

Le cortex commence à se former à partir de la portion rostrale du tube neural. Les cellules le 

composant sont les cellules neuroépithéliales (cellules NE) ou cellules progénitrices (figure 21). Elles se 

divisent activement en suivant un schéma particulier d’oscillation verticale de leurs noyaux que les 

anglo-saxons appellent Interkinectic Nuclear Migration (Sauer, 1935; Sauer & Walker, 1959). Cela 

induit la formation d’un épithélium pseudo-stratifié correspondant à la zone ventriculaire. Les cellules 

NE qui le constituent sont à la fois attachées par un prolongement à la surface ventriculaire (pôle 

cellulaire apical), bordant la lumière du tube neural et par un autre prolongement à la surface externe, 

coté pie-mère (pôle cellulaire basal). Leurs noyaux migrent au cours des différentes phases du cycle 

cellulaire (Sauer, 1935). En phase G1 du cycle cellulaire, le noyau des cellules NE se situe au pôle apical, 
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près du ventricule puis, pendant la phase S de synthèse d’ADN, le noyau remonte vers le pôle basal avant 

de redescendre en phase G2. Les cellules se divisent alors au niveau du ventricule. Toutes les cellules 

NE exécutent ce schéma pour chaque division. Elles se divisent de façon symétrique et donnent donc 

naissance à deux cellules NE identiques qui se divisent à leur tour. Ces cellules sont de plus caractérisées 

par l’expression de divers marqueurs moléculaires comme Sox2, Nestin et Notch. 

 

ii/ Phase de neurogenèse 

Après un certain nombre de divisions symétriques (au stade embryonnaire E14 chez la souris), les 

cellules NE divergent et se transforment en cellules de glie radiaire apicale (cellules aRGs). Ce sont des 

cellules similaires aux cellules NE mais qui expriment en plus des marqueurs de glie (figure 21). 

Toujours localisées dans la VZ, ces cellules mettent en place des divisions asymétriques (Miyata et al, 

2004; Noctor et al, 2004). En se divisant, elles peuvent donner naissance à des neurones soit directement : 

une cellule de glie radiaire donne alors naissance à une cellule de glie radiaire et un neurone (Noctor et 

al, 2004); soit indirectement : en donnant d'abord naissance à un compartiment d'amplification composé 

de progéniteurs intermédiaires (IPC) qui donneront naissance, après un certain nombre de divisions, à 

des neurones (figure 21, Noctor et al, 2004).  

Au stade embryonnaire E14, on a ainsi deux zones de prolifération : la zone ventriculaire (VZ) 

composée des cellules aRG et la zone sous-ventriculaire (SVZ) composée des cellules IPC (figure 21, 

Noctor et al, 2004). Ce compartiment d’amplification offre la possibilité de générer un plus grand 

nombre de neurones. Les divisions ne se font qu'au niveau de la VZ et de la SVZ, les neurones de la 

plaque corticale correspondant au futur cortex étant tous post-mitotiques.  

Les SNP (Short neural precursors) représentent une autre classe de progéniteurs moins connus et 

positionnés au niveau de la VZ (figure 21, Custo Grei et al, 2013). De par leur localisation et leur 

morphologie, ces derniers pourraient correspondre à un état intermédiaire et transitoire entre les cellules 

aRG et les IPC (Custo Grei et al, 2013). 

 

Une catégorie supplémentaire de progéniteurs a été découverte chez l’humain. Ces cellules sont 

des cellules de glie radiaire basales (bRG) (figure 21) et sont localisées dans une nouvelle région appelée 

zone sous-ventriculaire externe située au-dessus de la SVZ interne abritant les IPC (Lui et al, 2011). Les 

cellules bRG ont été repérées dans d’autres espèces caractérisées par un cortex gyrencéphale comme le 

furet (Lui et al, 2011). Ces dernières sont à l’origine de l’élargissement du cortex observé dans ces 

espèces de mammifères. Une autre cause de cet élargissement survenant plus précocement est 

l’allongement de la période de neurogenèse à mitoses symétriques (Suzuki & Vanderhaeghen, 2015). 

Les cellules bRG existent également chez certaines espèces lysencéphales mais ne représentent pas plus 

de 10% des cellules progénitrices (Wang et al, 2011c). 
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La phase de neurogenèse se déroule en 22 semaines chez l’homme alors qu’elle nécessite 

seulement 7 jours chez la souris (Lodato et al, 2015) 

 

Figure 21 : Présentation des différentes étapes de la neurogenèse corticale 

La corticogenèse se décompose en 3 étapes successives : la phase de prolifération oscillante, la phase 
de neurogenèse et la phase de migration. Elle fait intervenir un grand nombre de cellules intermédiaires 
localisées dans des compartiments spécifiques du tube neural. Les différents stades cellulaires et leur 
localisation sont représentés par un code couleur sur la figure. Figure issue de Arai & Taverna, 2017. 
 

iii/ Phase de Migration  
 

Deux formes de migration neuronale coexistent pendant la formation du cortex : la migration 

radiale et la migration tangentielle (Walsh & Cepko, 1993). Les neuroblastes nés au niveau des 

éminences ganglionnaires situées en partie ventrale du futur cerveau migrent de façon tangentielle et 

donneront naissance aux neurones GABAergiques inhibiteurs. A l’inverse, les neuroblastes nés au 

niveau de la VZ du télencéphale dorso-latéral migrent en suivant une direction radiale verticale et seront 

à l’origine des neurones glutamatergiques excitateurs.  

Selon le stade embryonnaire, ces futurs neurones excitateurs adoptent différents modes de 

migration radiale. Les premiers neuroblastes formés se déplacent de façon autonome en rétractant leur 

prolongement basal resté attaché à la surface piale (Morest, 1970; Nadarajah et al, 2001). Le deuxième 

mode de migration s’effectue à l’aide des cellules aRGC dont le prolongement basal traverse la VZ ainsi 

que la SVZ pour atteindre la lame basale et la surface piale (Rakic, 1972; Nadarajah et al, 2001). Les 

neuroblastes en migration utilisent ce prolongement en s’y accrochant afin de rejoindre leur couche 

corticale avant d’achever leur différentiation neuronale (Rakic, 1972). A la fin de leur déplacement, le 
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prolongement des neuroblastes s’attache de nouveau à la surface piale. Cela permet aux neurones 

d’ajuster leur position par des mécanismes impliquant un raccourcissement de leur prolongement, 

comme décrit précédemment (Nadarajah et al, 2001). 

 

Des expériences de « birth dating », réalisées sur des femelles gestantes de souris et de macaques, 

ont permis d’étudier la génération des neurones des différentes couches corticales (Angevine & Sidman, 

1961; Rakic, 1974). Pour dater la naissance de cellules et ainsi suivre l’apparition des neurones des 

différentes couches, un nucléotide radioactif, comme la thymidine tritiée ou le BrdU, est injecté à un 

moment précis de la gestation. Ces nucléotides sont incorporés par l’ADN en cours de synthèse au 

moment de la duplication. La glie radiaire en cours de division incorpore la thymidine tritiée ou le BrdU 

au niveau de son ADN, mais ce marquage nucléotidique est progressivement dilué lors des mitoses 

symétriques successives. Par opposition, certaines cellules post-mitotiques correspondant aux 

neuroblastes engagés dans leur destin neuronal et issus des mitoses asymétriques ne se divisent plus et 

gardent ce marquage. Ainsi selon le moment de l’injection, il est possible de déterminer le moment précis 

lors duquel un neurone est généré. Les animaux sont alors sacrifiés à la naissance ou à l’âge adulte pour 

identifier les couches marquées par la thymidine.  

Par cette approche, il a été possible de montrer que les premiers neurones produits se retrouvent 

au niveau des couches profondes du cortex, tandis que les derniers neurones générés sont situés au niveau 

des couches superficielles (Angevine & Sidman, 1961; Rakic, 1974). Ce modèle a été appelé le modèle 

« inside-out ». Plusieurs observations microscopiques étudiant la migration neuronale sont en faveur de 

ce modèle (Berry & Rogers, 1965; Rakic, 1972). Il est à noter que les neurones de Cajal-Retzius 

constituent une exception à ce modèle. Ils sont en effet générés avant tous les autres neuroblastes et sont 

pourtant positionnés dans la couche 1, au-dessus des 5 autres couches corticales (Angevine & Sidman, 

1961; Rakic, 1974). 

 

6- Méthodes de différentiation corticale des cellules souches neurales 
 

De multiples protocoles ont été développés dans le but de dériver des neurones corticaux 

excitateurs.  

 

En utilisant un système de culture en 3D dans lequel les cellules ESC sont cultivées en suspension, 

le groupe de Sassai et al est parvenu à obtenir une large proportion de progéniteurs télencéphaliques 

pouvant être différenciés en neurones corticaux fonctionnels (Eiraku et al, 2008). Dans ces conditions, 

les ESC sont capables de se rassembler de façon autonome et rapide, afin de former des structures 

polarisées morphologiquement et moléculairement semblables au tube neural qui se met en place au 

cours de l’embryogenèse (Eiraku et al, 2008). En particulier, les marqueurs retrouvés au niveau basal du 

tube neural, comme la lamine, sont détectés à la surface des structures produites par l’agrégation des 
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ESC, et les marqueurs apicaux, comme la N-cadherine, ou l’aPKC, sont visualisés à leur centre. De plus, 

environ 80% de ces cellules expriment les marqueurs corticaux Emx1 et VGlut, et présentent une activité 

calcique (Eiraku et al, 2008). D’autres caractéristiques du développement cortical sont reproduites, au 

travers de ce protocole, comme l’expression successive de certains facteurs clés et la chronologie 

d’apparition des différentes couches de neurones corticaux. Néanmoins, lorsque ce protocole est adapté 

aux ESC humaines, cela ne permet pas d’obtenir des neurones corticaux des couches superficielles. 

Un protocole publié la même année et adoptant une tout autre stratégie a reproduit certains de ces 

résultats. Dans cette étude, des cellules ESC d’origine murine sont cultivées à faibles densités en 

conditions adhérentes et placées dans un milieu ne contenant aucun morphogène susceptible d’agir 

extrinsèquement sur le destin cellulaire. Cette approche permet l’obtention de cellules progénitrices 

neurales qui se différencient dans un premier temps en neurones, puis en astrocytes comme cela se 

produit in vivo (Gaspard et al, 2008). Par contre, contrairement aux conditions précédentes, un grand 

nombre de cellules expriment des facteurs spécifiques d’une identité ventrale, en raison d’une expression 

endogène du morphogène ventralisant Shh. Cette population de cellules est perdue lorsqu’est ajouté la 

cyclopamine, un inhibiteur de Shh, dans le milieu de culture. Ce nouveau milieu favorise la 

différenciation en neurones pyramidaux glutamatergiques des différentes couches corticales (Gaspard et 

al, 2008), dont la génération respecte comme précédemment l’ordre d’apparition séquentielle des 

couches corticales observé in vivo.  

Plusieurs équipes ont tenté d’adapter ce protocole aux cellules pluripotentes humaines mais cela 

s’est révélé peu efficace dans l’enrichissement des cultures en neurones glutamatergiques (Yahata et al, 

2011; Nicoleau et al, 2013). Néanmoins, après avoir testé plusieurs concentrations de la cyclopamine 

ainsi que différentes périodes de traitement, il a été possible, dans une étude, de réduire les proportions 

de neurones GABAergiques à 12% (Cao et al, 2017). De plus, des neurones humains d’identité 

majoritairement corticale ont été produits sans l’application de ce composé, grâce à des conditions 

spécifiques où la voie des BMP est inactivée de façon prolongée (Espuny-Camacho et al, 2013).   

Depuis, ces protocoles ont sans cesse été optimisés afin de se rapprocher davantage du 

neurodéveloppement cortical. C’est dans ce but que Shi et al ont élaboré une nouvelle approche pour 

obtenir une récapitulation encore plus fidèle du neurodéveloppement humain connu à ce jour. En 

particulier, il a été possible grâce à leur protocole d’observer le schéma de divisions oscillantes 

caractéristique des premières étapes de neurogenèse et de retrouver les différentes classes de progéniteurs 

neuronaux agissant au cours de la neurogenèse, à savoir les cellules progénitrices de la glie radiaire ainsi 

que les cellules progénitrices basales (Shi et al, 2012). Une autre amélioration de cette approche est 

l’obtention de neurones corticaux des couches superficielles. Ces observations sont le résultat d’une 

longue série d’étapes, dont l’initiation repose sur la double inhibition de la voie SMAD combinée à 

l’exposition des cellules à des composés rétinoïques (Shi et al, 2012). Sans les détailler, les autres 

caractéristiques du neurodéveloppement reproduites par les précédents protocoles ont été retrouvées avec 

cette nouvelle approche. 
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En parallèle, d’autres équipes ont essayé de mettre au point des protocoles permettant d’obtenir 

des catégories plus spécifiques de neurones. Les neurones corticaux des couches superficielles ont été 

impliqués dans les troubles neuropsychiatriques et c’est dans un but de modélisation de ces troubles 

qu’un protocole a été élaboré pour les différencier. En se basant sur le fait que ces neurones sont produits 

en dernier lors de la corticogenèse et résultent ainsi d’une phase de prolifération étendue par rapport aux 

neurones des autres couches, Boissart et al ont établi un protocole (Boissart et al, 2013) permettant de 

retarder la différentiation des cellules progénitrice neurale en les maintenant dans milieu favorisant leur 

prolifération. Ce milieu composé des facteurs de croissance suivants : FGF (Fibroblast Growth Factor), 

EGF (Epidermal Growth Factor) et BDNF (Brain Derived Neurotrophic Factor), permet de pousser les 

cellules progénitrices à un stade de pré-différentiation plus avancé qu’avec les protocoles précédemment 

décrits. Les cellules obtenues par ce protocole sont homogènes rendant possible les études de type 

criblage de molécules à des fins thérapeutiques (Boissart et al, 2013; Darville et al, 2016). Ce sont les 

cellules progénitrices neurales produites par ce laboratoire qui ont été utilisées au cours de cette thèse. 

D’autres groupes sont parvenus à accélérer ces protocoles en omettant les phases d’induction 

neurale et de régionalisation. Dans ce cas, les cellules pluripotentes sont directement converties en 

neurones et ce sont les facteurs de transcription impliqués dans les voies neuronales qui sont utilisés. Par 

exemple, l’induction de l’expression de la Neurogénine 2 dans des ESC ou dans des iPSC a pour effet le 

développement de neurones fonctionnels exprimant certains marqueurs télencéphalique caractéristique 

des couches II à III du cortex en moins de 3 semaines (Zhang et al, 2013b). Les cultures obtenues par 

cette méthode sont également homogènes mais ne sont pas totalement spécifique d’un type neuronal 

donné. En particulier, dans l’étude Zhang et al, quasiment tous les neurones expriment les facteurs 

VGlut-2 que l’on retrouve dans les neurones glutamatergiques excitateurs mais, une forte expression des 

récepteurs au GABA associés au neurones inhibiteurs est également présente dans les neurones 

reconvertis (Zhang et al, 2013b). 

 

7- Applications 
 

Les iPSC offrent un champ d’applications large. Cette approche est maintenant couramment 

utilisée pour modéliser les troubles neuropsychiatriques y compris les TSA et dispose d’un nombre 

significatif d’avantages (Beltrão-Braga & Muotri, 2017; Russo et al, 2019). En effet, les iPSC fournissent 

une source auto-renouvelable de cellules qui sont génétiquement identiques aux cellules du donneur 

(Nestor et al, 2016). Les iPSC permettent donc de générer un nombre important de neurones humains 

qui sont normalement non accessibles et d’étudier des phénotypes liés au neurodéveloppement comme 

la neurogenèse, la neuritogenèse, la spinogenèse ainsi que la synaptogenèse (Yang & Shcheglovitov, 

2020). Ainsi, en différenciant les iPSC de patients dans le type cellulaire adéquat, il est maintenant 

possible de mettre en place des expériences sur du tissu vivant et d’étudier des maladies 

neurodéveloppementales. Les maladies neurodégénératives sont également très étudiées par ce modèle. 
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Cela a été rendu possible par la mise place de protocoles permettant d’accélérer le vieillissement 

cellulaire (Miller et al, 2013).  

Le modèle des iPSC est particulièrement utile lorsqu’il s’agit d’étudier des mutations rares 

fortement pénétrantes comme c’est le cas des mutations observées dans le gène SHANK3. Ce modèle 

permet aussi l’identification de nouvelles molécules thérapeutiques (Darville et al, 2016). Une autre 

application d’ordre thérapeutique est l’utilisation des iPSC dans le cadre de la médecine réparatrice 

employée pour traiter les maladies neurodégénératives (Singh et al, 2015)i.  

 

a. Modélisation des TSA  
 

De plus en plus d’équipes adoptent le modèle iPSC pour comprendre les altérations phénotypiques 

liées aux TSA dont celles associées aux mutations retrouvées dans le gène SHANK3. Les premières 

études ont principalement été réalisées sur des cellules de patients présentant le syndrome de Phelan 

McDermid et comportant donc des délétions sur d’autres gènes avoisinant SHANK3, pouvant également 

participer au développement des phénotypes.  

En 2013, l’équipe de Dolmetsch s’est intéressée aux conséquences de délétions de la région 

22q13.3 sur l’activité neuronale en utilisant des neurones dérivés d’iPSC de patients avec PMDS et 

autisme. Dans cette étude, les neurones des patients sont co-cultivés avec des neurones provenant 

d’individus contrôles et seuls les neurones matures sont analysés grâce à l’expression de protéines 

fluorescentes contrôlée par le promoteur CAMKII. Les neurones des patients PMDS présentent un 

déséquilibre de la balance E/I engendrée par une diminution des courants excitateurs, dont ceux médiés 

par les récepteurs AMPA et NMDA. Ces derniers sont d’ailleurs moins exprimés dans les neurones des 

patients, tandis que les récepteurs impliqués dans la transmission inhibitrice montrent une expression 

similaire à celle observée dans les neurones des individus contrôles. L’observation d’une réduction du 

nombre de synapses excitatrices va dans le même sens. Concernant SHANK3, son expression est 

également réduite (Shcheglovitov et al, 2013).  

Dans l’étude de Yi, les analyses se sont portées sur des mutations conditionnelles de type perte de 

fonction à l’état hétérozygote et homozygote induites sur des ESC d’individus contrôles. L’aspect 

conditionnel de la mutation permet d’étudier son effet et de comparer les phénotypes homozygote et 

hétérozygote dans un contexte isogénique et évite les variabilités liées aux clones des ESC. Ces travaux 

ont mis en évidence une diminution de l’expression des protéines HCN interagissant directement avec 

SHANK3, entraînant une altération des courants Ih ainsi qu’une diminution des courants post-

synaptiques excitateurs (Yi et al, 2016). A l’état homozygote, ces phénotypes sont plus fortement altérés 

et s’accompagnent, de plus, d’une diminution de la densité des épines dendritiques et de la complexité 

de l’arborisation dendritique. 

Une autre étude intéressante est celle menée par Kathuria et al. Afin d’étudier l’impact de délétions 

hétérozygotes dans SHANK3, ils ont utilisé le model de neurones dérivés d’iPSC et ont dérivé leurs 
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cellules en neurones hypotalamiques. Dans leur modèle, l’expression de SHANK3 apparaît antérieure à 

la phase de synaptogenèse.  Leur analyse souligne que SHANK3 est moins exprimé dans les neurones 

des patients porteurs de la délétion et ce dès le début de son expression.  Ainsi, contrairement aux études 

précédentes, les analyses ont été effectuées à des stades du développement plus précoces. 

Morphologiquement, les neurones des patients sont caractérisés par une réduction de la taille de leur 

soma, ainsi que par une augmentation du nombre et de la taille des neurites. Le rôle de SHANK3 dans 

l’établissement de ces phénotypes a été démontré grâce à deux expériences complémentaires. D’une part, 

la surexpression de SHANK3 dans les neurones des patients a permis de rétablir les paramètres 

morphologiques. D’autre part, les anomalies obtenues précédemment ont été observées sur des neurones 

dérivés d’ESC contrôles modifiées pour ne porter soit qu’une soit aucune copie de SHANK3 (Kathuria 

et al, 2018). 

Plus récemment, le rôle de SHANK3 a été étudié dans un modèle de culture de neurones dérivés 

d’iPSC d’individus contrôles, composé de 11% de neurones glutamatergiques, de 17 % de neurones 

dopaminergiques ainsi que de 55% de neurones GABAergiques dans lequel a été induite une sous-

expression de SHANK3. Le développement de ces neurones a été examiné via l’analyse de leur 

morphologie, de l’expression génique et de leur fonctionnalité. Il a ainsi été montré une diminution de 

la longueur totale des dendrites, de la taille des somas et des cônes de croissances pour les trois types 

neuronaux (Huang et al, 2019). Toutefois, ces altérations ne se déclenchent pas au même stade de 

développement selon le type neuronal observé. La réduction de la neuritogenèse est ainsi visible après 

seulement 9 jours de développement in vitro dans le cas des neurones GABAergiques et 

dopaminergiques alors qu’il faut attendre 14 jours pour voir apparaitre ce phénotype sur les neurones 

glutamatergiques Les neurones glutamatergiques arborent également un branchement dendritique 

significativement moins complexe lorsque SHANK3 est réduit. Les expériences d’électrophysiologie 

ont démontré des anomalies au niveau des courants excitateurs et inhibiteurs (Huang et al, 2019). De 

plus, les gènes touchés par la sous-expression de SHANK3 sont impliqués dans le développement 

neuronal et dans la neurogenèse (Huang et al, 2019). Ces travaux suggèrent que les mécanismes sous-

jacents au développement neuronal se tenant place dans le cerveau de patients porteurs de mutations dans 

SHANK3 sont altérés au cours de stades précoces du neurodéveloppement.  

Une étude plus approfondie du profil transcriptionnel a été réalisée sur des précurseurs neuronaux 

et des neurones dérivés à partir d’iPSC de 7 patients PMDS et de leurs frères et sœurs non atteints (Breen 

et al, 2019). L’analyse en composante principale a démontré que l’expression génique des précurseurs 

neuronaux et des neurones dérivés d’iPSC est similaire à celle observée sur des échantillons de cerveau 

post-mortem prénataux. Un autre résultat a permis de révéler une modification de la composition 

cellulaire chez les patients PMDS avec une légère augmentation des neurones excitateurs ainsi qu’une 

légère diminution des neurones inhibiteurs (Breen et al, 2019). De plus, un plus grand nombre de gènes 

sont différentiellement exprimés au niveau des progéniteurs neuronaux (392 gènes) entre patients et 

contrôles par rapport aux neurones. Les gènes différentiellement exprimés appartiennent à des voies 
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développementales précoces dont la voie Wnt et sont impliqués dans des processus tels que la 

neurogenèse et la spécification du destin cellulaire ce qui confirme certains résultats précédemment 

publiés (Breen et al, 2019). 

L’implication des protéines SHANK3 dans la maturation de la jonction neuromusculaire a été 

analysée grâce à une approche translationnelle organisée autour de l’étude de 3 modèles différents : un 

modèle de souris délétée pour l’exon 11 de SHANK3, l’étude de biopsies de muscles de patients PMDS 

et le modèle iPSC via la production de motoneurones et de cellules myogéniques dérivés d’iPSC de 

patients PMDS (Lutz et al, 2020). Une baisse de la maturité a été relevée à la fois dans les cellules 

myogéniques et dans les motoneurones dérivés d’iPSC des patients. Cette étude a également montré que 

les protéines SHANK3 interagissent avec les protéines alpha-ACTININ un des composants des 

sarcomères qui assurent la contractibilité des muscles striées squelettiques. L’observation d’une 

désorganisation des sarcomères dans les trois modèles a permis de suggérer un rôle de SHANK3 dans le 

maintien de ces structures (Lutz et al, 2020). Cette étude a ainsi mis en évidence des nouvelles fonctions 

de SHANK3 et permet de mieux comprendre les causes des altérations de la motricité de certains patients 

avec TSA. 

 

b. Test et criblage de molécules thérapeutiques 
 

Le modèle des cellules iPSC a aussi été utilisé pour tester l’effet thérapeutique de molécules. Ces 

études peuvent adopter différentes stratégies.  

 

Dans certains cas, la molécule à tester est choisie car elle agit dans des voies altérées en absence 

de SHANK3. Le rétablissement de ces voies pourrait ainsi réduire les phénotypes observés dans les 

cellules des individus déficients pour SHANK3. Des analyses protéomiques, réalisées sur des souris pour 

lesquelles l’expression de Shank3 est diminuée, ont ainsi permis de mettre en évidence une baisse 

d’activité de la voie mTORC1 (Bidinosti et al, 2016). Celle-ci est générée par des modifications de la 

phosphorylation de certaines protéines. Plusieurs molécules capables de réactiver cette voie ont été 

identifiées (Bidinosti et al, 2016). Testé sur des cellules de patients avec PMDS, le composé SC79 

capable d’activer directement la voie et le composé TG009 activant la voie de façon indirecte ont ainsi 

tous deux induit un rétablissement des déficits électriques de ces cellules (Bidinosti et al, 2016). 

 

Une autre méthode consiste à sélectionner des molécules susceptibles d’agir directement sur 

l’expression de SHANK3 pour la rétablir à des taux normaux. Ainsi, après avoir montré que les 

anomalies relevées sur des neurones dérivés d’iPSC de patients avec PMDS pouvaient être diminuées 

par la réintroduction de la forme longue de SHANK3, Shcheglovitov et al ont évalué les effets d’un 

traitement des cellules avec l’IGF1 (Insulin growth factor-1), un facteur de croissance augmentant 
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l’expression de SHANK3. Leurs analyses ont montré que les cellules traitées à l’IGF1 présentaient un 

rétablissement des phénotypes cellulaires (Shcheglovitov et al, 2013). 

 

Les études de criblage permettent de tester l’effet d’un grand nombre de molécules en même 

temps. Lors d’une étude de criblage de plus de 200 composés, l’équipe du Dr A. Benchoua a identifié 

deux médicaments approuvés par la FDA – le lithium et le valproate - capables d’augmenter l’expression 

de SHANK3 dans des neurones dérivés d’iPSC et d’ESC (Darville et al, 2016). Appliqués sur les 

neurones dérivés d’iPSC de deux patients avec TSA porteurs de mutations tronquantes dans SHANK3, 

l’acide valproic et le lithium agissent sur deux des trois phénotypes altérés dans ces neurones : Ils 

réaugmentent le nombre de synapses positives pour SHANK3 ainsi que la fréquence et l’intensité des 

oscillations calciques spontanées (Darville et al, 2016). L’effet du lithium a aussi été testé dans l’étude 

de Lutz et al (Lutz et al, 2020). Le traitement des motoneurones et des cellules myogéniques, dérivés 

des iPSC des patients, au lithium, a permis d’augmenter l’expression de SHANK3 dans ces deux types 

cellulaires et de rétablir un niveau normal de maturation de la jonction neuro-musculaire (Lutz et al, 

2020). 

 

8- Limitations du modèle iPSC  
 

a. Rendements faibles 
 

La reprogrammation de cellules somatiques en cellules pluripotentes par les facteurs de Yamanaka 

correspond à un long processus d’environ 2 semaines qui se solde par des rendements faibles (0,1-3%) 

et s’effectue de façon asynchrone (Takahashi & Yamanaka, 2006). Selon le modèle stochastique, le 

processus de reprogrammation comprend différentes étapes qui sont aléatoirement franchies par les 

cellules (Takahashi & Yamanaka, 2015). Afin d’optimiser ce processus, un certain nombre de protocoles 

alternatifs utilisant des facteurs additionnels ont été établis. Ceux-ci ont pour but de faciliter le passage 

de ces étapes.  

 

Une étape particulièrement limitante est imposée par les barrières épigénétiques qu’il faut lever 

en cours de reprogrammation. Un grand nombre de méthodes a donc préférentiellement ciblé les 

protéines agissant sur le statut épigénétique des cellules. L’utilisation de shRNA dirigés contre 

SUV39H1 et DOT1L améliore significativement la reprogrammation. En particulier, l’inhibition de 

DOT1L facilite l’extinction des gènes somatiques via l’élimination des marques actives au niveau de 

leurs promoteurs. Cela permet également une augmentation de l’expression des gènes de pluripotence 

Lin28 et Nanog qui participent aux étapes tardives de la reprogrammation (Onder et al, 2012). Une autre 

étude a montré un meilleur taux de reprogrammation lorsque Brg1, une protéine du complexe BAF, est 

sur-exprimée au côté des facteurs OSK. Brg1, en interagissant avec des méthylases d’ADN, permet une 
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meilleure fixation de Oct4 sur ses cibles résultant probablement d’une élévation de la déméthylation de 

ces sites de liaison (Singhal et al, 2010). Il est aussi possible d’agir sur certaines voies de signalisation 

impliquées dans le remodelage de la chromatine. Par exemple, il a été observé que l’ajout d’inhibiteurs 

de la voie des TGF beta améliore les résultats de reprogrammation (Maherali & Hochedlinger, 2009).  

 

D’autres stratégies consistent à utiliser de nouvelles combinaisons de facteurs de transcriptions. Il 

est par exemple possible de remplacer c-Myc par le facteur de transcription Glis1 et d’obtenir de bons 

rendements dans ces conditions. Glis1 agit en augmentant directement l’expression des facteurs de la 

famille Myc et en augmentant de façon indirecte l’expression des facteurs Esrrb, Lin28a, Foxa2 et Nanog 

(Maekawa et al, 2011). Le facteur Oct4 peut également être remplacé par le facteur Nr5a2 pour améliorer 

les taux de reprogrammation obtenus (Heng et al, 2010) . Modifier la stœchiométrie des facteurs OSKM 

peut également être bénéfique. Par exemple une forte dose de Oct4 associée à des doses faibles de Sox2 

et Klf4  induit une meilleure reprogrammation des cellules (Tiemann et al, 2011). Un exemple 

supplémentaire d’approche améliorant l’efficacité de la reprogrammation correspond à la modification 

des facteurs OSKM dans le but d’augmenter leurs activités transcriptionnelles. De manière remarquable, 

l’expression des facteurs SK combinée à l’expression du facteur Oct4 fusionné avec un domaine de 

transactivation permet d’obtenir 78 fois plus de colonies exprimant Oc4 qu’avec les versions naturelles 

de OSK (Wang et al, 2011d). 

 

Les facteurs de transcriptions peuvent également être introduits dans les cellules à reprogrammer 

sous forme d’ARN messagers (ARNm) de synthèse modifiés. Cette approche constitue un moyen 

alternatif et non intégratif efficace pour apporter les facteurs dans la cellule. Transfecté dans des 

conditions très précises, ce cocktail d’ARNm reprogramme ainsi plus de 90% des cellules. Ces 

conditions incluent un milieu spécifique optimisé pour la transfection, une faible densité de cellules et la 

co-transfection des microARN 367/302s, connus pour faciliter la reprogrammation. Cette approche est 

plus compliquée à mettre en œuvre car elle nécessite à la fois un design précis des ARN et une 

transfection à répéter toutes les 48h, mais elle permet, en plus d’obtenir de meilleurs rendements, d’éviter 

les risques de recombinaison entre l’ADN introduit dans la cellule et le génome. Par ailleurs, les cellules 

reprogrammées par cette approche semblent plus similaires aux ESC (Warren et al, 2010; Kogut et al, 

2018). 

 

Enfin, même si en théorie toutes les cellules sont reprogrammables, certaines le sont plus 

facilement que d’autres. De meilleurs taux de réussite sont en effet été obtenus pour certains types 

cellulaires (Eminli et al, 2009). Ces observations ont donné naissance au modèle élitiste selon lequel 

l’efficacité des étapes de reprogrammation serait inhérente à la cellule que l’on souhaite transformer. 

Plusieurs facteurs peuvent être mis en cause pour expliquer la variation de l’efficacité de la 

reprogrammation d’un type cellulaire à l’autre. Parmi ces facteurs, on peut citer l’état de différenciation 
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de la cellule (Eminli et al, 2009) ou encore la durée de son cycle cellulaire (Guo et al, 2014). Une autre 

option pour améliorer un processus de reprogrammation est donc de sélectionner un type cellulaire plus 

immature. 

 

b. Élimination des marques épigénétiques  
 

De plus, comme cela a été expliqué précédemment les marques épigénétiques sont profondément 

remaniées durant les étapes de reprogrammation, ce qui peut aboutir à l’élimination de certaines marques 

présentes dans la cellule de départ. Il n’est donc pas possible d’étudier via ce modèle les facteurs 

environnementaux qui ont pu agir sur l’épigénome et contribuer au développement de la maladie.  

Pour éviter cela, il est possible d’opter pour une autre technique qui consiste à réaliser une 

conversion directe, c’est-à-dire sans passer par l’état de cellules souches pluripotentes (Chanda et al, 

2013; Vierbuchen et al, 2010). On nomme cette technique la transdifférenciation. Dans ce cas, il s’agira 

de surexprimer des facteurs de transcription impliqués dans l’expression de gènes neuronaux, tels que la 

Neurogénine 2 ou Neuro-D1 (Pang et al, 2011; Liu et al, 2013a).  

 

La figure 22 illustre différents cocktails de molécules utilisées pour la reprogrammation de 

fibroblastes humains et murins en neurones excitateurs, dopaminergiques ou encore moteurs. Ces 

protocoles aboutissent généralement à une faible quantité de neurones. Une autre stratégie repose sur la 

conversion directe de cellules somatiques en cellules souches neurales afin d’obtenir des cellules 

amplifiables (Kim et al, 2014) 

Figure 22 : Divers exemples de transdifférenciation neuronale à partir de fibroblastes humains et murins 

Figure issue de Yang et al, 2011 
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c. Variabilités 
 

Une autre limitation du modèle iPSC concerne la variabilité des phénotypes obtenus. En effet, un 

certain nombre d’étude a rapporté des cas de variabilité à différents niveaux. Il existe, par exemple, une 

variabilité intrinsèque aux cellules due au fond génétique et épigénétique de la cellule pouvant être à 

l’origine d’une hétérogénéité interindividuelle (Kilpinen et al, 2017; Volpato & Webber, 2020). Parfois 

la variabilité des données peut provenir des protocoles utilisés pour la reprogrammation et la dérivation 

des cellules. Ces derniers contiennent en général plusieurs étapes avec des évènements aléatoires 

propices à l’apparition de variabilité (Volpato & Webber, 2020). Certains protocoles, comme celui décrit 

par Shi et al, sont en effet particulièrement longs et leur durée peut atteindre les 100 jours (Shi et al, 

2012). De plus, l’étape de reprogrammation est propice à l’apparition de remaniements chromosomiques 

comme le témoignent les résultats d’une étude ayant mis en évidence 13% d’anomalies du caryotype 

(Taapken et al, 2011).  Il a également été montré que les conditions de culture avaient un impact sur 

l’expression génique des cellules (Schwartzentruber et al, 2018). 

Une équipe s’est focalisée sur ces aspects et a mis en place une étude visant à évaluer la 

reproductibilité de données obtenues par 5 laboratoires distincts utilisant deux lignées cellulaires 

identiques et les mêmes protocoles de dérivation (Volpato et al, 2018). Pour chacun des laboratoires, les 

analyses de RNAseq ont permis de différencier ces deux lignées d’un point de vue moléculaire. Par 

contre, les gènes différentiellement exprimés entre les deux lignées cellulaires divergent énormément en 

fonction des laboratoires, avec peu de résultats partagés, ce qui efface les différences dues au génotype, 

lorsque les données des 5 laboratoires sont combinées. De façon moins attendue, les variabilités 

observées n’augmentent pas avec le temps de culture (Volpato et al, 2018).  

Cette limitation pourrait représenter un frein dans la recherche utilisant les iPSC si aucune 

précaution n’est prise car elle rend la comparaison de résultats entre différents groupes, difficile (Volpato 

et al, 2018). Une solution est d’inclure des lignées cellulaires provenant de plusieurs individus (de même 

sexe et d’âges et d’origine ethnique similaires) dans le but de diminuer les effets de la variabilité et de 

détecter des différences significatives entre différentes conditions (Germain & Testa, 2017). Cela est 

particulièrement nécessaire lorsque le but de l’étude est d’analyser l’impact de mutations dont l’effet est 

faible. Un autre moyen de limiter la variabilité est de sélectionner les types cellulaires souhaités par tri 

cellulaire (Bowles et al, 2019) ou d’utiliser des lignées isogéniques, en corrigeant la mutation étudiée 

grâce aux techniques de manipulation génétiques telles que CRISPR/cas9 (Volpato & Webber, 2020).  

.  

d. Carences du modèle 
 

L’utilisation du modèle des iPSC pour l’analyse de troubles neurodéveloppementaux est en outre 

limitée par le manque d’un environnement tridimensionnel. Le développement de ces désordes résulte 

bien souvent d’évènements complexes, faisant intervenir des anomalies de la connectivité des neurones 
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ou des défauts de migration de ces cellules qui ne peuvent pas être étudiés en deux dimensions (Korecka 

et al, 2016). L’analyse des circuits neuronaux n’est également pas possible dans ces conditions.  

 De plus, la majorité des protocoles vise à la dérivation de la catégorie neuronale la plus adéquate 

pour l’analyse de la maladie alors que le phénotype de ces cellules peut être influencé par les autres types 

cellulaires se développant in vivo à leurs côtés (Maury et al, 2012). On sait par exemple que les astrocytes 

jouent un rôle important dans la synaptogenèse (Pfrieger & Barres, 1997; Ullian et al, 2001) et les exclure 

des analyses pourrait alors apporter des biais dans l’étude et une mauvaise interprétation des résultats. 

Des protocoles de co-culture se sont ainsi développés pour améliorer la modélisation de certaines 

troubles comme les TSA (Russo et al, 2018). Il a par ailleurs été constaté que les neurones dérivés d’iPSC 

maintenus en culture sont souvent immatures (Volpato & Webber, 2020), ce qui pourrait s’expliquer par 

l’absence de certains facteurs essentiels à leur maturation et par l’absence d’un environnement cellulaire 

complet. Il est par exemple encore difficile de reproduire in vitro, la vascularisation ainsi que la 

myélinisation retrouvées in vivo et participant à la maturation et la fonction des neurones (Nehme & 

Barrett, 2020). 

 

De nouveaux systèmes sont apparus afin de s’affranchir des limitations liées à ces systèmes en 

deux dimensions. Les organoïdes permettent par exemple de reproduire in vitro des mini cerveaux et 

pourraient représenter un modèle alternatif où l’analyse de certains aspects cellulaires comme 

l’orientation des neurones dans l’espace serait rendue possible (Lancaster et al, 2013). Une autre 

approche consiste à transplanter les neurones dérivés d’iPSC dans un cerveau murin qui pourrait lui aussi 

représenter un environnement plus complet et physiologiquement plus représentatif du cerveau des 

patients en apportant une structure tridimensionnelle aux cellules en développement et en permettant 

l’analyse de phénotypes plus complexes que ceux étudiés sur les neurones en cultures (Korecka et al, 

2016). 

 

B) Transplantation cellulaire in vivo 
 

1- Historique 
 

Les premiers essais de transplantation neuronales datent des années 1890 (Thomson, 1890), mais 

il a fallu attendre plus de 15 ans pour que cette technique soit maîtrisée et que les cellules greffées soient 

capables de survivre in vivo (Ranson, 1909). Dans l’étude de Ranson, un ganglion cervical de rat est 

prélevé puis transplanté dans le cortex cérébral d’un second rat. Trois rats ont été ainsi greffés et l’un 

d’entre eux a survécu pendant deux mois. Malgré une réduction de la taille du ganglion greffé, les cellules 

restantes présentent une taille et une morphologie normales. D’autres résultats encourageants ont été 

obtenus par Dunn, qui a montré que des cellules corticales immatures de rat transplantées dans le cortex 

d’un second rat étaient capables de survivre plus de deux mois (Dunn, 1917). La croissance de ces 
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neurones greffés apparait normale, et une myélinisation complète de certains de ces neurones a pu être 

observée (Dunn, 1917). Ces travaux mettent également en avant la nécessité d’une innervation sanguine 

autour de la greffe pour favoriser sa survie. 

 

Une avancée majeure a eu lieu en 1970, lorsqu’une équipe a prouvé que les neurones issus de 

greffes de cellules neurales dans le cervelet de rats pouvaient s’intégrer dans les circuits neuronaux de 

l’animal hôte (Das & Altman, 1971). Durant la même décennie Björklund et Steveni ont démontré qu’il 

était possible de rétablir certaines fonctions perdues lors de lésions du striatum, induites 

expérimentalement, grâce à la transplantation de substance noire embryonnaire. Leurs résultats ont établi 

pour la première fois qu’un transplant peut avoir une influence directe sur les fonctions motrices du 

cerveau de l’hôte (Björklund & Stenevi, 1979). D’autres expériences du même type, appliquées à divers 

modèles (démences, maladie d’Huntington, épilepsies), ont abouti à des conclusions similaires (Gage et 

al, 1984; Isacson et al, 1986; Barry et al, 1987). Ces découvertes ont conduit à de nouveaux espoirs 

concernant la recherche thérapeutique des maladies neurodégénératives et des lésions cérébrales. Les 

premiers essais cliniques utilisant cette technique (transplant cellulaire) pour traiter la maladie de 

Parkinson ont ainsi pu voir le jour en 1988 (Lindvall et al, 1988).  

 

2- Transplantation et rejet de greffe 
 

Lors de la transplantation de cellules entre deux individus différents, il peut y avoir le 

déclenchement d’une réponse immunitaire de l’hôte dirigée contre le tissu étranger ainsi introduit. Cela 

est dû à la présence d’un type particulier de protéine, le complexe majeur d’histocompatibilité (CMH), 

exprimé à la surface de chaque cellule. Ces protéines sont spécifiques à chaque organisme vivant et 

peuvent être reconnues par les lymphocytes T, capables de déterminer si elles appartiennent à l’hôte et 

de déclencher des réponses immunitaires dans le cas contraire afin de le détruire. 

 

Le succès d’une greffe entre deux individus différents dépend principalement de leur concordance 

génétique. Ainsi, les greffes pour lesquelles le donneur et le receveur appartiennent à des espèces 

différentes, ou xénogreffes, sont associées à un risque élevé de rejet de greffe. (Figure 23). 
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Figure 23 : Variation du risque de rejet de greffe en fonction de la concordance génétique entre donneur 
et receveur.  

Cette figure illustre différents schémas de transplantation dans un hôte murin et le risque de rejet de 
greffe qui leur est associé. Lorsque les cellules transplantées proviennent de l’hôte dans lequel elles sont 
greffées, il s’agit d’autogreffe. Les cas d’isogreffe concernent des greffes entre des individus d’une même 
lignée. On parle d’allogreffe quand les cellules transplantées dans une souris sont issues d’une souris 
d’une autre lignée. Les xénotransplantations sont des greffes entre des espèces différentes. Le risque de 
rejet de greffe varie en fonction de la concordance génétique entre le donneur et le receveur et est donc 
forte dans le cas des xénotransplantations  Figure adaptée de Anderson et al, 2012 
 

Initialement, il était suggéré que le cerveau était protégé face au système immunitaire car 

différentes expériences de greffes étaient efficaces lorsque localisées dans le cerveau et infructueuses 

lorsque situées dans des organes périphériques (Head & Griffin, 1985; Widner et al, 1989). Plusieurs 

observations ont appuyé cette théorie comme l’absence dans le cerveau de cellules présentatrices 

d’antigènes ou encore l’absence de système lymphatique assurant la circulation des cellules du système 

immunitaire vers les ganglions (Head & Griffin, 1985). La barrière hématoencéphalique (BHE) a 

également été mise en lien avec cette théorie. La BHE a pour rôle de protéger le cerveau du reste de 

l’organisme en le séparant partiellement de la circulation sanguine. Elle empêche ainsi le passage de 

certaines molécules, dont celles impliquées dans le système immunitaire. Il a donc été proposé par 

certains scientifiques de l’époque, que celle-ci pourrait aussi contribuer au statut particulier attribué au 

cerveau (Anderson et al, 2012). 

 

Pourtant, plusieurs expériences de transplantation dans le cerveau ont abouti à un rejet du greffon 

démontrant que le cerveau n’est pas complètement invulnérable face au système immunitaire (Janowski 

et al, 2014). Ces observations ont permis de reconsidérer les hypothèses sous-jacentes à la théorie selon 

laquelle le cerveau correspond à un site privilégié d’un point de vue immunologique. Par exemple, il a 

été montré que la BHE n’est pas imperméable à toutes les cellules du système immunitaire. Lorsque les 

lymphocyte T sont activés, ces derniers ont, en effet, la capacité de la traverser (Naparstek et al, 1984; 

Engelhardt, 2010). De plus, celle-ci peut être rompue lors de l’introduction de la greffe dans l’hôte, 

fournissant un accès aux cellules du système immunitaire qui parviennent ainsi à pénétrer dans le 

cerveau. L’hypothèse selon laquelle le cerveau serait dépourvu de système lymphatique a également été 

démentie par les travaux de Louveau et al et d’Aspelund et al (Louveau et al, 2015; Aspelund et al, 

2015). Le troisième argument lié à cette théorie est aussi hors de propos car il est connu depuis longtemps  

que les cellules de la glie exprimées dans le cerveau possèdent des propriétés similaires aux cellules 

immunitaires, comme l’expression du CMH et la production de cytokines (Hayes et al, 1987; Meeuwsen 

et al, 2003; Choi et al, 2014).  

 

D’autres facteurs influencent la réussite d’une greffe comme l’âge du sujet recevant la greffe ou 

bien l’âge du tissu greffé (Brundin et al, 1988; Kallur et al, 2006; Denham et al, 2012). En effet, plus un 

sujet est jeune au moment de la greffe, plus son système est immature et moins il y aura de risques que 



116 
 

le greffon soit rejeté. Cela a été démontré à plusieurs reprises chez le rat (Kallur et al, 2006; Denham et 

al, 2012). Chez la souris le succès de greffe au stade néonatal n’est au contraire pas reproduit (Mattis et 

al, 2014). Le site d’injection semble également jouer sur l’efficacité d’une greffe car certaines régions 

semblent plus permissives que d’autres sur le maintien d’un corps étranger sur le long terme (Janowski 

et al, 2014).  

 

Deux stratégies sont couramment utilisées pour limiter les rejets de greffes. L’une d’entre elles 

consiste à administrer un traitement immunosuppresseur au sujet qui va recevoir la greffe ce qui a pour 

fonction d’affaiblir les réponses immunitaires. La deuxième consiste à utiliser des souris pour lesquelles 

les différents acteurs participant aux rejets de greffes sont absents ou déficients. Une lignée créée dans 

ce but est la lignée NOD-SCIDPRKD. La mutation dans le gène PRKD a pour conséquence l’absence de 

lymphocytes B et T, mais n’est pas suffisante pour maintenir une greffe sur le long terme en raison de la 

présence des cellules Natural Killer (NK) qui agissent activement lors des réactions déclenchées par une 

réponse immunitaire (Bosma et al, 1983; Dorshkind et al, 1985). Afin d’améliorer les temps de survie 

d’une greffe, cette mutation a été introduite dans la lignée NOD, qui est caractérisée par une absence de 

compléments circulant dans le sang, une immaturité des macrophages (Serreze et al, 1993; Pearson et 

al, 2003) et par une baisse de l’activité des cellules NK (Kataoka et al, 1983). Les souris NOD-SCIDPRKD 

représentent donc un excellent modèle pour les transplantations de cellules nécessitant d’être maintenues 

sur des longues périodes, comme c’est le cas lorsque l’objectif de la transplantation est l’étude du 

neurodéveloppement ou la modélisation de troubles neuropsychiatriques. 

 

3- Apport du modèle de transplantation sur le neurodéveloppement  
 

Bien que ce modèle soit surtout utilisé pour développer et tester des approches thérapeutiques 

visant à remplacer des cellules perdues à cause de lésions cérébrales ou de maladies neurodégénératives, 

plusieurs équipes l’ont également employé afin d’étudier le neurodéveloppement humain.  

 

Au cours de l’évolution, les cerveaux humain et murin ont divergé et diffèrent aujourd’hui sur 

certains aspects (figure 24). Ils se distinguent notamment d’un point de vue anatomique, mais aussi par 

les types cellulaires exprimées et les cinétiques de leur développement. Ces différences pourraient 

empêcher, modifier ou ralentir la croissance de neurones humains évoluant dans un environnement 

murin.  

Malgré ces divergences, de nombreuses études ont montré que des cellules humaines greffées dans 

le cerveau de souris étaient capables de survivre et de se développer dans un environnement étranger 

(Espuny-Camacho et al, 2013) et ce quel que soit le stade de différenciation des cellules greffées. Des 

expériences, au cours desquelles des cellules ESC humaines ont été greffées dans un cerveau de souris, 

ont montré une intégration des neurones au niveau de l’hippocampe, du cortex, du thalamus, du striatum, 
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du corps calleux et du cervelet (Muotri et al, 2005). Une large distribution au sein du cerveau est aussi 

obtenue lorsque les cellules sont greffées au stade de progéniteurs neuronaux (Chen et al, 2016).  

Les neurones humains sont également capables de se développer dans d’autres espèces comme la 

gerbille et le singe (Ourednik et al, 2001; Hallett et al, 2015) ou encore dans des espèces 

phylogénétiquement plus éloignées comme la poule (Goldstein et al, 2002). Un autre point intéressant  

est que différentes catégories cellulaires résidant dans le cerveau humain peuvent se différencier dans le 

cerveau murin : neurones glutamatergiques pyramidaux (Espuny-Camacho et al, 2013; D’Alessio et al, 

2020), neurones inhibiteurs (Nicholas et al, 2013; Upadhya et al, 2019) et cellules gliales (Xu et al, 

2019b). De plus, les cellules greffées sont capables d’établir des connections avec les cellules de l’hôte 

(Chen et al, 2016a; Linaro et al, 2019). 

 

Ces études ont permis de démontrer que, lorsque des neurones humains dérivés à partir d’iPSC 

sont greffés chez des souris à la naissance, ces cellules sont capables de reproduire de façon similaire le 

développement correspondant à leur engagement et de se différencier en neurones matures et 

fonctionnels (Espuny-Camacho et al, 2013). Cela a été montré par des analyses de la cinétique 

d’expression de certains marqueurs neuronaux corticaux tels que TBR1, FOXP2 et CTIP2 exprimés dans 

les couches profondes du cortex et détectables après 1 mois de greffe ainsi que STAB2 exprimé dans les 

couches superficielles détectable après 2 mois de greffe (Espuny-Camacho et al, 2013). Ces résultats 

indiquent qu’après greffe, la génération des cellules neuronales engagées dans la voie de différenciation 

corticale respecte le motif d’apparition séquentielle des neurones appartenant aux différentes couches du 

cortex, comme cela avait déjà été observé in vitro (Espuny-Camacho et al, 2013). La fonctionnalité des 

neurones greffés a été évaluée par des analyses de patch-clamp et par imagerie de l’activité calcique 

(Espuny-Camacho et al, 2013; Real et al, 2018). Les cellules transplantées au stade de progéniteurs 

neuronaux peuvent également donner naissance à certains types d’interneurones comme ceux exprimant 

la somatostatine ou encore à des cellules gliales telles que les astrocytes et les oligodendrocytes 

(D’Alessio et al, 2020).  

L’observation de l’organisation cellulaire à des stades précoces suite à des injections de 

progéniteurs neuronaux dans le cerveau de souris adultes met en évidence la présence de cellules 

exprimant la Nestine (un marqueur de la glie radiaire) et développant de longs prolongements parallèles. 

Ces données illustrent ainsi que l’architecture adoptée par les cellules lors de la neurogenèse corticale 

est également reproduite in vivo par les cellules greffées (Real et al, 2018). Un autre constat intéressant 

est la séparation, dans des territoires distincts de la greffe, des neurones ayant une identité de couches 

corticales profondes et des neurones ayant une identité de couches corticales superficielles (Real et al, 

2018). 
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Figure 24 : Différences anatomiques et développementales entre les cerveaux humain et murin 

Cette figure illustre plusieurs exemples de divergences entre les cerveaux humains et murins. Ces 
derniers se distinguent notamment d’un point de vue anatomique. Alors que le cerveau humain est 
gyrencéphale, celui de la souris ne comporte aucun repliement et l’épaisseur du cortex y est également 
plus faible (a). De plus, le répertoire de cellules corticales exprimées par la souris est moins diversifié 
que chez l’humain et le nombre ainsi que la proportion relative des aires fonctionnelles n’est pas 
identique entre ces deux espèces (b). Il existe aussi des différences pendant la corticogenèse (c). Il en 
résulte une cinétique du neurodéveloppement comprenant la neurogenèse et la maturation neuronale 
globalement plus longue chez l’homme (d). Figure composée d’images issues de (a) (b) Lui et al, 2011, 
(c) Snyder et al, 2018 (d) Van den Ameele et al, 2014. 
 

De plus, le développement et la maturation des neurones greffés s’effectue en conservant les 

caractéristiques temporelles de l’espèce dont sont issus les neurones greffés (Espuny-Camacho et al, 

2013; Linaro et al, 2019). La maturation des neurones humains s’effectue ainsi sur plusieurs mois en 

respectant la chronologies des différents stades développementaux humains malgré leur évolution dans 

un environnement murin plus mature (Linaro et al, 2019). Lorsque les cellules sont greffées dans le 

cerveau de souris adultes, les premières synapses sont visibles après 20 jours de développement et leur 

nombre augmente graduellement (Real et al, 2018). Parallèlement, il y a une maturation fonctionnelle 

qui se met en place. L’activité calcique des cellules, se caractérise par une activité spontanée qui apparaît 

dès 2 semaines et qui se maintient jusqu’à 3 mois (Real et al, 2018). L’activité spontanée enregistrée 

dans les neurones greffés est suivie par une hyperpolarisation membranaire et une augmentation du taux 

des PA (Linaro et al, 2019). Toutes ces étapes s’accompagnent d’une modification de la morphologie 

des neurones qui se complexifie progressivement et se coordonne aux évènements décrits précédemment 

(Linaro et al, 2019; D’Alessio et al, 2020). Après 11 mois de développement in vivo, les neurones 

humains sont matures et présentent des propriétés similaires au neurones corticaux humains adultes 

(Linaro et al, 2019). Certaines caractéristiques morphologiques spécifiques aux neurones humains sont 

a b c

d
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également retrouvés sur les neurones transplantés, comme la taille des épines, la longueur de leur cou ou 

leur densité (Linaro et al, 2019) 

 

L’identité des neurones greffés s’exprime au-delà des caractéristiques moléculaires, 

morphologiques et fonctionnelles précédemment décrites. Lorsqu’ils sont greffés, les neurones ont en 

effet la capacité d’envoyer leur projections axonales et dendritiques en respectant leurs couches et aires 

d’origine (Espuny-Camacho et al, 2013). Ainsi les neurones exprimant les marqueurs de la couche 5 

projettent principalement dans le mésencéphale et les neurones projetant dans le thalamus expriment en 

majorité les marqueurs de la couche 6. De plus, lorsque les neurones greffés sont orientés vers une 

identité du cortex visuel, ceux-ci vont principalement contacter des régions impliquées dans le 

traitements des signaux visuels (Espuny-Camacho et al, 2013, 2018). Pour cela, il est nécessaire que le 

site d’injection des cellules corresponde à l’identité des cellules greffées. En effet, si des neurones 

caractérisés par des marqueurs des aires visuelles sont greffés dans le cortex moteur, ces derniers 

envoient moins de projections (Espuny-Camacho et al, 2018). Ces résultats ont précédemment été 

obtenus dans le cadre de greffes de cellules murines dans le cerveau de souris (Gaspard et al, 2008; 

Michelsen et al, 2015). Ils montrent, en outre, que la spécificité des projections axonales humaines peut 

s’établir en dépit des différences existant entre le cerveau humain et le cerveau murin.   

Une partie des neurones greffés est aussi capable de s’intégrer dans les circuits corticaux formés 

par les neurones murins et de répondre aux stimuli sensoriels envoyés (Real et al, 2018; Linaro et al, 

2019). Les neurones humains sont, en outre, capables de distinguer des stimuli de natures différentes et 

d’adapter leur réponse de la même façon que les neurones murins (Linaro et al, 2019). 

 

4- Modélisation de troubles du neurodéveloppement et approche thérapeutique 
 

 

Les récentes avancées dans la modélisation du neurodéveloppement de neurones humains dans un 

contexte in vivo ont offert la possibilité de modéliser les troubles du neurodéveloppement comme le 

syndrome de Down. Pour le moment, très peu d’études de modélisation de troubles du 

neurodéveloppement utilisant cette approche ont été publiées.  

 

Dans l’étude de Real et al, une population de cellules dérivées d’iPSC de deux individus contrôles 

ainsi que de deux patients atteints du syndrome de Down, et composée de 50% de progéniteurs 

neuronaux ainsi que de 50% de neurones corticaux excitateurs des couches corticales profondes, a été 

transplantée dans le cortex somatosensoriel de souris adultes pour étudier des étapes précoces du 

neurodéveloppement (Real et al, 2018). Cette étude inclut un contrôle isogénique obtenu par la perte 

spontanée du chromosome 21 excédentaire, dans un clone d’un des deux patients, lors du processus de 

reprogrammation. Leurs travaux ont permis de révéler une augmentation de la production de cellules 

astrogliales humaines dans le cerveau des souris transplantées avec les cellules des patients par rapport 
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aux cerveaux de souris transplantées avec les cellules des individus contrôles (Real et al, 2018). Les taux 

de neurones, de progéniteurs et de cellules en prolifération restent, au contraire, similaires entre les deux 

génotypes. L’analyse de la dynamique des épines dendritiques a montré un accroissement de la stabilité 

des épines résultant en une densité plus élevée d’épines. Ceci pourrait être le résultat d’une activité 

calcique plus réduite (Real et al, 2018). 

 

D’autres études ont été entreprises afin d’évaluer le potentiel thérapeutique de cette approche pour 

le traitement des troubles neurodéveloppementaux. Certaines formes de TSA sont caractérisées par une 

perte de certains types d’interneurones dont ceux exprimant la Parvalbumine. Dans une étude testant 

l’effet thérapeutique d’une transplantation neuronale sur les TSA, il a été montré que la transplantation 

d’interneurones de type Parvalbumine, dans un modèle murin récapitulant diverses caractéristiques des 

TSA, permet la restauration de plusieurs déficits relevés dans ce modèle. En particulier, une diminution 

du nombre de PA a été observée après transplantation (Donegan et al, 2018). Au niveau comportemental, 

les déficits des interactions sociales ainsi que certaines aptitudes cognitives telles que l’attention ont 

également été réduits par la transplantation d’interneurones exprimant la Parvalbumine (Donegan et al, 

2018). Des données similaires ont précédemment été obtenues dans un modèle murin de schizophrénie, 

un autre trouble neurodéveloppemental marqué par une baisse d’interneurones (Donegan et al, 2017). 

De ce fait, la transplantation d’interneurones apparait comme une approche prometteuse pour le 

traitement des formes autistiques caractérisée par une élévation de la balance E/I. Toutefois, la 

reproduction de ces résultats par la transplantation de neurones humains est nécessaire pour confirmer le 

potentiel cette approche.  

 
  



121 
 

 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

OBJECTIFS DE LA THÈSE 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



122 
 

 
  



123 
 

Les TSA sont des troubles affectant le neurodéveloppement et touchant environ 1 individu sur 

100. Des études génétiques réalisées au laboratoire et par diverses équipes internationales démontrent 

que l’architecture génétique des TSA s’avère très complexe. Malgré de récentes avancées dans la 

compréhension des mécanismes moléculaires des TSA, les traitements actuels concernent 

essentiellement des approches comportementales et éducatives et à ce jour, aucun médicament ne permet 

de traiter efficacement les symptômes majeurs des TSA. L’importante hétérogénéité clinique et 

génétique des TSA contribue à cette difficulté. Toutefois, certaines mutations ont un impact très fort sur 

le développement des TSA. C’est le cas de celles observées dans les gènes SHANK, considérés comme 

étant des gènes majeurs pour les TSA, et de SHANK3 en particulier. Comprendre les dysfonctionnements 

neuronaux liés aux mutations SHANK3 devrait permettre le développement de nouvelles pistes 

thérapeutiques. Le gène SHANK3 code une protéine, exprimée dans le cerveau au niveau de la densité 

post-synaptique des neurones glutamatergiques excitateurs et jouant un rôle majeur dans la formation 

des synapses et la maturation des épines dendritiques. 

Les premières études visant à comprendre le rôle de SHANK3 dans le développement des TSA 

ont principalement fait appel aux modèles murins, en raison de l’inaccessibilité de tissus neuronaux 

d’origine humaine. Néanmoins, ces modèles restent limités car certaines données sont difficilement 

extrapolables à la situation humaine. La découverte de protocoles de reprogrammation des cellules 

somatiques en cellules souches pluripotentes a révolutionné le monde de la recherche et a permis de voir 

apparaître un nouveau modèle plus pertinent pour la modélisation des troubles neuropsychiatriques. Ce 

modèle permet, en effet, de générer de larges quantités de neurones humains et offre la possibilité de 

réaliser des analyses dans le contexte génétique du patient. 

Au cours de ma thèse, j’ai utilisé ce modèle dans deux projets. Le premier a été initié avant mon 

arrivée au laboratoire et a porté sur l’analyse in vitro de l’effet de mutations de novo hétérozygotes au 

sein de SHANK3, identifiées chez des individus atteints de troubles autistiques sévères. Pour ce faire, le 

laboratoire a sélectionné 4 patients indépendants, portant dans leur génome des mutations de novo 

hétérozygotes tronquantes dans SHANK3. Les fibroblastes de ces patients ont été reprogrammés en iPSC 

puis redérivés en neurones glutamatergiques excitateurs, par nos collaborateurs du laboratoire d’I-Stem 

et ces derniers ont été caractérisés par Laura Gouder, étudiante en thèse dans notre laboratoire. J’ai alors 

pu bénéficier d’un modèle déjà mis en place au laboratoire, ainsi que d’outils d’analyses précédemment 

développés, et un des objectifs de mon projet a résidé dans l’étude in vitro du rôle de SHANK3 dans la 

spinogenèse grâce à un examen détaillé de différents paramètres relatifs à la densité et à la morphologie 

des épines dendritiques. 

Mon deuxième projet a consisté à analyser in vivo l’impact de mutations dans SHANK3 sur le 

développement neuronal. Le premier objectif de celui-ci était la mise en place d’un modèle d’étude in 

vivo par transplantation de progéniteurs neuronaux d’un individu contrôle dans le cerveau de souris 

immunodéficientes. Le second objectif de ce projet fut l’application de ce modèle aux mutations étudiées 

auparavant dans la partie in vitro. 
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Résumé graphique des différents axes des deux projets et présentation des méthodologies 

employées au cours de cette thèse 

 

 

Figure 25 : Présentation des différents axes étudiés dans les projets in vitro et in vivo de cette thèse 

Dans le projet in vitro, les neurones analysés proviennent de la différentiation de cellules progénitrices 
neurales produites au laboratoire de I-Stem. Le protocole de dérivation neuronale a été établi pour 
obtenir des neurones corticaux glutamatergiques des couches II à IV. L’appartenance des neurones aux 
couches superficielles du cortex a été confirmée par des marquages immunologiques dirigés contre 
Cux1, Cux2 et Brn2 (Boissart et al, 2013; Darville et al, 2016). 
 
La cinétique de développement des neurones contrôles dérivés d’iPSC a été analysée par des marquages 
immunologiques dirigés contre la β-Tubuline, MAP2, la Synapsine ainsi que VGlut.  
 
La neuritogenèse des neurones contrôles dérivés d’iPSC a également été évaluée après 15 jours de 
développement in vitro. Après immunomarquage dirigé contre MAP2, les neurones ont été imagés au 
microscope à fluorescence. Les acquisitions ont ensuite été analysées grâce au logiciel Acapella. 
 
L’expression de SHANK3 a été quantifiée dans les neurones dérivés d’iPSC de 4 patients porteurs de 
mutations tronquantes dans l’exon 21 de SHANK3 ainsi que dans les neurones dérivés d’iPSC de 3 
individus contrôles. Pour cela plusieurs méthodologies ont été employées : la ddPCR et le RNAseq. La 
présence des mutations dans les neurones des patients a été confirmée au préalable par séquençage de 
Sanger. Toutes ces mesures ont été effectuées après 40 jours de développement in vitro. 
 
L’effet de SHANK3 sur la spinogenèse a été analysé par étude des épines dendritiques. Pour cela, les 
neurones ont été transduits après 40 jours de développement in vitro avec un lentivirus exprimant la 
GFP (Green fluorescent protein) afin de visualiser au microscope la morphologie des neurones et des 
épines dendritiques. Pour augmenter le signal de la GFP et obtenir une meilleure fidélité de la 
morphologie des épines dendritiques une étape supplémentaire de marquage immunologique dirigé 
contre la GFP a été effectuée. Après imagerie des neurones pyramidaux par microscopie confocale à 
immunofluorescence, les dendrites et épines dendritiques ont été reconstruits puis analysés grâce au 
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logiciel Imaris. Cet outil donne accès aux mesures d’un grand nombre de paramètres relatifs aux 
dendrites et aux épines dendritiques. 
 
Dans le projet in vivo, les cellules sont transplantées, au stade de progéniteurs neuronaux, dans le 
cerveau de souris immunodéficientes, 1 ou 2 jours après leur naissance. Au préalable, les cellules 
progénitrices d’un individu contrôle, inclut dans le projet in vitro, ont été transfectées par un lentivirus 
exprimant la GFP afin de pouvoir les repérer dans le cerveau de la souris. De même, les cellules 
progénitrices d’un des patients inclut dans le projet in vitro a été transfecté avec un lentivirus exprimant 
la mCherry. Les deux individus sélectionnés sont représentatifs de leur groupe respectif (peu de 
variabilité observée au sein des individus contrôles et au sein des patients avec TSA pour les divers 
paramètres analysés lors de l’étude in vitro). Après différents temps de développement des neurones 
humains in vivo, les souris transplantées ont été sacrifiées par perfusion intracardiaque avec du 
paraformaldéhyde dans le but de fixer leur tissu cérébral. Les cerveaux ont ensuite été sectionnés, de 
façon coronale, au vibratome en définissant une épaisseur de coupe de 50 µm, puis ces dernières ont été 
observées par microscopie confocale à immunofluorescence. 
 
Différentes séries d’injections ont été réalisées.  
 
Une première série a consisté à injecter les cellules de l’individu contrôle uniquement afin de mettre en 
place et de caractériser le modèle. Les cellules ainsi transplantées ont été caractérisées par 
immunofluorescence, avec des anticorps dirigés contre les marqueurs Cux1, Cux2 et Brn2 afin de 
déterminer si les neurones se développant in vivo adoptent la même voie de différentiation que lorsqu’ils 
se développent in vitro. Des immunomarquages ont également été réalisés contre les marqueurs SOM, 
PV et GFAP pour interroger la présence d’interneurones et d’astrocytes humains dans les cerveaux de 
souris. Afin d’évaluer le degré de maturation des neurones greffés chez la souris, des immunomarquages 
dirigés contre MAP2 et VGlut ont également été entrepris. Dans le même but, une observation en 
microscopie électronique de la greffe humaine a été effectuée après 10 mois de développement des 
neurones humains in vivo. 
 
L’organisation des projections des neurones de l’individu contrôle transplantés dans le cortex ou dans 
le système ventriculaire a été analysée. Pour cela, les cerveaux ont été sectionnés, avec une épaisseur 
de coupe de 50 µm et de façon coronale, à partir des bulbes olfactifs jusqu’au début du cervelet. Une 
coupe sur deux a été observée au microscope confocal à fluorescence afin de repérer dans quelles 
régions du cerveau de la souris, il était possible de visualiser des projections de neurones humains.  
 
Durant la deuxième série d’injections, les cellules progénitrices de l’individu contrôles et celle du patient 
ont été transplantées simultanément, au même endroit et en quantité égale dans le cortex des souris. Afin 
de pouvoir comparer les signaux de la mCherry et de la GFP de façon précise, les cellules de l’individu 
contrôle marquées par la GFP et celles du patient marquées par la mCherry ont tout d’abord été triées 
en fonction de leur niveau de fluorescence. De cette manière, les cellules injectées possèdent une 
fluorescence suffisamment forte et similaire entre les deux groupes de cellules. 
 
Afin d’évaluer l’impact de mutations dans SHANK3 sur les étapes précoces du neurones développement 
neuronal, plusieurs analyses comparatives ont été réalisées sur les cerveaux greffés par les deux 
populations de cellules :  
 

(1) Analyse des projections  
(2) Analyse de la taille des somas  
(3) Analyse des épines dendritiques  
 

Ces analyses ont toutes été réalisées après 30 jours de développement in vivo. 
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Résumé des résultats obtenus au cours de cette thèse 

 
Figure 26 : Résumé des résultats obtenus lors des projets in vitro et in vivo de cette thèse 
 
 

Présentation des différents articles inclus dans cette thèse 

 
 
Les Matériels et Méthodes ainsi que les résultats obtenus dans le cadre des études in vitro sont décrits 
dans l’article 1 intitulé « Altered spinogenesis in iPSC-derived cortical neurons from patients with 
autism carrying de novo SHANK3 mutations » et publié en 2019 dans Scientific Reports. 
 
Une revue est également incluse dans cette partie. Cette dernière s’intitule «Induced pluripotent stem 
cells as a tool to study brain circuits in autism-related disorders ». Elle a été publiée en 2018 dans le 
journal Stem Cell Research and Therapy. Cette revue présente différentes applications du modèle iPSC 
dans l’étude des TSA et des troubles liés au TSA. Une partie de cette revue est également consacrée aux 
études centrées sur l’analyse de SHANK3 grâce au modèle iPSC. Enfin cette revue traite des limitations 
de l’utilisation des iPSC dans les études in vitro et des avantages de leur utilisation dans un contexte in 
vivo avec le développement de souris chimères. 
 
Les Matériels et Méthodes ainsi que les résultats obtenus dans le cadres de l’étude in vivo sont décrits 
dans l’article 2 intitulé « A chimeric mouse model to study human iPSC-derived neurons: the case of an 
autistic patient carrying a truncating SHANK3 mutation » et publié en 2020 dans Scientific Reports.  
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Altered spinogenesis in iPSC-
derived cortical neurons from 
patients with autism carrying de 
novo SHANK3 mutations
Laura Gouder1,2,3, Aline Vitrac1,2,3, Hany Goubran-Botros1,2,3, Anne Danckaert4, Jean-
Yves Tinevez   4, Gwenaëlle André-Leroux5, Ekaterina Atanasova1,2,3, Nathalie Lemière1,2,3, 
Anne Biton6, Claire S. Leblond1,2,3, Aurélie Poulet7, Anne Boland8, Jean-François Deleuze8, 
Alexandra Benchoua7, Richard Delorme1,9, Thomas Bourgeron1,2,3 & Isabelle Cloëz-
Tayarani1,2,3

The synaptic protein SHANK3 encodes a multidomain scaffold protein expressed at the postsynaptic 
density of neuronal excitatory synapses. We previously identified de novo SHANK3 mutations in 
patients with autism spectrum disorders (ASD) and showed that SHANK3 represents one of the major 
genes for ASD. Here, we analyzed the pyramidal cortical neurons derived from induced pluripotent stem 
cells from four patients with ASD carrying SHANK3 de novo truncating mutations. At 40–45 days after 
the differentiation of neural stem cells, dendritic spines from pyramidal neurons presented variable 
morphologies: filopodia, thin, stubby and muschroom, as measured in 3D using GFP labeling and 
immunofluorescence. As compared to three controls, we observed a significant decrease in SHANK3 
mRNA levels (less than 50% of controls) in correlation with a significant reduction in dendritic spine 
densities and whole spine and spine head volumes. These results, obtained through the analysis of de 
novo SHANK3 mutations in the patients’ genomic background, provide further support for the presence 
of synaptic abnormalities in a subset of patients with ASD.

Autism spectrum disorders (ASD) are characterized by atypical social communications, and the presence of 
restricted and repetitive patterns of behavior. ASD frequently co-occur with additional comorbidities such as 
intellectual disability (ID) and epilepsy1. The genetic architecture of ASD differs among individuals, ranging from 
apparently monogenic to polygenic forms2. Among the genes recurrently found mutated in individuals with ASD, 
the SHANK genes code for synaptic scaffolding proteins located at glutamatergic synapses. SHANK mutations can 
occur in patients with ASD with an intelligence quotient in the normal range (SHANK1), but mostly in patients 
with mild (SHANK2) to severe (SHANK3) ID3. SHANK3 haploinsufficiency also contributes to the clinical symp-
toms of patients with Phelan-McDermid syndrome (PMS) characterized by a terminal deletion of chromosome 
22q13 that includes SHANK3 in the large majority of cases4. SHANK3 mutations represent a relatively frequent 
genetic cause for ASD accounting for 1–2% of individuals with ASD and ID3,5. In addition, truncating SHANK3 
mutations were also reported in rare cases of schizophrenia6.
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SHANK proteins are located at postsynaptic densities (PSD) of excitatory neurons in different brain areas7. 
They are cytoskeletal scaffold proteins involved in the formation/function of dendrites. SHANK3 recruits a large 
number of synaptic intracellular interactors such as Homer as well as several neurotransmitter receptors includ-
ing the α-amino-3-hydroxyl-5-methyl-4-isoxazole-propionic acid (AMPA), the metabotropic glutamate (mGlu), 
and the N-methyl-D-aspartic acid (NMDA) glutamate receptors8. On average, each single glutamatergic synapse 
contains approximately 300 SHANK family proteins (SHANK1-3), which correspond to approximately 5% of the 
total number of synaptic proteins9. A defect in the expression of one SHANK member causes significant synaptic 
deficiencies as evaluated by using animal models and cultured neurons. In mice, disruption of the Shank3 gene 
alters excitatory synaptic transmission and leads to autistic-like behaviors such as social communication deficits 
and repetitive behaviors10–14. By contrast, overexpression of Shank3 in cultured aspiny cerebellar neurons triggers 
the development and maturation of functional spines expressing NMDA, AMPA and metabotropic glutamatergic 
receptors15. This overexpression approach in rat neurons in culture was also used to characterize the functional 
impact of SHANK mutations on the reduction of dendritic spines density16,17. In a recent study, Mei et al.18 gener-
ated a conditional knock-in mouse model in which the re-expression of the Shank3 gene restores spine densities 
in the adult striatum. In this model, the social communication deficits and the repetitive grooming behaviors 
were also specifically restored. By contrast, motor coordination and anxiety remain unchanged. All together, both 
in vitro and in vivo data indicate a significant role of SHANK3 protein in the regulation of synaptic plasticity with 
possible reversion of the observed deficits at the adult stage.

In humans, six studies investigated the role of SHANK3 using induced pluripotent stem cells (iPSC). Results 
from four studies in which iPSC-derived neurons from patients were used showed a reduction in dendritic spine 
or excitatory synaptic transmission as compared with controls19–22. These effects can be reversed by SHANK3 
overexpression, insulin growth factor 1 (IGF1) treatment19, Cdc2-like kinase 2 (CLK2) inhibition20 or lith-
ium treatment21. Another study using iPSC-derived enterocytes revealed a decrease in zinc uptake transporter 
that could play a role in the gastro-intestinal symptoms of the patients23. It should be noted that most of these 
studies used cells from patients with PMS who were carriers of relatively large 22q13.3 deletions, encompass-
ing not only SHANK3 but also additionnal genes that could also contribute to the phenotype4. One study used 
genome-editing technologies to introduce SHANK3 single nucleotide mutations in iPSC-derived neurons from 
controls24. The authors showed that heterozygous and homozygous SHANK3 truncating mutations severely 
impair hyperpolarization-active cation channels (HCN) that are associated with reduced synaptic connectiv-
ity and transmission24. All these results converge towards a synaptic deficit in patients with ASD carrying a 
SHANK3 mutation, but none of the previous studies has investigated the dendrite morphology of neurons car-
rying SHANK3 truncating mutations in the patient genetic background. In the present study, we selected four 
independent patients carrying heterozygous truncating de novo SHANK3 point mutations who had initially been 
characterized in our laboratory3. We generated the corresponding iPSCs for their selective reprogramming into 
cortical neurons in order to examine the effects of SHANK3 haploinsufficiency on the level of SHANK3 mRNA 
and on the 3D spine morphogenesis organization.

Results
Characterization of iPSC-derived neurons from patients with SHANK3 de novo mutations.  We 
used the human iPSC-based model to analyze the effects of heterozygous truncating de novo SHANK3 muta-
tions found in four patients with ASD, and presenting moderate to severe ID. Their clinical symptoms are fully 
described in Leblond et al.3. The schematic location of the selected mutations in SHANK3 protein is shown in 
Fig. 1a. The four mutations are predicted to lead to truncated proteins either by inducing a stop codon directly 
(E809X and Q1243X) or via a frameshift of the open reading frame (G1271Afs*15 and L1142Vfs*153). For clar-
ity, the six ankyrin domains are presented in their 3D structure to illustrate precisely their number and complete 
juxtaposition (Supplementary Fig. 1). Indeed, some contradictory results have been published regarding the top-
ological characteristics of the ANK domains25,26. Other SHANK3 domains such as SH3, PDZ and SAM are also 
complex structures that are involved in the interaction of SHANK3 proteins with its intracellular partners26. 
Supplementary Fig. 2 illustrates the main technical steps for fibroblasts reprogramming into pluripotent stem 
cells, commitment to the dorsal telencephalon lineage, derivation, amplification and banking of late cortical pro-
genitors (LCP) as previously described27. LCP were differentiated into cortical neurons of the superficial layers 
II-IV, which correspond to the cortical upper layers as confirmed previously by Cux1, Cux2 and Brn2 immunola-
beling27. We used fibroblasts from patients with E809X and Q1243X mutations27 and fibroblasts from one patient 
with G1271Afs*15 mutation21. The characterization of iPSC derived from the fibroblast of patient L1142Vfs*153 
was not reported previously and is presented in Supplementary Fig. 3. In addition, we derived similar cortical glu-
tamatergic neurons from three independent control individuals, namely 1869, 4603 and PB1221,27. Supplementary 
Fig. 2 illustrates the different steps of culture that allow the production of a significant percentage of mature 
neurons and study workflow. Figure 1b shows the different maturation steps of the neurons obtained at 40–45 
days post neural stem cells (NSC) differentiation. We first checked for the absence of any significant variability in 
the growth of neurites between single culture samples using the MAP2 staining28,29 (Fig. 1c and Supplementary 
Fig. 4). According to our protocol, iPSC were predominantly derived into glutamatergic neurons as illustrated 
by VGlut1 immunoflorescence staining and the selective expression of the yellow fluorescent protein drived by 
the calcium/calmodulin-dependent protein kinase II (CaMKII) promoter (Fig. 1d). This promoter is predicted 
selective for pyramidal excitatory neurons vs. inhibitory interneurons30. In accordance with Boissart et al.28, these 
neurons accounted for 70–80% of total cells whereas GABAergic neurons accounted for about 15% (data not 
shown). Our data clearly indicate a predominant presence of glutamatergic cells in the culture, independently of 
the cellular phenotypes (CTR vs. ASD). Finally, we determined the appearence of presynaptic and postsynaptic 
components by synapsin and PSD95 immunofluorescence staining. Colocalisation of SHANK and the excitatory 
marker PSD95 was first detectable at 30 days after NSC differentiation (Fig. 1e). We observed that neuronal cells 
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Figure 1.  Pedigrees of the families carrying de novo SHANK3 mutations and neuronal characterization. (a) 
Upper, the four patients probands carry de novo truncating mutations in SHANK3 gene (two « STOP » and 
two « frameshift » mutations leading to a premature STOP codon). (a) Lower, A schematic representation of 
the multidomain SHANK3 protein with the location of the four mutated aminoacids is provided. Conserved 
domains are indicated by filled rectangles. The mutations are located within the Proline-rich structure of 
SHANK3, between the PDZ and the SAM domains, and within exon 21 of SHANK3 gene. (b) Schematic 
representation of neuron maturation at different time periods. (c) Upper left, Immunofluorescence staining 
of human control iPSC cells-derived neurons by beta III tubulin at 7 days post NSC differentiation. (c) 
Upper right, labeling of a single dendrite using the MAP2 marker showing dendritic growth cones at early 
stages of culture. (c) Lower, Immunofluorescence staining of human iPSC cells-derived neurons by MAP2 
at different intervals of time post NSC differentiation. The target shows neurite elongation and established 
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could be kept in culture for about 70 days after NSC differentiation. However, they were not always at a full cellu-
lar viability. The time slot of 40–45 days therefore appeared convenient to study dendritic spine maturation and 
morphometry while preventing any cellular death. At this stage of maturation, we could also detect the presence 
of astrocytes accounting about 5–10% of total cells in control and ASD neuronal cultures (Fig. 1f). Astrocytes are 
known for their role in promoting the maturation of NSC31. They influence the local environment of iPSC-de-
rived neurons, their maturation and promote synaptogenesis32.

SHANK3 expression in iPSC-derived neurons from patients and control individuals.  We inves-
tigated SHANK3 expression in iPSC-derived neurons from control individuals and patients. SHANK3 mRNA 
were quantified using droplet digital PCR (ddPCR)33 after reverse transcription (RT) of mRNA from cells in 
culture. SHANK3 mRNA levels were significantly decreased by an average of 25% to 50% in patients as compared 
with controls (p < 0.001) (Fig. 2). RNAseq experiments show similar decrease in SHANK3 mRNA levels as well 
as an enrichment of under-expressed genes among the genes targeted by Fragile-X mental retardation protein 
(FMRP) (Supplementary Fig. 5). By contrast, housekeeping genes were not enriched in genes which were dif-
ferently expressed in neurons from ASD patients as compared with control neurons (Supplementary Fig. 5). We 
then sequenced the genomic and cDNA to detect the level of SHANK3 mutated allele (primers are presented in 
Supplementary Table S1). Surprisingly, the mutant allele was present with a similar ratio between mutant and 
wild-type alleles in all patients’ cDNA (Fig. 2). These data also indicate that under our experimental conditions, 
the nonsense-mediated mRNA decay (NMD) mechanism devoted to the elimination of mRNA transcripts with 
premature stop codons appears inefficient. This might reflect previous observations of NMD dysfunction during 
neuronal cell development34. Studies would be necessary to confirm the decrease in the levels of SHANK3 pro-
teins in samples from patients.

Spinogenesis in pyramidal neurons derived from iPSC is correlated to SHANK3 expres-
sion.  Reduced SHANK3 levels are expected to modify dendritic spine morphology. We therefore measured 
spinogenesis in iPSC-derived pyramidal glutamatergic cells by comparing the primary dendrites of neurons from 
patients with ASD to those from three control individuals (Fig. 3a,b). Our data show a significant decrease of 
nearly 50% in spine densities in all the four patients as compared to the three control individuals. The total vol-
ume of spines, as well as their head volume was also decreased to a similar extent. Spine straightness was slightly 
increased in patients but this change was less pronounced than those observed on spine densities and volumes. 
Spine mean diameter and spine length as well as the surface of spine attachment to the dendrite remained glob-
ally constant between patients and control individuals (Fig. 3b). Our data indicate that all spine categories were 
represented in pyramidal neurons from both patients and controls. However, we observed some differences in 
their relative proportions: filopodia were present at highest densities in both control individuals and patients as 
compared to the combined thin, stubby and muschroom categories (p < 0.0001). By contrast, we did not observe 
any significant difference in spine maturation between patients and controls (Fig. 4). When SHANK3 mRNA lev-
els and dendrites were analyzed together, we found a significant correlation between the level of SHANK3 mRNA 
and spine density (p = 0.0067), spine volume (p = 0.024) and spine head volume (p = 0.0034) (Fig. 5).

Discussion
In brain cortical circuits, dendritic spines play an important role in the establishement of excitatory synapses. 
However, their quantitative morphological analysis has been poorly documented in iPSC-derived neurons from 
patients with ASD. We therefore analyzed spinogenesis in iPSC-derived pyramidal glutamatergic cells using our 
published method for the 3D quantification of GFP-labeled dendritic spines35. So far, data from studies using 
iPSC-derived neurons in neurodevelopmental disorders have included only one or two patients. In our study, we 
have increased the number to four ASD patients with precise SHANK3 mutations. This aspect is of importance 
since each individual has a unique genetic background. In addition, a broad range of severe clinical symptoms 
are observed in patients carrying SHANK3 mutations3,4,36. Finally, recent observations indicate a dysregulation of 
different microbial species in Shank3 KO mice37 that may affect GABAergic system38 together with an apparent 
complex relationship between SHANK3 genotype, sex and immune response37. These observations strengthen the 
importance of using a larger number of patients for the analysis of cellular phenotypes in humans.

We could observe altered 3D spine morphologies and densities in comparison with control neurons in 
iPSC-derived neurons from four patients with ASD carrying SHANK3 de novo truncating mutations. Moreover, 
we could also correlate the reduced expression of SHANK3 mRNA in neurons reprogrammed from patients’fi-
broblasts with the effects of the four distinct SHANK3 mutations on spinogenesis. In neuronal cells, a dendritic 
mRNA transport occurs with local translation at dendritic spines39. The decrease in SHANK3 mRNA levels may 
result from reduced spine densities as observed in reprogrammed neurons from patients. The spatio-temporal 

connectivity between cell clusters. (d) VGlut1 marker at 10 days post NSC differentiation stained glutamatergic 
neurons.  Labeling of control (1869, 4603, PB12) and ASD (G1271Afs*15) mature neurons at 40–45 days 
post NSC differentiation using the pAAV-CaMKIIa-hChR2-EYFP-WPRE lentivirus are also illustrated. 
(e) Immunofluorescence staining using presynaptic (synapsin) and postsynaptic (PSP95 and PanSHANK) 
markers. No staining was detectable before the indicated days post NSC differentiation (20 days for Synapsin, 
10 days for VGlut1 and 30 days for PSD95). Data are from at least two control individuals (PB12 and 4603) (f) 
Immunofluorescence GFAP staining of cultures from iPSC-derived neurons showing the presence of astrocytes 
in 3 controls individuals (PB12, 4603, 1888) and 3 patients (G1271Afs*15, L1142Vfs*153, E809X). Scale bars: 10 
μm (a-e); 100 μm (f).
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control of gene expression which occurs at synapses involves the FMRP protein. FMRP target genes which are also 
subject to dendritic mRNA transport with local translation at synaptic sites40 were enriched in down-regulated 
genes.

Our data are in agreement with the findings of Shcheglovitov et al.19 showing fewer excitatory synapses in 
iPSC-derived neurons obtained from two patients with PMS carrying a complete deletion of SHANK3 as com-
pared to controls. Our data are also in agreement with those reported in rat neurons by Durand et al.16 who 
demonstrated by a 2D spine analysis, that a stop SHANK3 mutation selectively reduced the density of spines 
along the dendrites, while spine width remained unchanged. In the study of Bidinosti et al.20 using rat cortical 
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Figure 2.  Analysis of SHANK3 gene expression in iPSC-derived neurons from controls and ASD patients. (a) 
Quantification of SHANK3 mRNA in iPSC-derived neurons (40 days post NSC) using RT-ddPCR. Data are 
mean ± SEM. Statistical analysis was performed using a two-way Anova. *p < 0.05 ***p < 0.001 (b) Sequencing 
diagrams showing the presence of the four mutations in the genomic and cDNA extracted from iPSC-derived 
neurons.
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neurons, spine densities were in the same of order as those from our study. Moreover, these authors found that 
inactivating SHANK3 led to a similar reduction in spine densities. Altered dynamics of maturation of spines from 
excitatory neurons during development may underlie the cortical dysfunctions found in ASD by modifying the 
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Figure 3.  Quantitative analysis of the morphological parameters of primary dendritic spines between control and 
ASD neurons. (a) Primary spine segments with corresponding 3D reconstructions. Scale bar = 2 μm. Dendrite 
segments (grey color) are endowed with four categories of spines: Filopodia (pink color), Thin (blue), Stubby 
(pink) and Muschroom (green). (b) Spine morphological parameters were quantified using the Imaris sofware 
as described in Materials and Methods. Numbers of neuronal dendrites are indicated in the graph. Data are 
presented as mean ± SEM. Statistical analysis was performed using unpaired Student t-test in order to analyze 
the significance between mean values from combined controls and combined patients. Equality of variances was 
checked using the Fisher’s F-test. P values are directly indicated in the graph. *p < 0.05, **p < 0.01.



www.nature.com/scientificreports/

7SCIENtIFIC RePorTS |            (2019) 9:94  | DOI:10.1038/s41598-018-36993-x

intracortical projections of excitatory neurons. We could observe that spine maturation is not fully achieved. 
Filopodia were present at the highest densities in controls and in patients, as compared to other spine categories. 
The distribution of spine categories in patient G1271Afs*15 was slightly different with apparent lower levels 
of filopodia as compared with other individuals. Dendritic spine dysgenis in neurons from ASD patients may 
underlie the synaptic defects found in diverse mouse models of ASD41,42. An inadequate organization of neuronal 
circuits may cause the main clinical behavioral deficits, also reproducible in mouse models. At molecular levels, 
the genetic manipulation of selected proteins such as Shank3 but also Shank2, as well as neurexins, neuroligins, 
Epac2, Tsc1/2, Ube3A, and PTEN that are involved in ASD, leads to altered spine shapes and densities in rodent 
models43. Current advances in SHANK3 protein research clearly correlate its deficit to a wide-range of human 
neurological disorders with developmental synaptic dysfunction that may also be associated with synaptic decline 
at later stages as observed in Alzheimer disease44. The fact that Shank3 protein has been shown to differentially 
regulate brain cortical and striatal circuits in mice45, further supports its complex involvement not only in ASD 
but also in other neurological disorders.

In conclusion, our results obtained on iPSC-derived neurons from four independent patients with ASD and 
ID fully support the deleterious role of SHANK3 mutations on dendrite density and morphology in the patient 
genetic background. This abnormality of dendrites is a current feature, which is also observed in iPSC-derived 
neurons from patients with neurodevelopmental syndromes (i.e. PMS, Rett syndrome, Timothy syndrome, 
Fragile X syndrome) as reviewed elsewhere46–49. The 3D measurement of the dendritic spines morphologies rep-
resents a useful index for synaptic defects in patients with neurodevelopmental disorders.

Methods
We confirm that all methods were carried out in accordance with relevant guidelines and regulations. We confirm 
that all experimental protocols were approved by the named institutions. Informed consent was obtained from 
all subjects as detailed below.

Ancestry analysis of patients.  For the ancestry analysis, patients and control individuals were genotyped 
using Illumina Infinium Omni1/2.5 (1 M/2.5 M SNPs) and Illumina Infinium Humancore24 (300 K SNPs) bead-
chips, respectively. To assess the genetic background of patients and controls, genotyping data from HapMap3 pop-
ulations was used as a reference panel and the genetic distance based on pairwise identity by state calculation was 
performed using PLINK and 17 K SNPs (overlapping SNPs from the Illumina technologies) (Supplementary Fig. 6).

Production of human pluripotent Stem cells and their derivation into cortical neurons of layer II 
to IV.  The iPSC were produced as described previously27. Following the patient’s legal representatives’ approval, 
8-mm skin punch biopsies were obtained (study approval by Committee for the Protection of Persons, CPP no. 
C07-33). The clinical characteristics have been published3. Fibroblasts reprogramming was performed using the 
four genes coding for the human factors OCT4, SOX2, c-Myc, and KLF4 cloned in Sendai viruses (Invitrogen). 
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Figure 4.  Morphological classification of primary dendritic spines between control and ASD neurons. 
Morphological parameters of the four spine categories were quantified using the Imaris sofware as described in 
Materials and Methods. Data are presented as mean ± SEM. Statistical analysis was performed using unpaired 
Student t-test. Equality of variances was checked using the Fisher’s F-test. P values are directly indicated in the 
graph. Combined mean values for Filopodia were significantly increased as compared to combined values from 
all other spine categories (p < 0.0001). Statistical analysis was performed as described above.
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Induced PSC lines were characterized according to Boissart et al.27. Commitment of pluripotent stem cells (PSC) 
to the neural lineage and derivation of stable cortical neural stem cells (NSC) was also described previously27,35. 
For the control iPSC lines, we used GM04603 and GM01869, two male fibroblast cultures obtained from the 
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Figure 5.  Correlation analysis between SHANK3 expression and alterations in dendritic spine parameters 
in iPSC-derived neurons from control individuals and patients with ASD. Upper graph, Correlation between 
SHANK3 mRNA and spine densities. Middle graph, Correlation between SHANK3 mRNA and total spine 
volume. Lower graph, Correlation between SHANK3 mRNA and head spine volume. Statistical analysis was 
performed using GraphPad Prism Version 6 software (GraphPad, sand Diego, California, USA). Data are 
mean ± SEM. Coefficients were calculated using Spearman correlation method and are indicated in the graphs 
with statistical significance.
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Coriell Biorepository (Coriell Institute for Medical Research, Camden, NJ, USA). The control line PB12 was 
reprogramed from peripheral blood mononuclear cells obtained from an anonymous female blood donor at the 
French Blood Donor Organization.

Immunofluorescence.  Immunofluorescence was described in Gouder et al.32. The list of primary and sec-
ondary antibodies with their respective dilutions is presented in Supplementary Table S2.

Lentiviral transduction.  The protocol for the transduction of PGK-GFP-lentivirus has been previously 
described32. The same experimental conditions were used for the pAAV-CaMKIIa-hChR2-EYFP-WPRE lenti-
virus without subsequent immunofluorescence against the yellow fluorescent protein. The CaMKIIa promoter 
is predicted to drive specific expression in neurons vs. glia and in pyramidal excitatory neurons vs. inhibitory 
interneurons28. Transduction of neuronal cultures was performed using a lentivirus containing a calcium/
calmodulin-dependent protein kinase II (CaMKII) promoter provided by Dr Gabriel Lepousez.

Primary dendritic spine imaging.  For imaging of dendritic spines, a step-by-step protocol has been pre-
viously published and is available in a video journal32. Main steps are as follows: (1) transduction of iPSC-derived 
cells with GFP lentiviral vectors followed by an immunofluorescence labeling with an anti-GFP antibody; (2) con-
focal imaging by a confocal laser-scanning microscope using a 40X oil NA = 1.3 objective and a 488 nm laser for 
GFP excitation; (3) selection of neurons with a pyramidal morphology; (4) Z-stack acquisitions with a Z spacing 
ranging from 150 nm to 300 nm; (5) Semi-automatic tracing of dendrites and automated segmentation of spines 
using the Filament Tracer module of Imaris 7.6 software (Bitplane AG, Zürich); (6) Spine classification in four 
classes defined by their morphology as follows: Stubby: length < 1μm; Muschroom: Length (spine) > 3 μm and 
Max width (head) > mean width (neck) x 2; Long thin: Mean width (head) ≥ Mean width (neck); Filopodia-like: 
length > 1 μm (no head).

Genomic, cDNA sequencing, and Genotyping.  For genomic DNA sequencing, cells were lyzed in 
lysis buffer (50 mM Tris, pH = 8.0, 20 mM NaCl, 1 mM EDTA, 1% SDS) with proteinase K. DNA was extracted 
using phenol-chloroform isoamylalcool (ref. P2069, Sigma) and isopropanol (ref. 59309-1L, Sigma). For cDNA 
sequencing, RNA was extracted using the miRNA Micro Kit (QIAGEN) and reverse transcription was performed 
using the SuperScript ® VILO cDNA Synthesis Kit (ref. 11754–250, Invitrogen). The region encompassing the 
mutation was amplified by PCR using 5 or 4 sets of primers for the genomic DNA and cDNA, respectively 
(Supplementary Table S1) and the Kapa2G polymerase (KAPA 2G Robust HotStart PCR Kits, ref. KK5517, 
Clinisciences). PCR products were run on agarose gels and purified using phosphatase (FastAP, ref. EF0651, 
ThermoScientific) and exonuclease enzymes (Exonuclease I, EN0581, ThermoScientific). Controls were per-
formed in the absence of reverse transcriptase. Sequencing was performed using the BigDye®TerminatorV3.1 
cycle sequencing and purifications kits (ref. 4337455,4376484, ThermoFisher).

RT-ddPCR assay.  RNAs from 40-day human neurons in culture were extracted using the miRNA Micro Kit 
(QIAGEN, ref. 217004) and converted in cDNA using the Superscript ® VILO cDNA synthesis Kit (ref. 11753–
250, Invitrogen). The expression of SHANK3 mRNA was analyzed using 3 sets of primers and probes targeting 
respectively exons 2-3, 8-9 and 21-22. A duplex ddPCR strategy was used to amplify and quantify SHANK3 and 
the housekeeping gene GADPH in a same well. For each set of primers targeting SHANK3, probes were coupled 
either with the FAM dye or with the HEX dye. Each reaction medium contained 10 μl ddPCR Supermix for probes 
(without UTP), 1 μl of SHANK3 primer/probe mix (Biorad), 1 μl of GADPH assay (Biorad), 6 μl of nuclease free 
water, and 2 μl of DNA (2.5 ng/μl). 20 μl of each reaction medium was transferred to a droplet generation cartridge 
before adding 70 μl of Droplet Generation Oil. Droplets generated with QX200 Droplet Generator were loaded 
into a clean 96-well PCR plate, sealed with foil. The PCR reaction conditions were as follows: 1 cycle at 95 °C for 
10 min, 40 cycles at 94 °C for 30 s, 1 cycle at 55 °C for 1 min, followed by 1 cycle at 98 °C for 10 min. Droplet signals 
were obtained using a Bio-Rad QX200 droplet digital PCR system (Bio-Rad, USA). Data were analyzed using the 
Bio-Rad QuantaSoft software version 1.3.2. Negative controls were obtained by excluding the retrotranscription 
step. Up to 20000 discrete droplets were analyzed for each PCR sample (Supplementary Table S3).

Statistics.  The sample size and statistical analyses are reported in each figure legend. 95% confidence levels 
have been used.

Data Availability
The data that support the findings of this study are available from the corresponding author on reasonable re-
quest.
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Figure S1: 3D structure of selective domains of SHANK3 protein  

 

Legend to Supplementary Figure S1: a. Left panel shows the delineation for the six ankyrin 

(ANK) domains ranging from residues 148 to 345 within the SHANK protein aminoacid 

structure. Right panel shows the juxtaposed ANK domains, which have been homology 

modeled according to a method reported previously28,29, using 1YYH (Ehebauer et al, 2005), 

3B7B (Collins et al, 2004) and 1WDY (Tanaka et al, 2004) pdb identities as 3D templates, 

selected from HHPred detection (Söding et al, 2005). b. Illustration of the 3D structures of the 

SH3, PDZ and SAM domains, which are identified domains of full-length SHANK. All FASTA 

sequences were retrieved from the UnitProtKB server at 

http//www.uniprot.org/uniprot/Q9BYBO#structure.  

 
Figure comment: The six ankyrin (ANK) domains are presented in their putative 3D structure to illustrate precisely their 

numbers and complete juxtaposition with respect to ANK topology. Indeed, some contradictory results have been published 

regarding the topological characteristics of the ANK domains (Schuetz et al, 2004; Mameza et al, 2013). Although predicted 

benign, coding-sequence variants within the ANK domains have been identified in patients with ASD3. Other SHANK3 

domains such as SH3, PDZ and SAM are also complex structures that are involved in the interaction of SHANK3 proteins with 

its intracellular partners (Mameza et al, 2013).  
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Figure S2: Study workflow 

                      a 

Production of cortical pyramidal neurons from a single clone  

 

 

 

 
 

 

B 

 

 

 

 

 

b 
 

Analysis 

 
Legend to Supplementary Figure S2: a. Schematic representation of the different steps for 

the production of pyramidal neurons. A single clone was analyzed for each independent 

individual: 3 controls and 4 patients (7 cell lines in total). b. Illustration of the different steps 

of analysis, which includes neuronal characterization, SHANK3 mRNA expression, and 

morphometric analysis of dendritic spines. 
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Figure S3: Characterization of iPSC from patient L1142Vfs*153  

 

 

 

 
 

 

 

Legend to Supplementary Figure S3: Late cortical progenitors (LCP) terminal differentiation 

using high-throuput screening in 384-well plates as described in Boissart et al27. Top, Values 

from the graph correspond to the automated quantification of the kinetics of neural proliferation 

(Ki-67 marker) and neuronal differentiation (HuCD marker) at different days after cell plating 

for one control and patient with the SHANK3 mutation L1142Vfs*153. Results represent the 

percentage of cells expressing each marker in total cell populations. Data are mean  SD. 

Bottom, Representative pictures captured by the Arrayscan microscope are presented for the 

cells from patient L1142Vfs*153 which was not included and validated elsewhere21,27.   
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Figure S4:  Quantitative analysis of neuritogenesis in five distinct cultures of control 

human iPSC-derived neurons 

 

 

 

Legend to Supplementary Figure S4: Neuritogenesis, a complex dynamic process 

combining neurite outgrowth and branching, was followed in 5 distinct cultures of control 

iPSC-derived neurons (15 days post NSC). At the end of culture, neurons were fixed and 

immunostained with an anti-MAP2 antibody. Fluorescence images were acquired with an 

inverted Axio Observer.ZI (Carl Zeiss, Le Pecq, France) equipped with an AxioCam camera. 

Quantification of images was performed using the Acapella software (Perkin Elmer) as 

previously described28. Briefly, neuronal nuclei were detected according to the DAPI staining 

and for quantification all parameters were measured under the same defined threshold 

conditions. Measured parameters loaded from the specific module “neurite detection” include 

the length of the longest neurite per neuron, the total numbers of root extremities and 

segments. Scatter dot plots with a line at median with interquartile range are represented. Each 

dot represents one neuron. Statistical analysis was performed using a Kruskal-Wallis test and 

GraphPad Prism Version 6 software (GraphPad, sand Diego, California, USA). Outliers were 

identified using the ROUT method with a Q value of 1%.  

P values are directly indicated in the graphs. No statistical difference was found between the 

5 cultures (C1 to C5).  
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Figure S5: SHANK3 gene expression in iPSC-derived neurons from controls and ASD 

patients. 
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Legend to Supplementary Figure S5:  a. Quantification of SHANK3 mRNA in iPSC-derived 

neurons (40 days post NSC) using RNAseq technology. Data are shown as log2 read counts 

normalized by library size. Statistical analysis was performed using DESeq2 package (v1.18.1), 

p= 0.013. b. Scatter plots showing SHANK3 expression as measured by ddPCR (Ratio 

SHANK3/GAPDH) versus RNA-Seq (log2 normalized read counts). PCR were done in two 

replicates for each individual. For each replicate, SHANK3/GAPDH ratio was summed across 

the selected SHANK3 exons (2-3; 8-9; 21-22) to obtain one estimate of SHANK3 expression per 

sample. SHANK3 expression values were then averaged across the two PCR replicates from a 

same individual. Coefficients of linear regression is r2= 0.654, p=0.015. c. Enrichment analysis 

within the following two gene sets: 777 FMRP targets from Darnell et al. (2001) and 3519 

housekeeping genes from Eisenberg et al. (2013). Analysis was performed on the genes within 

the two gene sets which were detected using DESeq2 package and observed as under-expressed 

(FDR < 5% and logFC < 0) and over-expressed (FDR < 5% and logFC > 0) between control 

and ASD neurons. A total of 15,665 genes was detected as expressed in the RNA-Seq data 

using a threshold of one count-per-million reads in at least three samples. The y-axis gives the 

percentage of genes from each gene set present in the population of genes detected as under-

expressed and over-expressed. P-values of the Fisher tests are given for each gene set and each 

group of genes above each barplot. 

  
Method: 

 

Library construction and RNA-seq 

Stranded mRNAseq sequencing has been performed at the Centre National de Recherche en 

Génomique Humaine (CNRGH, CEA). After complete quality control of RNA on each sample 

(quantification in duplicate and RNA6000 Nano LabChip analysis on Bioanalyzer 2100 from 

Agilent), libraries were prepared using the "TruSeq Stranded mRNA Library Prep Kit" from 

Illumina, with an input of 1 µg and with selection of poly(A) RNAs, following the 

manufacturer's instructions. Library quality was checked by Bioanalyzer 2100 analysis, and 

sample libraries were pooled before sequencing to reach the expected sequencing depth. 

Sequencing has been performed on an Illumina HiSeq 4000 as paired-end 100 bp reads, using 

Illumina sequencing reagents and pooling 6 samples per lane (corresponding on average to 40 

to 50 million sequenced fragments or 80 to 100 million total reads). The quality of the sequences 

was checked using an in-house CNRGH pipeline before transferring the fasq files to Institut 

Pasteur. 

 

Bioinformatics analysis  

The RNA-Seq reads were mapped to the genome with the STAR aligner v2.5.3a (Dobin et al. 

2013) in two-pass mode to the GRCh37 v75genome, STAR was used to output uniquely 

Mapped read counts at the gene level. The 15,665 genes with at least one count-per-million 

reads in three samples were selected for further analysis. Differential expression analysis 

between ASD and Control samples was performed using DESeq2 v1.18.1 (Love et al., 2014). 

Plots were made in R using the package ggplot2 (Wickham 2009). 
  
Supplementary References: 
 

Darnell, J.C., Jensen, K.B., Jin, P., Brown, V., Warren, S.T. and Darnell, R.B. Fragile X Mental Retardation Protein Targets G 

Quartet mRNAs Important for Neuronal Function. Cell. 107(4):489-99 (2001). 
 

Dobin, A., Davis, C.A., Schlesinger, F., Drenkow, C., Zaleski, C., Jha, S., et al. STAR: ultrafast universal RNA-seq aligner. 

Bioinformatics, 29, 15-21 (2013). 
 

Eisenberg, E., and Levanon, E.Y. Human housekeeping genes, revisited. Trends Genet. 10, 569-74 (2013). 
 

Love, M.I., Huber, W., Anders, S. Moderated estimation of fold change and dispersion for RNA-seq data with DESeq2. 

Genome Biology. 15(12):550 (2014). 
 

Wickham, H. ggplot2: Elegant Graphics for Data Analysis. Springer-Verlag New York, (2009). 
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Figure S6:  Multi-Dimensional Scale Analysis of the genetic distance between individuals 

of HapMap3 populations and the cohort of control individuals and patients from our 

study 

 

 

 

Legend to Figure S6: Each dot represents a single individual. The distance between two dots 

represents the genetic distances. As described in Materials and Methods, the stratification was 

performed using PLINK and 17K SNPs overlapping from genotyping data of HapMap3 

populations (Illumina Human1M and Affymetrix SNP 6.0) and the cohort of controls and 

patients (Illumina Infinium Omni1/2.5; 1M/2.5M SNPs) and Illumina Infinium Humancore24 

(300K SNPs). 
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Table S1: Nucleotide sequence of primers used for PCR and Sanger sequencing 

 

 
Forward Reverse Size 

21-AF TGTAAAACGACGGCCAGTTTGTGTCCGGACGGTGGCTTCC 21-AR GGATAACAATTTCACACAGGACGGAGCGAAGAGGCTGGCGCTGAA 634 

21-AF’ TGTAAAACGACGGCCAGTagacatcgcagacgcagact    

21-BF TGTAAAACGACGGCCAGTGCGCTCCATGATCATCCTGCA 21-BR GGATAACAATTTCACACAGGACTTTGCCGGTGAGTGGGTGGA 634 

21-CF TGTAAAACGACGGCCAGTGCGGATCTGCCATCCCTACAGC 21-CR GGATAACAATTTCACACAGGACCACAGCCGCTGACTGCATGG 618 

21-DF TGTAAAACGACGGCCAGTGCTGGCCTCATCGTTGTGCACGCCA 21-DR GGATAACAATTTCACACAGGACTTGGGAGGCACTGGTGGCTTCTCGA 626 

21-EF TGTAAAACGACGGCCAGTAGGCTGACACACGCAGCTCC 21-ER GGATAACAATTTCACACAGGACAGGCCAAGCAAGACCGGATTCAG 698 

 

 

Legend to Supplementary Table S1: Nucleotide sequence of primers used for PCR and 

Sanger sequencing. Five sets of primers were used to cover the whole sequence of exon 21. 

Primers were linked to the M13 adaptor sequence (red characters). Three sets of primers (duos 

B, C and D) were used for genomic DNA and cDNA amplification. Set A and E were not used 

for cDNA since AF and ER were located in intronic regions. Sequencing was performed using 

M13 sequences as primers.  
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Table S2: Commercial antibodies used for immunofluorescence labeling 

 

 HOST REFERENCE SUPPLIER DILUTION 
Primary Antibodies 

Synapsin Rabbit ab1543 Millipore 1/1000 

VGlut1 Rabbit 135303 Synaptic System 1/1000 

Pan SHANK Mouse MABN24 Millipore 1/500 

BetaIII tubulin Chicken ab9354 Millipore 1/1000 

GFAP Rabbit ab7260 Abcam 1/1000 

MAP2 Mouse MAB 3418 Millipore 1/200 

PSD95 Rabbit ab18258 Abcam 1/1000 
Secondary Antibodies 

Anti mouse Alexa 488 Chicken A21200 Invitrogen 1/200 

Anti mouse Alexa 594 Goat A11005 Invitrogen 1/200 

Anti rabbit Alexa 488 Rabbit A11034 Invitrogen 1/200 

Anti chicken Alexa 546 Goat A11040 Invitrogen 1/200 
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Table S3:  List of coumpounds and Materials used for RT-ddPCR 

Primers 

Primers Forward  Probe Reverse Reference 

Shank3 Exon 2-3 HEX 
Home-Made design 

GCAAGTTCCTGGATGAGGAG CCTGCCCTACCTGGAGTTTC CATAAACTCGCCGCTTGTATC 
10031279 
(Biorad) 

Shank3 Exon 2-3 FAM  
Home-Made design 

CTGGGGGAGGAACCAGTTG CTGGACCCTGCCAAGAAGT CACCGAGGCTGCTGAAGAG 
10031276 
(Biorad)  

Shank3 Exon 8-9 HEX  
Biorad design 

NA NA NA 

10031255 
(Biorad) 

dHsaCPE505
8813 

Shank3 Exon 8-9 FAM  
Biorad design 

NA NA NA 

10031252 
(Biorad) 

dHsaCPE505
8812 

Shank3 Exon 21-22 
HEX Home-Made 
design 

CTGGGGGAGGAACCAGTTG CTGGACCCTGCCAAGAAGT CACCGAGGCTGCTGAAGAG 
10031279 
(Biorad) 

Shank3 Exon 21-22 
FAM Home-Made 
design 

CTGGGGGAGGAACCAGTTG CTGGACCCTGCCAAGAAGT CACCGAGGCTGCTGAAGAG 
10031276 
(Biorad)  

GAPDH HEX                 
Biorad design 

NA NA NA 

10031255 
(Biorad) 

dHsaCPE503
1597 

GAPDH FAM                 
Biorad design 

NA NA NA 

10031252 
(Biorad) 

dHsaCPE503
1596 

 

Table S3 (cont.) 

 

Products 

Produts Reference 

ddPCR Supermix for probes no UTP 186-3025 BioRad 

DG8TMCartridges for QX100 TM/QX200 TM Droplet Generator 186-4008 Biorad 

Droplet Generator DG8 TM Gasket  1863009 Biorad 

Droplet Generator DG8 TM Cartridge Holder 1863051 BioRad 

Droplet Generator Oil for Probe  186-3005 Biorad 

twin.tec PCR Plate 96, semi skirted 951020320 eppendorf 

QX200™ Droplet Generator  1864002 BioRad  

QX200™ Droplet Reader 1864003 BioRad 

QuantaSoft™ Software Regulatory edition 1864011 BioRad 
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to study brain circuits in autism-related
disorders
Aline Vitrac1,2,3 and Isabelle Cloëz-Tayarani1,2,3*

Abstract

The mammalian brain is a very complex organ containing an estimated 200 billion cells in humans. Therefore,
studying human brain development has become very challenging given all the data that are available from
different approaches, notably genetic studies.
Recent pluripotent stem cell methods have given rise to the possibility of modeling neurodevelopmental diseases
associated with genetic defects. Fibroblasts from patients have been reprogrammed into pluripotent stem cells to
derive appropriate neuronal lineages. They specifically include different subtypes of cortical neurons that are at the
core of human-specific cognitive abilities. The use of neurons derived from induced pluripotent stem cells (iPSC)
has led to deciphering convergent and pleiotropic neuronal synaptic phenotypes found in neurodevelopmental
disorders such as autism spectrum disorders (ASD) and their associated syndromes. In addition to these initial
studies, remarkable progress has been made in the field of stem cells, with the major objective of reproducing the
in vivo maturation steps of human neurons. Recently, several studies have demonstrated the ability of human
progenitors to respond to guidance cues and signals in vivo that can direct neurons to their appropriate sites of
differentiation where they become fully mature neurons.
We provide a brief overview on research using human iPSC in ASD and associated syndromes and on the current
understanding of new theories using the re-implantation of neural precursors in mouse brain.

Keywords: Human induced pluripotent stem cells, Autism, Developmental disorders, Transplantation, Brain circuits

Background
The use of induced pluripotent stem cells (iPSC) has pro-
vided new opportunities for analyzing brain development
and the consequences of its dysfunctions in neurodevelop-
mental disorders. The iPSC approach has been particu-
larly useful for neurodevelopmental diseases for which
major genes are considered responsible. One important
aspect resides in the fact that the reprogrammed iPSC
studied so far carry single genetic deficits which were ini-
tially identified in the genomes of patients. This is the case
for autism spectrum disorders (ASD) and their related dis-
orders, which include Rett syndrome, Timothy syndrome,
fragile X syndrome, and Phelan-McDermid syndrome

(PMS). Causative genes are mostly related to synaptic
functions. Among others, traditional approaches include
large-scale genomic data analysis and engineered animal
models [1–3]. The discovery of human iPSC has enabled
the analysis of neuronal phenotypes after the derivation of
patients’ somatic cells into neurons. One limitation of
such an in vitro approach is the inability to grow the cells
for periods long enough to reproduce the postnatal devel-
opment and maturation of human iPSC-derived neurons.
Alternative techniques are based on the use of neural pro-
genitors that are patterned after their re-implantation in
mouse brain to undergo differentiation via specific neural
pathways in vivo.
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In vitro use of human iPSC-derived neurons in
neurodevelopmental disorders: the case of
syndromic and non-syndromic forms of ASD
A common understanding of the pathogenesis of neuro-
developmental disorders, including ASD, has still not
been achieved. This remains an important issue, as it is
a prerequisite for the development of pharmacological
drugs for the treatment of the core symptoms of such
disorders. Reprogramming of iPSC from patients into
neuronal cell types was first used to further elucidate the
phenotypes related to pathologies such as Alzheimer’s
disease [4], Parkinson’s disease [5], epilepsy [6], and
schizophrenia [7, 8]. Peripheral neurodegenerative disor-
ders such as amyotrophic lateral sclerosis [9] have also
been investigated. For all these pathological conditions,
human iPSC have been reprogrammed into selective
neuronal cell types by considering the neuronal pheno-
types that are damaged as predicted by available animal
models and clinical investigations in patients. The iPSC
model has enabled further insights into the cellular and
molecular mechanisms that are affected during brain de-
velopment. This model was first developed in the case of
monogenic diseases such as Rett syndrome, fragile X
syndrome, Timothy syndrome, PMS, and various forms
of schizophrenia that display symptoms in common with
ASD. The common features between such monogenic
diseases and ASD include cognitive dysfunctions with
mental retardation and dysmorphia. Other features com-
prise epilepsy (atypical forms of Rett syndrome), cardiac
dysfunction (Timothy syndrome), motor coordination,
and sensorial hypersensitivity (fragile X syndrome).
Studies using iPSC technology have been focused both
on neural progenitors and on mature neurons derived
mostly from the fibroblasts (or less often from blood) of
patients. The identification of phenotypes in human
iPSC-derived neurons was first studied in four syndromic
forms of ASD with well-known identified causal genes.
Rett syndrome is a severe X-linked neurodevelopmen-

tal disorder. The main form of this disorder is character-
ized by defects in the MECP2 gene coding for the
transcriptional regulator methyl CpG binding protein 2,
which is expressed in a wide variety of tissues, including
the brain. The most extensive work using the iPSC
model has been devoted to Rett syndrome, with the
phenotypic characterization of these cell lines obtained
from patients’ fibroblasts. Decreased cell soma size and
neuritogenesis [10], reduced expression of the adhesion
molecule L1 [10], and synaptic alterations [11, 12] have
been observed by using this model, supporting the ex-
pected defects in neuronal connectivity.
Timothy syndrome is a very rare autosomal dominant

disorder which results from mutations in the CACNA1C
gene coding for the alpha-1 subunit of the L-type
voltage-gated calcium channel Cav1.2. To date, only a

few studies have analyzed the neuronal phenotypes of
human iPSC-derived neurons, which have shown spe-
cific alterations in calcium signaling [13] and dendritic
plasticity [14]. One of the initial studies reported a re-
duced number of cells expressing the DNA-binding pro-
tein SATB2 [15]. Satb2 regulates the fate of upper and
deeper layers of cortical neurons as shown in mouse
brain models [16]. It is therefore reasonable to suggest
the existence of deleterious effects on neural develop-
ment which are due to altered calcium signaling in par-
allel with the absence of SATB2 protein, and more
specifically on cortico-cortical connections. Neverthe-
less, it should be noted that in vitro developmental neur-
onal patterns differ from in vivo ones, especially when
the deleterious mutations target pleiotropic genes, such
as CACNA1C, that coordinate organ functions in a
non-independent manner.
PMS is a neurodevelopmental disorder strongly asso-

ciated with ASD that is caused by a deletion of the
SHANK3 gene at the 22q13 locus, identified as a 22q13
deletion syndrome. Shcheglovitov and colleagues [17]
used iPSC-derived cortical neurons from two patients
and observed significant deficits in the excitatory trans-
mission of reprogrammed neurons which were rescued
by IGF1 exposure.
Fragile X syndrome is considered as one of the most

common cause of syndromic ASD. This syndrome re-
sults from an expansion of a CGG repeat within the fra-
gile X mental retardation 1 (FMR1) gene on the X
chromosome. This gene is required for neuronal devel-
opment and a deficiency in its corresponding protein
leads to altered neuronal connectivity. It has been diffi-
cult so far to find a model to study this syndrome using
iPSC technology. The more recent study by Doers and
colleagues [18] clearly demonstrates reduced neurite
outgrowth in neurons from patients. Reduced neurite
outgrowth may alter axonal growth as well as the differ-
entiation of presynaptic and postsynaptic components,
and consequently may lead to alteration of short-range
and long-range neuronal connectivity.
ASD are neurodevelopmental disorders characterized

by deficits in social cognition, communication, and be-
havior as well as moderate to severe mental retardation.
ASD have a complex genetic basis, with hundreds of
identified candidate genes which cannot be individually
responsible for ASD clinical features and cellular pheno-
types. This complexity has led to considerable effort to
identify functional pathways that may reveal cellular
connections between the candidate genes. Among these,
the glutamatergic pathway includes genes that, once mu-
tated, are thought to be responsible for both syndromic
and non-syndromic ASD [19]. Indeed, ASD present with
alterations in the brain cortex and its development and
morphological organization and the brain’s short-range
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and long-range connectivity [20]. For example, an abnor-
mal connectivity between the cerebellum and the entire
cerebral cortex has recently been shown using fMRI
brain imaging [21]. The development and maintenance
of neuronal networks depend on differentiation of neu-
rons and axonal outgrowth as well as dendrite branch-
ing. We have shown that these processes are controlled
differently by cell-adhesion molecules such as contactin
4 (CNTN4), contactin 5 (CNTN5), and contactin 6
(CNTN6) proteins [22]. Among the genes which code
for CNTN4–6, we have demonstrated that CNTN6 is a
susceptibility gene for ASD [23]. Alterations in the for-
mation of neural networks that are controlled by
CNTN6 may underlie the cognitive, sensory, and motor
deficits that we observe in autistic patients carrying
CNTN6 coding variants [22].

Modeling shankopathies using human iPSC-derived
neurons
Among the mutated genes in ASD, the SHANK genes
offer one of the best possibilities to explore the core
symptoms of these disorders by analyzing the cellular
defects that are associated with mutations in them. The
major SHANK family genes involved in ASD include
SHANK1, SHANK2, and SHANK3. SHANK genes en-
code scaffolding proteins present at the postsynaptic
density of excitatory synapses. The first report on spe-
cific SHANK3 mutations was provided by our laboratory
[24]. Further investigations have clearly demonstrated
the role of all SHANK genes in ASD [1]. The involve-
ment of SHANK3 as a causal gene in ASD was observed
in 0.7% of patients in large cohorts, with different types
of mutations including microdeletions, point mutations,
and stop mutations [1]. SHANK3 is also associated with
behavioral phenotypes of the 22q13 deletion syndrome
[25, 26]. Human iPSC have been generated from patients
with heterozygous deletions of chromosome 22q13.3.
Derived neurons displayed reduced SHANK3 expression
and major defects in their excitatory but not inhibitory
synaptic transmission [17]. These findings strongly sug-
gest that a disruption of the excitatory/inhibitory balance
occurs in the brain of patients with PMS. Kathuria and
colleagues [27] differentiated iPSC from two patients
with ASD carrying microdeletions of SHANK3 into ei-
ther cortical or olfactory placodal neurons. These au-
thors showed that placodal neurons had a reduced
number of synapses compared with control neurons.
The young postmitotic neurons also had reduced cell
bodies with higher neuronal arborization. These two de-
velopmental phenotypes were specific to placodal neu-
rons and were not observed in iPSC-derived cortical
neurons. The morphogenetic deficits were rescued by
genome editing techniques [27]. The iPSC model has
also been used in patients with ASD presenting de novo

point truncating mutations in the SHANK3 gene; under the
experimental conditions, pyramidal excitatory neurons
accounted for more than 80% of cortical neurons [28]. In a
subsequent study and under similar experimental condi-
tions, these authors were able to evaluate and reverse the
neuronal dysfunctions in two individuals with de novo point
mutations in the SHANK3 gene [29], namely decreased
neurite length and branching and spontaneous calcium os-
cillations. In addition, the authors found that lithium as well
as valproic acid and fluoxetine increased the SHANK3
mRNA and protein levels in a concentration-dependent
manner [29]. SHANK3 is expressed at neuronal excitatory
synapses and forms protein complexes [30] which may con-
tribute to ASD phenotypes when they are broken up.
SHANK3 interactomes are expressed at single-spine level
[31], which also receive neuronal excitation inputs. For the
analysis of spine densities, most studies using animal
models have been performed in two dimensions, which
may not totally reflect the asymmetric morphology of di-
verse spine categories. Regarding ASD and human iPSC
models, none of the published data have so far described a
quantitative analysis of spinogenesis in patients with
SHANK3 mutations. Using the same protocol and human
iPSC lines described by Darville and colleagues [29], we
established a method which allows the quantification of
spine morphology in three dimensions [32]. The shape of
dendritic spines and volume vary according to the stage of
their maturation. Mature spines are usually characterized by
a larger head and a thin neck, whereas immature spines are
thinner with a poorly defined head with small postsyn-
aptic densities. We found the latter category to be pre-
dominant in human iPSC-derived pyramidal neurons
from individuals without ASD-related disorders (un-
published observations). We are undertaking an exten-
sive analysis of spinogenesis in a subset of patients
carrying different de novo SHANK3 point mutations to
evaluate the inter-individual variability. This aspect is
still lacking so far, since most studies have been con-
ducted using cells reprogrammed from a few patients
only.

Main pitfalls using human iPSC cells in vitro
iPSC culture systems can offer an almost unlimited
source of neurons for fundamental research on the first
stages of neural development and for pharmacological
screening. However, this model presents some limita-
tions. Indeed, reprogramming of somatic cells through
the expression of the four Yamanaka transcription fac-
tors, OCT4, KLF4, SOX2, and cMYC, has been shown to
be asynchronous and have low efficiency. The rate of cell
reprogramming also depends on donor cell types and
culture conditions [33]. Different models have been pro-
posed to analyze the reprogramming processes and the
roles of transcription factors and epigenetic regulators
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[34]. To circumvent these problems, various methods
have been developed in order to study reprogramming
dynamics under more unified frameworks [35]. Alterna-
tive reprogramming protocols have also been proposed
that are based on the use of synthetic capped mRNAs
containing modified nucleobases (mod-mRNA) [36].
However, these methods do not seem to be efficient
enough for the accurate reprogramming of human pri-
mary fibroblasts. A new, optimized method [37] which
combines mod-mRNA with reprogramming factors to-
gether with improved cell culture conditions is encour-
aging and seems to provide an alternative approach for
reprogramming of human fibroblasts in the case of ASD
and related syndromes. New protocols have also been
developed for improving the differentiation and matur-
ation of iPSC-derived neurons [38].
When analyzing data from human iPSC-derived neu-

rons in vitro, focusing on two-dimensional cell cultures
often derived from one single cell type at a time may
lead to an underestimation of cellular defects. For ex-
ample, recent findings using the human iPSC model
clearly indicate that astrocytes play important role in
synaptogenesis and neuronal morphology [39]. The low
efficiency of cell reprogramming observed so far has ren-
dered the simultaneous derivation of distinct isogenic
cell types from the same human iPSC much more diffi-
cult. The co-culture of several isogenic cell types, includ-
ing distinct neuronal and microglial cells, would
represent a significant improvement for studying ASD
and its related disorders.
Finally, in vitro systems do not allow the reproduction

of global cellular homeostasis and cell orientation and
projections within the distinct cortical layers. It is also not
clear to what extent the immature neurons that are pro-
duced in vitro recapitulate the diverse steps of neurogen-
esis. Interestingly, Imaizumi and colleagues [40] developed
specific culture systems to control the identity of derived
neuronal cells along the anteroposterior and dorsoventral
axes. New protocols including three-dimensional culture
systems [41] and brain organoids [42, 43] have been devel-
oped for iPSC models. Brain organoids consist of cellu-
lar aggregates derived from human embryonic stem
cells (ESC) and iPSC. They may represent new in
vitro systems with an oriented cell organization. De-
pending on the cell line and the number of passages,
however, the brain organoids can be variable. Conse-
quently, the development of brain organoids remains
a challenging process due to the complexity of neur-
onal phenotypes and circuitry. So far, no method can
provide a full reproduction of the phenotypic brain
environment in vivo and the exact characteristics of
developmental disorders due to the absence of a
wide variety of conditions, including vascularization,
nutrients, and specific developmental cues and

signals. Human brain organoids are reviewed else-
where in more detail [44, 45].

Reconstruction of brain circuitry using neural
transplants generated from iPSC
As discussed above, the main features of brain cortical de-
velopment cannot be reproduced using in vitro models.
Neurodevelopmental disorders are currently associated
with cognitive dysfunctions, with the neocortex underlying
high cognitive functions in humans. For this reason, cortical
neuronal subtypes such as pyramidal glutamatergic cells
have been predominantly used in vitro [15, 17, 28, 29, 46].
For neurodevelopmental disorders, including ASD, de-

fects in neuronal connectivity have been associated with
increased local and reduced long-range connectivity as
discussed above. One interesting aspect is the fact that
an early neurodevelopmental dysfunction in single sub-
cortical regions may modify the cerebral networks
underlying early sensory-motor impairments and social
deficits, including those observed in ASD [47]. The re-
construction of brain circuitry can be partially achieved
by transplantation of human neurons generated from
iPSC into mouse brain [48–52]. Since the early studies,
significant progress has been made. Espuny-Camacho
and colleagues [48] showed that ESC and iPSC can re-
capitulate corticogenesis and lead to sequential gener-
ation of functional pyramidal cells when grafted into
mouse brain in vivo. In addition, these authors have
demonstrated that, with regard to differentiation and
connectivity, transplanted cells extend their ramifica-
tions over several months and constitute functional
synapses with the host neuronal circuits [48]. Trans-
plantation of neural precursors in mouse brain can be
performed without a preliminary period of in vitro cul-
ture to allow cells to fully differentiate. Under such con-
ditions, a post-characterization of cell phenotypes is
necessary to clearly identify neurons from other
iPSC-derived cells, such as oligodendrocytes and astro-
cytes. One key aspect resides in the fact that cortical
pyramidal neurons derived from mouse or human iPSC
follow species-specific maturation processes after their
transplantation into mouse brain. Michelson and col-
leagues [49] also demonstrated that maturation of hu-
man ESC/iPSC takes 9 months post-transplantation and
maintains the chronology of developmental steps for a
given species. Using a similar approach, these authors
derived neurons from mouse ESC in vitro which could
be identified as those from visual cortex. The resulting
neurons were then transplanted successfully into le-
sioned adult mouse visual cortex [49]. A possible rescue
of the damaged pathways, including long-range and re-
ciprocal axonal projections with appropriate synapses,
was also observed [49]. Moreover, electrophysiological
recordings were used to show that grafted neurons were
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responsive to visual stimuli [49]. Such an approach has
not been tested with human iPSC. Nagashima and col-
leagues [50] developed a method consisting of an in
utero transplantation system of pluripotent ESC based
on a mild dissociation of adherens junctions in neuro-
epithelial tissue. Transplanted cells migrated from the
subventricular zone to the cortical plate and, after only
several days, presented the morphology of immature
pyramidal cells [50]. To our knowledge, this method has

not yet been used for the iPSC model. In their recent
study, Falkner and colleagues [51] used chronic in vivo
two-photon imaging to study the integration of mouse
transplanted neurons into existing circuits of the mouse
visual cortex [51]. After 2–3 months, the transplanted
neurons were fully integrated, with functional properties
indistinguishable from those of the pre-existing neuronal
networks [51]. Functional imaging of grafted neurons
into mouse brain represents an advantage compared to

Fig. 1 Main experimental designs for human iPSC models of monogenic neurodevelopmental disorders. a Patient’s specific iPSC are derived from
fibroblasts using the four Yamanaka’s factors. Genome engineering using the CRISPR/Cas9 method allows the reversion of phenotypic defects by
re-introducing the wild-type allele into the genome of iPSC lines. The CRISPR/Cas9 method also allows introduction of the mutation under study
directly into the genome of control iPSC lines in order to compare visually similar phenotypes to those seen in the iPSC from patients. Both non-
edited and isogenic iPSC are differentiated into the affected neuronal subtypes, mostly pyramidal cortical neurons in the case of cognitive
disorders. b Viable neurons can be maintained in culture up to 70 days after the differentiation of neural stem cells (NSC). The transduction of
neuronal cells with a green fluorescent protein (GFP)-lentivirus allows their visualization and phenotypic characterization using fluorescence
microscopy. A GFP-labeled pyramidal neuron 40-45 days after the differentiation of NSC. c Neuronal precursors or neurons fully differentiated in
vitro are transplanted into the brain of mouse neonates. The visualization of fluorescent neurons is done using fluorescent microscopy on brain
slices. A transplanted GFP-labeled pyramidal neuron is illustrated at 40–50 days post-injection (picture from our experiments). Mice are
maintained up to 9 months of age after grafting. d Comparative information and main therapeutics perspectives provided by the use of iPSC-
derived neurons in vitro vs in vivo
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anatomical methods. This approach has not yet been
used in the case of human neurons derived from pa-
tients with neurodevelopmental disorders. Figure 1 illus-
trates disease modeling using both in vitro and in vivo
human iPSC models, independently or in a complemen-
tary manner. Figure 1 also represents the possible intro-
duction of a genetic mutation by genome editing
techniques such as CRISPR/Cas9 [53, 54] and/or the re-
version of cellular phenotypic alterations found in mono-
genic disorders. The recent work by Wuttke and
colleagues [52] is promising. Using an optogenetics-based
electrophysiology approach, these authors demonstrated
that developmentally “primed” cortical neurons can main-
tain their precise pattern of differentiation and regional
connectivity after transplantation, with the develop-
ment of appropriate long-distance projections and
synapses. Reconstruction of the neonatal circuitry
may be possible by the micro-transplantation of
primed cortical neurons. Finally, methods for volume
imaging of optically transparent brain tissues should
offer new possibilities for the analysis of brain
circuits.
The recent work by Mansour and colleagues is quite

[54] promising. These authors have developed a method
which consists of grafting human brain organoids into
the adult mouse brain. They observed vascularized and
functional intra-graft neuronal networks as well as
graft-to-host synaptic connectivity. Together with on-
going technological improvements [45], grafting human
brain organoids into mouse brain should represent an
accurate alternative method to model a wide range of
neurodevelopmental disorders, including ASD.

Conclusions
The effective integration of transplanted cells that mature
into neuronal subtypes together with appropriate
long-range connectivity within critical regions such as
brain cortex should allow the functional reconstruction of
cortical circuitry over time. In addition, advances in gen-
ome editing technologies allow the genetic manipulation
of iPSC in a site-specific manner. Combined with a circuit
level analysis, such approaches should provide new plaus-
ible models to study human neurodevelopmental diseases
and additional opportunities for future drug development.
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A chimeric mouse model to study 
human iPSC‑derived neurons: 
the case of a truncating SHANK3 
mutation
Aline Vitrac1, Stéphanie Pons2, Marta Balkota2, Nathalie Lemière1, Célia Raïs2,3, 
Jean‑Pierre Bourgeois1, Uwe Maskos2, Thomas Bourgeron1 & Isabelle Cloëz‑Tayarani2*

Using human induced pluripotent stem cells (iPSC), recent studies have shown that the events 
underlying autism spectrum disorders (ASD) can occur during neonatal development. We previously 
analyzed the iPSC-derived pyramidal cortical neurons of a subset of patients with ASD carrying de 
novo heterozygous mutations in postsynaptic SHANK3 protein, in culture. We reported altered 
spinogenesis of those neurons. The transplantation of human iPSC-derived neuronal precursors 
into mouse brain represents a novel option for in vivo analysis of mutations affecting the human 
brain. In this study, we transplanted the neuronal precursor cells (NPC) into the cortex of newborn 
mice to analyze their integration and maturation at early stages of development and studied axonal 
projections of transplanted human neurons into adult mouse brain. We then co-transplanted NPC 
from a control individual and from a patient carrying a de novo heterozygous SHANK3 mutation. We 
observed a reduction in cell soma size of selective neuronal categories and in axonal projections at 
30 days post-transplantation. In contrast to previous in vitro studies, we did not observe any alteration 
in spinogenesis at this early age. The humanized chimeric mouse models offer the means to analyze 
ASD-associated mutations further and provide the opportunity to visualize phenotypes in vivo.

The use of human-derived cellular models to study neurodevelopmental disorders such as autism spectrum 
disorders (ASD) is an appropriate approach to link causal genetic alterations to molecular mechanisms that may 
occur in humans during pre- and postnatal brain development. The “SH3 and multiple ankyrin repeat domain 
3” (SHANK3) is a member of the SHANK gene family located on chromosome 22 in humans which contains 
multiple structural domains as we previously demonstrated by homology modeling1. Mutations in SHANK3 
represent some of the best-known genetic causes for ASD and account for the severe intellectual deficiency (ID) 
and language deficits observed in 1–2% of patients with ASD2,3. SHANK3 haploinsufficiency also contributes to 
the clinical symptoms of patients with Phelan-McDermid syndrome which presents a deletion of chromosome 
22q13 that includes SHANK3 in the large majority of cases4,5. SHANK3 is a critical partner of a major signal-
ing complex expressed at postsynaptic densities (PSD) of glutamatergic synapses which involves cytoskeletal 
networks at both the soma and the neurites of neuronal cells6. SHANK3 therefore plays a crucial role in synapse 
formation and dendritic spine maturation. The fundamental role of SHANK3 at such excitatory synapses was 
initially investigated by using genetically modified mouse models7–9, or by overexpressing mutated SHANK3 
protein in transfected rat neurons in culture10. Human induced pluripotent stem cells (iPSC)-derived neurons 
represent a valuable model for in vitro analysis of SHANK3 deficiencies in humans11–15. Accordingly, we recently 
selected four independent patients with heterozygous truncating de novo SHANK3 point mutations who had 
previously been characterized in our laboratory1,3. We generated the corresponding human iPSC for their selec-
tive reprogramming into cortical neurons13,16. We then examined the effects of SHANK3 haploinsufficiency on 
the levels of SHANK3 mRNA and on the spine morphogenesis to demonstrate the correlation between spino-
genesis defects and SHANK3 levels1. In accordance with earlier reported results, our data from these studies with 
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cultured human neurons confirmed the existence of early synaptic deficits that may occur in the brain of ASD 
patients who carry SHANK3 mutations. Together with local synaptic deficits, a defective short-range cortico-
cortical wiring was recently reported in a mouse model presenting a homozygous loss of the Shank3B isoform17. 
The human cortex is an important region that undergoes multi-developmental processes. Recent findings from 
animal models suggest that pathological modifications that lead to ASD start before birth at early stages of 
cortical development18. Another recent study with iPSC, derived from ASD patients, has shown a dysregulation 
of specific neurodevelopmental gene modules which occurs at stages of neuronal precursors19. The neuronal 
connections that are observed in two-dimensional cultures cannot fully reflect the in vivo conditions, and this 
represents an important issue for interpretation of data. Recent alternative protocols including the transplan-
tation of human cells, derived either from human embryonic stem cells (ESC) or from human iPSC, offer the 
possibility to analyze the projection patterns of grafted human cortical neurons within the adult mouse brain20. 
These transplantation protocols have also been used to repair brain lesions by employing mouse ESC-derived 
cortical neurons21,22. In the present study, we used a human neuronal-chimeric mouse by transplanting human 
NPC into the brain of immune-deficient newborn mice. We analyzed the in vivo integration and maturation of 
cortical cells from a control individual in different regions of mouse brain. We then co-transplanted, for the first 
time, the neurons from the control individual and from an ASD patient with a heterozygous truncated SHANK3 
mutation to study at early stages of neuronal maturation some key morphological parameters of mutated neurons, 
under in vivo conditions.

Results
Dendritic spine morphogenesis under in vitro and in vivo conditions.  The experimental design 
of the study as well as the illustration of spine remodeling is depicted in Fig. 1a–c. For transplantation, we used 
immunodeficient NOD/SCID mice to achieve full integration of cells beyond 2 weeks post-transplantation as 
described previously20,23.

We transplanted the NPC, without initial differentiation in culture, into the cortex of newborn mice and 
followed their maturation in vivo. We compared the morphological parameters of dendritic spines in a pool 
of neurons from three control individuals with the selected control neurons (CTR) which were either kept 
in vitro for 40–50 days or transplanted into the cortex of newborn mice for analysis at 50-day-old. Our data 
show a significant reduction in the density of spines as well as a decrease in the percentage of stubby spines in 
transplanted neurons, as compared to neurons which were kept in vitro. We also observed a significant increase 
in spine straightness and length in transplanted neurons, as compared to in vitro conditions (Fig. 1d). Other 
morphological parameters of the spines remained unchanged (Fig. 1d).

Mapping of axonal projections of transplanted neurons and immunofluorescence stud‑
ies.  The detailed mapping of axonal projections from ventricular transplants is presented in Fig. 2. A semi-
quantitative analysis indicates the existence of variable densities of GFP-positive axons within distinct brain 
areas. The highest densities were observed within ipsilateral regions as compared with contralateral regions. 
GFP-positive axons were also detected within the brain structures close to the external walls of lateral and third 
ventricles. This suggests a possible migration of labeled cells within the rostral migratory stream and their inte-
gration into distinct olfactory regions comprising the olfactory nerve, olfactory areas, lateral septal nucleus, and 
piriform cortex also named “olfactory cortex”. GFP-positive axons were also detected in cortex and the subcorti-
cal areas including hippocampus, and thalamus (Fig. 2a, b). The detailed mapping of axonal projections from 
cortical transplants is presented in Fig. 3a. Most of the transplants were located underneath or within the frontal 
cortex and did not result in a major increase of the cortical surface. Most of the GFP-positive cells remained 
confined within the transplant. The pattern of axonal projections was different from those observed under ven-
tricular transplantation. Projections arising from different cortical layers were found in thalamus, hypothalamus, 
striatum (nucleus accumbens), ipsilateral and to a lesser extent in contralateral cortices (Fig. 3a, b). GFP-posi-
tive fibers were observed in the stria terminalis (Fig. 3a, b). Our results show an enrichment of axonal projec-
tions within the fimbria region with axonal projections which may arise from hippocampus and medial septum 
(Fig. 3a, b). Single GFP-neurons also settled outside the grafts, with a typical pyramidal morphology (Figs. 2b, 
3b, 4d). By immunostaining methods, we were able to detect the expression of the cortical markers Cux1, Cux2 

Figure 1 .   Quantitative analysis of primary dendritic spines of human iPSC-derived neurons kept either in 
culture or transplanted into neonate mice brain. (a, b) Schematic representation of the steps of experimental 
design, illustrating the production of neuronal precursor cells derived from human iPSC after the initial 
reprogramming from fibroblasts, the transduction of NPC with fluorescent markers (GFP and/or mCherry), 
and their transplantation into newborn mice brain. Using confocal microscopy, the study consists of analysis 
of dendritic spines together with comparative analysis of soma areas and axonal projections between 
co-transplanted CTR and ASD cells from a male patient with a frameshift mutation in SHANK3 referred as 
L1142Vfs*153 located in the proline-rich domain of SHANK3 protein1. (c) Primary dendrite segment of human 
pyramidal neuron at 50 days post-transplantation with corresponding 3D reconstruction. Scale bar = 4 μm. 
Dendrite segment (green color) are endowed with four categories of spines: Filopodia (pink color), Long Thin 
(blue color), Stubby (red color) and Mushroom (green color). (d) Comparative quantitative analysis of spine 
morphological parameters using the Imaris Software as described in Materials and Methods. In vitro data 
are from our previous study1 of pyramidal neurons kept for 45–50 days in culture. In vivo data are from two 
independent mice perfused at 50 days post-transplantation. Number of dendrites is indicated in the graph. 
Data are presented as mean ± SEM. Statistical analysis was performed using a Mann–Whitney test. *p < 0.05; 
**p < 0.01.
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and Brn2 (Supplementary Fig. 2). We also detected individual SOM interneurons that colocalized with GFP. No 
colocalisation of positive parvalbumin (PV) neurons with GFP-expressing cells was observed (Supplementary 
Fig. 2). The expression of MAP2 and VGlut-1 proteins is depicted in Supplementary Fig. 3. These data confirm 
that transplanted NPC can give rise to pyramidal cells at later stages of maturation, as we described previously23. 

Co‑transplantation of GFP‑ and mCherry‑labeled NPC and neuronal phenotypic analysis at 
early stages of maturation.  We co-transplanted human GFP-CTR cells either with mCherry-CTR cells 
or with mCherry-ASD cells. Labeled NPC were initially purified by FACS sorting in order to obtain equiva-
lent levels of fluorescence in NPC transduced either with a lentivirus expressing GFP or a lentivirus expressing 
mCherry as detailed in Fig. 4a–c. Under these conditions, equivalent fluorescence levels were quantified within 
cortical transplants (Fig. 4b, c) as also illustrated in pyramidal neurons from 30-day old mice (Fig. 4d, e). When 
GFP-CTR and mCherry-ASD cells were co-transplanted, we observed a large decrease in the densities of axonal 
projections arising from ASD cortical neurons as compared to CTR cortical neurons (Fig. 4f). We did not visual-
ize any cortical projection in mice with smaller and irregular transplants (data not shown). We then measured 
the neuronal soma size of human grafted CTR and ASD neurons within mouse cortex (Fig. 5a, c). Our results 
show a reduction in soma areas in grafted ASD neurons as compared to CTR neurons. This phenotype was spe-
cifically observed for somas with areas that were smaller than 40 µm2 (Fig. 5c). We did not observe any difference 
in cell morphology between human ASD cells grafted either alone or with human control cells (Supplementary 
Fig. 4). Caspase-3 immunostaining did not reveal any difference between transplanted CTR and ASD cell popu-
lations (Supplementary Fig. 4). In addition, we did not observe any apparent structural disaggregation with a 
well-defined focal nuclear labeling within ASD human cells (Supplementary Fig. 4). Finally, we also quantified 
diverse dendrite and spine parameters within transplants using the Imaris Software (Fig. 5b). Our results did not 
reveal any significant difference in morphological parameters of dendrites and spines from transplanted CTR 
and ASD neurons at 30 days post-transplantation (Fig. 5d).

Discussion
We recently published an in vitro characterization of iPSC-derived neurons from control individuals and patients 
with ASD with single heterozygous de novo mutations in SHANK3, which is a scaffolding protein specifically 
expressed at synapses of excitatory neurons1. Based on previously published methods, we were able to derive 
human iPSC into neurons which consisted of up to 80% pyramidal cells, expressing selective markers of supra-
granular cortical layers II–IV1,13,16. Human neurons developed different dendritic spine categories after 6–7 weeks 
in culture, however, the spine densities were decreased as a function of SHANK3 expression1. The recent genera-
tion of humanized chimeric mouse brains, repopulated by human neurons20 offers new possibilities to study 
neuron phenotypes in vivo. Our first objective in the present study was to test this approach in the context of ASD, 
SHANK3, and pyramidal neurons. In a first series of experiments, we analyzed the integration and maturation 
of grafted control NPC within either the ventricles or the motor cortex of newborn mice. We showed that the 
transplanted cells expressed Cux1/Cux2 and Brn2 markers corresponding to cortical layers II-IV as observed in 
in vitro studies16. We also detected a few somatostatin-expressing neurons that are one of the two major classes 
of inhibitory interneurons in the human neocortex and hippocampus24. However, in the present study we did 
not detect PV neurons that represent the other main class of inhibitory neocortical cells. This indicates that 
under our experimental conditions, PV neurons were not derived from NPC, and this is in accordance with 
the recent results reported by D’Alessio et al.23. We compared the spinogenesis in human pyramidal neurons 
which had been previously kept in culture for 40–50 days1, with spinogenesis of pyramidal neurons derived 
from transplanted NPC in newborn mice 50 days after transplantation. We observed a significant decrease in 
spine densities in transplanted pyramidal cells under in vivo conditions as compared to those which were kept 
in culture. By contrast, spine straightness and lengths were significantly increased in these in vivo studies as 
compared with those in in vitro conditions. The spine categories were also slightly different with an increase in 
the percentage of immature spines such as filopodia. We also observed a significant decrease in the percentage 
of stubby spines, indicating some defects in spine maturation. Our data indicate that under in vivo conditions, 
the maturation of grafted human neurons takes longer than they do under cultured in vitro conditions. A higher 
dendritic spine straightness may result from increased actin dynamics and developmental plasticity within a 3D 

Figure 2.   Integration of human iPSC-derived neurons into mouse brain ventricles and maturation pattern of 
axonal projections. (a) Camera lucida drawings of the pattern of axonal projections 50 days after transplantation 
within mouse ventricles. Abbreviations are according to Allen Brain Atlas (https​://mouse​.brain​-map.org/). 
Image credit: Allen Institute. Neuron location, migration and densities are depicted using a code-color 
schematic representation. Results are from two independent mice, using 72 brain slices of 50 μm each. The 
illustrated data are from one representative brain. (b) Visualization of GFP-positive cells with their cell bodies, 
dendrites and axons (green color) within the ipsilateral ventricle. Structures from the olfactory system (Bregma 
2.445 mm; 0.145 mm), lateral septal nucleus (Bregma 0.945 mm), a medial olfactory area, bed nuclei of the stria 
terminalis (Bregma 0.145 mm), a relay center composed of high densities of fibers, and piriform cortex (Bregma 
− 0.38mm), receiving back projections from olfactory bulb. Data illustrate the integration of human neurons 
in structures situated on the outside walls of the lateral ventricles, as well as their possible migration within 
the rostral migratory stream for integration within olfactory regions. No labeling was observed along the 
subgranular neurogenic zone of the dentate gyrus. A faint labeling was observed in corpus callosum and in 
some contralateral lateral areas (a). Scale bars = 50 μm. (aco) Anterior commissure, olfactory limb; (CP) Caudate 
putamen; (CTX) Cortex; (HIP) Hippocampal region; (OLF) Olfactory areas; (PAL) Pallidum; (VL) Lateral 
Ventricle; (3V) Third Ventricle (LS) Lateral septal nucleus; (Ipsi) Ipsilateral; (Contra) Contralateral.
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cell environment25. To our knowledge, there has not been any comparative study on spinogenesis so far. It should 
be noted that the initial in vitro differentiation steps which were carried out before transplantation in previous 
studies20,26 may have modified the outcome of maturation processes of grafted human precursors at NPC stages.

In order to characterize our method further, we analyzed the axonal projections. We did not observe any 
graft boundaries initially, suggesting a full integration of human cells within the host brain. For ventricular injec-
tion, we showed that the GFP-positive human cells could migrate from the ventricular zone, project their axons 
towards the cortical target regions and along the rostral migratory stream towards the olfactory bulbs (Fig. 2). For 
cortical injection, the axon elongation was targeted towards more specific ipsilateral structures including motor 
cortex, striatum, thalamus, hypothalamus and hippocampus. The pattern of axonal projections was similar to 
that observed by other authors using human ESC-derived neurons20. Our data show that axonal projections may 
arise from distinct cortical layers. However, under our experimental conditions and at this stage of analysis, a 
less intense labeling was observed within the contralateral cortex. This may be due to the presence of low density 
of fibers within corpus callosum (Fig. 3), a structure connecting the two hemispheres.

The second objective of the present study was to take a further step towards understanding the consequences 
that are associated with SHANK3 mutations. Recent reports by Schafer et al. indicate that the events which 
occur during early brain development, specifically from the stage of NPC, may contribute to the pathogenesis 
of ASD19. Since SHANK3 is expressed in the human fetal brain as early as 35 weeks post-conception (Brain-
Span, https​://www.brain​span.org/rnase​q/searc​h/index​.html), it is reasonable to assume that in addition to its 
synaptic role, it may play other earlier functional roles after its cellular expression. Schafer et al. have shown an 
aberrant neurodevelopmental growth dynamic in maturing neurons derived from the iPSC of several patients 
with ASD, triggered by an altered chromatin accessibility19. In a second set of experiments, we analyzed the role 
of a SHANK3 mutation in vivo to determine if transplanted neuronal precursors mutated in SHANK3 respond 
to endogenous guidance cues from host brain, and if they behave differently as they do in vitro in culture. We 
selected a patient with severe autistic traits from our previous study, who presented a frameshift mutation in 
SHANK3 which leads to a premature STOP codon1. For an accurate comparison of phenotypes within cortical 
transplants, we co-transplanted NPC derived from a CTR individual and those from the patient with ASD. We 
had initially checked for identical levels of fluorescence between GFP-positive (CTR) and mCherry-positive 
(CTR) cells. We then quantified the densities of cells with either green or red fluorescence within each transplant 
and found no significant difference. CTR and ASD neurons displayed a mixed homogeneous distribution within 
the transplant with no visible boundaries with host cortical cell layers. We analyzed the development and matu-
ration of transplants at 30 days post-injection which is reported to be a sufficient period for the development of 
cortical and subcortical projections21 and a stage at which the early events can be observed. Several morphometric 
studies have shown a reduction in neuronal size in the neocortex of patients with ASD27. We used the approach 
which has been developed by Lingley et al. to specifically map neuronal soma size to identify the differences 
between neuronal cell populations28. By applying the same color code and by ranging neurons within the same 
size categories, we were able to evaluate the distribution of the soma size of human grafted CTR and ASD neu-
rons within the host cortex. Our results show a reduction in soma areas in grafted ASD neurons as compared 
to CTR neurons. This phenotype was specifically observed for somas with areas that were smaller than 40 μm2. 
In agreement with our results, other authors have recently reported a reduction in cell soma size in cultured 
iPSC-derived neurons under SHANK3 knockdown conditions and during the early stages of maturation29,30. 
We did not observe any difference in cell morphology between human ASD cells transplanted alone or with the 
control cells. This indicates that the presence of CTR cells does not modify the survival of ASD cells under our 
experimental conditions. These data are in accordance with those we obtained using separate cultures of CTR 
and ASD cells1. We did not detect any increase in caspase-3 labeling in ASD neurons as compared with CTR 
neurons. These data suggest that at early stages of neuronal development and maturation, the reduction in cell 
soma size is neither a consequence of apoptotic events with neuronal death, nor a consequence of the existence 
of deleterious experimental conditions. In addition, it has been reported that vascularization of transplanted 
human cerebral organoids reduces cell apoptosis31. We have also reported a strong vascularization of transplants 
from NPC by two-photon imaging23. This suggests that vascularization may have a strong protective effect as 
well. We also observed a decrease in the densities of cortical axonal projections from ASD neurons as compared 
to CTR neurons, as illustrated for the infra-limbic and piriform cortical areas. Our data are in agreement with 

Figure 3.   Integration of Human iPSC-derived neurons into mouse brain frontal cortex and maturation 
pattern of axonal projections. (a) Camera lucida drawings of the pattern of axonal projections 50 days after 
transplantation within mouse brain frontal cortex. Abbreviations are according to Allen Brain Atlas (https​://
mouse​.brain​-map.org/). Image credit: Allen Institute. Neuron location, migration and densities are depicted 
using a code-color schematic representation. Results are from two independent mice, using 65 brain slices of 
50 μm each. The illustrated data are from one representative brain. (b) Visualization of GFP-positive cells with 
their cell bodies, dendrites and axons (green color) within the ipsilateral regions. Axons are found mostly in 
cortical areas: motor and somatosensory cortical layers, anterior cingulate area (Bregma 1.545 mm), nucleus 
accumbens, claustrum and endopiriform nucleus (Bregma 1.545 mm), Fimbria (Bregma − 0.955 mm) and to a 
lesser extent in hippocampus, thalamus and hypothalamus (Bregma − 2.155 mm). No labeling was observed in 
substantia nigra (Bregma − 2.78 mm). A labeling was observed in corpus callosum and in some contralateral 
lateral areas (a). Scale bars = 50 μm. (ACAv) Anterior cingulate area ventral part; (aco) Anterior commissure, 
olfactory limb; (ACB) Nucleus accumbens; (CC) corpus callosum; (HIP) Hippocampal region; (IG) Induseum 
griseum (supra-callosum gyrus); (Fi) Fimbria; (HY) Hypothalamus; (PIR) Piriform area; (pm) Principal 
mamillary tract; (PAG) Periaqueductal gray; (V3) Third ventricle; (VL) Lateral ventricle; (PC) Posterior 
commissure; (TH) Thalamus; (si) Substantia innominata; (Ipsi) Ipsilateral; (Contra) Contralateral.
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those of Pagani et al. who recently reported a defective short-range cortico-cortical wiring in a mouse model 
presenting a homozygous loss of the Shank3B isoform17. In contrast to our previous in vitro results, we did not 
observe any significant difference in morphological parameters of dendrites and spines from transplanted CTR 
and ASD neurons. Since SHANK3 is known to play a crucial role in both synaptic development and function, 
our results suggest that compensatory changes may occur under in vivo conditions, as was recently observed 
in Shank3 knock-out mice having partial deletions of exons32. Other authors also reported unexpected levels of 
complexity and modularity of SHANK3 functions in vivo using mouse models33. Our findings confirm that a 
heterozygous mutation in SHANK3 associated with a reduced SHANK3 expression1 may significantly dysregulate 
some initial properties of neuronal development and maturation, at least with respect to cortical neurons. The 
fact that we did not observe any modification in morphological parameters of dendritic spines under in vivo 
situations as compared to in vitro models, supports the hypothesis of diverse layers of complexity in the function 
of SHANK3, as well as its isoforms and the other members of SHANK family. These observations are also in 
line with the diversity of phenotypes, including the lack of behavioral effects that are observed in heterozygous 
Shank3 mouse models which have been developed34,35.

In conclusion, as compared to in vitro studies, the humanized chimeric mouse models offer the possibility 
to better understand the role of human mutations that are associated with ASD and provide the opportunity to 
visualize the neuronal phenotypes in more details.

Methods
We confirm that all methods were carried out in accordance with relevant guidelines and regulations. We also 
confirm that the experimental protocols were approved by the named institutions. Informed consents were 
obtained from all subjects as detailed in our previous study1.

Production of human pluripotent stem cells and their derivation into NPC.  The production of 
iPSC, their characterization, commitment to the neural lineage and derivation of stable NPC were performed 
according to Boissart et al.16. For the control iPSC lines, we used GM04603 and GM01869 from Coriell Biorepos-
itory (Coriell Institute for Medical Research, Camden, NJ, USA). We also used the line PB12, which we described 
in our previous study. The NPC obtained from the three control individuals for this study were referred to as 
“C1 + C2 + C3” in the present study. Briefly, 6-well culture plates with glass coverslips were coated under the 
flow hood with 0.01% poly-ornithine solution diluted to 1/6 in DPBS. After an overnight exposure at 37 °C, the 
coverslips were washed three times with DPBS. Then we added the laminin stock solution of 1 mg/ml, which 
was diluted 500 times in DPBS and incubated the coverslips for at least 4 h. at 37 °C. The NPC were then plated 
at the density of 50,000 cells/cm2 in the 6-well culture plates with the glass coverslips in 3 ml of culture medium. 
The culture medium consisted of 500 ml of DMEM/F-12 mixed with 500 ml of Neurobasal medium and supple-
mented with 2 vials (5 ml each) of N2 supplement, 2 vials (10 ml each) of B27 supplement, 10 ml of Penicillin-
Streptomycin (Penicillin = 10,000 units/ml and Streptomycin = 10,000 units/ml), 1 ml of 50 mM 2-mercaptoe-
thanol Stock solution and laminin (1/500), as described previously1. After removal of culture medium, fresh 
N2B27 medium containing 2 μg/ml of fresh laminin solution was added to keep the neurons attached on the 
glass coverslips and to avoid clumping. Medium was changed every 3 days.

For the in vivo transplantation into newborn mice, we used NPC derived from the GM04603 control indi-
vidual (CTR) and from the “AUN291_3/L1142Vfs*153” ASD patient as representative samples from our previous 
study1. The patient for this study carried a de novo frameshift mutation which leads to a premature STOP codon. 
The pedigree of the family carrying the L1142Vfs*153 mutation as well as the clinical features of the patient are 
presented elsewhere1,3.

Lentiviral transduction.  NPC were labeled either by transduction with a CMV-GFP-lentivirus (green flu-
orescence) or with a CMV-mCherry-lentivirus (red fluorescence) as described in Gouder et al.1. Lentiviral vec-
tors were prepared according to a published protocol36. The map of the CMV vector is detailed in Fig. 4a. NPC 
were transduced with 99.5 ng of lentivirus in a 6-well culture plate filled with 500 µl of fresh culture medium for 
3 h. The volume was completed to 2 ml and incubated for the next 48 h, and then rinsed with culture medium. 
For co-transplantation, transduced NPC were initially purified by FACS in order to inject equivalent levels of 
green or red fluorescence intensities within cells. Labeled NPC were amplified using the same culture medium 

Figure 4.   Co-transplantation of control and mutated human NPC within newborn mouse cortex. (a) 
Schematic representation of lentiviral constructs for transduction of NPC with either the GFP (green 
fluorescence) or the mCherry (red fluorescence) proteins using a human cytomegalovirus promoter (CMVp). 
(b) Comparative distribution of mCherry and GFP labeled CTR cells within cortical transplant. (c) Left: 
Comparative fluorescence proportions of mCherry and GFP labeled CTR cells among several graft sub areas 
(the number of values is indicated in the graph). Data are presented using a Box and whiskers graph with plotted 
“min” and “max” and median values. Mean values are also indicated as “+”. Statistical analysis was performed 
using a Wilcoxon signed rank test to compare medians to the theorical value “50”. p values are indicated in the 
graph. Right: Graphic camembert illustrating the percentages of mCherry-labeled control cells and of GFP-
labeled control cells. Similar data were obtained between 2 transplants from 30-day old mice. (d, e) confocal 
images of isolated human pyramidal neurons after transplantation of CTR (green) and ASD (red) NPC from 
30-day old mice. (f) Representative axonal projections of human GFP-labeled CTR neurons and mCherry-
labeled ASD neurons in the piriform cortex (left panel) and in the infralimbic cortex (right panel) at 30 days 
after transplantation. Image credit: Allen Institute. Scale bar = 50 μm.
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described above supplemented with brain-derived neurotrophic factor (20 × 10−3 μg/ml), epidermal growth fac-
tor (10 × 10−3 μg/ml) and fibroblast growth factor (10 × 10−3 μg/ml), then aliquoted in cryotubes using FBS with 
DMSO (10%) and frozen in liquid nitrogen. Eight to 10 days before transplantation, labeled NPC were thawed, 
plated and amplified using the same supplemented culture medium described above. Culture steps of NPC are 
detailed in Figure S1. Products and suppliers are listed in Table S1.

Intracerebral transplantation.  Cultured NPC were dissociated and resuspended in DPBS (105 cells/µl) 
before transplantation according to D’Alessio et al.23. GFP-labeled cells were transplanted into either the motor 
cortex or into the lateral ventricle of immunodeficient NOD/SCID mice (Charles Rivers Laboratory), at postna-
tal day 1–day 2. Pups were first locally anesthetized using a lidocaine gel. The head of newborn pups was gently 
held horizontally between the operator’s fingers. Bregma was used as a visible landmark to localize the injection 
site. We used the published coordinates Dorso-Lateral = + 1 mm, Antero-Posterior = − 1 mm, depth = − 1 mm to 
target the cortex, or depth = − 2 mm to target the ventricle23. Two µl of resuspended cells were injected slowly 
using a Hamilton syringe (Hamilton, 65460) unilaterally. The syringe needle was set for injecting at 1- or 2-mm 
depth and was kept in the pups’ brain for 30 s following the injection before it was removed. The injection itself 
was done over 1 minute. This protocol was approved by the Institut Pasteur Ethics Committee and the French 
“Ministère de l’Education Nationale, de la Recherche et de l’Innovation” under reference APAFiS #20686. The 
accuracy of injection was monitored by immunofluorescence labeling of GFP-labeled transplants, after brain 
slicing at different periods post-injection. All pups per litter were injected and their survival was evaluated at 
60%. Only the mice which presented well-defined GFP-labeled transplants within the same cortical areas were 
kept for further analysis. The co-transplantation of equal numbers of CTR and ASD cells was monitored by 
initial cell counting and immunofluorescence labeling of the distinct cell populations. Brains with small number 
of labeled transplanted cells were excluded from our analysis, even though they presented similar phenotypes.

Immunofluorescence.  Immunofluorescence analysis on brain sections was performed at 30 and 50-days 
post-transplantation according to our previously described protocol with slight modifications1,37. Animals 
received a lethal dose of a mixture of Ketamine (Imalgen®, 100 mg/kg, Merial) and Xylazine (Rompun®, 10 mg/
kg, Bayer), and were transcardially perfused with 15 ml of DPBS, followed by 50 ml ice-cold paraformaldehyde 
(PFA 4%) in 0.1 M phosphate buffer (pH 7.4). Brains were dissected and post-fixed overnight at 4 °C in 4% PFA. 
Fifty μm coronal sections were obtained using a vibratome (Leica Biosystems, VT1000S), collected in 24-well-
culture plates, and stored in DPBS at 4 °C until use. Briefly, the free-floating sections were rinsed twice in PBS 
(pH 7.4) and then incubated in DPBS solution containing 0.5% Triton X-100 and 10% serum at room tempera-
ture (RT) for 30 min to block nonspecific binding. Primary antibodies, diluted in blocking solution, were added 
overnight at 4 °C. The list of primary and secondary antibodies with their respective dilutions is presented in 
Table S2. In order to improve the labeling of the whole spine morphology, immunofluorescence labeling was 
performed using either an anti-GFP antibody or an anti-mCherry antibody in permeabilized conditions. An 
additional incubation with DAPI diluted in DPBS was performed for 10 min at room temperature.

Image quantitative analysis.  We have previously reported a stepwise protocol for imaging of dendritic 
spines after immunofluorescence in a video journal37. Briefly, confocal imaging was performed using a confocal 
laser-scanning microscope with a 40X oil NA = 1.3 objective, a 488 nm laser for GFP excitation, and a 555 nm 
laser for mCherry excitation. A Z spacing ranging from 150 to 300 nm was used for Z-stack acquisitions. A semi-
automatic tracing of dendrites and automated segmentation of spines was performed using the Filament Tracer 
module of Imaris 9.5 software (Bitplane AG, Zürich). Spine categories were defined by their morphology as fol-
lows: Stubby: length < 1 μm; Mushroom: Length (spine) < 3 μm and Max width (head) > mean width (neck) × 2; 
Long thin: Mean width (head) ≥ Mean width (neck); Filopodia-like: length ≤ 4 μm (no head). For the quantifica-
tion of cell soma areas of transplanted cells, Z-stacks were acquired under the same microscopic parameters. 
Soma size areas were measured using Fiji software.

Statistics.  Statistical analysis was performed using GraphPad Prism Version 6 software (GraphPad, San 
Diego, California, USA). Statistical analyses are reported in each figure legend. 95% confidence levels have been 
used.

Figure 5.   Quantitative analysis of morphological parameters of dendrites and dendritic spines from the 
neurons of transplanted control individual and ASD patient NPC. (a) Confocal image of a cortical transplant 
at different magnification. Scale bar = 100 μm (left panel), Scale bar = 50 μm (middle and right panels). (b) 
Schematic representations of each parameter evaluated using Imaris 9.2 software. (c) Classification and 
measurement of soma areas. (d) Measurement of morphological parameters of dendrites and dendritic spines. 
Dendrite segments are endowed with four categories of spines classified as: Filopodia (pink color), Long Thin 
(blue color), Stubby (red color) and Mushroom (green color). Number of neuronal dendrites is indicated in the 
graph. Data are presented using a Box and whiskers graph with plotted “min” and “max” and median values. 
Mean values are also indicated as “+”. Statistical analysis was performed using a Mann–Whitney test. For the 
measurement of spine deviation angle, the statistical analysis was performed using a Wilcoxon signed rank 
test to compare medians to the theorical value “90”. In all cases, p values are directly indicated in the graph. 
***p < 0.001; **p < 0.01.
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Supplementary Figure 1: 

Culture steps for the in vitro and in vivo analysis of iPSC-derived neuronal precursors (NPC). 
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Supplementary Figure 2: 
 

Immunofluorescence staining of human iPSC-derived neurons transplanted into  
 

the brain cortex of newborn mice, at 60-80 days post-transplantation. 
 

 

Legend to Supplementary Figure 2: Immunofluorescence staining of human iPSC-derived 

neurons transplanted into the brain cortex of newborn mice, at 60-80 days post-

transplantation. (a-c) Immunofluorescence staining of grafted GFP-cells with Cux1, Cux2 and Brn2 

antibodies, markers of the cortical layers II-IV. Cellular co-labeling of transplanted human cells which 

shows the expression of Cux1, Cux2 and Brn2 markers in human neuronal cells. (d-e) 

Immunofluorescence staining of grafted GFP-cells with Parvalbumin (PV) and Somatostatin (SOM) 

antibodies that are selective markers of interneurons. Cellular co-labeling shows the presence of 

human SOM positive cells but the human PV cells are absent. Scale bars = 15µm. 
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Supplementary Figure 3: 
 
 

Immunofluorescence staining of human iPSC-derived neurons either kept in vitro or 
 

 transplanted into the mouse brain cortex.  
 

 
Legend to Supplementary Figure 3: Immunofluorescence staining of human iPSC-derived  
 
neurons either kept in vitro or transplanted into the mouse brain cortex.   

(a) Immunofluorescence staining of cultured human control iPSC-derived cortical neurons by MAP2 

antibody at 24 days after NPC differentiation. MAP2 antibody labels the perikaryal and dendrites of 

neuronal cells. (b) MAP2 staining of GFP-labeled human cells transplanted into the brain cortex of 

newborn mice, at 7 months post-transplantation. (c) Vglut-1 staining of GFP-labeled human cells 

transplanted into the brain cortex of newborn mice, at 7 months post-transplantation. Vglut-1 

antibody is a selective marker of excitatory glutamatergic neurons. Target indicates the presence of 

human Vglut-1 positive cells within the mouse brain. Scale bars = 15µm.  
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Supplementary Figure 4: 
 

Immunofluorescence staining of human iPSC-derived neurons transplanted into 
 

the brain cortex of newborn mice, at 30 days post-transplantation. 
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Legend to Supplementary Figure 4: Immunofluorescence staining of human iPSC-derived 

neurons transplanted into the brain cortex of newborn mice, at 30 days post-transplantation.  

(a-b) Immunofluorescence staining of co-transplanted control GFP- and ASD mCherry cells labeled 

with Caspase-3 antibody, a marker of cell apoptosis. Negative control was performed in the absence 

of primary antibody. Despite some background staining, no well-defined focal nuclear labeling of 

Caspase-3 is detected within human cells (c) Immunofluorescence staining of transplanted mCherry 

cells labeled with Caspase-3. (d) Immunofluorescence staining of mCherry labeled human ASD 

neurons within a cortical transplant. (e-f) Comparative classification and measurement of soma areas 

between ASD cells transplanted either alone or with control cells. Statistical analysis was performed 

using a Mann-Whitney test. Scale bars = 15µm.  
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Table S1: List and references of products. 

 
PRODUCT	 REFERENCE	 SUPPLIER	

Cell	culture	

NeurobasalTM	 21103-049	 Gibco	

DMEM/F-12	(1:1)+	GlutaMAXTM -I	 31331-028	 Gibco	

B27®	-Supplement	(100X)	 12587-010	 Gibco	

N2	-	Supplement	(50X)	 17502-048	 Gibco	

2-Mercaptoethanol	50	mM	 31350-10	 Gibco	

DPBS	(1X)	 14190-094	 Gibco	

Pen	Strep	 15140-148	 Gibco	

Poly	L-ornithine	 P4957	 Sigma	Aldrich	

Laminine	 23017-015	 Invitrogen	

Geltrex	 A14133_02	 Gibco	

Y27632	 04-0012-02	 Stemgent	

BDNF		 450-02	100µg	 Peprotech	

EGF	 AF-100-15-500	µg	 Peprotech	

FGF-basic	 100-18b-50µg	 Peprotech	

DMSO	 D2438	 Sigma	Aldrich	

0,05%	Trypsin-EDTA	(1X)	 25300-054	 Gibco	

FBS	 P30-3306	 PAN	Biotech	

Immunofluorescence	

Triton®	X-100	 X100	1L	 Sigma	Aldrich	

Donkey	serum	 D9663	 Sigma	Aldrich	

DAPI	(1mg/ml)	 62248	 Thermoscienific	

ProlongTM	Gold	antifade	reagent	 P36930	 Invitrogen	
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Table S2: Commercial antibodies used for immunofluorescence labeling. 

 
     

Antibodies	 HOST	 REFERENCE	 SUPPLIER	 DILUTION	

Primary	Antibodies	

GFP	 Rabbit	 A6455	 Invitrogen	 1/750	

GFP	 Chicken	 13970	 Abcam	 1/2000	

mCherry	 Rat	 M11217	 Invitrogen	 1/500	

Cux1	 Mouse	 ab54583	 Abcam	 1/500	

Cux2	 Rabbit	 bs-1182R	 Bioss	 1/50	

SOM	 Mouse	 sc-5565	 Santa	Cruz	Biotechnology	 1/500	

PV	 Rabbit	 PV27	 Swant	 1/500	

MAP2	 Mouse	 sc-5359	 Santa	Cruz	Biotechnology	 1/200	

Vglut-1	 Rabbit	 135	303	 Synaptic	System	 1/500	

Caspase-3	 Rabbit	 9661S	 Cell	Signaling	 1/300	

Secondary	Antibodies	

Anti	Rabbit	Alexa	488	 Donkey	 A21206	 Invitrogen	 1/200	

Anti	Rat	Alexa	594	 Donkey	 A21209	 Invitrogen	 1/200	

Anti	Rabbit	Alexa	594	 Donkey	 A21207	 Invitrogen	 1/200	

Anti	Chicken	Alexa	488	 Goat	 A11039	 Invitrogen	 1/200	

Anti	Mouse	Alexa	594	 Goat	 A11005	 Invitrogen	 1/200	

Anti	Rabbit	Alexa	647	 Goat	 A21244	 Invitrogen	 1/200	
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Les TSA sont des troubles complexes caractérisés par une grande variabilité de symptômes et à 

ce jour aucun traitement n’est connu pour en soigner les déficits majeurs. Les recherches scientifiques 

démontrent l’existence d’une forte composante génétique dans les TSA, avec la découverte de gènes 

codant des protéines impliquées directement dans la communication des neurones dans le cerveau. 

Actuellement, plus de 900 gènes ont été impliqués dans les TSA mais la plupart ne possèdent qu’un 

faible effet sur leur développement, ce qui représente un défi pour le développement de traitements 

efficaces. D’autres gènes ont au contraire un fort impact. C’est le cas du gène codant la protéine 

SHANK3 qui participe au maintien de l’échafaudage moléculaire post-synaptique dans les épines 

dendritiques. 

Afin de mieux comprendre le rôle de SHANK3 dans le développement des TSA, il est possible, 

grâce au modèle des iPSC d’étudier les conséquences de mutations directement dans les neurones de 

patients autistes, porteurs de la version modifiée du gène altéré. Ce modèle permet de conserver le fond 

génétique des patients, ce qui est essentiel lors de l’étude de maladies aussi complexes que les TSA, pour 

lesquelles l’expression de l’ensemble des variations génétiques portées par le patient peut moduler les 

effets des mutations touchant le gène d’intérêt. La dérivation des iPSC dans le type cellulaire approprié 

pour l’étude des TSA constitue donc un modèle pertinent pour l’étude de l’impact des mutations de 

SHANK3.  

 

Caractérisation du modèle in vitro 

 

Le protocole de dérivation utilisé au cours de cette thèse permet l’obtention de cultures composées 

d’environ 80% de neurones glutamatergiques excitateurs et de 15 à 20% de neurones gabaergiques 

inhibiteurs (Boissart et al, 2013, Gouder*, Vitrac* et al, 2019), ce qui correspond aux proportions 

physiologiques retrouvées dans le cerveau humain. D’autres protocoles aboutissent à des proportions 

similaires (Vazin et al, 2014; Jin-Chong Xu et al, 2017).  

Ces neurones appartiennent majoritairement aux couches corticales superficielles comme le 

témoigne l’expression des marqueurs CUX1, CUX2, BRN1 et BRN2 observé par le laboratoire de I-

Stem, au sein duquel la production des cellules souches neurales a été réalisées pour notre étude (Boissart 

et al, 2013). Il a été montré que les protéines codées par les facteurs génétiques de risques des TSA sont 

majoritairement exprimés au niveau des neurones des couches corticales superficielles (Parikshak et al, 

2013). D’autre part, cette catégorie de neurones d’association cortico-corticale est impliquée dans les 

fonctions cognitives et apparaît donc intéressante à étudier dans le cadre de la modélisation des TSA 

(Hutsler et al, 2005). Les patients inclus dans l’étude présentent des déficiences intellectuelles sévères, 

ces neurones pourraient donc participer au développement de leur phénotype, ce qui justifie d’autant plus 

leur analyse dans ce projet (Leblond et al, 2014; Gouder*, Vitrac* et al, 2019).  
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Une quantité variable d’astrocytes est également présente selon le temps de maintien des cellules 

en culture. Cette catégorie de cellules présente dans le cerveau est produite à partir du même pool de 

cellules (les cellules de glie radiaire) que les neurones corticaux excitateurs (Noctor et al, 2004). Les 

astrocytes apparaissent plus tardivement que les neurones car ils sont générés après un nombre de 

divisions cellulaire plus élevé. Ces derniers sont peu nombreux en début de culture. Après 7 jours, ils ne 

représentent en effet qu’environ 1% de la totalité des cellules. Leur quantité augmente au cours du temps 

démontrant le maintien de leur capacité à se diviser dans le milieu de culture. Leur présence est 

importante à prendre en compte car ce type cellulaire intervient dans divers aspects de la maturation 

neuronale (Song et al, 2002; Clarke & Barres, 2013).  

Il a par exemple été montré qu’un substrat astroglial permet d’accélérer le neurodéveloppement 

(Shcheglovitov et al, 2013; Prè et al, 2014; Burke et al, 2020). Une autre étude réalisée sur des hiPSC a 

mis en évidence que la présence d’astrocytes permet de synchroniser l’activité des cellules (Tukker et 

al, 2018). Cette présence pourrait ainsi exercer une influence sur l’environnement local dans lequel les 

neurones se développent. Enfin, d’autres équipes ont incriminé un rôle des astrocytes dans des troubles 

liés aux TSA, dont le syndrome de Rett et la trisomie 21 (Marchetto et al, 2010). Néanmoins les 

astrocytes exprimant SHANK3, une source additionnelle de complexité s’ajoute pour l’interprétation des 

résultats (figure 27). Une étude a montré que des modèles de souris invalidées pour le gène Shank3 ne 

présentaient pas de modification du nombre d’astrocytes (Cope et al, 2016). Pour autant, cela ne signifie 

pas que la version mutée de SHANK3 ne puisse pas modifier la façon dont ces astrocytes interfèrent 

avec les neurones. De plus, ces derniers sont majoritaires dans le cerveau humain ce qui n’est pas le cas 

dans notre modèle. La modification de leur proportion dans les cultures analysées pourrait alors 

également biaiser les résultats observés.  

Figure 27 : Expression de SHANK3 chez la souris et l’humain dans les différentes catégories cellulaires 

cérébrales. 

(a) Résultats de séquençage complet d’ARN réalisé dans diverse populations cellulaires purifiées à 
partir du cortex de souris (astrocytes, neurones, OPC (précurseurs des oligodendrocytes), 
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oligodendrocytes nouvellement formés, oligodendrocytes matures (myélinisant), microglie, cellules 
endothéliales). (b) Résultats de séquençage complet d’ARN réalisé dans diverse populations cellulaires 
purifiées à partir d’extrait corticaux humains récupérés au cours de chirurgies (astrocytes fœtaux, 
astrocytes matures, neurones, oligodendrocytes, microglie, cellules endothéliales). Les données 
concernant SHANK3 ainsi que plus de 22 000 autres gènes sont accessibles sur le site internet 
https://www.brainrnaseq.org/ et ont été obtenues dans les travaux de Zhang et al (2014) pour la souris 
et dans les travaux de Zhang et al (2016) pour l’humain (Zhang et al, 2014, 2016b). 
 

Une observation supplémentaire révèle la présence de deux types de distribution des astrocytes au 

sein des cultures : dans certaines régions les astrocytes sont dispersés autour des neurones alors que dans 

d’autres régions ces derniers sont organisés en colonies (figure 28). A l’intérieur de ces colonies, les 

astrocytes arborent une morphologie atypique avec des prolongements plus courts (figure 28). Ce constat 

est particulièrement intéressant car cette disposition des astrocytes pourrait aussi influencer l’activité 

électrique des neurones (Sasaki et al, 2011).  

 

 

Figure 28 : Distributions des astrocytes humains au sein des cultures in vitro 

Marquages immunologiques contre la GFAP, un marqueur des astrocytes, des cultures cellulaires de 
deux individus contrôles, maintenues 40 jours in vitro. L’échelle représente 100µm. Deux types 
d’organisation des astrocytes sont illustrés par ces données : une organisation dispersée et une 
organisation en colonie. Les astrocytes dispersés dans les cultures présentent de longs prolongements, 
tandis que ceux organisés en colonies sont caractérisés par une absence de prolongements.  
 

Par ailleurs, le développement de ces neurones paraît reproductible car sur trois cultures 

différentes d’une même lignée, aucune variabilité n’a été décelée sur 4 paramètres mesurés : la longueur 

totale des neurites, la longueur du plus long neurite, le nombre de points de ramifications et le nombre 

d’extrémités. L’analyse de la synaptogenèse a démontré la formation du compartiment pré-synaptique 

après 15 jours de différenciation in vitro, tandis que le compartiment post-synaptique commence à 

apparaître aux alentours des 30 jours. Ces données sont difficilement comparables à celles obtenues par 

d’autres protocoles car le début de la différenciation neuronale n’est pas défini de la même manière selon 

les études. Néanmoins, l’ordre d’apparition des compartiments pré et post-synaptique sont en accord 

avec des résultats obtenus précédemment sur des cultures primaires de neurones glutamatergiques de 

rongeurs (Friedman et al, 2000; Okabe et al, 2001). 
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Analyse de l’expression de SHANK3 

 

Les mutations dans SHANK3 sont en général très délétères et entraînent un TSA à l’état 

hétérozygote, en raison d’une haploinsuffisance de SHANK3. Dans la partie in vitro de ce projet, 4 

patients diagnostiqués autistes à l’hôpital Robert Debré de Paris ont été inclus. Ils sont tous porteurs 

d’une mutation de novo hétérozygote tronquante dans l’exon 21 de SHANK3. Au niveau protéique, ces 

mutations ciblent le domaine riche en prolines de SHANK3 impliqué dans l’interaction de SHANK3 

avec les protéines HOMER et Cortactine. Deux de ces mutations sont des substitutions non-sens générant 

un codon stop prématuré (mutation E809X et Q1142X). La troisième mutation est une délétion de deux 

nucléotides (L1142Vfs*153), tandis que la quatrième mutation correspond à une insertion de cinq 

nucléotides (G1271Afs*15), produisant ainsi toutes deux un décalage du code de lecture avec apparition 

d’un codon stop prématuré. 

 En théorie, les ARN porteurs d’un codon stop prématuré sont éliminés par le mécanisme du NMD 

(Non sense mediated decay). Pourtant, nos données de séquençage par Sanger des cDNA indiquent que 

la mutation est encore présente au stade ARN en quantité équivalente à celle de l’allèle sauvage. Le 

mécanisme du NMD apparaît donc non fonctionnel dans les cellules des patients, ce qui rejoint 

l’hypothèse selon laquelle ce système serait inactivé pendant le neurodéveloppement (Nickless et al, 

2017). D’autres facteurs peuvent moduler l’efficacité des mécanismes du NMD comme la longueur des 

séquences 3’UTR, la longueur des exons dans lesquels sont situés les codons stop prématurés et la 

longueur des séquences codantes (Decourty et al, 2014; Lindeboom et al, 2016). Nos données suggèrent 

ainsi que les formes protéiques tronquées de SHANK3 pourraient être exprimées dans les neurones des 

patients. Les mutations portées par les 4 patients de notre étude étant localisées dans le domaine riche en 

prolines, on peut alors supposer que seuls ce domaine ainsi que le domaine SAM sont moins exprimés 

dans les neurones des patients. 

Avant d’analyser les conséquences des mutations dans SHANK3, il est important d’évaluer son 

niveau d’expression afin d’identifier quelles isoformes sont présentes dans les neurones des patients et 

en quelle quantité. La meilleure approche est de quantifier l’expression des protéines. Il a ainsi été 

possible de constater que la protéine SHANK3 est exprimée dès le stade NSC (Neural stem cell). Cette 

observation reflète les données de l’Allen Brain Atlas indiquant une expression prénatale de SHANK3 

(figure 9). La présence de multiples signaux visualisés grâce à 7 anticorps distincts dans les neurones 

des individus contrôles, ainsi que chez ceux des patients laisse suggérer l’expression de différentes 

isoformes de SHANK3 (données non présentées). Néanmoins, il a été difficile d’étendre cette analyse 

quantitative, en raison d’un manque de reproductibilité entres les différents anticorps commerciaux testés 

et du manque de connaissances concernant les poids moléculaires relatifs aux isoformes sauvages et 

tronquées de SHANK3 chez l’humain. Il serait fortement utile de développer des anticorps capables de 

reconnaître spécifiquement les différentes isoformes de SHANK3. L’expression de SHANK3 a donc été 

exclusivement mesurée, dans cette étude, au niveau des ARN. 
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Nous avons ainsi montré par deux approches que l’ARNm de SHANK3 des patients était réduit de 

25 à 50%. Dans la technique de digital droplet PCR, l’échantillon sous forme d’ADNc est partitionné en 

approximativement 20 000 gouttelettes et la quantification se base sur une loi de poisson. Cette technique 

permet d’obtenir des résultats plus précis et plus reproductibles que la PCR quantitative classique (Taylor 

et al, 2017). La diminution de l’expression de SHANK3 a été observée aussi bien par la PCR ciblant une 

région au niveau de l’exon 21 porteur des mutations tronquantes que par les PCR ciblant la partie N-

terminale de SHANK3. Ces résultats semblent à première vue étonnants si on considère que les formes 

tronquées de SHANK3 sont exprimées dans les neurones des patients. Néanmoins le séquençage complet 

des ARN a permis, en plus de confirmer la baisse d’expression des ARN de SHANK3 dans les neurones 

des patients, d’apporter des informations complémentaires à notre analyse. En particulier, cette approche 

a révélé que parmi les gènes les moins exprimés dans les cellules des patients, il y a un enrichissement 

des gènes synaptiques régulés par la protéine FMRP. Aucun enrichissement n’a été observé pour les 

gènes de ménage exprimés dans l’ensemble du neurone. Ces résultats seront discutés dans la sous-partie 

suivante à la lumière des données relatives aux épines dendritiques. 

 

Impact de SHANK3 sur la spinogenèse in vitro 

 

Pendant le développement et tout au long de la vie d’un individu, les épines dendritiques jouent 

un rôle essentiel en permettant aux neurones de se connecter entre eux et de véhiculer des messages 

électriques et chimiques. La formation des épines dendritiques se produit pendant l’enfance. En parallèle, 

les nouvelles synapses formées sont soumises à l’environnement et certaines d’entre elles finissent par 

disparaître par manque de stimulation. A l’âge adulte, les épines dendritiques utilisent leurs propriétés 

plastiques pour se modifier et adapter leur morphologie aux signaux extra-cellulaire et intra-cellulaire 

(Gipson & Olive, 2017). C’est cette plasticité qui est à l’origine des mécanismes d’apprentissages. Une 

altération de ces mécanismes à un stade donné peut alors aboutir à des déficits cognitifs et à divers 

troubles neurologiques. Ainsi, de nombreuses maladies neuropsychiatriques sont caractérisées par des 

altérations des capacités intellectuelles, parmi lesquelles on peut citer la schizophrénie, la maladie 

d’Alzheimer et les TSA. La manifestation de ces troubles varie en fonction de la période où apparaissent 

les dysfonctions des épines dendritiques : enfance pour les TSA, adolescence pour la schizophrénie et 

adulte pour la maladie d’Alzheimer (Penzes et al, 2011).  

 

SHANK3 est exprimé au cœur des épines dendritiques et interagit avec de nombreuses autres 

protéines synaptiques. SHANK3 permet ainsi de relier entre eux, les divers acteurs de la transmission 

synaptique. Du fait de son interaction avec les protéines du cytosquelette d’actine, SHANK3 a aussi été 

impliqué dans la formation et la plasticité des épines dendritiques.  

Un grand nombre d’études in vitro ont analysé les conséquences de mutations dans SHANK3 sur 

la formation et la morphologie des épines dendritiques. L’une d’entre elles a mis en évidence une 
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spécificité des altérations observées selon le domaine protéique de SHANK3 muté. Ainsi lorsque le 

domaine PDZ est muté cela induit une baisse de la densité des épines dendritiques tandis que lorsque le 

domaine Ank est muté cela induit une diminution du volume de la tête des épines (Roussignol et al, 

2005). A ce jour, seul un modèle de souris mutées sur le domaine riche en prolines a été généré,  mais 

aucune anomalie des épines dendritiques n’a été détectée sur ce modèle et ce malgré l’homozygotie de 

la mutation entrainant l’absence des isoformes majeurs de Shank3 (Kouser et al, 2013; Speed et al, 

2015). De plus, la majorité des modèles iPSC ciblés sur SHANK3 a porté sur l’analyse de cellules de 

patients PMDS pour lesquels la séquence entière du gène SHANK3 est absente (Shcheglovitov et al, 

2013). Dans l’étude de Kathuria et al les patients avec TSA sont porteurs de délétions dans SHANK3 

entraînant, là encore, une hémizygotie du gène SHANK3 car la délétion touche l’ensemble des domaines 

(Kathuria et al, 2018).  

Notre étude se distingue donc des études précédentes par le fait que les mutations des patients 

inclus se localisent dans le domaine riche en prolines. Par ailleurs, la présence de la mutation au niveau 

des ARN suggère que les formes tronquées des isoformes SHANK3 pourraient être exprimées et moduler 

le phénotype par opposition aux études menées sur les patients hémizygotes pour SHANK3. 

 

L’analyse approfondie des épines dendritiques a été effectuée par une méthodologie développée 

au laboratoire et basée sur l’utilisation du logiciel Imaris (Gouder et al, 2015). Elle a permis de montrer 

une réduction de 50 % de la densité des épines dendritiques ainsi que diverses modifications de leur 

morphologie en 3D. Dans notre étude, la taille des épines n’est pas significativement différente. Ces 

résultats sont cohérents avec ceux observés à partir de  divers modèles de souris ou rats exprimant une 

version mutée de Shank3 (Durand et al, 2012; Bidinosti et al, 2016), chez des souris portant une délétion 

dans Shank3 (Mei et al, 2016; Guo et al, 2019) ainsi que dans les neurones de patients PMDS 

(Shcheglovitov et al, 2013). Ils permettent en outre d’expliquer les déficits liés à la connectivité et à la 

transmission synaptique observés chez plusieurs patients avec TSA.  

 

Nos données indiquent également que les 4 principales catégories d’épines dendritiques sont 

représentées sur les neurones des individus contrôles et des patients avec TSA. La figure 29 illustre les 

paramètres morphologiques utilisées pour distinguer les différents types d’épines dendritiques. 

Néanmoins, dans nos conditions, il a été constaté une proportion plus importante de filopodia à la fois 

sur les neurones des patients et sur ceux des individus contrôles, suggérant la présence de neurones 

encore immatures. La répartition des différentes classes d’épines dendritiques se démarque cependant 

chez un patient qui présente une proportion de filopodia significativement réduite par rapport aux trois 

autres patients. Il serait intéressant de pouvoir relier les anomalies synaptiques détectées chez ce patient 

au phénotype électrophysiologique de ses neurones.  
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Figure 29 : Paramètres morphologiques des différentes classes d’épines dendritiques 

Représentation des divers paramètres morphologiques utilisés dans notre étude pour distinguer les 
différentes classes d’épines dendritiques et décrits dans l’article de Gouder et al (2015) 

 

De nombreuses études ont été réalisées précédemment pour étudier le rôle de SHANK3 dans la 

spinogenèse, mais la plupart d’entre elles correspond à des analyses en 2D (Roussignol et al, 2005; 

Durand et al, 2012). Selon l’orientation de l’épine non sphérique dans le plan, certaines informations 

concernant la présence, la morphologie ou la longueur des épines dendritiques, peuvent être biaisée ou 

absentes. L’analyse en 3D permet de plus d’élargir les paramètres étudiés en incluant des mesures 

relatives au volume des différentes parties de l’épine. En particulier, nous avons observé une réduction 

significative du volume de la tête des épines, ainsi qu’une diminution significative de leur volume total. 

Les anomalies des épines dendritiques observées dans notre étude pourraient être la conséquence d’une 

diminution de l’expression du domaine SAM à l’origine de la dimérisation des protéines SHANK3 et du 

domaine riche en proline qui permet une interaction indirecte des protéines SHANK3 avec les récepteurs 

mGluR5 et avec le cytosquelette d’actine. Ce dernier, de par sa nature dynamique, est étroitement lié à 

la morphologie des épines dendritiques et il serait alors également intéressant d’évaluer la localisation 

ainsi que l’activité des protéines impliquées dans les réactions de polymérisation et de dépolymérisation 

des filaments d’actine qui pourraient être moins fonctionnelles dans les neurones des patients.   

Nos résultats confortent ainsi l’idée que les TSA sont des maladies liées aux synapses via des 

mécanismes impliquant les protéines SHANK3.  

 

Ces observations donnent, en outre, un éclairage sur la baisse du niveau d’ARN de SHANK3 

détectée dans les cellules des patients. Afin de réguler la traduction des protéines synaptiques et de les 

synthétiser rapidement en réponse à une activité électrique, les ARN de ces protéines sont transportés 

vers les épines dendritiques et sont traduits localement grâce à un mécanisme impliquant les protéines 

FMRP (Kao et al, 2010). Il en résulte une localisation spécifique des ARNm de ces protéines au niveau 

des épines dendritiques. La diminution des transcrits de SHANK3 pourrait ainsi être liée à la réduction 
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de la densité des épines dendritiques et du volume de leur tête. Les données obtenues sur l’expression 

des protéines synaptiques régulées par les protéines FRMP tendent en ce sens. L’observation, sur des 

neurones dérivés d’iPSC d’un patient avec autisme portant une microdélétion de SHANK3, d’une baisse 

des ARN de SHANK3 au niveau dendritique par rapport aux neurones d’un individu contrôle et d’un 

niveau similaire de ces ARN au niveau du soma appuie également cette hypothèse (Taylor et al, 2018).  

 

Afin de limiter les variabilités interindividuelles fréquemment relevées lors de l’analyse de 

cellules dérivées d’iPSC, nous avons inclus, dans cette étude, 4 patients ainsi que 3 contrôles dont les 

fibroblastes ont été reprogrammés en iPSC au laboratoire d’I-Stem. En effet, un nombre minimum 

d’individus est requis pour obtenir un pouvoir statistique suffisant pour la détection de différences 

significatives entre un échantillon de cas comparé à un échantillon de témoins. Certaines équipes 

concentrent leur analyse sur un nombre restreint d’individus par échantillon (1 ou 2) en intégrant 

plusieurs clones (Shcheglovitov et al, 2013). Une étude publiée récemment a toutefois démontré qu’une 

augmentation du nombre de clones n’est pas toujours optimale et nécessite un minimum de 3 individus 

par groupe ainsi qu’une approche statistique intégrant l’interdépendance des clones (Germain & Testa, 

2017). Lorsque seul un clone est étudié, il est recommandé d’utiliser au moins 4 individus par échantillon 

(Germain & Testa, 2017). C’était l’objectif initial de notre étude car au moment de la conception du 

projet, 4 patients et 5 individus contrôles étaient envisagés. Malheureusement, pour 2 des individus 

contrôles inclus, les protocoles de reprogrammation et de dérivation n’ont pas permis d’obtenir des 

résultats cohérents avec les trois autres individus et ceux-ci ont donc été écartés des analyses. Une autre 

approche pour améliorer le pouvoir statistique de telles études consiste à utiliser les individus apparentés 

des patients comme contrôles. Ceux-ci partageant une plus grande proportion du génome du patient, la 

variabilité causée par le fond génétique est ainsi réduite. La meilleure stratégie reste cependant 

l’inclusion de contrôles isogéniques grâce au rétablissement de la version sauvage du gène muté dans les 

cellules des patients, par le moyen d’outils génétiques comme CRISPR/cas9 ou la méthode des TALENS 

(Germain & Testa, 2017; Volpato et al, 2018).  

 
Conclusions sur l’approche in vitro  
 
 

Les études réalisées in vitro de ce projet ont permis de montrer une diminution des taux d’ARN 

de SHANK3 dans les cellules des patients corrélés à différentes altérations morphologiques des épines 

dendritiques. Les 4 patients présentent une diminution de la densité des épines dendritiques et de leur 

morphologie, rendant ainsi ce phénotype robuste dans le cas des TSA caractérisés par des mutations dans 

SHANK3. Les neurones pyramidaux des couches superficielles analysés dans cette étude développent 

des projections intracortico-corticales associationnelles sur de longues distances. La baisse de la densité 

des épines dendritiques pourrait donc expliquer les déficits corticaux et, en particulier, 
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l’hypoconnectivité associationnelle longue mesurée chez les patients avec TSA. Néanmoins, les analyses 

sont limitées par l’aspect 2D du système de culture in vitro utilisé dans notre projet.  

Une structure 3D peut être apportée par diverses approches. L’une d’entre-elles consiste à recréer 

des mini-cerveaux grâce aux protocoles de dérivation d’organoïdes. Ces derniers ont été employés afin 

de modéliser les TSA à des stades précoces et ont mis en évidence des anomalies de la prolifération 

cellulaire et de la balance excitation/inhibition (Mariani et al, 2015; Jong et al, 2019). Cependant, les 

cellules se développant au centre des organoïdes font face à un manque de nutriments et d’oxygène, ce 

qui altère certaines étapes de leur développement. Cela est dû à l’absence de vascularisation difficile à 

reproduire dans ces systèmes. Bien qu’il existe aujourd’hui divers moyens de résoudre ces problèmes 

(Grebenyuk & Ranga, 2019), une autre stratégie pour analyser le neurodéveloppement humain dans un 

environnement en 3D correspond à la transplantation de cellules humaines dans le cerveau de souris.  

Ainsi, afin d’étudier le neurodéveloppement humain dans un contexte in vivo, nous avons mis en 

place un modèle de xénotransplantation. Ce modèle a ensuite été appliqué au cas des TSA via l’analyse 

de mutations dans SHANK3. En raison de la complexité de ce deuxième projet et de la durée de mon 

projet, nous avons choisi de n’étudier qu’un des trois individus contrôles et qu’un des quatre patients 

inclus dans la précédente étude. Les deux individus sélectionnés sont néanmoins représentatifs de leur 

groupe respectif dans le sens où chacun de ces deux groupes ont montré peu de variabilité 

interindividuelle dans les valeurs de la plupart des paramètres testés (Gouder*, Vitrac* et al, 2019). 

 
 
Mise en place et caractérisation du modèle d’étude in vivo 
 

Le modèle de transplantation offre un large panel d’options permettant d’adopter la meilleure 

stratégie selon la question posée par le projet. Les options à prendre en compte concernent :  

 

- Le stade d’injection : Injection in utero, injection périnatale, injection chez l’adulte. 

- Le site d’injection : Injection dans les ventricules, injection dans une région cérébrale 

spécifique. 

- Le choix de l’animal hôte : Utilisation de lignées Immuno déficientes/Immuno compétentes 

sous traitement immunodépresseur. 

- Le type de cellules injectées : ESC, iPSC, progéniteurs neuraux, neurones. 

 

Il est en particulier important de bien choisir le moment où les cellules sont greffées dans le 

cerveau de l’animal hôte. Dans le cas de l’étude de maladies neurodéveloppementales, le moment de la 

greffe détermine les conditions, en termes de facteurs et de population cellulaire, dans lesquelles les 

cellules humaines vont se développer. Sur la base des données obtenues par l’équipe de Uwe Maskos, 

avec laquelle nous avons collaboré, une greffe au stade périnatal nous a paru pertinente pour l’analyse 

du développement de progéniteurs neuronaux greffés (D’Alessio et al, 2020, Raïs et al, article en 
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préparation). Un avantage de la greffe au stade périnatal est qu’à ce stade le crâne des souriceaux est 

mou et transparent, ce qui facilite l’identification des repères anatomiques du cerveau (bregma, lambda) 

et permet d’éviter de passer par une étape chirurgicale pour percer le tissu osseux de l’animal, facilitant 

de ce fait la procédure d’injection.  

Un grand nombre d’études sur les TSA ont relevé des altérations des mécanismes se tenant place 

pendant la période prénatale (Courchesne et al, 2020). Par ailleurs, certaines formes de TSA sont 

caractérisées par des profils transcriptionnels anormaux lors des étapes précoces du neurodéveloppement 

cortical et en particulier au stade NSC précédant la différentiation neuronale (Schafer et al, 2019). La 

greffe de cellules au stade progéniteurs neuronaux sans différentiation préalable nous permet donc de 

nous placer dans des fenêtres temporelles appropriées pour étudier l’impact de mutations dans SHANK3 

sur le développement neuronal humain à des stades précoces. 

 

Pour ce projet, les progéniteurs neuronaux ont été marqués par transfection d’un lentivirus 

exprimant la GFP sous le contrôle d’un promoteur constitutif. Cette étape nous a permis de visualiser les 

cellules humaines dans le cerveau murin à différents stades de leur développement. Néanmoins il est 

important de noter, que selon le site d’intégration génomique du vecteur viral, l’expression de le la GFP 

peut s’éteindre au cours de la différenciation (Muotri et al, 2005). Une approche alternative serait d’avoir 

recours à des cellules génétiquement modifiées pour exprimer la fluorescence (Real et al, 2018; 

D’Alessio et al, 2020). 

De plus, afin d’éviter tout rejet de greffe et de s’assurer d’une intégration et d’un maintien des 

cellules humaines greffées sur de longues périodes, nous avons sélectionné la lignée de souris 

immunodéficientes NOD-SCIDPRKD pour recevoir la greffe. Cette lignée de souris a précédemment été 

utilisée dans plusieurs protocoles de greffes de cellules humaines dans le cerveau de souris. Ces travaux 

ont permis de démontrer que le neurodéveloppement humain pouvait être reproduit dans le cerveau de 

ces souris sans signes de rejet des cellules humaines greffées (Espuny-Camacho et al, 2013; D’Alessio 

et al, 2020), confortant notre choix pour ce modèle.  

 

De la même façon, nous avons pu observer une bonne intégration des neurones humains au sein 

du cerveau murin et une survie jusqu’à des temps tardifs, pouvant atteindre les 12 mois. Les marquages 

immunologiques des neurones humains greffés ont permis de retrouver une identité corticale 

caractéristique des couches II à IV du cortex. Les progéniteurs neuronaux greffés peuvent aussi se 

développer en neurones inhibiteurs exprimant la Somatostatine. Par contre aucun interneurone de type 

Parvalbumine n’a été visualisé dans notre modèle. Des observations identiques ont été publiées cette 

année par l’équipe de Uwe Maskos à la suite de greffes de progéniteurs corticaux obtenus par un 

protocole distinct de celui utilisé dans notre étude (D’Alessio et al, 2020). L’absence d’interneurones 

Parvalbumine pourrait s’expliquer par un engagement des cellules qui ne permet pas la différentiation 

de ce type de neurones ou par le site d’injection ne réunissant pas tous les facteurs nécessaires à leur 
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différentiation. Il serait ainsi intéressant d’interroger la présence ou non d’interneurones exprimant la 

Parvalbumine in vitro, ou alors de comparer le devenir des progéniteurs neuronaux greffés dans 

différentes régions du cerveau murin ou greffés à différent stades développementaux de la souris. Une 

réduction de la Parvalbumine a été détectée chez des souris mutées sur Shank3 et lors d’analyses de 

cerveaux post-mortem d’individus avec TSA (Filice et al, 2016; Hashemi et al, 2017). Il serait ainsi 

intéressant de savoir si ce phénotype est reproduit chez les patients inclus dans notre étude. 

Tout comme nous l’avons visualisé dans la partie in vitro, les progéniteurs neuronaux humains 

greffés sont capables de se différencier en astrocytes. Cela a été mis en évidence grâce à des 

immunomarquages ciblant la GFAP humaine spécifiquement (figure 30). Ces données montrent que la 

voie de différentiation des progéniteurs neuronaux suit un programme similaire in vivo comparé aux 

conditions in vitro. Nous avons observé, en outre, un agencement particulier des astrocytes probablement 

d’origine murine autour de la greffe avec des densités plus élevées que dans le reste de l’ensemble du 

cerveau de la souris (figure 27). Ceux-ci sont probablement recrutés au niveau de la greffe suite à 

l’introduction de l’aiguille d’injection dans le cerveau murin pour former ce qu’on appelle la cicatrice 

gliale (Silver & Miller, 2004). De fortes densités de cellules astrocytaires murines ont également été 

détectées au sein de la greffe humaine de nos collaborateurs (Raïs et al, article en préparation). 

 

Figure 30 : Astrocytes humains et murins dans le cerveau de souris et dans la greffe humaine 

Marquages immunologiques contre la GFAP, un marqueur des astrocytes. Visualisation des astrocytes 
(a) dans le cerveau murin et (b) autour de la greffe humaine. L’anticorps utilisé sur ces deux exemples 
marquent à la fois la GFAP murine et humaine. L’échelle représente 50µm. (c) Immunomarquage avec 
STEM 123 reconnaissant spécifiquement la GFAP humaine. L’échelle représente 15 µm. 
 

Contrairement à l’étude de Real et al, nous n’avons pas repéré la présence de cellules humaines 

s’organisant en rosettes (Real et al, 2018). Une structure tout aussi particulière et semblable au 

compartiment de la SVZ mis en place pendant la corticogenèse a été visualisée par nos collaborateurs 

(Raïs et al, article en préparation). Ces structures sont constituées de cellules murines exprimant SOX2, 

un facteur exprimé dans les cellules de la glie radiaire, et développant de longs prolongements agencés 

parallèlement les uns par rapport aux autres (Raïs et al, article en préparation). Nos résultats pourraient 

s’expliquer par un stade d’engagement neuronal plus poussé utilisé dans le cadre de nos greffes.  
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Après 50 jours de développement in vivo, les somas des neurones présentent une morphologie 

pyramidale avec un long dendrite apical et quelques dendrites basaux. Quelques épines sont également 

présentes à la surface de leurs dendrites. Cette même morphologie a été visualisée mais plus ou moins 

tardivement dans les études précédentes : au bout de 4 mois dans le cas de l’équipe de Uwe Maskos et 

de 2 mois dans le cas des travaux de Espuny-Camacho et al (Espuny-Camacho et al, 2013; D’Alessio et 

al, 2020). L’analyse des épines dendritiques a montré une réduction de leur densité par rapport aux 

conditions in vitro et un retard de leur maturité malgré un temps plus long de développement in vivo, 

confirmant que le neurodéveloppement humain est ralenti in vivo (Gouder*, Vitrac* et al, 2019). Une 

étude comparative de la fonctionnalité de neurones se développant in vitro ou in vivo a également mis 

en évidence un ralentissement du développement et de la maturité des neurones transplantés dans le 

cerveau de rats par rapport à ceux cultivés in vitro (Yin et al, 2019). D’autres paramètres relatifs aux 

épines dendritiques ont révélé des différences entre les conditions in vitro et in vivo. Il s’agit de la taille 

et de la rectitude des épines dendritiques plus élevées pour les neurones issus des progéniteurs greffés 

par rapport aux neurones cultivés in vitro. 

Des immunomarquages contre MAP2 et VGLUT-1 ont été réalisés 7 mois après la transplantation 

des progéniteurs neuronaux humains. Quelques colocalisations entre la GFP marquant les cellules 

humaines et MAP2 ainsi qu’entre la GFP et VGlut-1 ont été observées mais en faible quantité (peu de 

marquage par cellule et peu de cellules marquées) compte tenu du temps de développement des neurones. 

L’expression de ces protéines en immunofluorescence est en effet visible après seulement 7 jours de 

différentiation de ces même progéniteurs neuronaux en conditions in vitro pour MAP2 et 10 jours pour 

Vglut-1 (Gouder*, Vitrac* et al, 2019). Ceci pourrait suggérer un manque de maturité important des 

neurones greffés à 7 mois ou résulter d’une difficulté à marquer certaines protéines humaines dans ce 

type d’échantillon. Une variabilité du marquage de protéines humaines a déjà été signalée à la suite 

d’analyses immunologiques de cellules humaines greffées dans des cerveaux de souris (Muotri et al, 

2005). 

D’autre part, une observation au microscope électronique de la greffe des neurones issus de 

l’individu contrôle, 10 mois après la transplantation des progéniteurs neuronaux, a montré la présence 

de profils synaptiques. L’aspect immature de l’ultrastructure des neurites (axones et dendrites), des 

contacts synaptiques, ainsi que la présence d’espaces intercellulaires encore larges, suggèrent que la 

maturation de cette xénogreffe humaine de 10 mois est légèrement en retard par rapport à ce que l’on 

observe in vivo dans un cortex cérébral humain, 10 mois après la conception (figure 31). 

D’autres moyens d’évaluer le degré de maturation des neurones est d’enregistrer leur activité 

calcique ou d’effectuer des analyses électrophysiologiques de type « patch clamp ». En effet, les profils 

d’activités calcique et électrique des cellules évoluent au cours du développement et se différencient en 

partie par leur dynamique (Allène et al, 2008). En début de développement, l’activité des neurones est 

spontanée, sporadique et asynchrone. Puis, au cours du développement, l’activité calcique concerne de 
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plus en plus de cellules et se synchronise progressivement. Ces expériences ont été effectuées dans le 

laboratoire de nos collaborateurs ce qui a permis de montrer une activité calcique dans les neurones issus 

de progéniteurs neuronaux greffés mais qui apparait plutôt sporadique et instable entre les différents 

temps d’analyses, signes à nouveau d’une immaturité de la greffe humaine (Raïs et al, article en 

préparation). Une synchronicité des signaux calciques peut être observée au niveau de greffes humaines 

dans le cerveau de souris lorsque sont transplantés des neurones déjà différentiés (Real et al, 2018). 

 

 

 Figure 31 : Profils synaptiques visualisés dans la greffe de neurones humains en ME 

Exemples profils synaptiques observés en microscopie électronique après 10 mois de greffe. Le cerveau 
utilisé a été perfusé par une solution composée de 2,5% de Glutaraldéhyde et de 2% de 
Paraformaldéhyde dilués dans du PBS. Après section du cerveau perfusé, par un vibratome, les lipides 
ont été fixés par incubation des coupes dans une solution contenant 1% de tétraoxyde d’osmium dilué 
dans du PBS pendant 1h. Après déshydratation des coupes, ces dernières ont été incluses dans des blocs 
de résine. La zone contenant la greffe de cellules humaines a été isolée puis observée en ME. Les profils 
synaptiques identifiés sont indiqués par des flèches.  
 

La distribution des neurones humains et de leurs projections au sein du cerveau murin a été 

détaillée dans différentes conditions : suite à une injection des progéniteurs neuronaux ciblée dans les 

ventricules ou ciblée dans le cortex moteur.  

 

Lorsque les cellules humaines sont injectées dans les ventricules en partie rostrale du cerveau de 

la souris, les neurones greffés humains sont principalement retrouvés au niveau des parois ou à proximité 

du système ventriculaire (ventricules latéraux et 3ième ventricule) sur tout l’axe antéropostérieur mais 

également au niveau des bulbes olfactifs. Cela indique que les neurones humains greffés peuvent utiliser 

le système ventriculaire pour migrer dans le cerveau murin et que ceux-ci peuvent également emprunter 

certains circuits formés par les neurones de la souris pour atteindre des régions spécifiques. Nos données 

suggèrent en particulier que les neurones humains ont la capacité de suivre le circuit de migration rostrale 

(RMS) qui part des ventricules latéraux pour atteindre les bulbes olfactifs (figure 29) comme cela a 

500 nm 1 µm 
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précédemment été observé (D’Alessio et al, 2020). Dans le cerveau murin adulte, ce circuit est utilisé 

par les cellules nouvellement formées au niveau de la SVZ pour rejoindre les bulbes olfactifs où elles se 

différencient en interneurones. Pendant leur migration, les neuroblastes s’organisent en chaine (figure 

29). Leur migration s’effectue à l’intérieur de tubes formés par des cellules gliales grâce à des signaux 

répulsifs et attractifs médiés par les protéines SLIT et Nétrine respectivement (Figure 32, Ghashghaei et 

al, 2007). D’autres facteurs interviennent, comme les intégrines β1 permettant l’organisation en chaine 

des neuroblastes en migration (Figure 29, Belvindrah et al, 2007). Ce circuit est également présent dans 

le cerveau humain pendant l’enfance et est organisé de façon similaire à celui existant chez les rongeurs 

mais les mécanismes sous-jacents à la migration post-natale des cellules humaines sont encore peu 

connus (Curtis et al, 2007; Kam et al, 2009; Wang et al, 2011a). Les résultats de cette analyse indiquent 

ainsi que les neurones humains greffés semblent être capables de répondre aux signaux de guidage 

présents dans le cerveau murin (Korecka et al, 2016).  

Des projections axonales sont aussi visualisées dans différentes régions corticales et subcorticales 

comme le thalamus et le pallidum. 

 

Figure 32 : Représentation du circuit de migration rostral murin 

Cette figure montre schématiquement la localisation du circuit RMS au sein du cerveau murin et les 
différents modes de migration adoptés par les neuroblastes formés au niveau de la SVZ. Au début de 
leur migration, les neuroblastes (représentés en rouge) s’organisent en chaine et se déplacent à 
l’intérieur de tubes formés par des cellules gliales (représentés en bleu). Lorsqu’ils arrivent au niveau 
des bulbes olfactifs, la chaine se désorganise et les neuroblastes migrent radialement vers leur position 
finale. Plusieurs facteurs interviennent dans la migration des neuroblastes. Certains sont impliqués dans 
l’interaction intercellulaire des neuroblastes tandis que d’autres participent à des interactions entre les 
neuroblastes et les cellules gliales. La migration des neuroblastes est également contrôlée par des 
signaux répulsifs localisés au niveau de la SVZ et des signaux attractifs localisés au niveau des bulbes 
olfactifs. Figures issues de Sawada et al, 2011 
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Lorsqu’elles sont injectées dans le cortex moteur, les cellules restent confinées dans la greffe mais 

envoient leurs projections dans un grand nombre de régions corticales et subcorticales, dont le thalamus 

et l’hypothalamus, deux régions pourtant très éloignées de la greffe. Dans l’étude de Espuny-Camacho 

et al, les neurones humains projetant dans le thalamus expriment pour la plupart d’entre eux des 

marqueurs des couches corticales 6 (Espuny-Camacho et al, 2013). Cela suggère qu’une partie des 

progéniteurs neuronaux greffés dans notre étude se sont également différenciés en neurones corticaux de 

couches plus profondes. La majorité des projections est détectée dans l’hémisphère ipsilatéral.  

Le peu de signal observé dans l’hémisphère contralatéral se limite principalement aux régions 

situées dans les zones médiales du cerveau. Des prolongements axonaux ont pourtant été visualisés dans 

le corps calleux qui sert à faire le lien entre les deux hémisphères mais pas de façon suffisante pour 

atteindre les régions corticales de l’hémisphère contralatéral.  

Comme observé précédemment, la greffe repose sur le cortex murin et s’étend des aires motrices 

aux aires somatosensorielles sur l’axe dorso ventral et sur de longues distances sur l’axe antéropostérieur 

(D’Alessio et al, 2020). Par contre, bien que la quantité de cellules transplantées soit la même (~200 000 

cellules), l’épaisseur du greffon humain est nettement inférieure à celle mesurée par nos collaborateurs 

pour lesquels les délimitations de la greffe peuvent être visualisées à l’œil nu, par comparaison de 

l’hémisphère greffé et de l’hémisphère non greffé de la souris (D’Alessio et al, 2020). Cela suggère que 

les progéniteurs neuronaux que nous avons greffés prolifèrent moins ou moins longtemps in vivo. Des 

expériences d’injection de BrdU pourraient permettre de confirmer ces hypothèses. Il nous paraît 

néanmoins important de trouver un moyen de contrôler l’épaisseur du greffon en limitant, par exemple, 

la prolifération post transplantation car une greffe trop imposante pourrait modifier l’architecture et le 

développement du cerveau murin. De plus, les progéniteurs neuronaux ont tendance à mieux se 

différencier lorsque ceux-ci sont à faible densité (données non incluses, observées lors du projet in vitro 

de cette thèse). 

 

Un point relevé au cours de ces travaux est la difficulté d’obtenir une localisation reproductible de 

la greffe au sein du cerveau. Nous avons en effet observé une variabilité importante du positionnement 

de la greffe au sein du cerveau murin, parfois située en partie ventrale du cerveau murin voire absente 

du cerveau murin. Cela est probablement dû à la méthode d’injection utilisée qui est manuelle. Bien que 

les repères anatomiques soient visibles à l’œil nu et directement sur la tête du souriceau, réaliser une 

injection sans appareil stéréotaxique peut rendre le site d’injection plus ou moins imprécis. Concernant 

les localisations de la greffe en partie ventrale du cerveau ou l’absence de greffe cela peut être dû au 

cerveau du souriceau qui est mou ce qui complique le contrôle de la profondeur de l’injection malgré 

l’utilisation d’une seringue comportant un système de butoir. Néanmoins, afin d’exclure tout biais 

pouvant résulter de cette variabilité, nous avons sélectionné des cerveaux dont la localisation de la greffe 

est similaire pour toutes les analyses de caractérisation de la greffe, de l’organisation des projections 



208 
 

axonales ainsi que pour les analyses comparatives entre les neurones de l’individu contrôle et du patient, 

présentées dans la partie suivante. 

 

Exploitation du modèle de xénotransplantation pour l’étude de mutations impliquées dans les TSA  

 

Le modèle de xénotransplantation permet d’étudier le neurodéveloppement chez l’homme et peut 

être appliqué à la modélisation de troubles affectant les étapes précoces du neurodéveloppement humain 

(Real et al, 2018). Ce modèle nous offre donc l’opportunité d’analyser l’impact de mutations touchant 

le gène SHANK3, dans un contexte plus représentatif de la physiologie cérébrale humaine que ne le sont 

les systèmes de culture in vitro. Une question qui se pose en premier lieu, est de savoir si les neurones 

greffés des patients dans le cortex de souris sont capables de reproduire les déficits observés in vitro. De 

plus, l’identification de projections axonales développées par les neurones de l’individu contrôle, 

capables de s’intégrer au cerveau de la souris et de se connecter à différentes structures cérébrales parfois 

très éloignées de la greffe, donne la possibilité d’étudier de nouveaux aspects reliés aux problèmes 

d’hypoconnectivité observés entre des régions éloignées dans le cerveau et fréquemment associés aux 

TSA. Dans la première partie, nous avons observé que les neurones humains greffés de l’individu 

contrôle présentent un retard de maturation. Etant donné, l’apparition précoce des diverses altérations 

liées au développement des TSA évoquée précédemment, ceci ne présente pas un problème pour cette 

deuxième partie de notre étude pour laquelle nous avons choisi de nous intéresser aux étapes précoces 

du neurodéveloppement humain. 

 

Dans le but de modéliser les TSA et d’étudier l’impact de mutations dans SHANK3 sur le 

neurodéveloppement humain, les progéniteurs neuronaux de l’individu contrôle et du patient avec TSA 

ont été transplantées simultanément, au même endroit et en quantité égale, dans le cortex moteur de 

souris au stade périnatal, entre P0 et P2. Une transplantation simultanée des deux populations de cellules 

permet d’effectuer une analyse comparative dans laquelle les neurones de l’individu contrôle et les 

neurones du patient évoluent dans le même environnement et d’exclure toute influence liée à la 

variabilité pouvant exister entre les cerveaux de différentes souris. Ce type d’analyse a déjà été appliqué 

in vitro pour l’étude de patients PMDS (Shcheglovitov et al, 2013), mais aucun groupe n’a à ce jour 

appliqué cette approche pour comparer le comportement de neurones issus d’individus contrôles et de 

patients dans un contexte in vivo. 

 

Afin de pouvoir clairement distinguer les neurones contrôles et les neurones du patient avec TSA, 

les cellules du patient avec TSA ont été marquées par un lentivirus exprimant la mCherry dont les 

spectres d’excitation et d’émissions sont distincts de ceux des neurones contrôles marqués par la GFP. 

Pour obtenir une analyse comparative précise entre les neurones contrôles marqués à la GFP et les 

neurones des patients avec TSA marqués à la mCherry, les cellules ont préalablement été triées par la 
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technique de tri cellulaire induit par fluorescence (FACS : « Fluorescence Activated Cell Sorting »). 

Cette technique permet de purifier des populations cellulaires distinctes en les sélectionnant selon 

l’intensité de leur fluorescence. Cette étape est essentielle pour une quantification précise des signaux de 

fluorescence entre les neurones contrôles et les neurones des patients avec TSA.  

 

Plusieurs points intéressants ont été mis en évidence dans notre étude. Premièrement, les neurones 

du patient ont pu être greffés avec succès dans le cortex des souris et développer une morphologie 

pyramidale in vivo. Ces derniers restent confinés dans le greffon humain mais, à l’inverse des neurones 

de l’individu contrôle, ils n’envoient pas, ou alors très peu, de projections dans le cerveau murin. Cette 

observation suggère des anomalies de l’axonogenèse chez les neurones des patients. Ce phénotype a 

précédemment été mis en évidence chez des patients avec TSA grâce à l’analyse de cerveaux post-

mortem. Une étude a notamment permis de montrer une réduction du nombre d’axones impliqués dans 

la communication entre des régions cérébrales éloignées physiquement (Zikopoulos & Barbas, 2010). 

La croissance axonale a aussi été étudiée à partir de neurones dérivés d’iPSC issus de patients atteints 

du syndrome FXS, un syndrome présentant des symptômes communs aux TSA. Les neurones de ces 

patients cultivés in vitro présentent une altération de l’initiation et de l’extension des neurites suggérant 

des anomalies de l’axonogenèse (Doers et al, 2014). L’identification de mutations touchant des gènes 

intervenant dans le guidage axonal tels que SEMA5A, apportent des preuves supplémentaires que les 

TSA pourraient, dans certains cas, résulter d’un dysfonctionnement du développement axonal (Hussman 

et al, 2011; Mosca-Boidron et al, 2016). Des données de transcriptomique évaluées sur des neurones 

dérivés d’iPSC de patients avec TSA ont en outre révélé une dérégulation de l’expression de certains 

gènes participant aux mécanismes d’axonogenèse (Derosa et al, 2018; Griesi-Oliveira et al, 2020). Nos 

résultats suggèrent ainsi un rôle de SHANK3 dans la croissance axonal ce qui confirment des données 

précédemment obtenus au laboratoire sur des neurones de rats en cultures (Durand et al, 2012). 

Enfin, une diminution de la taille des somas a été mesurée dans notre étude chez les neurones du 

patient par rapport aux neurones de l’individu contrôle. Dans certains cas, la diminution de la taille des 

somas et des projections axonales peut indiquer la présence de neurones en état de mort cellulaire. Nos 

données d’immunomarquage dirigé contre la caspase 3 tendent à montrer que les altérations que nous 

avons observées ne sont pas la conséquence d’évènements apoptotiques. Une réduction de la surface des 

somas a précédemment été observé in vitro dans des neurones de patients portant une délétion de 

SHANK3 (Kathuria et al, 2018) ainsi que dans des neurones humains dans lesquels une diminution de 

l’expression de SHANK3 a été induite (Huang et al, 2019). Un phénotype similaire a aussi été visualisé 

dans un modèle simien porteur de délétion dans SHANK3 (Zhao et al, 2017). 

Ces résultats ont été obtenus après seulement 30 jours de développement in vivo ce qui indique 

que SHANK3 semble intervenir à des stade précoces du développement comme cela à déjà été montré 

dans différents modèles (Zhao et al, 2017; Peixoto et al, 2019; Huang et al, 2019). 
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Par contre, les données obtenues par l’analyse comparative de la spinogenèse entre les neurones 

de l’individu contrôles et les neurones du patient n’ont révélé aucune différence significative pour chacun 

des 8 paramètres testés.  

Du fait de la co-transplantation des neurones de l’individu contrôle et du patient, il serait possible 

d’envisager que les deux populations cellulaires s’influencent de manière réciproque via différents 

mécanismes qu’il serait intéressant de déterminer. Ainsi, les neurones contrôles pourraient booster la 

formation des synapses des neurones du patient ou bien les neurones du patient pourraient ralentir ce 

processus chez les neurones contrôles. Cela aboutirait alors à un équilibre entre les deux génotypes. Cet 

effet n’a cependant pas été observé dans les travaux de Shcheglovitov et al qui ont mis en évidence des 

défauts synaptiques importants sur des neurones de patients co-cultivés in vitro avec des neurones 

contrôles (Shcheglovitov et al, 2013). 

Par ailleurs, les résultats que nous avons obtenus reflètent l’absence de phénotype fréquemment 

observé chez les souris portant une mutation hétérozygote sur Shank3 (Wang et al, 2016; Drapeau et al, 

2018) et pourraient suggérer que l’environnement murin est capable de compenser certaines altérations 

causées par une réduction du niveau d’expression de SHANK3 voire d’activer l’expression de certaines 

isoformes de SHANK3 comme cela a récemment été suggéré dans deux modèles de souris porteuses 

d’une délétion de plusieurs exons dans Shank3 (Jin et al, 2019). Une autre possibilité serait une meilleure 

stabilité des protéines SHANK3, exprimées dans les neurones humains greffés du patient, qui portent 

dans leur séquence un grand nombre de résidus phosphorylables. Une étude de criblage publiée 

récemment a ainsi identifié un total de 18 kinases capables de stabiliser les protéines SHANK3 (Wang 

et al, 2019a). Il serait alors intéressant de voir si ces kinases sont plus actives chez les neurones du patient 

et si l’environnement murin est capable de moduler leur activité. 

Un autre facteur pouvant expliquer nos observations est le stade moins avancé auquel nous avons 

effectué nos analyses comparativement aux études in vitro. Une analyse à des temps plus tardifs a été 

envisagée afin de répondre à cette question mais n’a pas été possible en raison du manque de cerveaux 

disponibles et comportant une greffe localisée dans le cortex à ces temps (à cause de la variabilité 

observée dans le positionnement des greffes mais aussi à cause de la santé de ces souris, mortes trop 

prématurément).  

 

L’analyse des épines dendritiques des neurones se développant in vivo a été effectuée par 

l’utilisation de la même approche que celle adoptée dans le projet in vitro. Le logiciel Imaris a ainsi été 

utilisé pour reconstruire en 3D les dendrites ainsi que les épines dendritiques des neurones de l’individu 

contrôle et de ceux du patient et a permis de mesurer les différents paramètres inclus dans notre étude 

(Gouder et al, 2015). Néanmoins il est apparu certaines complications lors de la visualisation des 

données. Du fait d’une densité importante de neurones au sein même de la greffe, il a parfois été difficile 

d’identifier et de suivre les prolongements d’un neurone donné. Un nouvel outil en cours de 

développement par l’équipe de Jean-Baptiste Masson dans notre département a été testé. Basée sur la 
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technologie de réalité virtuelle, cet outil nommé DIVA (Data Integration and Visualization in Augmented 

and Virtual Environments) nous a permis une meilleure reconnaissance des prolongements des neurones 

résultant en un suivi et une reconstruction des dendrites plus aisés (El Beheiry et al, 2020). La figure 33 

montre l’application de cette technologie sur les coupes de cerveaux greffés par les cellules de l’individu 

contrôle (marquées en vert par la GFP) et du patient (marquées en rouge par la mCherry), obtenues dans 

mon projet. Divers algorithmes pourront par la suite compléter cet outil de visualisation et faciliter les 

analyses de certains échantillons en 3D pour lesquels les outils classiques sont moins adaptés.  

Figure 33 : Visualisation des coupes de cerveaux greffés par les cellules de l’individu contrôle et du 

patient grâce à l’outil DIVA  

Image réalisée par M. El Beheiry (Laboratoire JB Masson) 

 

Une autre difficulté rencontrée lors de cette analyse et engendrée par le sectionnement du cerveau 

transplanté, en coupes de 50 µm, concerne la visualisation des branches dendritiques dans leur intégralité. 

Une large proportion de prolongements dendritiques observés sur les coupes sont, en effet, tronqués lors 

du sectionnement au vibratome et il est alors difficile de connaître leur position par rapport au soma ainsi 

que leur longueur totale. Nous avons ainsi uniquement sélectionné et analysé les dendrites dont le 

rattachement à un soma était visible afin d’effectuer les analyses sur des portions de dendrites 

comparables. Il aurait également été possible d’opter pour une approche de clarification, une technique 

permettant de rendre les tissus transparents, et d’obtenir une visualisation des dendrites neuronaux 

humains dans la totalité du cerveau murin. Plusieurs protocoles existent : CLARITY (Chung et al, 2013), 

CUBIC (Susaki et al, 2014) et iDISCO (Renier et al, 2014). Nous avons testé ce dernier et avons pu 

observer la greffe de neurones humains ainsi que certaines projections axonales dans des demi-cerveaux 
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de souris. Néanmoins les dispositifs d’imagerie à notre disposition ne nous ont pas permis d’avoir une 

résolution suffisamment élevée pour analyser les épines dendritiques.  

 

Conclusions et perspectives de l’étude in vivo 

 

Le modèle de xénotransplantation a montré un fort potentiel pour le traitement des maladies 

neurodégénératives et commence à être employé pour la modélisation du neurodéveloppement humain. 

Un grand nombre de données a été obtenu dans des situations non pathologiques et a montré que le 

neurodéveloppement humain pouvait être récapitulé in vivo de façon fidèle et reproductible. Néanmoins, 

à ce jour, ce modèle n’a été que très peu utilisé pour la modélisation de troubles du neurodéveloppement. 

Dans ce projet de thèse, nous avons voulu bénéficier des connaissances acquises ces dernières années 

pour mettre en place un modèle expérimental permettant l’analyse du rôle de mutations fortement 

pénétrantes dans l’établissement de phénotypes pathologiques.  

 

Les résultats obtenus au cours de ma thèse montrent que les neurones humains se développent in 

vivo et se différencient dans les mêmes types cellulaires que in vitro (neurones corticaux des couches 

superficiels, interneurones et astrocytes). Cependant, un ensemble de données suggèrent que la 

maturation des neurones humains greffés est ralentie et incomplète à des temps tardifs de développement 

in vivo. 

Plusieurs études récentes ont montré la possibilité de greffer des organoïdes dans le cerveau de 

souris (Mansour et al, 2018; Daviaud et al, 2018). Contrairement aux organoïdes cultivés in vitro, les 

organoïdes greffés ont accès à la vascularisation fournie par l’animale hôte. Il en résulte de meilleurs 

taux de survie et une baisse de l’apoptose. Un résultat intéressant est que la maturation des neurones 

composant l’organoïde apparait accélérée en conditions in vivo par rapport aux conditions in vitro, par 

opposition à ce que nous avons observé pour la transplantation des progéniteurs neuronaux (Mansour et 

al, 2018). De plus, il a été constaté une meilleure survie et une amélioration de la différenciation 

neuronale dans le cas des organoïdes greffés par rapport aux progéniteurs neuronaux greffés  (Daviaud 

et al, 2018). Les données apportées par ces deux études permettent de considérer ce modèle comme une 

solution alternative intéressante à la greffe de progéniteurs neuronaux.  

 

Un phénotype robuste des TSA retrouvé dans la plupart des modèles animaux mutés sur SHANK3 

et identifié in vitro dans les cellules du patient inclus dans notre étude in vivo correspond à une altération 

de la formation et de la morphologie des épines dendritiques. L’absence de reproductibilité de ce 

phénotype observée dans notre analyse in vivo doit donc être mieux comprise pour adapter et améliorer 

notre modèle d’étude. Une perspective de ce projet orientée dans ce but serait d’élargir l’analyse des 

épines dendritiques in vitro à différents temps de différentiation afin de déterminer plus précisément à 

quel stade les anomalies entre cellules de patients et cellules d’individus contrôles apparaissent. De 
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même, étant donné les cinétiques de maturation plus lentes observées in vivo, il nous apparait important 

d’examiner les différents paramètres relatifs aux épines dendritiques in vivo, à des temps plus tardifs de 

développement. L’influence du cerveau murin sur l’expression du génome humain et en particulier de 

SHANK3 pourrait, de plus, être évaluée par séquençage complet des ARN d’origine humaine. D’autres 

expériences pourraient également être menées pour caractériser et comparer la fonctionnalité des 

neurones du patients par rapport à ceux de l’individu contrôle par des mesures électrophysiologiques ou 

bien par l’étude de l’activité calcique des neurones. 

 

Des travaux publiés récemment ont mis en évidence une amélioration à long terme des 

performances cognitives de souris modélisant la maladie d’Alzheimer suite à l’injection de cellules 

souches neurales humaine dans la fimbria, un réseau de substance blanche localisé près de l’hippocampe 

(McGinley et al, 2018). Cette étude pré-clinique suggère que les neurones humains ont la capacité de 

rétablir des fonctions altérées chez la souris lors du développement de certains troubles. Cette approche 

pourrait alors être appliquée aux formes de TSA dont le développement est dû à un déficit de certaines 

populations neuronales spécifiques.  

Par ailleurs, différentes régions cérébrales et circuits neuronaux ont été reliés à certains déficits 

caractéristiques des TSA. Ainsi, des études portant sur des souris mutées sur Shank3 ont démontré que 

les stéréotypies pourraient être dues à une altération du circuit cortico-striatal et que les problèmes 

d’interactions sociales pourraient provenir d’anomalies au niveau du cortex antérieur cingulaire (Wang 

et al, 2017; Guo et al, 2019). Il serait alors également intéressant de voir si l’injection de cellules souches 

neurales humaines d’individus contrôles dans ces régions spécifiques du cerveau de souris mutées sur 

Shank3 permet la correction ou non des phénotypes de ces souris.  

Les études pré-cliniques sur des modèles animaux sont nécessaires avant l’initiation d’essais 

visant à évaluer l’effet thérapeutique chez l’humain et permettent d’évaluer leurs faisabilités et 

d’optimiser les conditions afin d’écarter tous les risques liés à leur mise en œuvre (risques oncogéniques, 

risque de rejets, effets secondaires). Les premiers essais de ces approches dites de médecines 

régénératives chez l’humain ont fait appel à des transplantations de cellules fœtales ou dérivées d’ESC 

humaines avec des résultats encourageants mais ont été peu poursuivies en raison de critères éthiques. 

La publication récente des résultats de plusieurs tests de transplantations autologues, de cellules dérivées 

d’iPSC, dans le cadre du traitement des dégénérescences maculaires liées à l’âge et de la maladie de 

Parkinson, offre de nouveaux espoirs sur le développement de thérapies personnalisées (Mandai et al, 

2017; Schweitzer et al, 2020; Song et al, 2020). Néanmoins, leur application à plus large échelle parait 

difficile en raison du temps requis pour la production des cellules destinées à la transplantation : 

prélèvement des cellules somatiques sur le patient, reprogrammation, redérivation et caractérisation de 

ces cellules, tests de transplantation chez l’animal (Parmar & Björklund, 2020). Une alternative serait de 

recourir à des transplantations de type allogénique ce qui permettrait de constituer des banques de 

cellules déjà testées et qui pourraient être utilisées à la demande (Parmar & Björklund, 2020).  
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Une autre perspective d’ordre thérapeutique serait l’administration, à des souris greffées par des 

cellules du patient de notre étude, de composés pharmacologiques capables de franchir la barrière 

hématoencéphalique afin de voir s’il est possible d’effacer les différentes anomalies que nous avons mis 

en évidence dans notre étude.  

Différents composés ont déjà été testés in vitro sur des neurones dérivés d’iPSC de patients 

hémizygotes pour SHANK3 et ont montré une certaine efficacité pour la réversion des phénotypes 

observés. Parmi ces composés, on peut citer l’IGF-1 et le lithium tous deux capables de franchir la 

barrière hématoencéphalique. L’IGF-1 a notamment permis rétablir les courants post-synaptiques 

excitateurs et l’expression des récepteurs glutamatergiques à un niveau similaire à celui existant dans les 

cellules d’individus contrôles (Shcheglovitov et al, 2013). Concernant le lithium, il a été testé sur les 

cellules de deux patients inclus dans notre étude in vitro et a permis d’augmenter le nombre de synapses 

positives pour SHANK3 ainsi que la fréquence et l’intensité des oscillations calciques spontanées 

(Darville et al, 2016).  

Chez les souris invalidées pour le gène Shank3, un traitement au lithium permet de réduire les 

stéréotypies fréquemment observées dans ce modèle (Tatavarty et al, 2020). Ces travaux suggèrent, de 

plus, que ce comportement est corrigé grâce au rétablissement de la plasticité homéostatique qui est 

profondément altérée lorsque l’expression de Shank3 est réduite (Tatavarty et al, 2020).  

Plusieurs études ont aussi montré un effet positif d’un traitement au lithium chez des patients avec 

TSA  (Serret et al, 2015; Darville et al, 2016; Mintz & Hollenberg, 2019; Johannessen et al, 2019). 

Initialement, le lithium a été prescrit après apparition de troubles bipolaires chez des patients avec TSA 

et suite à divers autres traitements s’étant révélés inefficaces. Cette thérapie a permis à deux patients 

mutés sur SHANK3 (dont l’une incluse est dans notre étude in vitro) de diminuer à la fois leurs 

symptômes relatifs aux troubles bipolaires mais aussi certains liés aux TSA comme la sociabilisation, la 

communication et l’autonomie (Serret et al, 2015; Darville et al, 2016). Une baisse de la sévérité des 

divers troubles de patients avec TSA a été également observée sur un échantillon de 19 patients ayant 

reçu un traitement au lithium (Mintz & Hollenberg, 2019). Un essai clinique pour évaluer l’effet du 

lithium sur des patients porteurs de mutations dans SHANK3 est actuellement mis en place à l’hôpital 

Robert Debré par les psychiatres travaillant au laboratoire. 

 

Une limitation majeure relevée dans notre étude est liée à l’utilisation de la lignée 

immunodéficiente NOD-SCID. Cette lignée de souris nous a permis d’assurer une bonne intégration des 

neurones et une survie cellulaire sur des temps prolongés. Cependant, ce sont des souris très fragiles et 

vulnérables à la moindre infection ce qui a desservi ce projet à différentes périodes. Un fort taux de 

mortalité a en effet été observé chez ces souris à des stades précoces aussi bien chez les souris d’élevage 

que chez les souris greffées, limitant ainsi le nombre de cerveaux analysés et restreignant les temps 

d’analyses. Un modèle alternatif est représenté par les greffes in utero ne nécessitant pas l’utilisation de 
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lignées murines immunodéficientes du fait de l’absence, à ce stade, de cellules immunitaires capables de 

reconnaître le non soi. La procédure d’injection est plus compliquée à réaliser avec ce modèle mais les 

souris dépassant ce stade sont plus résistantes et plus faciles à maintenir sur de longues périodes. De 

plus, l’environnement cellulaire du cerveau fœtal murin se rapproche davantage du stade 

développemental auquel les progéniteurs que nous greffons appartiennent. Ce modèle a été mis en place 

par le groupe d’Isabelle Cloëz-Tayarani au sein du laboratoire de Uwe Maskos, avec les mêmes cellules 

contrôles et montre des résultats prometteurs.  

Dans ce nouveau projet, les progéniteurs neuronaux sont injectés dans le cerveau de fœtus de 

souris Swiss OF1 au stade E14-E15 au niveau d’un ventricule. Un mois post-transplantation, des cellules 

neuronales humaines ont été visualisées à proximité des ventricules latéraux au niveau antérieur et 

postérieur du cerveau murin (figure 34). Ces résultats préliminaires montrent le potentiel de cette 

nouvelle approche pour la modélisation des troubles neurodéveloppementaux tels que les TSA.  

Figure 34 : Résultats préliminaires obtenus par injection in utero de précurseurs neuronaux 

(a) Illustration de la procédure d’injection in utero (Images issues de (Nijagal et al, 2010)) (b) 
Immunomarquages avec des anticorps dirigés contre la GFP des cellules humaines greffées in utero 
après 1 mois de développement in vivo effectués à différents niveaux de l’axe antéropostérieur (Thiberge 
C et Llach M, résultats non publiés).  
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En conclusion, les approches de xénotransplantation avec le développement de souris humanisées 

donnent accès à un modèle novateur pour la modélisation des troubles du neurodéveloppement et l’étude 

de l’impact de mutations impliquées dans ces troubles. Les neurones humains ainsi greffés dans le 

cerveau murin se développent dans un environnement physiologiquement plus proche du cerveau 

humain que ne le sont les systèmes de culture in vitro. Ces modèles permettent en particulier de 

reproduire l’organisation et l’environnement cellulaire du tissu cérébral. Cette approche a été appliquée, 

pour la première fois dans notre étude, à l’analyse du développement de progéniteurs neuronaux d’un 

patient co-transplantés avec des progéniteurs neuronaux d’un individu contrôle. Cela nous a permis 

d’identifier une contribution précoce de SHANK3 dans l’apparition d’anomalies développementales 

dans les neurones du patient.  La transplantation de progéniteurs neuronaux humains dans le cerveau de 

souris offre ainsi la possibilité de mieux comprendre le rôle de mutations humaines associées aux TSA 

et permet la visualisation de phénotypes supplémentaires liés à la connectivité des neurones. 

. 
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