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Considérée comme le quatrieme pilier de la médecine moderne, la thérapie cellulaire
(TC) repose sur I’utilisation d’agents cellulaires capables d’évoluer et d’interagir avec leur
environnement afin de mettre en place une réponse biologique complexe dépendante du
contexte tissulaire au sein duquel ils se retrouvent. Elle représente une alternative a de
nombreux traitements ayant pour objectifs le remplacement, la réparation ou la restauration de
la fonction d’un tissu ou d’un organe 1és¢ par un accident, une pathologie ou le vieillissement.
Malgré un nombre croissant de publications et d’essais cliniques (ECs) engagés reflétant un
engouement certain pour cette nouvelle discipline, le marché des thérapies cellulaires n’en est
qu’a ses débuts avec seulement quelques produits ayant obtenu une autorisation de mise sur le

marché (AMM).

Les dystrophies musculaires (DMs) regroupent un ensemble de maladies génétiques
distinctes caractérisées par une perte musculaire progressive, dont le 1° symptdme est une
faiblesse musculaire de sévérité et distribution variables. Elles sont dues a des mutations sur
les genes codant pour différentes protéines localisées au niveau de la matrice extracellulaire,
de la membrane plasmique, du cytoplasme, du sarcomere ou encore du noyau des cellules
musculaires striées. La TC fait partie des orientations prometteuses en proposant un agent
thérapeutique capable de délivrer le gene manquant dans les fibres musculaires dystrophiques
par I'intermédiaire du phénomene de fusion intervenant physiologiquement dans le processus

de régénération mais également de générer des précurseurs myogéniques.

Ces dernieres années, ’UMR PAnTher a identifié une population de cellules souches
(CSs) résidentes du tissu musculaire, nommées MuStem, et fait la preuve de concept de
I’administration systémique chez le chien myopathe, modele gros animal cliniquement
pertinent de la dystrophie musculaire de Duchenne (DMD). Cette administration évite en effet
la dégradation de 1’état clinique général des chiens myopathes, avec une stabilisation observée
sur le long terme et s’accompagne d’une réduction des altérations du tissu musculaire. Plus
récemment, I’UMR a identifié une population marginale de cellules dérivées de muscle sain
humain (hMuStem) présentant des caractéristiques comparables aux cellules MuStem canines
(cMuStem) en termes de déficit initial d’adhérence, lequel a été a la base de I’isolement de ces
dernieres. La démonstration de leurs caractéristiques phénotypiques, leurs potentiels de
prolifération et de différenciation mais aussi leur comportement in vivo a conforté le
positionnement des cellules MuStem comme potentiel candidat au traitement de pathologies
musculaires. Néanmoins, ces 17 résultats ont été générés avec la population hMuStem
produite dans des conditions de grade recherche incompatibles avec des applications
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cliniques, limitant de fait quelque peu leur impact en termes de données supportives pour
renforcer le positionnement de la population hMuStem en tant que produit thérapeutique.

C’est dans un contexte de recherche préclinique que se sont inscrits mes travaux de these.

La revue de littérature est organisée en trois chapitres. Le 1 rapporte un état des lieux
des différentes stratégies de TC et de I’environnement réglementaire auquel elles sont
confrontées. Le 2" chapitre explicite les modalités de définition d’un produit de thérapie
cellulaire (PTC), d’une part en termes de définition d’un protocole robuste, reproductible et
respectant certaines normes de qualité comme les bonnes pratiques de fabrication (BPF ou
GMP pour good manufacturing practices), et d’autre part en termes d’identité, de potentialités
et d’innocuité. Finalement, le dernier chapitre présente les différents candidats cellulaires au

traitement des DMs, positionne les cellules hMuStem et décrit mes travaux de recherche.

Les résultats expérimentaux sont également organisés en trois axes. Le 1 axe a eu
pour objectif de poursuivre la définition de conditions de culture compatibles avec un transfert
clinique, initiée peu avant mon arrivée au sein de ’'UMR, tout en s’assurant du maintien des
caractéristiques originales des cellules hMuStem. L’étude des conséquences du changement
de la source des nutriments et GFs sur ces propriétés a fait I"objet d’un 2" chapitre qui vient
en complément du 1° axe. Enfin, une étude longitudinale de ces propriétés au cours du temps
d’expansion ex vivo a été mise en place dans 1’objectif de définir la fenétre optimale
d’expansion autrement dit d’optimiser la préparation des lots cellulaires en termes d’efficacité

et de sécurité.

En conclusion de ce travail qui participe a faire avancer le développement du produit
cellulaire pour une perspective clinique, une discussion générale mettant en perspective les

résultats obtenus est présentée.









I.1. Définition et principe

La TC désigne la greffe de cellules visant a remplacer, réparer ou restaurer la fonction
d’un tissu ou d’un organe 1ésé par un accident, le vieillissement ou une pathologie. En cela,
elle représente une alternative a de nombreux traitements ou une proposition pour des
maladies orphelines. Elle se positionne également dans des contextes pathologiques pour
lesquels la greffe d’organe apparaissait comme la seule alternative. La TC pourrait en effet
permettre de pallier aux problemes de faible disponibilité des organes sains et des problemes
de compatibilité entre donneurs et receveurs, par injection des cellules du patient lui-méme
avant que l'organe ne soit totalement défaillant. Contrairement aux traitements
pharmacologiques qui reposent sur I’administration de petites molécules chimiques naturelles
ou synthétiques plus ou moins complexes ayant une action ciblée, les cellules ont la capacité
d’interagir avec I’environnement biologique/tissulaire dans lequel on les place, par la
réception et I’intégration de nombreux signaux. Ces derniers leur permettent de migrer vers
des sites spécifiques du corps et de mettre en place une réponse cellulaire complexe

dépendante du contexte tissulaire dans lequel elles se retrouvent (Fischbach et al., 2013).
Plusieurs types cellulaires sont envisagés pour des utilisations en TC :

— des cellules différenciées et fonctionnelles comme les chondrocytes, les cellules des ilots
de Langerhans, les lymphocytes T (LT)...,

— des précurseurs ou progéniteurs issus de CSs mais étant déja engagés dans une voie de
différenciation tels que les progéniteurs érythroides et lymphoides, les cellules satellites
(SCs pour satellite cells)...,

— des CSs dotées d’un fort potentiel de prolifération et de différenciation parmi lesquelles
les cellules souches mésenchymateuses (MSCs pour mesenchymal stem cells), les cellules

souches hématopoiétiques (HSCs pour hematopoietic stem cells).

Deux principales stratégies de traitement sont proposées par ces approches de TC. D’une part,

il est envisagé d’agir directement sur la régénération tissulaire par remplacement des cellules



lésées ou mortes et/ou par intégration de la niche dans un état non différencié activable en
réponse a certains signaux pour générer a nouveau des cellules filles capables de remplacer
les cellules 1ésées. D’autre part, les CSs peuvent avoir un effet indirect sur le micro-
environnement tissulaire, par I’intermédiaire de leur activité paracrine et des interactions

cellules-cellules qu’elles génerent, pouvant agir sur la régénération ou encore sur la réponse

immunitaire.
1.2. Modalités des thérapies cellulaires

Comme nous venons de 1’évoquer, plusieurs sources de cellules sont envisagées pour
les stratégies de TC. Ces cellules peuvent provenir du patient lui-méme ou d’un donneur de la
méme espece (Figure 1). On parle alors respectivement de thérapie autologue et allogénique.
Certaines stratégies plus marginales proposent également 1’utilisation de cellules provenant
d’une espece différente (transplantation xénogénique) ou encore de lignées cellulaires
immortalisées, présentant des avantages en termes d’approvisionnement. Ces derniéres sont
cependant tres peu favorisées au vue du contexte immunitaire non favorable, des risques de
transmission virale ou encore d’induction de tumeur (Edge et al., 1998). Les modalités

autologues et allogéniques sont majoritaires.
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Figure 1. Comparaison des thérapies autologue et allogénique (Karantalis et al., 2015). La thérapie
cellulaire allogénique offre de nombreux avantages par comparaison a la transplantation autologue.
Les cellules souches sont issues de donneurs sains, ce qui permet de s’affranchir de toute comorbidité
associée a 1’état pathologique. Les cellules allogéniques peuvent étre amplifiées et conservées dans des
banques cellulaires pour étre rapidement disponibles et mobilisables en cas de besoin.



I.2.1.Transplantation autologue

La transplantation autologue désigne I’injection de cellules provenant du méme
organisme. Ce traitement personnalisé présente deux avantages majeurs (Mason and Dunnill,

2009) :

— la reconnaissance des cellules transplantées comme appartenant au « soi » permet
d’éviter le rejet immunitaire. Le colt des traitements immunosuppresseurs et leurs effets
secondaires peuvent ainsi étre évités (Mason and Dunnill, 2009).

— dans le cas de protocoles de production rapides, cette modalité peut &étre une
alternative économiquement intéressante aux produits commercialisés dans le sens ou le
prélévement, la production et I’injection des cellules d’intérét peuvent étre rapidement réalisés
par les cliniciens en milieu hospitalier, sous réserve de conformité aux normes GMP (Mason
and Dunnill, 2009). C’est le cas par exemple des CSs isolées a partir du tissu adipeux du
patient, dont la forte disponibilité permet I’isolement d’une quantité de cellules suffisante, ne
nécessitant alors pas d’amplification (Fraser et al., 2006). Néanmoins, des procédés plus longs
qui font en outre appel a des sites de productions éloignés de la clinique, génerent des délais
qui peuvent ne pas étre envisageables pour des patients dans un état critique. Bien qu’encore
interdites en France, certaines entreprises proposent aujourd’hui de pallier a cette limite.
Contre forte rémunération, elles proposent en effet de produire et conserver les CSs du sang et
tissu du cordon ombilical, du tissu adipeux ou encore de pulpe dentaire en prévoyance d’un

éventuel besoin (Future Health Biobank, CryoSave...).

Des limites a cette stratégie ont toutefois été identifiées. Le caractere personnalisé de
cette approche implique une gestion et des procédures séparées pour tous les prélevements,
comme cela peut étre le cas également pour certaines modalités allogéniques, nécessitant un
personnel technique et une tracabilité irréprochables. Afin de limiter les risques de cross-
contamination entre les différents lots cellulaires lors de la production, des précautions
supplémentaires en termes de manipulations sont nécessaires. Les cofits de production
(réactifs, équipements dédiés) et des contrdles qualité qui ne peuvent pas Etre partagés entre
les lots rendent cette approche économiquement peu attractive (van den Bos et al., 2013;
Ratcliffe et al., 2011). De plus, I’acte chirurgical de prélévement n’est pas anodin, surtout
pour des patients déja affaiblis par leur pathologie. La condition du patient influence donc
fortement le choix ou non de cette procédure autologue. En outre, I’age et la condition du

patient induisent une forte variabilité entre les lots et ne permettent pas toujours d’obtenir des
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CSs efficaces ou en nombre suffisant, 1a ou la transplantation allogénique peut bénéficier de
cellules de jeunes donneurs ayant un historique plus restreint et donc présenter moins de
risques d’anomalies (Mason and Dunnill, 2009; Ratcliffe et al., 2011). Enfin, en ce qui
concerne les patients atteints de maladies génétiques, une correction ex vivo des cellules
s’avere nécessaire, ce qui peut engendrer une réaction immunitaire dirigée contre le transgene

et ainsi limiter les avantages initiaux de la transplantation autologue.

I.2.2. Transplantation allogénique

La transplantation allogénique consiste en 1’injection de cellules issues d’un donneur
sain de la méme espece que le patient a traiter. Les cellules d’un individu peuvent donc étre
utilisées aupres de différents patients. Les avantages majeurs de cette approche sont la
production possible en larges quantités, la disponibilité qui en découle et la rapidité de
mobilisation des cellules en cas de besoin. Cela est rendu possible par la création de banques
de cellules préalablement qualifiées et sur lesquelles ont été réalisés les différents contrdles
qualité, permettant dans le méme temps de réduire les colits (Mason and Dunnill, 2009;
Ratcliffe et al., 2011). De plus, la standardisation des procédés de production et de contrdle
qualité permettent de limiter la variabilité entre les lots cellulaires. Le fait de pouvoir disposer
de cellules de sujets plus jeunes présente également un avantage pour limiter les risques
d’anomalies génétiques. Cette stratégie permet également d’épargner au patient un

affaiblissement supplémentaire di a 1’acte chirurgical de biopsie.

Toutefois, 1’utilisation de telles cellules est confrontée au rejet immunitaire de la part
de I’organisme receveur et induit le recours a un traitement immunosuppresseur pouvant avoir
de forts effets secondaires (Mason and Dunnill, 2009) et ce, malgré 1’identification du
potentiel immunomodulateur de certains types cellulaires comme les MSCs (Aggarwal and
Pittenger, 2005; Le Blanc and Ringdén, 2007; Karantalis et al., 2015; Di Nicola et al., 2002).
De plus, la production a large échelle présentée comme un avantage peut également étre un
inconvénient. Il a en effet ét¢ démontré qu’une amplification trop importante pouvait avoir
des effets négatifs sur I’efficacité thérapeutique et la sécurité du produit cellulaire, avec
notamment ’apparition d’anomalies génétiques mais également de cellule sénescentes. Ces
points seront abordés dans le chapitre 3. Le risque de transmission de virus ou prion, bien que
rare, est également une limite de cette approche. Le développement d’outils de détection et la
mise en place de contrdles qualité des cellules permettent de réduire ce risque bien que le

risque nul n’existe pas.



Les deux stratégies thérapeutiques décrites ci-dessus présentent donc des avantages et
des limites inhérentes aux types cellulaires envisagés mais également a la technique de
transplantation. La diversité des stratégies est représentée sur la Figure 2. Les différents types

cellulaires évoqués seront détaillés dans le paragraphe II.
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Figure 2. Stratégies multiples de transplantation de cellules souches (Preynat-Seauve and
Krause, 2011). Isolement et transplantation autologue (a-c) ou allogénique (d-i) de cellules souches
adultes (a, b, d, e), feetales (g, h), embryonnaires (i) ou pluripotentes induites (c, ), directement apres
I’isolement (a, d, g) ou apres une/des étapes de différenciation ex vivo (b, c, e, f, h, 1).

[.3. Cadre reglementaire

Le cadre reglementaire régissant les thérapies cellulaires est différent de celui mis en
place pour les produits pharmacologiques. La complexité biologique inhérente aux cellules, la
criticité et la diversité des protocoles de production dont chaque étape peut influencer le
devenir de la cellule ou encore I’utilisation de nombreux composés biologiques expliquent la
difficulté a mettre en place des lignes directrices globales et la complexité du cadre

reglementaire actuel.

Les différentes instances reglementaires nationales et internationales, telles que
I’Agence nationale de sécurité du médicament et des produits de santé (ANSM), I’Agence
européenne des médicaments (EMA pour European Medicines Agency), I’ Agence américaine
des produits alimentaires et médicamenteux (FDA pour Food and Drug Administration), le
Conseil international d’harmonisation des exigences techniques pour l’enregistrement des

médicaments a usage humain (ICH pour [International Conference on Harmonisation of
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Technical Requirements for Registration of Pharmaceuticals for Human Use), ou encore
I’Institution des standards britanniques (BSI pour British Standard Institution) ayant leurs
spécificités de systemes et de voies d’évaluation et d’approbation, un grand nombre de
directives et documents ont été élaborés. Ces documents incluent des recommandations pour
la collecte, le procédé, 1’évaluation, la conservation et la distribution des cellules pour assurer

la sécurité et la fiabilité des produits cellulaires.

En Europe, la TC est couverte par le terme de médicament de thérapie innovante
(MTI) ou advanced therapy medicinal product (ATMP), au méme titre que la thérapie
génique, les médicaments issus de 1’ingénierie tissulaire/cellulaire et les médicaments
combinés de thérapie innovante (associant un MTI avec un dispositif médical) (Reglement
(EC) No 1394/2007, réformant la directive 2001/83/EC et le reglement (EC) No 726/2004).
On parle également de MTI préparé ponctuellement (MTI-PP) lorsqu’un produit est préparé
ponctuellement a I’attention d’un malade déterminé. Il sera alors régulé au niveau national.
De plus, on distingue ces MTIs (et MTI-PPs), tissus ou cellules ayant subi des manipulations
substantielles (manipulations non substantielles listées en annexe 1 du reglement
n°1394/2007) ou dédiés a un usage non homologue a la fonction d’origine, des préparations
cellulaires qui regroupent les tissus ou cellules humains ne subissant pas de manipulation
substantielle et destinées a des applications autologues. Ces dernieres sont également régulées

au niveau national.

Les demandes d’autorisation pour les ECs sont réalisées au niveau national aupres de
I’ANSM et du comité de protection des personnes (CPP) pour la France, alors que le
processus de demande d’AMM est centralisé en Europe. Cette demande d’AMM implique
dans un 1 temps le Comité pour les Thérapies Avancées (CAT pour Committee for Advanced
Therapies) de ’EMA, créé en 2007, qui évalue la qualité, la sécurité et 1’efficacité du produit
cellulaire. L’approbation finale revient dans un 2™ temps au comité pour les produits
médicaux a usages humains (CHMP pour Committee for Medicinal Products for Human use)

de ’EMA.

Les MTIs ou ATMPs étant considérés comme des médicaments, ils doivent étre
fabriqués conformément a la directive 2003/94/EC sur les GMPs et aux recommandations
décrites dans Eudralex (volume 4). Il convient également de respecter d’autres directives
relatives aux dons, a I’obtention et aux contrdles des cellules et tissus (Directives 2004/23/CE,

2006/17/CE et 2006/86/CE). Finalement, le site de production devra recevoir une autorisation



par ’ANSM. Enfin, il est nécessaire de prendre en considération 1’ensemble des éléments
inclus dans la loi de bioéthique (Loi n°2011-814) pour évaluer la faisabilit¢ de la
commercialisation au niveau national et ce, malgré ’obtention de ’AMM au niveau

européen.

L’environnement reglementaire, encore récent et méfiant vis-a-vis de ce domaine dont
on a encore peu de retour sur le long terme, fait partie des nombreux facteurs participant a
I’allongement du temps de développement des thérapies cellulaires. De plus, sa complexité
fait que peu de laboratoires académiques ou tres petites (TPE) / moyennes entreprises (PME)
maitrisent 1’intégralité de ce cadre réglementaire, qui est en outre adapté au cas par cas au vu

de la diversité des stratégies thérapeutiques développées.

II.1. Caractéristiques des cellules souches

L’organisme humain est composé de plus de cent mille milliards de cellules, unité
élémentaire du vivant. Environ deux cents types cellulaires ont été identifiés et different par
leur origine et leur niveau de spécialisation. Minoritaires au sein de 1’organisme, les CSs se
distinguent des cellules différenciées spécialisées et se définissent par deux propriétés

spécifiques :

— leur capacité d’auto-renouvelement, a savoir la capacité a se diviser pendant de tres
longues périodes, permettant d’assurer le maintien d’un stock constant de CSs rapidement
mobilisables en cas d’atteinte tissulaire. Deux modalités de division ont été identifiées.
Contrairement a la division symétrique qui permet de générer deux cellules filles identiques a
la cellule d’origine qui peuvent ensuite se différencier selon les signaux environnementaux, la
division asymétrique génere deux cellules filles différentes. En effet, ’'une des deux cellules
est identique a la cellule mere, assurant ainsi le maintien d’un stock de CSs quiescentes, alors
que la 2" cellule hérite de facteurs initiant son engagement dans un programme de

différenciation (Neumiiller and Knoblich, 2009).

— leur plasticité, autrement dit la capacité a générer un ou plusieurs types cellulaires

diférenciés en fonction des signaux environnants.



Ces deux propriétés leur permettent d’assurer le fonctionnement des organes tout au
long de la vie de l’organisme en permettant le maintien de 1’intégrité des tissus par
remplacement des cellules altérées au cours du renouvelement naturel du tissu, d’un accident,

du vieillissement ou d’une pathologie.
I1.2. Spécialisation des cellules souches

Quatre catégories de CSs ont pu étre distinguées en fonction de la diversité des types
cellulaires auxquels elles peuvent donner naissance, fortement liée au stade de
développement : les CSs totipotentes, pluripotentes, multipotentes et unipotentes (Kolios and

Moodley, 2013) (Figure 3).
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Figure 3. Hiérarchisation des cellules souches : différents degrés de différenciation des cellules
totipotentes aux cellules différenciées (Science & Vie, 2006).

Les CSs totipotentes, ou blastomeres, sont les cellules issues des 1% divisions de
I’ceuf fécondé (zygote). Elles sont a I’origine de toutes les lignées cellulaires de 1’organisme
issues des trois feuillets embryonnaires (ectoderme, mésoderme et endoderme) ainsi que des
annexes extra-embryonnaires (placenta, membranes). La cellule totipotente peut donc

potentiellement conduire seule au développement d’un organisme entier.
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Les cellules pluripotentes, ou CSs embryonnaires (ESCs pour embryonic stem cells),
proviennent de la masse cellulaire interne (ICM pour inner cell mass) du blastocyste et
forment le bouton embryonnaire. Contrairement aux cellules totipotentes, les CSs
pluripotentes sont capables de générer plus de 200 types cellulaires constituant un individu
hormis les annexes embryonnaires. Elles ne peuvent de ce fait pas aboutir a la formation d’un

organisme dans sa totalité.

Les CSs multipotentes sont dites « déterminées », soit déja engagées dans un
programme tissulaire spécifique, limitant leur potentiel de différenciation a quelques types
cellulaires. On les retrouve a différents stades du développement, du stade feetal au stade
adulte. C’est le cas des HSCs qui peuvent générer toutes les cellules de la lignée sanguine tels

que les globules rouges, les lymphocytes, les polynucléaires ou encore les macrophages.

Finalement, les CSs unipotentes ou progéniteurs ne peuvent donner qu’un seul type
cellulaire mais conservent leur propriété d’autorenouvelement, les distinguant ainsi des
précurseurs. C’est le cas notamment des CSs intestinales qui assurent la régénération de

I’intestin.
I1.3. Origine des cellules souches

En considérant cette fois-ci leur origine, les CSs peuvent étre classées en quatre
principales catégories. Elles peuvent provenir de I’embryon (ESCs), du feetus (FSC pour feetal
stem cells) ou de I’organisme adulte (cellules souches adultes ; CSA). La derniere catégorie
concerne les cellules pluripotentes induites (iIPSCs pour induced pluripotent stem cells). Cette
partie rapporte les principales caractéristiques de ces cellules, qui seront discutées plus en
détails dans le chapitre 3, pour I’application thérapeutique qui nous intéresse, a savoir les

pathologies musculaires.

I1.3.1. Cellules souches embryonnaires

Les ESCs sont des cellules pluripotentes issues de I’'ICM du blastocyste. Isolées chez
la souris en 1981, elles sont capables de générer tous les types cellulaires issus des trois
feuillets embryonnaires et de proliférer indéfiniment in vifro dans un état indifférencié (Evans
and Kaufman, 1981), leur conférant ainsi un incroyable potentiel pour des applications de
médecine régénératrice. Isolées en 1998, les ESCs humaines sont définies par une forte

activité télomérase et par I’expression des marqueurs de surface suivants: les antigenes
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spécifiques du stade embryonnaire (SSEA pour stage-specific embryonic antigen) SSEA-3 et
SSEA-4, les antigenes de rejet tumoraux (TRA pour tumor rejection antigen) TRA-1-60 et
TRA-1-81, la phosphatase alkaline (ALP pour alkaline phosphatase) ou encore les facteurs de
transcription Nanog et Oct-4 qui permettent le maintien dans un état indifférencié (Kolios and
Moodley, 2013; Mimeault et al., 2007; Thomson et al., 1998). Elles sont également
caractérisées par la capacité a générer des tératomes apres injection dans un modele murin
immunodéficient (SCID pour severe combined immunodeficiency) (Thomson et al., 1998).
Les conditions de culture sont primordiales pour le maintien des cellules dans un état
indifférencié ou pour les engager dans une voie de différenciation particuliere. Celles-ci sont
aujourd’hui bien définies et permettent d’obtenir des quantités de cellules indifférenciées
considérables généralement en présence de nombreux facteurs de croissance (GFs pour
growth factors) et de cellules nourricieres (généralement des fibroblastes embryonnaires)
(Kolios and Moodley, 2013; Yao et al., 2006). Il a néanmoins été démontré une accumulation
importante d’anomalies génétiques au cours de la culture (Spits et al., 2008). De plus,
I’utilisation de ces cellules est aujourd’hui limitée par leur fort pouvoir mitogéne et
tumorigene (Cunningham et al., 2012) ainsi que par des considérations d’ordre éthique quant

a I'utilisation d’embryons humains (Mimeault et al., 2007; Zarzeczny and Caulfield, 2009).

I1.3.2. Cellules souches feetales et placentaires

Des CSs ont pu étre isolées a différents stades du développement feetal. Parmi ces
cellules, les CSs germinales (EG pour embryonic germ cells) sont dérivées de tissus primitifs
(entre 5 et 9 semaines). Malgré leurs propriétés intéressantes (pluripotence et fort potentiel
prolifératif), leur utilisation a grande échelle semble difficile a concevoir et souleve au méme
titre que les ESCs des préoccupations éthiques (Zare et al., 2014). Une alternative plus
sécuritaire aux ESCs réside dans 1’utilisation des cellules épithéliales amniotiques (AEC pour
amniotic epithelial cells) dérivées de la membrane du placenta dans le sens ou ces cellules
sont capables de se différencier dans les lignées issues des trois volets embryonnaires, de
proliférer avec des taux importants et ce, sans perte de leur pluripotence et sans présenter de
potentiel tératogene (Mimeault et al., 2007; Zare et al., 2014). Plus récemment, une autre
population de CSs possédant ces mémes avantages et représentant une source facilement
accessible, a été isolée a partir du liquide amniotique (De Coppi et al., 2007). Finalement, le
sang de cordon ombilical, ou sang placentaire, constitue une source intéressante de HSCs,

dans le sens ou d’une part il implique des manipulations peu nombreuses, non invasives et
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facilement réalisables, et d’autre part il limite le risque d’infections (Barker and Wagner,
2003). Des CSs multipotentes ont également pu étre isolées a partir de différents tissus
feetaux, tels que le sang, la moelle osseuse ou encore le foie et les reins. Néanmoins, bien que
leurs propriétés intrinseques soient prometteuses, ces cellules soulévent au méme titre que les

ESCs des problemes éthiques.

11.3.3. Cellules souches adultes

Les CSAs sont présentes au sein de nombreux tissus et organes adultes appartenant
aux trois feuillets germinaux, dont le sang, la moelle osseuse, la peau ou encore les muscles
(Figure 4). Leur role principal est de maintenir I’intégrité des tissus afin de préserver leur
fonction, en assurant le renouvelement des cellules mortes naturellement ou apres une 1ésion.
Deux types de tissus peuvent étre distingués : les tissus a renouvelement rapide (épithélium
intestinal, épiderme, sang...) au sein desquels les CSs vont fonctionner en permanence tout au
long de la vie de I’individu et rester sous une forme active, et les tissus quiescents a
renouvelement lent (muscle, foie, cerveau...) au sein desquels les CSs sont quiescentes et
activées seulement lors de Iésions tissulaires (Coulombel, 2003; Mimeault et al., 2007). A
I’état de quiescence, ces cellules sont généralement localisées dans un micro-environnement
appelé « niche », dont les changements, que ce soit par interactions cellulaires ou réception de

signaux divers, vont influencer leur comportement (Mimeault et al., 2007).
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La plupart de ces cellules sont multipotentes ou unipotentes et donc présentent un
potentiel de différenciation moindre par rapport aux ESCs et FSCs, mais bénéficient d’un
potentiel de prolifération important. Contrairement a ces cellules, elles ne sont généralement
pas tumorigénes et présentent 1’avantage de pouvoir provenir du patient lui-méme
(transplantation autologue), évitant ainsi les risques de réaction immunitaire. Par ailleurs, leur

utilisation souleve moins de problemes éthiques.

La diversité des CSAs offre des perspectives thérapeutiques dans de nombreux
domaines. Les plus décrites et utilisées en clinique sont les cellules dérivées de la moelle
osseuse (BMSCs pour bone marrow-derived stem cells), dont font partie les HSCs et les
MSCs ou encore les cellules progénitrices endothéliales (EPCs pour endothelial progenitor
cells). Des CSs ont également pu étre isolées a partir de nombreux autres organes, comme les
SCs dans le muscle squelettique, les cellules souches cardiaques (CSCs pour cardiac stem
cells) ou encore les cellules souches neuronales (NSCs pour neural stem cells) (Mimeault et
al., 2007; Preynat-Seauve and Krause, 2011; Zare et al., 2014). Les MSCs sont aujourd’hui
les plus étudiées, favorisées par la facilité¢ d’acces et un niveau de manipulation ex vivo réduit
(Stuart and Pattavilakom, 2015). Elles sont capables de se différencier dans de nombreux
types cellulaires spécifiques de différents tissus quand elles sont placées dans des conditions
de culture adaptées (os, cartilage, tissu adipeux...) et bénéficient d’un comportement immun
privilégié grice a leurs propriétés immunomodulatrices, limitant le rejet de greffe (Aggarwal
and Pittenger, 2005; Le Blanc and Ringdén, 2007; Meirelles et al., 2009; Di Nicola et al.,
2002). Initialement dérivées de la moelle osseuse (Friedenstein et al., 1976), ces cellules
peuvent aujourd’hui étre isolées a partir de nombreux tissus (tissu adipeux, placenta, cartilage,
muscles...) (Crisan et al., 2008; Garcia-Gémez et al., 2010). En termes d’efficacité
thérapeutique, différentes études in vitro et in vivo utilisant les MSCs ont montré une
efficacité comparable des approches autologues et allogéniques concernant la suppression de
la réponse immunitaire et la stimulation de la régénération tissulaire (Karantalis et al., 2015;
Muraca et al., 2017). Malgré leur statut immun privilégié, leur survie in vivo reste limitée,
indiquant que leur effet thérapeutique n’est pas dii & leur persistance au sein des tissus

(Muraca et al., 2017).

I1.3.4. Cellules souches pluripotentes induites

Une avancée majeure dans le domaine des CSs a été la découverte en 2006 par

I’équipe de Takahashi et Yamanaka, d’un ensemble de genes (récapitulant le programme
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génétique des ESCs) capables de réinitialiser le programme de différenciation de cellules
somatiques différenciées murines (fibroblastes), générant ainsi des cellules pluripotentes,
appelées cellules souches pluripotentes induites (iPSCs pour induced pluripotent stem cells)
(Takahashi and Yamanaka, 2006). Peu de temps apres, des iPSCs humaines ont été
parallelement générées a partir de fibroblastes de sujets adultes, grace a deux cocktails de
quatre genes : Octamer-binding transcription factor 3/4 (OCT3/4), SRY -related high mobility
group box protein-2 (SOX2), I’oncoprotéine c-MYC et le Kruppel-like factor 4 (KLF4)
(Takahashi et al., 2007) ou OCT4, SOX2, NANOG et LIN28 (Yu et al., 2007). Ces cellules
sont comparables aux ESCs en ce qui concerne les taux de prolifération, le phénotype ou
encore le niveau de pluripotence mais présentent 1’avantage de pallier aux problémes éthiques
inhérents a I’utilisation d’embryons humains. Il est possible de générer des iPSCs autologues
(du patient lui-méme) et donc non immunogenes, a partir d’un échantillon de tissu prélevé de
facon peu invasive (Stuart and Pattavilakom, 2015). Néanmoins, le nombre important de
manipulations nécessaires a la programmation des iPSCs, leur maintien en culture et leur
différenciation vers une lignée spécifique, sont autant de facteurs de risques: risque de
formation de tératomes di a la présence de cellules indifférenciées résiduelles au sein de la
population de cellules différenciées dérivées d’iPSCs et risque d’aberrations chromosomiques
qui peuvent soit €tre présentes initialement dans les cellules somatiques utilisées pour la
reprogrammation, soit résulter du procédé de reprogrammation ou des conditions de culture.
De nombreuses équipes travaillent sur I’optimisation de ce procédé, et notamment sur 1’étape
de reprogrammation afin d’améliorer le rendement mais également la sécurité (Herberts et al.,

2011; Muraca et al., 2017; Stuart and Pattavilakom, 2015).

Une autre technologie récente et prometteuse de reprogrammation de cellules
somatiques pour des applications autologues est la technologie de transfert nucléaire de
cellules somatique (SCNT pour Somatic cell nuclear transfer) qui consiste a transférer le
noyau d’une cellule somatique dans un oocyte allogénique, induisant la reprogrammation du
noyau a un état pluripotent comparable aux ESCs (Tachibana et al., 2013). Cette technique

encore récente pourrait étre une alternative moins contraignante aux iPSCs.
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Cette 1°° partiec non exhaustive illustre bien la diversité des CSs pouvant étre
présentées comme candidates a la TC. Considérant la capacité de différenciation importante
de ces cellules, de nombreuses pathologies actuellement sans traitement sont ciblées par ces
stratégies prometteuses. Elles présentent chacune des avantages et des limites, inhérents aux
caractéristiques intrinseques de la cellule (quantité initiale, facilit¢ d’amplification in vitro,
potentiel de différenciation, prolifération...) ou a leur origine pouvant notamment soulever

des problemes éthiques.

II1.1. Débuts de la thérapie cellulaire

La 1% démonstration de TC a été réalisée en Suisse des 1931. L’état critique d’un
patient suite a la détérioration de ses glandes parathyroides lors d’une opération chirurgicale a
amené le professeur Paul Niehans a injecter une préparation cellulaire issues de glandes
parathyroides de veau, pensant initialement que les hormones contenues dans cette solution
participeraient a la stabilisation de 1’état du patient. L’amélioration clinique du patient fiit
rapide et permanente, lui offrant de nombreuses années a vivre, et ce, sans effet secondaire et
sans nécessité de renouvelement du traitement. Ce 1% succés incita alors le Pr Niehans a
délaisser la transplantation de glandes intactes au profit d’extraits d’organes injectables qu’il

prépara ensuite a partir de différents organes.

Bien que I’identification d’un ancétre commun a toutes les cellules sanguines ait été
évoquée des 1909 par le chercheur russe Alexander Maximov, introduisant alors 1’idée de
multipotence et de CSAs, il faudra attendre 1957 pour la 1 transplantation de moelle
osseuse humaine par le médecin ED Thomas comme nouvelle approche au traitement de
cancer (Thomas et al., 1957) et encore 11 ans supplémentaires pour observer le 1% succes de
transplantation de HSCs (Tavassoli and Crosby, 1968). La prise de conscience de
I’importance de sélection du donneur et le développement de techniques permettant d’évaluer
la compatibilité donneur-receveur dans le but d’éviter le rejet de greffe et la réaction du
greffon contre 1’hote (GVHD pour graft-versus-host disease) permirent progressivement
d’améliorer le traitement et d’observer d’importants succes. Plus d’un million de

transplantations de HSCs ont été réalisées depuis, et les travaux initiaux de ED Thomas lui

permirent de se voir décerner le prix Nobel en 1990 (Appelbaum, 2007).
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II1.2. Thérapie cellulaire : 4me pilier de la médecine moderne ?

Les thérapies cellulaires a base de HSCs sont aujourd’hui un traitement de choix pour
les cancers du sang ou les affections de la moelle osseuse. En parallele, d’autres stratégies
thérapeutiques a base de CSs sont actuellement a 1’étude pour un large spectre de pathologies

qui restent sans traitement (Figure 5).
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Figure 5. Représentation schématique des applications de thérapie cellulaire en médecine
régénératrice et oncologie (Ngen and Artemov, 2017). Les abréviations correspondent aux différents
types cellulaires suivants : embryonic stem cells (ESCs); neural stem cells (NSCs); neural progenitor
cells (NPCs); mesenchymal stem cells (MSCs); induced pluripotent stem cells (iPSC); induced
neuronal cells (iN); induced neuronal progenitor cells (iNPCs); adipose-derived stem cells (ADSCs);
embryonic germinal stem cells (EGC); endothelial progenitor cells (EPCs); cardiac progenitor cells
(CPCs); lens epithelial progenitor cells (LEPCs); epithelial progenitor cells (EPCP); small
hepatocytes-like progenitor cells (SHPCs); liver stem cells/progenitor cells (LPSCs); sinusoidal
endothelial progenitor cells (SEPCs); hematopoietic stem cells (HSCs); and adipose stem cells
(ASCs).

En effet, grace aux avancées des connaissances et des technologies, des études de plus
en plus nombreuses relatent I’identification voire jusqu’a la preuve de concept chez 1’animal
de nouveaux candidats thérapeutiques, apportant de grands espoirs aux patients et a la
communauté scientifique. Les MSCs, les ESCs ou encore les iPSCs représentent la majorité

de ces nouvelles stratégies.

En 2010, plus de 2500 ECs avaient été initiés et ce nombre n’a cessé¢ de croitre
(Mason et al., 2011). La diversité des bases de données, la dénomination trés variable de ces
traitements, 1’absence de rapports ou de publications de résultats, qu’ils soient bons ou
mauvais ou encore la mauvaise qualité de certains rapports compliquent la quantification des

ECs. Par des approches plus ou moins similaires, différentes études ont néanmoins rapporté
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un état des lieux des ECs réalisés ces dernicres années (Bubela et al., 2012; Fung et al., 2017,
Li et al., 2014; Trounson and McDonald, 2015). Malgré les grands espoirs et le nombre
conséquent de laboratoires travaillant sur cette nouvelle approche, les propositions
thérapeutiques aboutissant a un EC sont peu nombreuses, notamment pour des raisons de
coits et de temps de recherche et développement (R&D) comprenant les é&tudes
reglementaires nécessaires a la conception du dossier. Bien que les ESCs soient largement
représentées dans la littérature, compte tenu de leurs potentiels d’expansion et de
différenciation leur conférant une attractivité particuliere, le nombre d’études aboutissant a un
EC est cependant beaucoup plus restreint (Kimbrel and Lanza, 2015; Ratcliffe et al., 2013).
De la méme facon, un seul EC utilisant les iPSCs a été rapporté. Initié en 2014 sur un patient
atteint de dégénérescence maculaire liée a 1’age (DMLA), cet EC a été suspendu apres
inclusion du 2™ patient, suite a I’identification d’une mutation au niveau d’un oncogéne
(Muraca et al., 2017). Les ECs sont dominés par 'utilisation des CSAs qui ne partagent pas
les mémes préoccupations éthiques que les ESCs et principalement les HSCs ou les CSs
dérivées de sang de cordon ombilical. Grace a leur comportement immun privilégié, les MSCs
représentent aujourd’hui ’outil le plus prometteur avec 4435 publications contre 3797 pour
les HSCs dans la seule année 2015 (Muraca et al., 2017). Depuis 2007, un nombre grandissant
2014; Trounson and McDonald, 2015) avec 374 ECs identifiés en 2015, soit trois fois plus
qu’en 2011 (Trounson and McDonald, 2015). Il est également intéressant de noter que plus de
87% des ECs sont a des stades précoces (Phases I/II) et seulement 1% arrive en phase IV,
illustrant un succes limité de transfert des études précliniques a 1'Homme, dont la cause
principale identifiée reste la difficulté de financement. En ce qui concerne les modalités
d’administration, il a été rapporté des proportions comparables de thérapies allogénique

(55%) et autologue (45%) (Ratcliffe et al., 2013).

Les résultats précliniques prometteurs et la forte communication nécessaire a
I’obtention de fonds ont soulevé des espoirs importants de la part des investisseurs, des
patients et du public qui ne sont pas totalement en phase vis-a-vis de ’avancement réel des
développements cliniques (Bubela et al., 2012). Certaines publications permettent néanmoins
de tempérer ces espoirs en repositionnant la complexité des processus cellulaires générant des
études précliniques et un transfert clinique treés longs et économiquement lourds. I a été
estimé que ce développement de la preuve de concept vers la clinique nécessiterait une

vingtaine d’année (Bubela et al., 2012; Daley, 2010).
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Finalement, malgré un nombre grandissant de publications et d’ECs, rares sont ceux
qui parviennent a obtenir ’AMM. Depuis 2009, seuls six produits de TC ont obtenu en
Europe I’approbation du CHMP de I’EMA, dont deux utilisant des CSs, et seulement la
moitié est encore sur le marché a I’heure actuelle (Annexe I). Outre atlantique, la FDA ne
bénéficie pas d’un catalogue beaucoup plus important. Outre les produits de transplantation de
progéniteurs hématopoiétiques (HPC Cord Blood), le marché américain propose des produits
cellulaires indiqués pour la réparation de dommages cartilagineux (Carticel, chondrocytes
autologues, 2007 ; MACI, 2013) ou mucogingivaux (GINTUIT, kératinocytes et fibroblastes
allogéniques, 2012), de cancers de la prostate (Provenge®, 2010) ou encore pour le traitement
des rides (Laviv/Azficel-T, fibroblastes autologues, 2011). En effet, si la route jusqu’a
I’AMM est déja difficile, le maintien sur le marché reste complexe. Des raisons sécuritaires
mais surtout économiques (colits de production et marché tres restreint) rendent ces thérapies

innovantes tres vulnérables (Dodson and Levine, 2015).

Cet état des lieux des publications et des nombreux ECs engagés reflete I’engouement
certain pour ces nouvelles stratégies thérapeutiques de la part des chercheurs, de 1’industrie,
des patients mais également du grand public. Néanmoins, le faible nombre de produits
actuellement sur le marché eu égard aux nombreux candidats thérapeutiques illustre
également bien les difficultés auxquelles sont confrontés les laboratoires industriels ou
académiques. Ces difficultés d’ordres financiers et technologiques, dues a la complexité
biologique de ces nouveaux traitements, la longueur de transfert des travaux expérimentaux
vers la clinique, la reglementation encore jeune et méfiante ou encore un positionnement
économique difficile, génerent des dérives pouvant avoir des conséquences désastreuses, qui
se manifestent notamment par une augmentation du tourisme médical auquel les pays
développés n’échappent pas (Barclay, 2009; Bubela et al., 2012; Fung et al., 2017; Turner and
Knoepfler, 2016).
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Le Chapitre 1 a permis d’explorer la diversité des stratégies de TC actuellement
développées en termes de candidats cellulaires et d’applications thérapeutiques. L’objectif de
ce 2™ chapitre est de détailler les prérequis nécessaires a la définition d’un produit de thérapie
cellulaire (PTC) dans le but de réaliser une demande d’EC. Cette définition passe tout d’abord
par une maitrise du procédé de production qui doit étre assurée a toutes les étapes allant du
prélevement biologique au conditionnement. Ensuite, le candidat cellulaire doit étre
caractérisé par les études précliniques qui permettent de documenter certains aspects tels que
I’identité de la population cellulaire, la potentialité ou encore I’efficacité, afin de définir des
spécifications qui seront utilisées lors des contrdles qualité, et qui sont intrinsequement liées a
son procédé de préparation. Finalement, 1’évaluation des risques associés a la stratégie de TC

doit permettre de s’assurer de son innocuité.

I.1. Respect des bonnes pratiques de fabrication

La maitrise de la qualité d’un PTC repose sur le respect des GMPs, un ensemble de
principes qui doivent étre appliqués a toutes les étapes du procédé de production (Sheu et al.,
2014). La définition d’un procédé de production robuste permet en effet d’assurer
I’homogeénéité et la reproductibilité, tout en maintenant un risque de contamination minimum.
Ces normes sont érigées par une législation nationale ou internationale et leur respect est
controlé par les agences reglementaires respectives, telles que ’EMA ou la FDA. En Europe,
elles sont définies dans les directives 2003/94/EC et 91/356/EEC (Sart et al., 2014a; Sheu et
al., 2014). Ces principes s’appliquent aux locaux de production et aux matériels mais
impliquent également la formation du personnel et la mise en place d’un systeme qualité de

documentation et de tracabilité.

Souvent négligées dans les 1% phases de développement dans la mesure ol elles
engendrent des cofits et des contraintes importants, ces mesures doivent étre prises en compte
le plus tot possible au cours du développement du PTC. Les spécifications de la population
cellulaire présentée comme candidat thérapeutique (efficacité, sécurité...) devront en effet

étre obtenues dans des conditions robustes et reproductibles compatibles avec une application
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clinique. Le transfert de protocoles de grade recherche a des protocoles respectant les
standards GMPs représente toutefois un challenge de taille, car contrairement aux produits
pharmacologiques, les propriétés du produit cellulaire peuvent varier en réponse a des
variations de leur environnement. Les 1% phases de développement préclinique, dont la
preuve de concept chez I’animal, étant généralement réalisées dans des conditions de grade
recherche, il est nécessaire de démontrer I’impact de tout changement dans le protocole sur
I’identité, les potentialités et I’innocuité du produit cellulaire (Campbell et al., 2015). 1l est en
effet préférable que tous les produits qui entrent en contact avec des organes, tissus ou
cellules au cours du protocole de production bénéficient d’un statut (dispositif médical,
marquage CE ou produit thérapeutique annexe (PTA)) qui implique notamment le respect de
regles de bonnes pratiques dont les GMPs. En pratique, beaucoup d’¢léments n’ont pas de

statut et il est alors nécessaire de documenter I’innocuité, la qualité et 1’efficacité in vitro

revendiquée.
[.2.  Procédé de production d’un produit de thérapie cellulaire

Les PTCs peuvent différer par leur source, leur quantité initiale, leur niveau
d’homogénéité (population clonale ou mélange de différentes populations cellulaires), leur
potentiel de prolifération ou encore leur niveau de différenciation. Il en découle une multitude
de procédés de production. Malgré la diversité des candidats thérapeutiques, de nombreuses
similitudes sont retrouvées au niveau du procédé qui peut généralement étre divisé en

différentes étapes clés, applicables selon les protocoles (Figure 6) :

le prélevement de I’échantillon biologique (tissu, cellules)

— la sélection / I’isolement de la population cellulaire d’intérét
— DPamplification in vitro

— la formulation / le conditionnement

— le stockage et / ou la distribution aux sites d’administration

— le conditionnement et I’administration du produit cellulaire au patient
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Figure 6. Procédé de production d’un produit de thérapie cellulaire (Roh et al., 2016). Apres
acquisition du prélévement biologique, les cellules d’intérét sont sélectionnées/purifiées puis
potentiellement amplifiées dans des conditions de culture maitrisées. Apres récupération, les cellules
sont conditionnées puis stockées ou distribuées vers les sites d’administration. Avant administration,
des contrdles qualité de libération des lots cliniques sont réalisés. Abréviations : DO, dissolved
oxygen ; FACS, fluorescence-activated cell sorting ; IPC, In-process control ; MACS, magnetic
activated cell sorting ; QC, quality control.

La durée du procédé de production est variable, allant de quelques semaines
notamment pour les modalités autologues qui ne nécessitent pas d’amplification importante, a
plusieurs mois pour des protocoles plus complexes comme ceux impliquant les cellules
pluripotentes qui nécessitent, en plus de la phase de reprogrammation, une phase de
différenciation (Ratcliffe et al., 2011). Ces différentes étapes, leur potentiel de transfert

1 ere

clinique et les difficultés / contraintes qu’elles génerent sont discutés dans cette 17 partie.

1.2.1. Prélevement de I’échantillon biologique

Le procédé de production débute par 1’identification de la source du prélévement.
Dans le cas de cellules autologues, chaque produit cellulaire sera issu d’un donneur différent,
introduisant une hétérogénéité des populations cellulaires due aux différences d’age, de genre,
de condition de santé ou encore environnementales. Les modalités allogéniques requicrent
quant a elles un criblage et la vérification de I’¢éligibilit¢é du donneur par compatibilité du
complexe majeur d’histocompatibilit¢ (HLA pour human leucocyte antigen) compléte ou

partielle (Roh et al., 2016). Ce donneur peut étre identifié au sein de banques qui auront
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préalablement établi la sécurité du produit. L’adge du donneur, la taille, 1’origine du
prélevement ou encore les conditions de traitement de ces prélevements sont autant de
parametres a prendre en compte, introduisant une variabilit¢ non négligeable, bien qu’il soit
aujourd’hui encore difficile de déterminer des critéres de sélection (identité, efficacité,

sécurité...) pour qualifier un « bon donneur ».

L’age du donneur est un parametre majeur a prendre en compte. En effet, la moelle
osseuse issue de jeunes patients contiendrait une concentration beaucoup plus importante
d’unités formant des colonies (CFU-Fs pour colony-forming unit-fibroblasts) que celle de
patients plus agés. De plus, les MSCs qui en découlent présenteraient des capacités de
prolifération et de différenciation supérieures (Baxter et al., 2004; Stolzing et al., 2008). Une
importante hétérogénéité fonctionnelle a également été observée entre différentes populations
d’iPSCs, qui serait due a la rétention d’une mémoire génétique donneur-spécifique issue des

cellules somatiques d’origine (Kyttili et al., 2016).

Outre les variations entre les donneurs, ’origine tissulaire du prélévement peut
également introduire des variabilités. C’est le cas par exemple des MSCs qui peuvent étre
isolées a partir de différents tissus et organes, dont les principaux sont la moelle osseuse, le
tissu adipeux, le sang de cordon ou le cordon ombilical lui méme. L’évaluation du phénotype
et des fonctionnalités de ces différentes populations ont révélé qu’elles n’étaient pas toutes
équivalentes (Jin et al., 2013; Phinney and Sensebé, 2013; Sensebé et al., 2011; De Ugarte et
al., 2003). De plus, bien qu’encore moins utilisées car elles représentent des sources moins
abondantes, les MSCs issues de tissus feetaux ou néonataux (cordon ombilical, membrane
amniotique) seraient plus primitives (Bellavia et al., 2014; Sensebé et al., 2011). En ce qui
concerne les iPSCs, elles sont généralement issues de fibroblastes facilement isolés a partir de
biopsies de peau. Bien qu’accessibles, de telles biopsies restent invasives et la faible efficacité
de reprogrammation ne positionnent pas les fibroblastes comme des candidats de choix.
D’autres sources de cellules somatiques ont depuis été proposées, dont le sang, 1'urine ou
encore les kératinocytes dérivés de follicule pileux. Ces derniers, en plus d’étre facilement
accessibles, bénéficient d’une meilleure efficacité de reprogrammation (Raab et al., 2014). Ils
nécessitent néanmoins des conditions de culture plus coliteuses et sont moins stables (5
passages) en culture que des fibroblastes (5-10 passages) (Raab et al., 2014). Présentant
chacun leurs avantages et inconvénients, il apparait nécessaire de prendre en compte tous les

parametres (condition du patient, cofit, efficacité...) afin de choisir la source la plus adaptée.
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Finalement, certains préleévements biologiques peuvent nécessiter d’étre acheminés
aux sites de production, impliquant généralement I’utilisation de solutions de conservation
afin de maintenir 1’intégrit¢ du tissu et/ou des cellules a basse température (4-8°C ou
congélation <-60°C). Il est nécessaire de bien définir ces conditions de conservation de tissus
avant isolement. L’utilisation de prélévements de moelle osseuse congelés permettrait par
exemple de faciliter la logistique et limiter les variabilités lors d’un schéma a multiples
injections, mais pourrait induire des variabilités en termes de viabilité ou de phénotype dont
les implications cliniques doivent étre évaluées (Kaplan et al., 2017). D’autres prélevements
nécessitent une prise en charge et I’isolement des cellules d’intérét trés rapidement. C’est le
cas des MSCs dérivées de sang de cordon dont le temps entre la collecte et I’isolement ne doit

pas excéder 15 heures (Bieback et al., 2004).

1.2.2. Sélection et purification de ’agent cellulaire

La population d’intérét est généralement localisée au sein d’un tissu ou fluide
biologique constitué de nombreux types cellulaires. Une étape de sélection / purification de la
population d’intérét est alors nécessaire (Figure 6). Les techniques et les protocoles utilisés
sont tres variables et dépendent du type cellulaire, plusieurs stratégies étant par ailleurs
parfois proposées pour la méme population cellulaire. C’est le cas des MSCs pour lesquelles
de nombreuses stratégies d’isolement sont utilisées et apportent différents degrés de pureté.
En effet, alors que des MSCs peuvent étre isolées a partir de fluides (sang de cordon, extrait
de moelle osseuse...), les cellules souches adipeuses (ASCs pour adipose stem cells) sont
quant a elles isolées par aspiration ou excision de tissu adipeux, ce qui nécessite 1’utilisation
d’enzymes de dissociation. Apres un gradient de densité qui permet d’isoler les cellules
mononucléées (MNCs pour mononucleated cells) du sang ou de la moelle osseuse, les BM-
MSCs et ASCs sont généralement isolées sur la base de leur propriét¢ d’adhérence au
plastique. D’autres procédés d’isolement vont au contraire se baser sur le déficit d’adhérence
ou adhérence tardive comme c’est le cas pour les cellules souches dérivées du muscle
(MDSCs pour muscle-derived stem cells). Apres une 1 étape de dissociation mécanique et
enzymatique permettant d’obtenir les cellules dérivées du muscle (MDCs pour muscle-
derived cells), la technique de preplating qui consiste en une succession de transferts de
surnageant, permet de séparer les fibroblastes et myoblastes qui adhérent dans les 1™ phases,

des MDSCs qui ne vont adhérer qu’apres plus de 72h (Qu-Petersen et al., 2002). D’autres

populations cellulaires bénéficient quant a elles de marqueurs spécifiques qui leur permettent
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d’étre isolées par des méthodes de tri cellulaire (FACS, tri sur colonne par affinité ou
magnétique...). C’est le cas par exemple des cellules circulantes AC133"* exprimant 1’antigéne
CD133 (Torrente et al., 2004) ou des HSCs isolées par FACS sur la base de I’expression du
cluster de différenciation (CD pour cluster of differentiation) CD34 seul ou d’un ensemble de
marqueurs (CD34", CD90", Lin’), qui permet d’améliorer les taux de pureté (Domen et al.,
2006). Certaines équipes ont notamment ajouté une étape d’enrichissement par
immunomagnétisme sur la base de I’expression de certains antigénes tels que STRO-1
(Gronthos et al., 2003), le CD49a (Deschaseaux and Charbord, 2000), le CD200 (Delorme et
al., 2008) ou encore le CD271 (récepteur de faible affinité au facteur de croissance nerveuse)

(Quirici et al., 2002) dans le but de purifier la population de MSCs.

En ce qui concerne les iPSCs, I’étape de sélection de la population de cellules
somatiques d’origine est poursuivie par 1’étape d’induction de la pluripotence ou de
dédifférenciation. Traditionnellement, les iPSCs sont générées par transfert d’un ensemble de
genes de reprogrammation (OCT4, SOX2, KLF4, NANOG, LIN28 et c-MYC ; paragraphe
I1.3.4) par I’intermédiaire d’un vecteur rétroviral ou lentiviral. Néanmoins, 1’utilisation en
clinique de cette méthode d’insertion virale des genes au sein du génome est limitée par les
risques de tumorigénicité associés a ’altération de I’intégrité génétique (Kumar et al., 2017).
Des méthodes alternatives ont depuis été proposées telles que 1’utilisation de plasmides,
d’adénovirus ou encore de protéines recombinantes. Celles-ci restent néanmoins moins
efficaces. Plus récemment, |’utilisation de transposons, éléments génétiques mobiles non
viraux, est apparue comme 1’alternative la plus sécuritaire et cliniquement pertinente (Kumar

etal., 2017).

Un élément important a considérer dans la notion de sélection / purification des
cellules d’intérét est qu’elles sont présentes et isolées en quantités tres limitées. En ce qui
concerne les CSAs, les HSCs ne représentent par exemple que 0,1 a 0,3% des cellules de la
moelle osseuse (Spangrude et al., 1988). Selon Pittenger et al., la fréquence des MSCs au sein
de la moelle osseuse serait encore bien plus faible et estimée entre 0,001 et 0,01% des cellules
mononucléées, et en quantité moindre dans le sang périphérique et le sang de cordon (Wexler
et al., 2003). Le rendement d’obtention des cellules pluripotentes n’est également pas tres
élevé en raison d’une part du faible nombre de cellules composant I’'ICM du blastocyte dans
le cas des ESCs et d’autre part du rendement de transformation des iPSCs qui est
généralement tres faible (Stadtfeld and Hochedlinger, 2010). Alors qu’elle est évaluée a 0,01-
0,5% a partir de fibroblastes, I’efficacité d’isolement est beaucoup plus importante a partir de
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cellules urinaires (0,1-4%) ou de kératinocytes (1-2%) (Raab et al., 2014). Une étape
d’amplification in vitro s’aveére dans la majorité des cas nécessaire pour atteindre la dose

thérapeutique souhaitée.

Finalement, la définition d’un protocole et de procédures standardisés ainsi que
’utilisation de composés produits dans le respect des normes GMPs sont nécessaires pour le
développement d’un procédé de production de PTC robuste et reproductible dans le sens ou
tous les paramétres d’isolement (volume, temps, concentration, produit utilisé...) peuvent
fortement influencer le rendement, la pureté et les caractéristiques de la population cellulaire

(Bieback et al., 2004; Chang et al., 2009; Fennema et al., 2009; Seeger et al., 2007).

1.2.3. Amplification ex vivo

Considérée comme une manipulation substantielle (EMA/CAT/571134/2009), I’étape
d’amplification ex vivo est nécessaire pour la majorité des applications cliniques pour
lesquelles la transplantation des cellules fraichement extraites n’est pas envisageable. Les
quantités initiales de cellules étant généralement tres faibles (paragraphe 1.2.2) au regard des
doses thérapeutiques évaluées (10% 2 10" cellules par patient en fonction de I’application
thérapeutique), la mise en place de systemes de production a large échelle devient
indispensable au cours de I’avancement dans le développement clinique. Il a par exemple été
évalué que la dose optimale pour la transplantation de HSCs pour un adulte de 70 kg allait de
4,2.10° a 5,6.10° cellules CD34" ou encore que 10° PSCs étaient nécessaires pour obtenir
suffisamment d’ilots pancréatiques dans le cadre du diabete de type I (Wang et al., 2014a).
Méme dans le cas de doses thérapeutiques plus faibles, cette amplification ex vivo s’avere
nécessaire des lors que I’on considere la multiplication du nombre de patients et les quantités
de cellules nécessaires aux contrdles qualité. De fait, la production a large échelle dans des
conditions robustes, reproductibles et respectant les GMPs représente un obstacle majeur dans
le développement d’un PTC. Différents parametres de culture, qui doivent €tre pris en compte
dans leur ensemble, seront discutés dans cette partie: les systetmes de culture
(adhérence/suspension, manuel/automatisé...), la composition de 1’environnement cellulaire
(milieu de culture, matrice...), la densité cellulaire d’ensemencement ou encore les
parametres physicochimiques. Une attention particuliere sera également portée a la définition
de conditions de culture respectant les GMPs mais également les lignes directrices
(Guidelines for stem cell research and clinical translation, 2016) éditées en 2016 par la

société internationale de recherche sur les CSs (ISSCR pour International Society for Stem
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Cell Research) qui conseillent d’utiliser au maximum des produits définis pour limiter les

variabilités et de limiter 1’utilisation de produits d’origine animale.

1.2.3.1. Systemes de culture et automatisation

Alors que la thérapie autologue repose sur la production en parallele d’un grand
nombre de lots cellulaires différents, la thérapie allogénique peut nécessiter une seule
production a plus large échelle pour le traitement de plusieurs patients. Le choix du systeéme
de culture le plus adapté sera donc fortement li¢ aux modalités de traitement et a I’avancement
dans le développement clinique (Ratcliffe et al., 2011). En effet, les études précliniques et
cliniques (phase I, II) qui ne nécessitent pas une production a grande échelle (peu de patients,
faibles doses...) peuvent étre réalisées dans les conditions standards de culture statique en
deux dimensions (2D) des cellules adhérentes, a savoir sur des flasques simples qui présentent
I’avantage de pouvoir visualiser I’ensemble des cellules (Figure 7A). Néanmoins, bien que de
nombreux ECs actuellement en cours en contexte allogénique utilisent encore ce systeme de
culture (Hanley et al., 2013), I’encombrement, la lourdeur des manipulations rarement
réalisées en systeme clos et le volume de milieu nécessaire ne sont pas transférables a une
plus large échelle. Il est donc fortement conseillé d’anticiper ce besoin en amont des ECs afin
de transférer le protocole au plus tot. Plusieurs options sont alors envisagées, des conditions
de culture statique a large échelle possiblement automatisables a 1’utilisation de bioréacteurs

dans des conditions adhérentes ou en suspension.
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Conditions adhérentes

Figure 7. Systémes de culture pour I’expansion des produits de thérapie cellulaire. A-C:
Conditions de culture adhérentes statiques en flasques classiques (A, Corning) ou multi-étages (B,
Corning) a manipulation manuelle ou automatisée (C, CompacT SelecT, TAP Biosystems). D-F :
Systemes de culture en suspension au sein d’un bioréacteur rotatif (D, Corning) ou bioréacteur a
vagues (E, WAVE SYSTEMI1000EH, GE Healthcare Life Sciences) ou dans des conditions semi-
adhérentes grace a I’ajout de microporteurs (F, Pall SoloHill®). G-H : Systémes clos de culture en
bioréacteur multiplaques (G, Xpansion® Multiplate bioreactor system, Pall Life Sciences) ou en
bioréacteur a fibres creuses (H, Hollow fiber bioreactor system, FiberCell Systems).

a. Culture statique

L’outil se rapprochant le plus des conditions initiales de cultures adhérentes est le
flasque multi-étage (jusqu’a 40 étages) qui permet d’augmenter la surface et de limiter le
nombre de manipulations (CellFactory Systems de Nunc, CellSTACK® de Corning...).
Certains dispositifs de poches et tubulures pouvant étre reliés dans des conditions stériles

peuvent en outre étre associés a ces systemes et générer un systeme quasi-clos (MC3 System
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de Macopharma). Ils restent cependant trés encombrants et trés consommateurs de milieu
(Figure 7B). Des automates capables de prendre en charge une partie des étapes de la culture
en 2D ont également été développés pour limiter les variations dues a I’expérimentateur et
générer un systeme quasiment clos (CompacT SelecT de TAP Biosystems ou 3D CellHost de
Hamilton), les phases de préparation des milieux n’étant par exemple pas encore pris en
compte sur ces modeles (Figure 7C) (Ratcliffe et al., 2011; Sart et al., 2014a; Wang et al.,
2014a). Finalement, 1'uniformité de la densité cellulaire, de I’apport nutritif, des échanges
gazeux ou encore de la température est également difficilement atteignable, ce qui peut
accroitre 1’hétérogénéité de la population en termes de croissance, phénotypes ou degrés de
différenciation (Campbell et al., 2015; Sheu et al., 2014). En plus d’assurer la reproductibilité
d’un procédé, 1’automatisation doit permettre de réduire au maximum le nombre de
manipulations par des opérateurs qui représentent une source majeure de contaminations et de
variabilités (Mason and Hoare, 2007; Ratcliffe et al., 2011). Finalement, ’utilisation d’un
systeme clos est tres fortement conseillée pour tout protocole de production, afin de limiter les
contaminations particulaires et microbiologiques de I’air et des surfaces depuis le prélevement

biologique jusqu’a I’administration chez le patient.

b. Bioréacteurs en suspension

Les bioréacteurs, utilisés depuis longtemps pour la culture de cellules en suspension,
permettent un meilleur controle de 1’environnement direct des cellules grace a de nombreux
capteurs qui mesurent la concentration en nutriments et GFs, la tension en O,, le pH, mais
également les déchets métaboliques. Il en résulte une optimisation des rendements de
production (Sart et al., 2014a). Il en existe différentes sortes, dont le plus utilisé est le
bioréacteur rotatif en raison de sa simplicité d’utilisation (Figure 7D) (Ratcliffe et al., 2011;
Roh et al.,, 2016; Sart et al., 2014a). Certaines cellules d’ordinaire cultivées dans des
conditions adhérentes comme les MSCs semblent bien s’adapter a la culture 3D avec la
formation d’agrégats cellulaires qui augmentent le potentiel thérapeutique et I’efficacité de
différenciation (Sart et al., 2014b). La culture en suspension a également été proposée en
bioréacteur rotatif pour amplifier des cellules pluripotentes dans un état indifférencié et pour
induire une différenciation efficace en cardiomyocytes (Chen et al., 2015; Fan et al., 2015).
Pour ces dernicres, I’ajout d’un inhibiteur de la Rho-associated coiled-coil kinase (ROCK) est
nécessaire pour diminuer 1’apoptose et permettre la survie de cellules pluripotentes dissociées
a D’état de cellules uniques et pour maintenir une agrégation uniforme en suspension

(Watanabe et al., 2007). Outre I’impact d’un changement dans les conditions de culture
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(meilleure gestion des apports et déchets des cellules), les cellules cultivées en bioréacteurs
pourront étre soumises 1) a des stress mécaniques dus aux flux de milieu ou ii) aux collisions
qui vont étre pergues par des mécanorécepteurs, lesquelles vont influencer la viabilité et le
devenir des cellules (Fan et al., 2015). Ainsi, il a été démontré que les taux de prolifération et
la différenciation ostéogénique de MSCs sont influencés par les forces de flux associées a un
bioréacteur a perfusion (Liu et al., 2010) alors que ces forces en bioréacteur rotatif vont
favoriser leur différenciation adipocytaire (Meyers et al., 2005). Parmi les alternatives pour
protéger les cellules contre les différents stress auxquels elles peuvent étre confrontées et
permettre un meilleur contrdle de la taille des agrégats cellulaires peut étre citée la micro-
encapsulation par exemple dans des fibres d’hydrogels d’alginate (Ikeda et al., 2017). Le
bioréacteur a vague (Figure 7E), systeéme semi-clos constitué d’une poche de culture placée

sur un systéme d’agitation, est une autre alternative au bioréacteur rotatif pour la culture de

cellules en suspension (Roh et al., 2016).

Certains types cellulaires restent néanmoins réticents a la culture en suspension. Afin
de palier a cette limite, des microporteurs de différentes natures (polystyréne, polymeres,
cellulose, verre...) et tailles (60 2 800 um) ont été développés (HyClone™, HyQSphere™,
Pall SoloHill®, GE Healthcare Cytodex ™...) (Figure 7F). Utilisés en association avec un
bioréacteur, ils procurent une surface de culture considérable et peu d’encombrement par
rapport aux systemes de culture multi-étages (Roh et al., 2016; Sheu et al., 2014). La sélection
du microporteur le plus adapté nécessite une caractérisation avancée notamment par le
controle de la morphologie cellulaire et I’organisation du cytosquelette dans la mesure ou les
propriétés physiques et biochimiques de ces microporteurs vont impacter le devenir des
cellules (prolifération, différenciation...) (Chen et al., 2011a; Sart et al., 2014a). De la méme
facon que pour la culture en suspension, les stress mécaniques générés par le mélange du
milieu dans le bioréacteur et les chocs entre les microporteurs peuvent induire une

différenciation inadaptée et la perte de la pluripotence (Leung et al., 2011).

¢. Bioréacteurs en conditions adhérentes

Finalement, d’autres bioréacteurs se rapprochent plus de la culture en conditions
adhérentes, avec un systeme de perfusion du milieu qui présente ’avantage de controler
I’environnement des cellules et de limiter les manipulations. C’est le cas du bioréacteur a
plaques paralleles Xpansion System développé par Pall Life Sciences (Figure 7G) qui

combine un systeme de plaques multiples trés peu encombrant avec un systeme de perfusion
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et de contrdle des parametres du milieu, le tout en systéme clos, qui est ensuite placé dans un
incubateur standard. Un autre développement qui mime les conditions adhérentes de la culture
en flasque est le bioréacteur a fibres creuses (Figure 7H), constitué d’une cartouche contenant
des milliers de fibres de polystyrene creuses et perméables. Les cellules sont ensemencées a
I’intérieur des fibres et le milieu de culture circule doucement dans la cartouche, permettant
des échanges gazeux et de nutriments entre D’intérieur et ’extérieur des fibres. La
configuration inverse est également possible, les cellules dans I’espace inter-fibres et le milieu
qui circule dans le circuit interne. Tous les parameétres du milieu et de I’environnement
peuvent €tre controlés et ce systeme présente 1’avantage de fonctionner en systéme clos, en
pouvant €tre ensemencés en simple connexion stérile avec les dispositifs médicaux (poches de
cellules, milieux) adaptés. (Nold et al., 2013; Roh et al., 2016; Rojewski et al., 2013; Sheu et
al., 2014).

Tous ces systemes de culture sont tres prometteurs, de plus en plus performants et
adaptés aux besoins cliniques. Ils sont encore néanmoins confrontés a certaines limites,
notamment au niveau des contréles qualité du produit cellulaire au cours du procédé de
production. Contrairement aux systemes de culture en flasques classiques, les nouveaux
systtmes en condition adhérente ou suspension ne permettent pas ou peu d’avoir une
visualisation du produit cellulaire. Ils nécessitent également d’étre optimisés, ne permettant
pas a ce jour d’apporter un systeme clos et automatis¢ pour l’intégrité du procédé de
production, de la récupération des cellules au conditionnement pour 1’administration. Ils
nécessitent pour certains I’ensemencement d’une quantité initiale de cellules importante, ce
qui requiert une pré-amplification en systeme 2D classique, et donnent bien souvent des
rendements cellulaires moins importants que ceux espérés par rapport aux cofits de production
engagés. Une difficulté supplémentaire de tous ces systémes réside au niveau de I’étape de
récupération et de dissociation des cellules pour lesquelles plusieurs étapes d’amplification
sont nécessaires, que ce soit a partir de microporteurs ou d’agrégats cellulaires en suspension
(Tozetti et al., 2017). Toutes les étapes annexes, dont les étapes de lavages et de réduction du
volume sont également encore rarement intégrées dans les systemes clos et difficilement

transférables a large échelle (Heathman et al., 2015; Nienow et al., 2014; Roh et al., 2016).

1.2.3.2. Milieu de culture

La composition en nutriments et GFs du milieu de culture est un parametre essentiel

qui conditionne le comportement des cellules tres sensibles a leur environnement, en régulant
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la survie, la prolifération ou encore la différenciation. Les milieux de croissance basiques,
comme le milieu essentiel minimum (MEM pour minimum essential medium) ou le
Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) apportent principalement du glucose, des
vitamines, des acides aminés et des sels nécessaires au maintien de 1’osmolarité des cellules
(Fan et al., 2015). Ces milieux sont généralement disponibles dans une version produite selon

les normes GMPs.

Conventionnellement, la complémentation de ces milieux basiques avec du sérum de
veau feetal (FBS pour fetal bovine serum) ainsi que des GFs, permet d’apporter les signaux
nécessaires a I’adhésion, la survie et la prolifération de la plupart des CSs (Barnes and Sato,
1980; Takahashi et al., 2007; Thomson et al., 1998; Wang et al., 2014a). Néanmoins, ces
composés d’origine animale représentent d’une part une source potentielle de contaminations
par des pathogenes tels que les mycoplasmes, les virus ou encore le prion, et d’autre part
induisent des risques de réaction immunitaire par augmentation de 1’'immunogénicité des
cellules (Jin et al., 2015; Kuznetsov et al., 2000; Tekkatte et al., 2011; van der Valk et al.,
2004). 11 a en effet été observé que des cellules cultivées en présence de composés d’origine
animale pouvaient internaliser et exprimer a leur surface des protéines non humaines,
augmentant ainsi le risque de réaction immunitaire (Grinnemo et al., 2008; Horwitz et al.,
2002; Spees et al., 2004). Le FBS est également sujet a de fortes variabilités entre les lots
(Tekkatte et al., 2011; Zheng et al., 2006) et la production actuelle n’est pas suffisante pour
approvisionner tous les procédés de TC actuellement en développement (Brindley et al.,
2012). Finalement, les élevages intensifs d’animaux et leurs sacrifices pour récupérer le sérum
des feetus, ainsi que les procédures de prélevements et la souffrance de I’animal soulévent des
considérations éthiques non négligeables (Jochems et al., 2002; Tekkatte et al., 2011). De
grands progres ont néanmoins été réalisés depuis les dernieres années pour s’affranchir des

composés d’origine animale.

Dans un 1% temps, différents dérivés de produits sanguins humains ont été proposés
comme alternatives au FBS tels que le sérum, le plasma ou encore les concentrés
plaquettaires. L’intérét du sérum humain (HS pour human serum) d’origine autologue et
allogénique a été rapporté par de nombreuses équipes et pour de nombreux types cellulaires
(Bieback et al., 2009; Ellerstrom et al., 2006; Kobayashi et al., 2005; Kocaoemer et al., 2007;
Kyllonen et al., 2013; McDevitt and Palecek, 2008; Patrikoski et al., 2013; Shahdadfar et al.,
2005; Stute et al., 2004; Tozetti et al., 2017; Yamaguchi et al., 2002) alors que d’autres études
ont rapporté des taux d’amplification limités pour des MSCs cultivées avec du sérum
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allogénique (Shahdadfar et al., 2005; Spees et al., 2004). Bien qu’une origine autologue serait
idéale pour éviter les réactions immunitaires, cette approche semble limitée par la difficulté de
controle de la qualité de sérums individuels et par la disponibilité de larges quantités requises
par le transfert clinique (Mannello and Tonti, 2007). L’utilisation de pool de sérums AB
(provenant de donneurs de groupe sanguin AB) a été proposée (Bieback et al., 2009;
Kocaoemer et al., 2007; Poloni et al., 2012; Tozetti et al., 2017; Yamaguchi et al., 2002).
D’autres alternatives dérivées de concentrés plaquettaires, comme le lysat plaquettaire humain
(hPL pour human platelet lysate) ou le plasma riche en plaquettes (PRP pour platelet-rich
plasma), ont été décrits comme étant plus riches en GFs que le FBS (Dessels et al., 2016). Ces
deux suppléments ont été largement décrits comme améliorant la prolifération et maintenant
la multipotence de MSCs, bien qu’il ait été rapporté que le hPL, au mé&me titre que le PRP,
pourrait favoriser la différenciation ostéogénique (Bernardo et al., 2007a; Bieback et al.,
2009; Doucet et al., 2005; Fekete et al., 2012; Lohmann et al., 2012; Lucarelli et al., 2003;
Masoudi et al., 2016; Shih and Burnouf, 2015). Néanmoins, des effets biologiques
hétérogenes ont été observés, reflétant les importantes variabilités observées dans les
protocoles de préparation selon les laboratoires (Burnouf et al., 2016; Dohan Ehrenfest et al.,
2014; Horn et al., 2010; Lei et al., 2009; Masoudi et al., 2016; Weibrich et al., 2002).
Finalement, bien qu’actuellement utilisées en clinique, ces alternatives restent non définies
dans la mesure ou elles contiennent un mélange complexe de GFs, hormones, protéines de la
matrice extracellulaire (ECM pour extracellular matrix) et autres molécules. Le risque de

contamination n’est par ailleurs pas totalement exclu malgré les tests actuellement réalisés.

Parallelement, des efforts ont donc été mis en ceuvre pour développer des milieux plus
définis afin d’assurer la reproductibilité du protocole. Les milieux mTeSR1 (STEMCELL
Technologies) et StemPro (invitrogen), dépourvus de sérum mais non exempts d’éléments
d’origine animale (fragment V de la BSA), ont été validés par The International Stem Cell
Initiative Consortium a I’issue d’une étude comparative de 8 milieux réalisée en 2010 sur 12
lignées d’ESCs au sein de 4 laboratoires différents. Seuls ces deux milieux permettaient une
bonne adhésion et le maintien dans un état indifférencié (Wang et al., 2014a). D’autres
milieux définis et exempts de composés d’origine animale ont également été proposés mais
font 1’objet de résultats contradictoires (Chase et al., 2010; Jung et al., 2010; Mannello and
Tonti, 2007; Rajala et al., 2007). Il a notamment été observé que 7 populations différentes de
MSCs répondaient différemment aux 6 milieux sans sérum testés (Tan et al., 2015). Plus

récemment, un milieu exempt d’éléments d’origine animale et totalement défini a été proposé.
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Constitué de seulement 8 composants (milieu E8), il est commercialisé sous le nom de
Essential 8 (Invitrogen) et TeSR-E8 (STEMCELL Technologies) (Chen et al., 2011b). Ce
milieu, aujourd’hui fréquemment utilis€é supporte notamment 1’expansion des iPSCs en
suspension et représente un avantage en termes de cofits par rapport aux précédents (Wang et
al., 2013a, 2014a). Le milieu StemPro® MSC XenoFree (Invitrogen) semble également étre
une bonne alternative pour la culture des MSCs (Agata et al., 2009; Riis et al., 2016; Wuchter
et al., 2016).

Finalement, bien qu’il existe encore une connaissance incomplete des mécanismes
impliqués dans le maintien de la pluripotence et de 1’auto-renouvelement des CSs, la
compréhension de 1’implication de certaines voies de signalisation permet aujourd’hui
d’apporter de nouvelles stratégies de complémentation et d’améliorer la composition des
milieux définis. Il a par exemple ét€ démontré que les voies du bFGF (basic fibroblast growth
factor) et du TGF (transforming growth factor) / Activin / Nodal sont nécessaires au maintien
de I’auto-renouvelement des cellules pluripotentes (Fan et al., 2015). Néanmoins, 1’ajout de
GFs doit prendre en considération leur variabilité d’efficacité inter-lots et leur stabilité qui
peut étre tres limitée comme pour le bFGF, entrainant des colits considérables dus aux
fréquents changements de milieu. De petites molécules dotées d’une durée de vie plus
importante comme la trimipramine et 1’ethopropazine ont toutefois récemment été identifiées
et proposées comme alternative au bFGF pour assurer le maintien de la capacité¢ d’auto-

renouvelement des ESCs (Kumagai et al., 2013).

1.2.3.3.Eléments matriciels

Outre le milieu de culture, les interactions cellules-cellules et cellules-ECM induites
par différentes molécules d’adhésion comme les intégrines sont nécessaires a la survie et la
prolifération des CSs (Fan et al., 2015; Wang et al., 2014a). Ces interactions, qui sont en
partie induites par des éléments du milieu de culture et notamment le sérum, peuvent étre
limitées lors de 1’utilisation de milieux sans sérum. Pour pallier a ce besoin et permettre la
culture ex vivo de ces cellules, différentes stratégies ont ét¢ développées. L’utilisation de
cellules nourricieres et le revétement des supports de culture avec des substrats protéiques

permettent notamment de fournir ce type d’interactions.

Plusieurs alternatives ont été proposées pour la culture des cellules pluripotentes
initialement cultivées sur un tapis de fibroblastes embryonnaires murins (MEF pour mouse

embryonic fibroblasts) irradiés qui fournissent de nombreux facteurs et signaux nécessaires a
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leur survie. Différents types de cellules nourricieres humaines ont été proposées en
remplacement des MEFs tels que des fibroblastes issus de différents organes adultes (muscles,
peau, moelle osseuse...) ou dérivés d’une lignée d’ESCs allogéniques (Fan et al., 2015;
McDevitt and Palecek, 2008; Wang et al., 2014a). Cette stratégie, qui permet de s’affranchir
de cette lignée cellulaire d’origine animale, reste néanmoins trés contraignante en raison de la
nécessité de synchroniser les cultures et d’assurer leur disponibilité constante, ce qui ajoute

des cofits et une main-d’ceuvre non négligeables.

Différents substrats protéiques d’origines diverses ont été proposés pour remplacer les
cellules nourricieres, tout en assurant le maintien de la viabilité, la prolifération et la
pluripotence. Le Matrigel (BD Biosciences), composé de 60% de laminine, 30% de collagene
IV, 8% d’entactine et de nombreux GFs, est actuellement le substrat le plus répandu pour les
cultures 2D et 3D de différents types cellulaires. Cependant, son origine animale, la variabilité
entre les lots ou encore sa faible stabilité n’en font pas un candidat de choix pour une
production clinique (Wang et al., 2014a). Des alternatives exemptes de composés d’origine
animale ont depuis été proposées pour la culture des cellules pluripotentes, allant du simple
revétement de laminine purifiée (Xu et al., 2001) au mélange plus complexe de collagene 1V,
fibronectine, laminine et vitronectine (Ludwig et al., 2006) et a 1’utilisation de HS (Ding et
al., 2015) ou encore a I’utilisation de protéines recombinantes comme c’est le cas pour des
produits commercialisés, comme les Laminin-511 et 521 (BioLamina), le Vitronectin XF
(STEMCELL Technologies) ou encore le CELLstart (Invitrogen) (Wang et al., 2014a). La
laminin-521 a été validée pour I’expansion de myoblastes, précurseurs musculaires
traditionnellement cultivés sur divers substrats dont la laminine 111, la fibronectine, la
gélatine, le collagene IV ou encore le Matrigel (Penton et al., 2016). Le CELLStart a
notamment été validé par de nombreuses équipes pour d’autres types cellulaires comme les
MSCs qui, dans des conditions sans sérum (milieu StemPro®, ThermoFisher Scientific),
nécessitent 1’utilisation de revétements (Agata et al., 2009; Riis et al., 2016; Wuchter et al.,
2016). L utilisation de ces substrats a également été rapportée dans des conditions de culture
en suspension. Des microporteurs ont par exemple été recouverts de laminine ou vitronectine,
permettant la culture de hESCs pendant 20 passages sans perte de pluripotence (Heng et al.,
2012). Des supports pré-coatés ont €galement ét€é développés mais sont difficilement
transférables en clinique, en raison de I’incompatibilité avec les techniques de stérilisation qui

dénaturent les protéines et des conditions de stockage contraignantes. Enfin, des surfaces
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plastiques synthétiques ont été développées et ont montré un réel intérét en termes de facilité

d’utilisation et de transférabilité (Wang et al., 2014a).

Finalement, tous ces systetmes de culture restent malgré les développements
technologiques assez €éloignés du micro-environnement dans lequel les CSs évoluent in vivo.
Bien qu’ils apportent certains GFs et permettent des interactions avec des protéines de I’ECM,
peu de signaux structurels et biomécaniques dus a 1’organisation particuliére et complexe de
ces protéines au sein de la niche sont percus par les cellules en systemes de culture classiques.
Bien que ce micro-environnement et les interactions cellules-ECM ne soient encore pas
intégralement compris, d’importants efforts sont alloués au développement de matrices et
substrats 3D qui permettent de mieux mimer la niche naturelle des CSs et progénitrices en
culture. De nombreux paramétres entrent en jeu et peuvent influencer la croissance et 1’état de
différenciation des cellules: le matériau, la porosité, la taille des pores, les propriétés
mécaniques, la stabilit¢ du matériau, la biocompatibilité, I’hydrophobicité ou encore la bio-
activité (Fan et al., 2015; Placzek et al., 2009). Des matériaux naturels avec une activité
biologique, ou synthétiques qui ne présentent pas d’activité biologique directe mais dont la
structure permet de créer la forme macroscopique et la micro-architecture souhaitée entrent
dans la composition de ces structures 3D afin de permettre la circulation optimale des
nutriments et métabolites mais également favoriser les interactions cellulaires (Placzek et al.,

2009).

Les hydrogels, matériaux polymeéres fortement hydratés (>30% d’eau), sont les plus
utilisés. Ils peuvent étre constitués de polymeres synthétiques (polyethylen oxide, PEO ou
encore poly(vinyl alcohol), PVA) ou naturels (alginate, chitosan, collagéne ou encore acide
hyaluronique) (Saldin et al., 2017). Un hydrogel mixte, constitué de polymeres naturels
(Alginate) et synthétiques (Polyacrylamide) approuvés par la FDA, a par exemple été proposé
pour I’expansion de BM-MSCs (Rana and Ramalingam, 2017). De nombreux hydrogels sont
dérivés de composants de I’ECM qui peuvent étre obtenus par décellularisation de tissus puis
solubilisation. Initialement obtenus a partir de tissus porcins, ils peuvent maintenant &étre
obtenus a partir de tissus humains (tissus adipeux, tendons...) et étre utilisés pour la culture
ou I’administration de cellules (Saldin et al., 2017). Plus récemment, certaines équipes ont
proposé des hydrogels contenant du hPL, qui permettent une libération progressive des GFs et
le maintien de taux d’expansion et de différenciation de MSCs comparables voire supérieurs a
des conditions de culture standards (Bouckenooghe et al., 2016; Walenda et al., 2012). Une

autre stratégie consiste a utiliser I’ECM produite par des cultures de MSCs dans un systeme
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classique (plastiques traités pour la culture). Ces supports, appelés dECM (pour decellularized
ECM), sont générés par la décellularisation de cette culture initiale. Chen et al. ont démontré
que ce type de support permettait d’améliorer le maintien du caractére souche de MSCs par
une augmentation de la formation de CFU, une différenciation spontanée limitée et un
potentiel de régénération osseuse in vivo plus important (Chen et al., 2007). Procédé
difficilement transférable en clinique, des efforts sont actuellement portés sur le
développement de produits issus de cette dECM pour une utilisation simplifiée comme les
autres revétements actuellement sur le marché (Anasiz et al., 2017; Shakouri-Motlagh et al.,

2017).

1.2.3.4. Densité cellulaire

La densité cellulaire d’ensemencement est un parametre crucial pour la culture de
cellules adhérentes, qui conditionne les taux d’expansion, le nombre d’étapes d’amplification
(passage) et les fonctions de la majorité des types cellulaires. Alors que certaines populations
cellulaires sont facilement dissociables a I’état de cellule unique, les cellules pluripotentes
(ESCs et 1PSCs) supportent peu la dissociation enzymatique. La maitrise de la densité

cellulaire d’ensemencement est alors plus difficile.

Une tres faible densité est généralement préconisée pour la 1% étape de culture des
MSCs, alors que des densités de 1000 a 4000 cellules/cm? pour les phases suivantes
d’amplification sont un bon compromis entre la taille du support et le maintien du caractere
progéniteur des cellules (Colter et al., 2001; Fossett and Khan, 2012; Sensebé et al., 2011).
Ensemencer les cellules a ces densités plus élevées requiert un nombre de passages plus
important en raison d’une diminution du nombre de doublements de population (CPD pour
cumulative population doublings) par passage, mais permet néanmoins de faciliter la

déplétion de cellules contaminantes (Sensebé, 2008).

Outre la densité d’ensemencement, il est nécessaire de maitriser la densité a partir de
laquelle les cellules doivent étre récupérées et ensemencées dans un autre support. En effet,
les interactions cellules-cellules observées dans des conditions de confluence peuvent
entrainer une différenciation non souhaitée de certains types cellulaires. C’est le cas des
myoblastes, dont la différenciation en myotubes est fortement liée aux interactions cellulaires
(Krauss et al., 2005) et dont les passages sont généralement réalisés bien avant la confluence
afin de les maintenir dans un état indifférencié. D’autre part, une augmentation de la densité

cellulaire entraine une augmentation de la consommation des éléments nutritifs du milieu, qui
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a ¢ét¢ identifié¢e comme principale cause d’apparition de dommages a I’ADN (acide

désoxyribonucléique) et d’altérations génomiques sur des hESCs (Jacobs et al., 2016).

1.2.3.5.Nombre de passages et temps de culture

Le passage est 1’étape qui consiste a dissocier les cellules adhérentes de leur support
lorsque le niveau de confluence souhaité est atteint, afin de récupérer les cellules ou de les
réensemencer sur un plus grand support. La récupération des cellules est généralement
réalisée par une dissociation enzymatique qui n’est pas anodine et peut avoir un impact sur la
viabilité cellulaire. L’enzyme la plus utilisée est la trypsine porcine, généralement en solution
avec de '’EDTA mais dont ’origine animale n’en fait pas un composant de choix pour les
applications cliniques. Le TrypZean (Sigma) et TrypLE™ Select (Invitrogen) sont deux
alternatives exemptes de composés animaux. Ce dernier a d’ores et déja été utilisé pour la
préparation clinique de MSCs (Brooke et al., 2009). La dissociation enzymatique des ESCs
entralnant une mortalité importante, le passage de ces cellules est généralement réalisé par
fragmentation mécanique du tapis cellulaire, toutefois fastidieuse et peu reproductible
(Couture, 2010). Limiter le nombre de passages pour limiter I’exposition a I’enzyme est ainsi
préconisé, ce qui permet également de limiter les risques de contaminations inhérents aux

systemes de culture encore majoritairement non clos.

Le nombre de passages réalisés est conditionné par la quantité de cellules souhaitées
pour I’application thérapeutique, par la densité d’ensemencement et le degré de confluence en
fin de passage. Souvent utilis¢é a tort pour identifier les capacités prolifératives d’une
population cellulaire, ce parametre est fortement dépendant des conditions de culture et n’est
donc pas comparable d’un laboratoire a un autre. Il est donc plus pertinent de parler de

nombre de CPD pour caractériser le potentiel prolifératif d’une population.

Contrairement aux ESCs qui peuvent étre théoriquement maintenues en culture
indéfiniment, une limitation significative a la production a large échelle et a I’amplification
des CSAs est le raccourcissement progressif des télomeres qui limite leur potentiel d’auto-
renouvelement (Encadré 1) (Hiyama and Hiyama, 2007). Une diminution des taux de
prolifération et de la multipotence ayant été observée apres plusieurs passages successifs de
MSCs, il est conseillé de ne pas dépasser 20 CPD (Banfi et al., 2000; Tarte et al., 2010).
Montarras et al. ont également démontré que 1’administration de précurseurs myogéniques
ayant passé du temps en culture induisait une régénération musculaire moins efficace que

I’administration de cellules fraichement isolées (Montarras et al., 2005). Néanmoins, la
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stabilité des propriétés cellulaires dépend de chaque population, de I’historique du donneur ou
encore de la source du prélevement. Des résultats tres différents ont été décrits selon les types
cellulaires et les laboratoires (Liu et al., 2016), ce qui confirme que le temps limite
d’expansion devrait étre évalué au cas par cas. En ce qui concerne les iPSCs générées a partir
de cellules somatiques, le temps de culture apparait comme un élément essentiel dans le sens
ou des anomalies ont pu étre observées lorsque les cellules d’origine étaient maintenues trop

longtemps en culture (Raab et al., 2014).

Encadré 1 : Télomeres, télomérase et sénescence réplicative

Au cours de la division des cellules somatiques, la machinerie de réplication n’est pas capable de
répliquer la totalité des chromosomes et chaque division s’accompagne d’une perte de 50 a 300 nucléotides
(Levy et al., 1992; Olovnikov, 1973). L’intégrité des chromosomes au cours des divisions cellulaires est
cependant protégée par des régions d’ADN, de 5 a 25 kilobases chez I’Homme, localisées aux extrémités des
chromosomes linéaires, appelées les télomeres. Leur séquence nucléique, leur structure tridimensionnelle
(boucle t) et la participation de nombreuses protéines constituant le télosome (Figure 8), permettent de
masquer ’extrémité de la molécule d’ADN, la rendant inaccessible aux protéines de reconnaissance des
dommages a ’ADN. Néanmoins, les téloméres raccourcissent a chaque division cellulaire jusqu’a atteindre
une longueur critique responsable de I’entrée des cellules en sénescence réplicative : c’est la limite de

Hayflick (Allsopp et al., 1995).
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Figure 8. Structure des télomeres (Kovacic et al., 2011)

Des télomeres trop courts ou déstabilisés sont en effet reconnus comme des dommages a 1’ADN,
initiant I’activation de deux grandes voies de signalisation des cassures de ’ADN ou DDR (DNA damage
response), permettant d’une part 1’arrét du cycle cellulaire et d’autre part I’engagement des processus de
réparation (d’Adda di Fagagna et al., 2003; Herbig et al., 2004; Takai et al., 2003). Parmi les effecteurs de ces
voies de DDR, I’activation de la protéine p53 et I’inactivation de la phosphatase CDC25 (Cell division cycle
25) conduisent a un arrét du cycle cellulaire, transitoire si les dommages a I’ADN sont traités de maniere
efficace par la machinerie de réparation des dommages, ou permanent pour des dommages trop séveres et
non réparables. Les cellules sont dans ce cas dirigées vers les voies de signalisation de mort cellulaire

(apoptose) ou vers un état irréversible d’arrét du cycle cellulaire, la sénescence réplicative.
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Télomérase

Les ESCs bénéficient d’une capacité¢ de prolifération infinie grace a une forte expression de
I’enzyme qui compense le raccourcissement des télomeéres, nommée télomérase. Contrairement aux cellules
somatiques, les CSAs (cellules souches de la peau ou des intestins, HSCs, MSCs...) bénéficient d’une
capacité de prolifération étendue, mais n’expriment pas ou a des taux trés faibles la télomérase, ce qui
explique le raccourcissement progressif des télomeres aboutissant a la sénescence (Fehrer and Lepperdinger,

2005; Hiyama and Hiyama, 2007).

La télomérase est une ADN polymérase ARN dépendante dotée d’une activité transcriptase inverse
(Greider and Blackburn, 1985). Elle est constituée d’une sous-unité enzymatique, hTERT (human telomerase
reverse transcriptase), d’une matrice d’ARN, hTERC (human telomerase RNA component) ou hTR (human
telomerase RNA) et est associée a différentes protéines dont le rdle exact est actuellement peu connu. Sa
fonction principale est de compenser 1’érosion des télomeres lors de la prolifération cellulaire, par ajout de

séquences nucléotidiques spécifiques a I’extrémité 5° des régions télomériques.

1.2.3.6. Parametres physico-chimiques

Outre le milieu de culture et les GFs, la maitrise de I’environnement physico-chimique
avec le pH, la tension en dioxygene (O;), dioxyde de carbone (CO,) et la température (T°), est
essentielle pour assurer la reproductibilité d’un protocole de production de TC. Comme nous
I’avons évoqué précédemment, ’uniformité de ces parametres dépend en grande partie du
systtme de culture (paragraphe 1.2.3.1) et les cultures statiques qui ne possedent pas de
systemes de mélange peuvent étre sujets a I’introduction d’une hétérogénéité fonctionnelle au
sein de la méme population cellulaire en raison de I’importante plasticité des cellules face a

leur micro-environnement (Campbell et al., 2015; Heathman et al., 2015).

Alors que les conditions de culture standard comprennent un pH a 7,4, 20% d’O,, 5%
de CO; et une température de 37°C, ces parametres peuvent étre adaptés en fonction du type
cellulaire. Par exemple, alors qu’un faible pH (7,1) permet d’accroitre 1’expansion de
progéniteurs des mégacaryocytes, un pH élevé (7,6) influence leur différenciation et

maturation (Placzek et al., 2009).

La tension en O, apparait aujourd’hui comme un axe majeur d’optimisation de
I’efficacité thérapeutique des TCs qui s’appuie sur le postulat que celle considérée comme
«normoxie » dans les laboratoires est finalement bien supérieure a celle rencontrée au sein de
I’organisme. De nombreuses équipes ont ainsi observé que cultiver sur le long terme

différentes populations de MSCs en condition de faible tension en O, (1-10%), dites
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« hypoxiques » bien que plus proches des valeurs physiologiques, permettait de retarder 1’état
de sénescence cellulaire de 8 a 20 PDs (Fehrer et al., 2007; Jin et al., 2010; Kim et al., 2016;
Tsai et al., 2011). L’impact sur la multipotence differe selon les équipes (Choi et al., 2017).
Alors que certaines ont observé une augmentation de la capacité de différenciation
adipogénique (Jin et al., 2010), chondrogénique (Adesida et al., 2012; Jin et al., 2010) et
ostéogénique (Tsai et al., 2011), d’autres ont observé une réduction de ce potentiel (Fehrer et
al., 2007). Ces conditions de culture favoriseraient également leur stabilité cytogénétique et
limiterait le risque tumoral (Bigot et al., 2015; Choi et al., 2017). Les conditions de culture
standard semblent également étre sous-optimales pour la culture des cellules pluripotentes.
Outre des taux d’expansion et une expression des marqueurs de pluripotence OCT-4, SOX2 et
NANOG plus importants lors de culture de hESCs a de faibles concentrations en O, (Hawkins
et al., 2013), la génération des iPSCs ainsi que leur différenciation vers la voie d’intérét
seraient également améliorées (Hawkins et al., 2013; Prado-Lopez et al., 2009; Shimada et al.,

2012).

1.2.4. Différenciation du produit cellulaire

En fonction de la perspective thérapeutique et du candidat cellulaire, une étape de
différenciation peut étre nécessaire a 1’issue de la phase d’amplification ex vivo sous un état
indifférencié. C’est notamment le cas pour les cellules pluripotentes (ESCs et iPSCs) dont
I’injection est exclue en raison du risque de formation de tératomes et tératocarcinomes que
cela peut générer (Fong et al., 2010). Ces cellules peuvent théoriquement se différencier dans
tous les types cellulaires des trois feuillets germinaux. Bien que la mise en place de protocoles
de différenciation efficaces soit laborieuse et coliteuse (Kimbrel and Lanza, 2015), des
protocoles sont aujourd’hui proposés pour la différenciation vers de nombreux types
cellulaires dont les cellules osseuses (Sheyn et al., 2016), musculaires (Swartz et al., 2016) ou
encore pancréatiques (D’Amour et al., 2006; Kumar et al., 2017). Les rendements de
différenciation sont rarement de 100% et peuvent aboutir a la génération d’une population
cellulaire hétérogene. Des étapes supplémentaires de sélection de la population d’intérét
(Kelly et al., 2011) ou d’¢limination des cellules indifférenciées sont alors nécessaires

(Neofytou et al., 2015).

Contrairement aux cellules pluripotentes, les MSCs peuvent étre administrées dans un
état indifférencié. En effet, bien que leur potentiel de régénération ait été traditionnellement

associé a leur plasticité, de nombreuses applications thérapeutiques s’appuient aujourd’hui sur
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leur potentiel immunomodulateur, leur action sur 1I’angiogénése ou encore leur support a la
croissance et la différenciation des CSs et progéniteurs locaux, lesquels ont été
majoritairement associés a leur fonction paracrine (de Girolamo et al., 2013; Meirelles et al.,
2009). Certaines équipes ont comparé 1’efficacité thérapeutique de cellules différenciées et
indifférencié¢es. Bien qu’Ullah et al. n’aient pas observé de différence en termes de potentiel
de régénération nerveuse entre des cellules souches dérivées de la pulpe dentaire (hDPSCs
pour human dental pulp-derived stem cells) et ces cellules différenciées en cellules neuronales
(Ullah et al., 2017), une meilleure efficacité thérapeutique des MSCs différenciées en cellules
pancréatiques beta a été démontrée (Wassef et al., 2016). Selon I’application thérapeutique et
la voie d’administration notamment, les deux possibilités doivent étre évaluées pour attester

de la meilleure configuration.

L’administration de cellules différenciées présente 1’avantage d’éviter les
différenciations non souhaitées, bien que la formation de tissus ectopiques ne soit pas exclue
pour des modalités d’administration systémique. Les cellules indifférenciées bénéficient
toutefois de propriétés de migration et un tropisme généralement plus importants que les
cellules différenciées ainsi qu’un potentiel de prolifération plus élevé leur conférant la

capacité de proliférer apres administration (Srijaya et al., 2014).

Finalement, les exigences de définition de conditions compatibles avec la clinique
requises pour la phase d’expansion doivent également étre appliquées pour la phase de
différenciation (Neofytou et al., 2015). Des efforts de développement ont notamment été
menés pour la définition de conditions sans sérum et exemptes d’origine animale, avec par
exemple 'utilisation de hPL et de PRP respectivement pour la différenciation d’iPSCs en
MSCs (Luzzani et al., 2015) et en cellules productrices d’insuline (Enderami et al., 2017) ou
encore pour la différenciation d’ESCs (Outten et al., 2011). Le transfert a large échelle pour
cette étape de différenciation représente une problématique majeure dans le développement de

ces thérapies (Chen et al., 2015; Fan et al., 2015).

1.2.5. Distribution du produit cellulaire

La stratégie de distribution est un élément essentiel dans le développement d’un PTC
dans le sens ou il conditionne les modalités de sa conservation et de sa production (Figure 9).
Les 1% stratégies impliquent la fabrication / synthése du PTC dans un centre de production

centralisé et la mise en place d’un systéme de conservation et de distribution du PTC vers les
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différents centres d’administration ou le produit devra étre de nouveau préparé. D’autres
stratégies consistent a développer une petite structure GMP dans chaque centre ou hdpital
impliqué dans ’EC au sein de laquelle se dérouleront toutes les étapes de la fabrication a
I’administration du PTC (« production au lit du patient »). Le choix de la stratégie dépend des
modalités (autologues/allogéniques), du procédé de production et de la faisabilité d’une étape

de conservation (Coopman and Medcalf, 2014).
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Figure 9. Voies potentielles de distribution d’un produit de thérapie cellulaire du site de
production au patient (Coopman and Medcalf, 2014). Les cellules sont dans un 1% temps isolées,
décongelées a partir d’une banque de cellules et/ou amplifiées avant d’étre directement administrées
au patient ou conservées (cryoconservation ou conditions hypothermiques). Certaines étapes sont
réalisées directement au niveau de la clinique (bleu), d’autres au niveau d’un site de production
centralisé (vert). Certaines voies requierent une étape de transport (violet).

1.2.5.1. Conservation / Banking

Les stratégies qui consistent a fabriquer le PTC au sein d’une structure GMP
centralisée nécessitent la mise en place d’un systeme de conservation qui permet d’augmenter
la durée de vie du PTC, facilitant la logistique en termes de distribution aux différents sites
d’administration, de préparation des patients ou encore de controles qualité de libération des
lots qui sont tres chronophages (Ratcliffe et al., 2011). Les quelques thérapies allogéniques
qui sont encore distribuées vers les sites d’administration dans un format non congelé
nécessitent de maintenir un niveau de production constant pour répondre rapidement a la
demande, générant des cofits considérables (Heathman et al., 2015). La conservation permet
également des schémas cliniques a plusieurs injections sans nécessité de dupliquer le procédé
de production. Le développement de ces techniques a également permis aux banques de
cellules de voir le jour et de proposer des PTC mobilisables rapidement (Coopman and

Medcalf, 2014).
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La conservation dans des conditions réfrigérées (4-8°C) permet de conserver certains
types cellulaires sur des durées assez restreintes. C’est le cas des HSCs ou encore des produits
ChondroCelect et Carticel qui peuvent €tre respectivement conservés 24-48h, 48h et 72h en
milieu de culture avant administration (Coopman and Medcalf, 2014). La cryoconservation, a
savoir le maintien a des températures négatives, majoritairement dans la phase gazeuse de
cuves d’azote liquide a -196°C, est toutefois la plus utilisée. On la retrouve dans plus de 80%
des demandes faites a la FDA pour des produits a base de MSCs (Coopman and Medcalf,
2014). Cette technique nécessite 1’utilisation d’agents cryoprotecteurs (CPA pour
cryoprotective agent), dont le plus utilisé est le diméthylsulfoxide (DMSO), qui protegent les
cellules durant la congélation et qui sont souvent associés a du milieu de culture ou du sérum
(Asghar et al., 2014; Jang et al., 2017). Ces produits sont néanmoins cytotoxiques a des
températures positives, de facon temps et dose-dépendante, ce qui peut avoir un fort impact
sur la quantité et I’intégrité des cellules. De plus, des effets secondaires ont été rapportés chez
des patients apres infusion de suspensions cellulaires contenant du DMSO (Shu et al., 2014;
Windrum et al., 2005), suggérant la nécessité d’implémenter une étape d’¢élimination de cet
agent (lavage, centrifugation, passage...). Il a également été démontré que la congélation
pouvait avoir un effet négatif sur la viabilité, ’adhésion ou encore les fonctions métaboliques
ou immunomodulatrices de différents types cellulaires (Coopman and Medcalf, 2014;
Ratcliffe et al., 2011). La réalisation d’un passage post-décongélation permettrait néanmoins
de retrouver I’intégrité des cellules décongelées et de s’affranchir des cellules subissant une
apoptose tardive (Francois et al., 2012; Peters et al., 2008; Terry et al., 2006). On peut
également rappeler les risques apportés par la présence du FBS dans les milieux de
conservation et la nécessité de s’en affranchir. Alors que certaines équipes proposent
I’utilisation de dérivés humains tel que le hPL comme substituts au FBS dans le milieu de
congélation (Wang et al., 2017), des solutions completement définies et exemptes d’origine

animale sont développées (Synth-a-Freeze® de Gibco™...) (Roh et al., 2016).

La vitrification est proposée comme méthode alternative a la congélation lente
conventionnelle (Asghar et al., 2014; Jang et al., 2017). Elle consiste a transformer
instantanément la suspension cellulaire aqueuse dans un état solide par exposition directe a
I’azote liquide et présente 1’avantage d’étre plus rapide, moins chére et réalisée dans un plus
faible volume. Elle est néanmoins plus difficile a réaliser que la méthode traditionnelle et

nécessite de tres fortes concentrations en CPA (40-60%) (Jang et al., 2017). Finalement, il a
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¢té démontré que I’intégration des cellules dans une double émulsion permettait d’améliorer

leur viabilité apres congélation (Dluska et al., 2017)

Un exemple représentatif de cette difficulté de conservation a été 1’échec de la phase
IIT du produit Prochymal pour une application de GVHD résistante aux stéroides, qui, selon
les responsables, pourrait étre dii a la formulation en produit congelé pour les phases
cliniques, alors que les essais précliniques chez 1’animal avaient été réalisés avec des cellules
fraichement isolées et amplifiées (Galipeau, 2013). Ceci illustre bien la nécessité d’évaluer

1 eres

I’impact de la congélation sur le type cellulaire d’intérét des les phases de développement

préclinique chez I’animal.

1.2.5.2. Transport

Le transport du PTC doit respecter certaines lignes directrices édictées dans le recueil
des bonnes pratiques de distribution (GDP pour good distribution practices) qui requierent la
preuve que le transport n’affecte pas la qualité et I’intégrité du PTC (Coopman and Medcalf,
2014). Un controle de la température doit étre assuré a toutes les étapes de transit et de
transport, une variation de celle-ci pouvant en effet impacter la survie ou ’intégrité du PTC.
Les cellules conservées par cryoconservation et vitrification sont généralement transférées
respectivement dans de la carboglace (< -78°C) et dans de I’azote liquide (environ -160°C)
(Roh et al., 2016). La qualité du PTC peut néanmoins étre impactée pendant le transfert. Les
forces mécaniques de vibration que subissent les produits lors du transport ne doivent en effet
pas €tre négligées. Nikolaev et al., ont en effet démontré que des MSCs conservées a +4°C
étaient sensibles aux vibrations et que cette sensibilité augmentait avec le temps de
conservation (Nikolaev et al., 2012). Il apparait donc nécessaire de définir des modalités de

conservation qui ne seront pas impactées par ce transport.

I.2.6. Conditionnement du produit cellulaire

1.2.6.1. Pré-conditionnement

L’un des problémes majeurs rencontrés en TC est la mort massive et rapide des CSs
apres administration, a l’origine d’une moindre efficacité thérapeutique. Le contexte
pathologique qui peut étre caractérisé par un état ischémique ou hypoxique, une
inflammation, une forte dégradation de I’ECM, un stress oxydatif ou encore une forte réaction

immunitaire, s’avere peu favorable a la survie et ’intégration des cellules transplantées. Les
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facteurs physiques liés a I’injection telle que la pression exercée sur les cellules participent
également a ce faible taux de survie (Liu et al., 2016; Sart et al., 2014c). Afin d’améliorer les
taux de survie et le potentiel thérapeutique de ces cellules en prévision de leur injection dans
un environnement peu favorable, différentes stratégies de pré-conditionnement du PTC ont
été proposées (Sart et al., 2014c). Parmi elles, les pré-conditionnements environnementaux
(hypoxie, stress oxydatif, choc thermique ou expositions a des GFs) consistent a placer les
cellules dans des conditions qui miment I’environnement auquel elles feront face in vivo afin
qu’elles sur-expriment des facteurs de survie ou de différenciation. L’intégration des cellules
dans une structure 3D est également envisagée pour les protéger lors de I’administration (Sart

et al., 2014c¢).

Comme nous 1’avons évoqué dans le paragraphe 1.2.3.6, la culture en hypoxie (1-10%
de tension en O,) favorise la prolifération et le maintien de 1’état souche de nombreux types
cellulaires lors de I’expansion ex vivo. De nombreuses études ont également démontré
I’intérét d’une étape (de quelques heures a quelques jours) de pré-conditionnement hypoxique
préalablement a I’injection. Par exemple, un prétraitement hypoxique de 48h (a 1% O,)
améliore I’efficacité de régénération musculaire de myoblastes apres injection dans le modele
murin dystrophique mdx (Liu et al., 2012). Francis et al. ont démontré qu’une incubation de
12h a 0,1% d’O, améliorait la différenciation neuronale d’ESCs humaines et leur survie dans
des conditions stressantes (stress oxidatif et nutritif) (Francis and Wei, 2010). Alors qu’un
pré-conditionnement de 24-72h a 0,5% O, améliore la différenciation neuronale et stimule
I’angiogénese de MSCs par comparaison a des cellules maintenues en «normoxie »
(20%) (Wei et al., 2012), une étape de pré-conditionnement a 5% d’O, lors de I’expansion ne
semble pas étre favorable a la différenciation chondrocytaire et adipocytaire (Boyette et al.,
2014). Outre le stress hypoxique, un léger stress oxydatif (100 pM d’H»O, pendant 2 jours)
semble améliorer la fonction cardiaque et diminuer la fibrose dans un modele d’ischémie-
reperfusion chez le rat aprés implantation de progéniteurs cardiaques par rapport a des cellules
non traitées (Pendergrass et al., 2013). Un choc thermique avant administration permettrait
également d’améliorer la survie des cellules injectées par sur-expression de certaines
protéines de choc thermique (HSP pour heat shock protein) (Sart et al., 2014c). Finalement,
I’exposition a des GFs comme le TGF-o aurait également un effet bénéfique sur le rdle

cardioprotecteur des MSCs (Herrmann et al., 2010).
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Parall¢lement a 1’administration de suspensions cellulaires, se développent des outils
d’ingénierie tissulaire qui permettent I’administration des CSs ou matures au sein de
structures 3D injectables constituées de matrices biologiques (protéiques, polymeéres...) ou
encore de structures 3D plus complexes au sein desquelles peuvent étre par exemple
emprisonnés des GFs pour stimuler une différenciation spécifique (paragraphe 1.2.3.3) (Atala
et al., 2012; Shafiq et al., 2016; Zhang, 2017). Ces biomatériaux, qui doivent é&tre
biocompatibles et biodégradables, permettent d’apporter une matrice qui favorise la migration
et ’ancrage des cellules dans le tissu, mais aussi de créer un environnement protégé vis-a-vis
du systtme immunitaire (Sart et al., 2014c; Zhang, 2017). L’utilisation d’un hydrogel
injectable a par exemple amélioré significativement la survie d’oligodendrocytes dérivés
d’iPSCs et limité la formation de tératomes par stimulation de la différenciation apres
transplantation dans un modele rongeur de lésion de la moelle épiniere (Fiihrmann et al.,
2016). En plus des contraintes liées au contexte pathologique, 1’encapsulation dans ce genre
d’hydrogel permettrait de limiter la mort cellulaire due au stress induit par le flux au sein de la
seringue (Aguado et al., 2012). Outre les hydrogels, une récente avancée dans le
développement de supports 3D pour la transplantation de cellules est le développement de
tissus décellularisés, qui présentent I’avantage de conserver I’architecture complexe de ’ECM

(Godier-Furnémont et al., 2011; Yang et al., 2008).

1.2.6.2. Modalités d’administration

a. Voies d’abord

La voie d’administration est un parametre essentiel a considérer rapidement au cours
du développement du PTC. Elle conditionne en effet la quantité de cellules a injecter, le
nombre d’administration et donc le procédé de production. En fonction de la cible
thérapeutique et du candidat cellulaire, de nombreuses stratégies locales ou systémiques ont
été proposées (Srijaya et al., 2014). Ces dernieres reposent sur la propriété de tropisme des
CSs, a savoir la capacité a migrer vers un tissu particulier grace a la réception de signaux
médiés par des chimiokines et autres facteurs solubles (Stuart and Pattavilakom, 2015). Les
cellules administrées par cette voie devront également étre capables de passer a travers la
barriere endothéliale (Kurtz, 2008). Alors que I’infusion intraveineuse (IV) est peu invasive et
donc souvent favorisée, I’administration locale de cellules dans des zones peu accessibles

comme le cerveau ou le cceur nécessite des chirurgies tres invasives (administration intra-

coronarienne, intra-craniale...). L’administration locale présente I’avantage d’apporter une

47



concentration importante de cellules au site d’administration malgré une dose totale
nécessaire généralement moins importante, et peut bénéficier des conditionnements en
structures 3D qui favorisent I’implantation des cellules (paragraphe 1.2.6.1). Elle est
néanmoins non applicable dans le cas de pathologies non ciblées touchant une grande partie
de I’organisme, comme par exemple la myopathie de Duchenne. Certaines équipes ont
également proposé de combiner plusieurs voies d’administration pour améliorer 1’efficacité
du traitement (Geffner et al., 2008). Skuk et al. soulevent également I’importance du volume
d’injection et du choix de la taille de I’aiguille d’injection, un diameétre trop important pouvant

entrainer des dommages tissulaires important de la zone traitée (Skuk et al., 2014).

I1 apparait néanmoins nécessaire de s’assurer que les cellules transplantées ne vont pas
aller s’intégrer dans des zones autres que celles d’intérét, ce qui pourrait avoir un effet négatif
sur la fonctionnalité et ’homéostasie de ces tissus. Apres injection IV, les cellules sont
majoritairement retrouvées dans les organes filtres, comme les poumons, la rate, le thymus,
les reins ou encore le foie. Alors que leur présence dans le poumon peut avoir des
conséquences déléteres, bien qu’aucun effet secondaire de ce type n’ait a ce jour été rapporté,
la présence de MSCs au sein de la rate pourrait avoir des effets bénéfiques dans le sens ou
elles pourraient y exercer leurs propriétés d’immunomodulation pour faciliter leur intégration
(Kurtz, 2008). L’absence d’outils performants permettant de suivre le devenir des cellules
apres administration in vivo ajoute une difficulté supplémentaire dans le choix de la voie
d’administration (Srijaya et al., 2014). Ce choix doit finalement étre accompagné du meilleur

taux de régénération avec le moins d’effets secondaires.

b. Doses et durée

Fortement liées a la voie d’administration et au conditionnement, la dose et la durée
de traitement dépendent de ’application thérapeutique et du candidat cellulaire. Les études
précliniques et cliniques en cours rapportent en effet des doses tres variables, méme au sein
d’un méme type cellulaire. Alors que la dose de BM-MSCs autologues administrée par voie
intrathécale était de 3 4 5.10" cellules/kg pour des patients atteints de sclérose en plaques, 5-
6.10° cellules/kg ont été transplantées pour le traitement de dommages 2 la moelle épiniére et
seulement 1.10° cellules/kg ont été administrées par IV pour traiter des patients atteints de
lupus érythémateux réfractaires (Srijaya et al., 2014). Comme nous |’avons évoqué
précédemment, la dose efficace peut également dépendre du temps de culture. Certaines

études ont en effet démontré que I’administration de précurseurs myogéniques ayant passé du
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temps en culture induisait une régénération moins efficace et nécessitait une dose 10 fois
supérieure a I’administration de cellules fraichement isolées pour obtenir la méme efficacité
thérapeutique (Montarras et al., 2005). De plus, la dose dépend de 1’état de différenciation du
candidat cellulaire. En effet, il est probable qu’un plus grand nombre de cellules différenciées
soit nécessaire par rapport a des progéniteurs qui bénéficient d’un potentiel de prolifération
plus important leur conférant la capacité de proliférer apres administration (Srijaya et al.,
2014). La densité de la suspension cellulaire apparait également comme un facteur critique
d’efficacité, une meilleure survie cellulaire une semaine post-injection ayant été attribuée a
des myoblastes injectés a de faibles doses et de faibles densités (Pellegrini and Beilharz,
2011). La mise en place d’études précliniques est donc nécessaire pour évaluer I’efficacité et

la sécurité des différentes modalités d’administration.

La définition de conditions de culture qui permettent d’obtenir suffisamment de
cellules pour réaliser une application thérapeutique ciblée ainsi que les contrdles qualité
nécessaires a la libération des lots est une problématique de taille. Cette partie a en effet
illustré les difficultés auxquelles sont confrontés les laboratoires lors du transfert du protocole
de grade recherche a un procédé de production a large échelle compatible avec 1’application
clinique, dans le sens ou chaque évolution dans le protocole allant de la source du donneur a
la voie d’administration, peut avoir un impact significatif sur le devenir de la cellule et son
potentiel thérapeutique. Il est donc nécessaire d’évaluer I’impact que génere chaque
changement sur les cellules qui sont trés sensibles a leur environnement. De plus, tout le
systtme de culture doit &tre pris en compte comme un ensemble, dans le sens ou la
modification de I’un des parametres peut influencer le choix d’un autre parametre. Un milieu
de culture évalué comme optimum dans des conditions adhérentes classiques ne le sera peut-
étre pas pour une culture sur microporteurs en suspension. De plus, bien qu’il soit important
de s’inspirer des avancées et validations effectuées par d’autres équipes de recherche, ce qui
convient pour une population cellulaire peut ne pas convenir pour une autre. Finalement, la
validation d’un procédé de production nécessite de s’assurer que tous les composants du
procédé de production (GFs, milieu, matrices, etc.) seront disponibles en quantités suffisantes
pour supporter le transfert du procédé a plus large échelle pour les phases cliniques et post-
AMM. Il a notamment été suggéré d’intégrer une redondance dans la définition des produits
utilisés afin de pouvoir pallier rapidement a un potentiel défaut d’approvisionnement et
assurer la continuité de la production (Ratcliffe et al., 2011). La fonctionnalité, la
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reproductibilit¢ et I’innocuité de tous ces composants doivent également Etre vérifiées

(Campbell et al., 2015).

La détermination d’une carte d’identité de la population cellulaire est un critere
essentiel dans la définition d’un PTC. Une caractérisation phénotypique avancée doit en effet
étre réalisée durant la phase de développement préclinique dans le but d’identifier des
marqueurs spécifiques ou un panel de marqueurs. Ces marqueurs peuvent indiquer le type
cellulaire, 1’état de pluripotence, 1’engagement dans une voie de différenciation ou encore
I’état de différenciation terminale (EMA/CAT/571134/2009, 2011). Les protocoles
d’isolement et de production du PTC pouvant considérablement impacter le produit cellulaire
final, cette caractérisation complete doit pouvoir aboutir a la définition de criteres libératoires
déterminables grace a des tests reproductibles permettant de s’assurer que le produit final
correspond bien a la population d’intérét. Cette carte d’identité est généralement documentée
par des profils d’expression d’antigénes de surface analysés par cytométrie en flux. La
libération des lots cliniques des MSCs requiert par exemple des taux d’expression supérieurs a
95% pour les antigénes de surface CD105, CD73 et CD90, et moins de 2% pour les antigénes
hématopoiétiques CD14, CD34, CD45 et HLA-DR (Dominici et al., 2006; Mendicino et al.,
2014). Les cellules MSCs dérivées de tissus adipeux exprimeront néanmoins les marqueurs
CD34 et CD54 (De Ugarte et al., 2003), illustrant la nécessité de définir des criteres
libératoires propres a chaque population cellulaire. De plus, ces marqueurs ne peuvent pas étre
utilisés seuls car ils ne sont finalement pas spécifiques et retrouvés exprimés dans un grand
nombre de populations cellulaires, dont les cellules périvasculaires, péricytes et fibroblastes
de différents tissus (Covas et al., 2008; Phinney and Sensebé, 2013). L’ hétérogénéité des
protocoles de production que nous venons d’évoquer, de la source du prélevement aux
conditions de culture, ajoute une difficulté majeure pour la définition de criteres standards,
méme au sein d’'une méme population. Au méme titre que les MSCs, une multitude de lignées
d’iPSCs ont été générées et décrites, possédant des fonctionnalités différentes bien que
regroupées sous un méme nom, illustrant la nécessité d’établir des criteres standards pour la

validation de ces différentes populations (Yaffe et al., 2016).
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L’identité et la pureté d’une population cellulaire sont intrinseéquement liées dans le
sens ou les tests d’identité peuvent renseigner sur la présence de cellules contaminantes non
désirées. L’obtention d’une suspension pure de la population cellulaire d’intérét est
importante dans le sens ol la contamination par d’autres types cellulaires ou par des cellules
indifférenciées peuvent avoir des effets indésirables majeurs sur I’efficacité thérapeutique
mais également sur la sécurité. En effet, méme avec une proportion tres faible (< 0,2%)
d’hESCs indifférenciées, des tératomes ont pu étre observés in vivo apres injection de cellules
B différenciées sécrétrices d’insuline (Schriebl et al., 2010). Alors que la détection de ces
cellules indifférenciées résiduelles est nécessaire, par exemple par évaluation de 1’expression
des marqueurs TRA-1-60 et Oct-4 au sein d’une population cellulaire dérivée d’ESCs (Sart et
al., 2014a), la mise en place de techniques permettant 1’¢limination de ces cellules
indifférenciées permet d’augmenter la pureté et la sécurité du produit cellulaire. Lorsque ces
cellules résiduelles sont présentes, différentes techniques ont été€ proposées pour les éliminer
dont le tri par FACS sur certains marqueurs, 1’induction spécifique de 1’apoptose ou encore la

sélection magnétique (Knoepfler, 2009; Sart et al., 2014a; Tang et al., 2011).

Comme nous I’avons évoqué précédemment (Chapitre 1), les TCs visent a remplacer,
réparer ou restaurer la fonction d’un tissu ou d’un organe 1ésé a la suite d’un accident, du
vieillissement ou d’une pathologie. Les études précliniques d’efficacité, fortement liées aux
études de biodistribution détaillées dans le paragraphe VI, doivent donc démontrer 1’effet
thérapeutique du traitement, au niveau tissulaire comme au niveau de 1’¢tat clinique et
requierent communément [’utilisation d’un ou plusieurs modeles animaux pertinents dont le
choix dépend du type cellulaire et de 1’application thérapeutique (Guidelines for Stem Cell
Research and Clinical Translation, ISSCR 2016). Ces modeles animaux doivent refléter au
mieux la pathologie humaine et les modalités de transplantation (protocole de production
défini compatible avec la clinique, voie d’administration, régime immunosuppresseur,
dose...) doivent étre les plus proches possible de celles qui seront réalisées lors des ECs
(Frey-Vasconcells et al., 2012). Ces études doivent idéalement permettre d’apporter des pistes
de mode d’action, de définir les modalités optimales de la transplantation, d’induire une
modification de I’état pathologique du modele animal, et ce de fagon durable (Guidelines for

Stem Cell Research and Clinical Translation, ISSCR 2016).
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Le choix du modele animal (espece, état physiologique, age...) n’est pas reéglementé
mais sa pertinence doit étre justifiée. Les modeles petits animaux, majoritairement rongeurs,
sont généralement favorisés en raison de leur facilité de manipulation et leur faible cofit. Les
modeles gros animaux doivent quant a eux étre envisagés lorsqu’ils apportent un avantage en
termes de modélisation de la pathologie humaine (Guidelines for Stem Cell Research and
Clinical Translation, ISSCR 2016), mais peuvent &tre néanmoins limités par la faible
disponibilité des outils d’analyses (anticorps, réactifs...). De plus, le modele animal utilisé
pour la 1°® preuve de concept, généralement réalisée en contexte allogénique, n’est pas
forcément transposable aux études d’efficacit¢é du PTC équivalent humain, en raison des
modalités xénogéniques qui nécessitent entre autre I’utilisation d’un modéle immuno-
compromis/supprimé ou I’implémentation d’un régime immunosuppresseur important
pouvant compromettre 1’état ou la survie du mod¢le initial (Frey-Vasconcells et al., 2012).
Les résultats de ces études peuvent se présenter sous forme de taux de survie, de récupération
de la fonction d’un organe ou d’améliorations au niveau du comportement général, par la
mesure de différents paramétres tels que le score clinique, I’intégration des cellules dans les
tissus d’intérét, la présence de régénération, la différenciation ou encore la
réparation/I’amélioration de la Iésion tissulaire. L’identification de biomarqueurs peu invasifs
et facilement mesurables, qui refletent la progression / I’amélioration de 1’évolution de la

pathologie est idéalement souhaitée pour définir ’efficacité du traitement.

Enfin, la législation visant a limiter I’expérimentation animale, le développement
d’outils permettant de reproduire des organes et tissus sains ou pathologiques ex vivo tels que
les organoides, semble prometteur pour apporter des compléments d’information pour
renseigner ’efficacité du PTC (Lancaster et al., 2013; Yin et al., 2016). Ils peuvent dans
certains cas étre plus sensibles et rapides que les tests in vivo et présentent I’avantage d’étre
moins couteux et chronophages (Rayment and Williams, 2010). Finalement, bien que ces
études soient requises par les instances reglementaires lors de 1’¢laboration du dossier de
demande d’EC, la barriere de I’espece et les variations entre les protocoles ne permettent
généralement pas de prédire avec certitude I’effet thérapeutique réel que ces cellules

génereront chez ’homme.
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L’objectif de 1’évaluation de la potentialité est d’identifier les paramétres essentiels a
I’efficacité¢ du PTC afin de définir les tests et controles reproductibles et pertinents permettant
de s’assurer de la qualité et de la stabilité du produit cellulaire final lors de la libération des
lots cliniques (Bravery et al., 2013; Pimpaneau et al., 2015). Ces tests sont également
nécessaires pour vérifier la comparabilité du produit lors d’une modification dans le protocole
de production au cours du développement clinique (Bravery et al., 2013). Au méme titre que
I’évaluation de I’identité, la difficulté technique de 1’évaluation des potentialités d’un produit
pour une application thérapeutique avec des méthodes standardisées repose sur la complexité
biologique, la versatilité¢ du produit et la limitation des connaissances sur le mode d’action et
les mécanismes mis en jeu (Bravery et al., 2013; Wagner, 2012). La compréhension des
mécanismes d’action du produit cellulaire est un avantage non négligeable pour la définition

de tests de potentialités pertinents.

IIs comprennent généralement des tests basés sur I’expression de marqueurs mais
également des tests fonctionnels (EMA/CAT/571134/2009, 2011). En effet, malgré
I’identification de certains marqueurs connus pour étre impliqués dans des mécanismes
biologiques, comme des marqueurs de surface, cela ne peut confirmer en soi que le produit
sera biologiquement actif et exercera I’effet attendu (Bravery et al.,, 2013; Coopman and
Medcalf, 2008). La définition de ces tests dépend donc du type cellulaire et de I’application
thérapeutique et sera évaluée par les instances réglementaires au cas par cas. Bien qu’il ne soit
pas nécessaire d’évaluer toutes les propriétés biologiques du PTC, ceux-ci pouvant exercer
leur efficacité biologique par I’intermédiaire d’un trés grand nombre de fonctions, plusieurs
parametres considérés comme les plus pertinents pour 1’application thérapeutique devront étre
retenus (Bravery et al., 2013). Les caractéristiques attendues pour ces tests de potentialités

sont représentés dans la Figure 10.
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Figure 10. Caractéristiques attendues des tests de potentialité (Pimpaneau et al., 2015).

Parmi ces tests, la viabilit¢ du produit cellulaire est 'un des 1°° paramétres a
déterminer, bien que ce ne soit pas le paramétre le plus pertinent pour évaluer ’activité
biologique du produit cellulaire, soit par 1’utilisation du bleu Trypan et comptage manuel a
I’hématocytométre, soit par d’autres méthodes transférables a plus larges échelles et plus
robustes telles que la cytométrie en flux ou encore les compteurs automatisés (Rayment and
Williams, 2010). Un élément essentiel qui doit étre vérifié avant la libération des lots est
I’adéquation avec le degré de différenciation souhaité, par [’utilisation de marqueurs
pertinents ou de tests de différenciation. Selon le candidat thérapeutique, pourront également
étre évalués D’expression de certaines substances d’intérét (protéine recombinante, GFs,
enzymes, cytokines...) ou encore les interactions cellulaires (activation/inhibition
immunitaire...) (EMA/CAT/571134/2009, 2011). Les tests in vitro sont généralement
favorisé€s dans le sens ou les tests in vivo peuvent générer des délais peu compatibles avec la
libération des lots cliniques. En guise d’exemple, les critéres minimums utilisés actuellement
pour la libération des lots cliniques de MSCs sont I’adhérence aux surfaces de culture
standard, la genese de cellules présentant un phénotype fibroblastique, qui expriment un panel
de marqueurs de surface précédemment décrit (paragraphe II) et qui se différencient au moins
vers les lignages adipo-, ostéo- et chondrogénique (Dominici et al., 2006; Mendicino et al.,
2014). Bien que largement utilisées en clinique, ces techniques sont loin d’étre standardisées.
Elles sont trés chronophages et peuvent fortement différer selon les laboratoires (Bieback et
al., 2010). Le développement de tests standardisés corrélés a ’efficacité thérapeutique en

fonction de 1’application thérapeutique apparait essentiel.
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Contrairement aux médicaments pharmacologiques dont il est aujourd’hui facile
d’établir des données de biodistribution, un point majeur repose sur 1’évaluation du devenir
des cellules apres injection in vivo. Comme nous I’avons évoqué dans le paragraphe 1.2.6.2,
les différentes voies d’administration aboutissent a des schémas de dissémination différents.
Les modalités d’administration systémiques peuvent notamment induire des effets dangereux
pour le patient dans le cas ou les cellules seraient piégées dans les poumons ou dans
I’environnement micro-vasculaire, comme cela a pu étre rapporté apres injection IV de
cellules dérivées du tissu adipeux (Jung et al., 2013). L’évaluation de la biodistribution
permet d’obtenir des informations d’efficacité mais également de sécurité, notamment pour

s’assurer du risque de formation tissulaire ectopique (Goldring et al., 2011).

Les études histopathologiques et quantitatives (QPCR pour quantitative polymerase
chain reaction) restent les études standards pour évaluer la présence des cellules au sein des
tissus et organes (Baker and Assaf, 2015). Leurs limites résident dans le fait qu’elles
nécessitent la réalisation de biopsies, voire le sacrifice de 1’animal, et ne permettent pas de
réaliser un suivi longitudinal (Heslop et al., 2015). Un certain nombre de tissus cibles et non
ciblés tels que les gonades sont en regle générale examinés (Frey-Vasconcells et al., 2012).
Avec les récentes avancées en techniques d’imagerie, monitorer la survie, la migration, la
biodistribution et I’intégration des cellules transplantées est devenu possible, et ce de facon
non invasive. Différentes techniques sont aujourd’hui utilisées pour les études précliniques et

cliniques (Figure 11).
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Ces différentes techniques d’imagerie nécessitent le marquage direct ou indirect des
cellules (Kircher et al., 2011). Les marquages directs permettent de monitorer le devenir des
cellules 1) soit sur de courtes périodes par 1’utilisation de radionucléides associée a I’imagerie
en tomographie par émission de positrons (PET pour positron emission tomography) ou
tomographie par émission monophotonique (SPECT pour single photon emission computed
tomography) (Rodriguez-Porcel et al., 2008), ii) soit sur de plus longues périodes par
I’utilisation de dérivés d’oxyde de fer dont le suivi peut aller jusqu’a plus de 3 semaines (Zhu
et al., 2006). Bien que généralement moins sensible que 1I’imagerie nucléaire, I’imagerie par
résonnance magnétique (MRI pour magnetic resonance imaging) apporte un suivi sur du long
terme et une résolution spatiale généralement meilleure par 1’utilisation d’agents de contraste
comme la fluorine-19 (19F) ou les perfluorcarbones (PFC), dont certains sont déja approuvés
par la FDA (Ngen and Artemov, 2017). Plus récemment, 1’utilisation de nanoparticules de
différentes natures a €té proposée comme agent de marquage (Accomasso et al., 2016).
L’inconvénient majeur de ces techniques est la perte du signal par dilution au cours des cycles

de division (Jurgielewicz et al., 2017).

Le marquage indirect consiste quant a lui a introduire un gene rapporteur codant une
protéine qui permet de générer un contraste au niveau des cellules viables. C’est le cas par
exemple des récepteurs de la transferrine et de la ferritine qui sont impliqués dans
I’homéostasie du fer et dont I’augmentation de la concentration permet de générer un faible
contraste mais détectable par MRI. La transmission de ce gene lors des divisions cellulaires
lui confere une stabilité dans le temps beaucoup plus importante que les modalités de
marquage direct (Jurgielewicz et al., 2017). Cette modalité est néanmoins plus rare en
clinique en raison de la nécessité de la manipulation génétique des cellules (Heslop et al.,

2015).

Finalement, quelle que soit la modalité utilisée, il est nécessaire d’évaluer I’impact de
ce marquage sur la fonctionnalité des cellules, dans le sens ou une légere modification dans
un processus biologique peut avoir un effet non négligeable sur le devenir et le comportement
des cellules et ainsi générer des interprétations inexactes des études de biodistribution et

d’efficacité.

56



Les études reglementaires précliniques requises pour le développement de
médicaments conventionnels (absorption, distribution, métabolisme, excrétion et toxicité) sont
difficilement applicables aux thérapies cellulaires, en partic & cause d’un manque de
technologies permettant de monitorer la migration et la différenciation des cellules
transplantées et d’une connaissance partielle des mécanismes d’action in vivo (Basu et al.,
2015). Les risques cliniques associés aux thérapies cellulaires dépendent de nombreux
facteurs. D’une part, les caractéristiques intrinseques aux différents types de CSs qui
confortent leur potentiel thérapeutique (prolifération, différenciation, migration, activité
paracrine...) peuvent ¢galement les rendre dangereuses pour le patient. Contrairement aux
molécules pharmacologiques, une partie des cellules va s’intégrer dans les tissus pour une
durée indéterminée. On ne peut donc pas exclure que des effets indésirables ne soient
observés sur du moyen / long terme. D’autre part, des facteurs de risques extrinseques

dépendent du niveau de manipulations lors du procédé de production, des 17

étapes de
production a celles de conditionnement. Finalement, les modalités de traitement (autologue ou
allogénique), la voie d’administration et le contexte pathologique au sein duquel elles vont

étre transplantées génerent des risques potentiels qu’il est important d’évaluer.

Plusieurs parametres sont donc pris en compte lors de I’évaluation de I’innocuité d’un
PTC. D’une part, les risques de contamination de la préparation cellulaire lors du procédé de
production et de conditionnement et d’autre part, les risques intrinséques au produit cellulaire
tels que les risques immunologiques et tumorigenes ainsi que 1’état de sénescence cellulaire.
Bien que les mod¢eles animaux permettent aujourd’hui d’évaluer nombre de parametres dont
le comportement post-administration, la biodistribution, le mode d’action, 1’efficacité et la
toxicité, la prédiction de la toxicité ou de réactions immunitaires chez I’Homme reste
complexe (Ratcliffe et al., 2013). La définition de contrdles pertinents, efficaces et
reproductibles pour s’assurer de I’innocuité du PTC, représente une difficulté supplémentaire

au cours du développement.
VIIL1. Contamination par des agents pathogenes

Les risques de contaminations virales, microbiennes ou fongiques concernent tous les

types cellulaires et peuvent avoir des conséquences désastreuses pour le patient.

57



D’une part, le risque majeur provient du procédé de production du PTC. Peu
bénéficient aujourd’hui d’un procédé de production totalement clos et de nombreuses étapes
nécessitent des manipulations non automatisées, sources potentielles de contamination par le
manipulateur (Ratcliffe et al., 2011). Ces risques sont néanmoins fortement réduits lors du
respect rigoureux des GMPs, et la stérilité du produit peut étre évaluée par des tests
microbiologiques plus ou moins rapides (Rayment and Williams, 2010). De plus,
I’amplification des CSs requiert parfois 1’utilisation de composés non humains comme le FBS
dans le milieu de culture ou des éléments matriciels, qui introduisent des risques
supplémentaires de transmission de maladies en plus du risque immunologique (paragraphe
1.2.3). D’importants efforts sont focalisés sur le remplacement de ces différents composés par
des produits définis, synthétiques ou encore humains. Toutefois, malgré le bénéfice de la
tracabilité et des controles qualité déja mis en place pour le circuit de transfusion, 1’utilisation
des produits sanguins proposés comme alternatives au FBS, comme le hPL ou le HS, n’exclut
pas le risque de transmission de pathogenes. En raison de la réémergence de certains virus ou
de I’apparition de nouveaux virus ou variants conjointement a 1’absence d’outil de diagnostic
non dédié, il est aujourd’hui difficile d’évaluer le risque viral d’un produit sanguin. De
nouvelles technologies ont néanmoins récemment été proposées pour inactiver de facon non
sélective des pathogenes potentiellement présents au sein de produits sanguins (Schlenke,

2014; Viau et al., 2017a).

La transmission de tels pathogenes peut d’autre part provenir de la source initiale des
cellules. La transmission donneur-receveur intervenant dans le cas de transplantation
autologue est en effet I’'un des 1 facteurs de risque, partagé avec la transplantation tissulaire
pour laquelle quelques cas ont été rapportés (Kainer et al., 2004; Tugwell et al., 2005). Afin
d’éviter tout risque de contamination donneur-receveur, un certain nombre de pathogenes sont
testés, parmi lesquels le HIV-1 et 2, les virus de I’hépatite A et B, le cytomegalovirus (CMV)
ou encore I’agent responsable de la syphilis (Treponema pallidum). En outre, bien que les
MSC:s soient sensibles aux infections par le CMV et le virus Herpes simplex de type 1 (HSV-
1) in vitro, aucun ADN de CMV n’a pu étre détecté dans une culture de MSCs issues d’un

patient porteur de ce virus (Sundin et al., 2006).

Un autre aspect du risque viral découle de 1’affaiblissement du systéeme immunitaire
du patient par le traitement immunosuppresseur utilis€é notamment pour les modalités de

transplantation allogénique, qui devient alors favorable a la contraction ou la réactivation de
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virus latents. C’est le cas du virus de I’herpés souvent réactivé lors de transplantations

allogéniques de HSCs (Herberts et al., 2011).

Les techniques standards incluent notamment le test de stérilité de 14 jours,
I’identification de bactéries par le marquage Gram et des tests de détection des endotoxines et
mycoplasmes. Ces techniques, plutot chronophages et donc dans I’impossibilité de donner des
résultats avant la libération de certains lots cellulaires, sont progressivement remplacées par
de nouveaux automates délivrant des résultats plus rapidement (Hocquet et al., 2014; Roh et

al., 2016; Sheu et al., 2014).
VIIL.2. Risques immunologiques

L’immunogénicité est un facteur de risque beaucoup plus critique en médecine
régénératrice que pour les médicaments conventionnels. L’administration de CSs peut
influencer le systtme immunitaire de 1’hote, soit par induction directe d’une réponse

immunitaire, soit par un effet immunomodulateur (Herberts et al., 2011).

Bien que les transplantations allogéniques prennent en compte la compatibilité HLA
donneur-receveur, les risques de rejet des cellules transplantées ne peuvent étre exclus et
peuvent compromettre [’efficacité  thérapeutique.  L’utilisation de  traitements
immunosuppresseurs limite ce risque mais peut induire des effets secondaires importants
(Mason and Dunnill, 2009). Comme décrit précédemment, certaines populations cellulaires,
comme les ESCs et les MSCs, sont faiblement immunogenes et bénéficient de propriétés
immunomodulatrices (Herberts et al., 2011; Sensebé et al., 2010). Les MSCs sont en effet
capables d’inhiber in vitro la prolifération et/ou la fonction de différentes populations de
I’immunité innée et adaptative (Le Blanc and Ringdén, 2007). Ce comportement immun
privilégié permet d’une part de faciliter leur activité intrinseque de régénération au sein de
I’organisme et d’autre part d’étre utilisées en support de greffes de HSCs pour limiter le
risque de GVHD (Uccelli et al., 2008). De méme que les iPSCs, ces cellules peuvent devenir
plus immunogenes lors de leur différenciation, en raison par exemple de 1’acquisition de
molécules du CMH, ou suite a ’administration dans des sites non physiologiques (Cao et al.,

2014; Herberts et al., 2011).
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VIL3. Tumorigénicité

L’une des préoccupations majeures de l’utilisation de CSs pour des applications
thérapeutiques est le risque de formation de tumeurs, dépendant de multiples facteurs. La
limite entre les CSs et les cellules cancéreuses est en effet aujourd’hui encore difficilement
définissable, de nombreux facteurs et voies de signalisation étant communes a ces deux états

cellulaires.

D’une part, les liens entre la pluripotence et la tumorigénicité peuvent en effet tre
illustrés par le fait que parmi les geénes utilisés pour produire les iPSCs sont retrouvés les
oncogenes MYC et KLF4 (Takahashi et al., 2007) et d’autres genes liés a la tumorigénicité tels
que SOX2, NANOG ou encore OCT3 (Knoepfler, 2009). En effet, bien que MYC ait été un des
1ers

oncogenes identifiés, son role essentiel dans le maintien de I’auto-renouvelement et la

pluripotence des ESCs n’a été que récemment décrit (Knoepfler, 2009).

D’autre part, les ESCs et iPSCs partagent avec les cellules cancéreuses une capacité
de prolifération illimitée, rendue possible par 1’expression de la télomérase. La plupart des
CSAs dont les MSCs ne présentant pas d’activité t€lomérase, 1’arrét de la réplication di au
phénomene de sénescence réplicative réduit en effet considérablement ces risques de
transformation. De par leur nature, les cellules pluripotentes ESCs et iPSCs indifférenciées
sont également intrins€quement caractérisées par la formation de tératomes lorsqu’elles sont
administrées in vivo (Fong et al., 2010). Bien que différenciées avant administration, la
présence de cellules prolifératives et indifférenciées résiduelles peut persister. Comme nous
I’avons évoqué dans le paragraphe 0, la mise en place de systemes permettant de purifier la
population cellulaire d’intérét et/ou d’identifier la présence de cellules contaminantes permet

de limiter ce risque.

De plus, le risque tumorigene est fortement lié aux conditions et a la durée
d’amplification des cellules (Goldring et al., 2011; Knoepfler, 2009). En effet, I’expansion in
vitro de CSs dans des conditions non physiologiques peut entrainer une accumulation de
dommages a ’ADN et d’anomalies génétiques, augmentant le risque de transformation
cancéreuse par expression d’un oncogene ou échappement par exemple au mécanisme de
sénescence réplicative (Herberts et al., 2011; Sverdlov and Mineev, 2013). L’impact de ces
altérations sur le potentiel tumorigene est encore cependant peu connu. Bien que des

aberrations génétiques et chromosomiques aient été détectées lors de culture sur le long-terme

60



de MSCs, cela n’a pas été associé a un risque de transformation tumorale (Bernardo et al.,
2007b; Tarte et al., 2010). La transformation spontanée de MSCs humaines a en effet été
définie comme un événement rare (Achille et al., 2011; Wang et al., 2005) et il n’a a ce jour
été reporté aucune tumorigénicité lors des ECs réalisés avec des MSCs. L’évaluation du
caryotype apparait néanmoins comme un parametre essentiel a documenter pour s’assurer de
la stabilité génétique de la population cellulaire lors de la phase d’expansion in vitro. Le choix
de la technique est également important dans le sens ou les analyses standards de caryotypes
ne permettent pas de détecter de faibles altérations génétiques qui peuvent potentiellement
altérer le phénotype (Maitra et al., 2005). Enfin, Okamoto et al. ont également décrit une
augmentation de 1’expression de geénes impliqués dans la transformation tumorale lors de

I’expansion prolongée de HSCs (Okamoto et al., 2007).

Enfin, en plus du risque de formation de tumeur par les cellules elles-mémes, les CSs
pourraient affecter la croissance de cellules tumorales existantes. Peu étudié pour les CSs
pluripotentes, plusieurs études in vitro et in vivo ont rapporté des effets contradictoires sur le
comportement des MSCs vis-a-vis de la croissance tumorale (Cuiffo and Karnoub, 2012;
Djouad et al., 2003; Lazennec and Jorgensen, 2008; Uccelli et al., 2008), dépendants de la
nature des cellules cancéreuses, du statut immunitaire du modele animal ou encore du site
d’injection. De la méme fagcon que le traitement immunosuppresseur, les MSCs pourraient par
leur comportement immunomodulateur créer un environnement propice a la propagation des
cellules tumorales en partie par réduction de leur clairance par le systtme immunitaire
(Lazennec and Jorgensen, 2008). Ce lien de cause a effet, difficile a évaluer, n’a pas encore
été rapporté chez ’Homme bien que les MSCs soient utilisées en clinique pour de

nombreuses applications depuis 1995 (Sensebé et al., 2010).

Finalement, il apparait essentiel de documenter le risque de tumorigénicité de cellules
amplifiées in vitro pour des applications cliniques. Outre les études précliniques in vivo sur
petit animal (généralement rongeur immunodéficient) toujours requises par les instances
reglementaires pour attester de I’absence de tumorigénicité (Heslop et al., 2015), certains tests
in vitro peuvent également étre mis en place dans ’optique de sécuriser la libération du
produit cellulaire, parmi lesquels 1’évaluation de la présence de cellules trés prolifératives et
indifférenciées, notamment par le tests de formation de colonies en agar mou, 1’évaluation de
I’expression des marqueurs de pluripotence et de la télomérase ou encore 1’étude du caryotype
révélant les anomalies et instabilités génétiques (EMA/CAT/571134/2009, 2011; Kuroda et
al., 2012).
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VIl.4. Sénescence cellulaire

VI1.4.1. Généralités

La sénescence cellulaire a pour la 1%° fois été décrite en 1961 par Hayflick et
Moorhead comme le potentiel limité des cellules a proliférer en culture in vitro (Hayflick,
1965; Hayflick and Moorhead, 1961). Cet arrét de la prolifération, non corrélé a une
augmentation de la mort cellulaire, identifie les cellules sénescentes comme viables,
métaboliquement actives, mais plus capables de se diviser malgré des conditions de culture
optimales. Cet état cellulaire, identifié depuis par le terme sénescence réplicative ou
sénescence intrinséque, est aujourd’hui imputé au phénomene de raccourcissement progressif
de DPextrémité des chromosomes, les télomeéres, au cours des divisions cellulaires. Ce
raccourcissement, aboutissant a la sénescence réplicative ou I’apoptose, a suggéré 1’existence

d’une horloge mitotique interne déterminant la durée de vie réplicative d’une cellule.

Depuis la description de la sénescence cellulaire, la « limite de Hayflick » a été
proposée comme reflétant le vieillissement cellulaire mais également le processus de
vieillissement de 1’organisme dans son ensemble (Allsopp et al., 1995). Les CSAs participant
activement a la régénération et au renouvelement de nombreux tissus de 1’organisme tout au
long de la vie, la sénescence cellulaire serait corrélée a la diminution de leur capacité de
régénération au cours du vieillissement (Ho et al., 2005). L’age du donneur est donc un
parametre important a prendre en compte dans 1’¢laboration du protocole de TC. En outre, des
cellules isolées sur un jeune patient mais amplifiées in vitro pendant de longues périodes
pourraient également partager des caractéristiques communes avec des cellules isolées a partir
d’un patient plus agé. L’une des caractéristiques conférant aux CSs un réel intérét
thérapeutique est leur capacité de différenciation vers plusieurs types cellulaires. Cependant,
de récentes études ont démontré que le potentiel de différenciation des MSCs murines et
humaines apres des temps de culture in vitro prolongés était fortement réduit, ce qui pourrait
limiter leur potentiel intérét thérapeutique (Banfi et al., 2000; Baxter et al., 2004; Bonab et al.,
2006; Wagner et al., 2008). De la méme facon, il a ét€ observé que des myoblastes sénescents
étaient toujours capables de se différencier et fusionner pour former des myotubes mais dans
une moindre mesure par rapport a des myoblastes non sénescents (Bigot et al., 2008). Outre la
réduction du potentiel thérapeutique par une altération de la différenciation, du phénotype ou

encore une diminution du potentiel prolifératif et migratoire, 1’injection de cellules
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sénescentes pourrait avoir des effets non désirables sur 1’organisme a travers un phénotype

sécrétoire fortement altéré.

La majorité des dommages tissulaires sont totalement pris en charge par les
mécanismes de réparation de [’organisme. Cependant, des dommages excessifs ou
irréparables au sein de tissus peuvent induire la mort cellulaire (apoptose), la sénescence ou
encore une mutation oncogene. La division des cellules avoisinantes ou des cellules
progénitrices/souches permet le remplacement des cellules apoptotiques. Néanmoins, la
division cellulaire augmente le risque de fixation d’une mutation oncogene, générant un pool
de cellules potentiellement malignes ou pré-malignes au sein du tissu. Inversement, les
cellules sénescentes ne sont pas remplacées et leur nombre peut augmenter avec 1’age. Ces
cellules sécretent de nombreux facteurs qui peuvent altérer voire inhiber les fonctions des
cellules environnantes, générant des cellules non fonctionnelles. De plus, ces cellules peuvent
stimuler la prolifération et la progression des cellules malignes environnantes, et ainsi

compromettre la fonction du tissu et faciliter la progression cancéreuse.

La sénescence est également un mécanisme de protection permettant d’empécher la
division de cellules pouvant présenter des anomalies suite a des dommages ou a 1’exposition a
des stress cellulaires. En effet, outre le raccourcissement ou la déstabilisation des télomeres,
différents stimuli sont capables d’induire ’entrée en sénescence : les stress génotoxiques
responsables de dommages a ’ADN (stress oxydatif, rayons X...), I’activation d’oncogenes
comme Ras, ou encore des conditions de culture inadaptées (Campisi and d’Adda di Fagagna,
2007; Collado et al., 2007; Kuilman et al., 2010; Salama et al., 2014). On parle alors de
sénescence prématurée ou sénescence extrinseque qui integre la sénescence induite par des
dommages a I’ADN (DNA-damage-initiated senescence), par un stress (SIPS pour stress-
induced premature senescence) ou encore par un oncogene (OIS pour oncogen-induced

senescence).

I1 est aujourd’hui bien connu que des conditions de culture in vitro inadaptées peuvent
étre responsables d’une entrée en sénescence prématurée indépendante des télomeres. En
effet, évoluant dans I’organisme au sein d’un environnement spécifique, les cellules doivent
s’adapter in vitro a un environnement artificiel, caractérisé par des concentrations de
nutriments et de GFs différentes, des concentrations en O, généralement supérieures, ainsi
que I’absence de partenaires cellulaires et autres composants de I’ECM. Chaque facteur, seul

ou en synergie avec d’autres, peut induire un «choc » et aboutir a la SIPS (Sherr and
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DePinho, 2000). Il a par exemple été observé que I’exposition chronique de cellules
épithéliales au TGF-B ou de fibroblastes humains a une cytokine anti-proliférative comme
I’interféron-f (IFN-B) induisaient I’entrée en sénescence par I’intermédiaire de différentes
voies de signalisation (Moiseeva et al., 2006; Zhang and Cohen, 2004). D’autres études plus
récentes ont également mis en évidence 1I’importance de la composition du milieu de culture
en GFs et autres suppléments, en observant notamment que 1’entrée en sénescence en culture
de MSCs humaines est retardée dans un milieu contenant du hPL a la place du FBS (Griffiths
et al.,, 2013; Rubio-Azpeitia and Andia, 2014). Les kératinocytes et cellules épithéliales
humaines expriment spontanément la protéine suppresseur de tumeur pl6 et entrent
prématurément en sénescence dans des conditions de culture standards, alors qu’ils peuvent
atteindre la sénescence réplicative lorsqu’ils sont cultivés en présence d’un tapis de cellules
nourricieres (fibroblastes) (Ramirez et al., 2001). Des études plus ou moins récentes ont
également démontré que la tension en O, influence fortement la durée de vie des cellules in
vitro. En effet, différents types cellulaires présentent une durée de vie allongée en conditions
« hypoxiques », c’est a dire a des valeurs plus physiologiques (<10%) comparées a des
cellules maintenues a 21% d’0O, (Packer and Fuehr, 1977; Parrinello et al., 2003; Tsai et al.,
2011; Yuan et al., 1995). Dans ce sens, le stress oxydatif initie la sénescence prématurée dans
de nombreux types cellulaires, bien qu’une meilleure résistance des CSs telles que les MSCs
ait été observée, par rapport a des cellules différenciées (Brandl et al., 2011a; Burova et al.,

2013; Parrinello et al., 2003; Yuan et al., 1995).

VIIL.4.2. Voies de signalisation impliquées dans la sénescence

Les voies de signalisation impliquées dans I’induction et le maintien de la sénescence
peuvent varier selon les types cellulaires, 1’organisme ou encore les stimuli d’induction de la
sénescence (Campisi and d’Adda di Fagagna, 2007; Itahana et al., 2004; Kuilman et al., 2010)
(Figure 12).
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Figure 12. Roles des voies p53 et p16-pRB dans la sénescence (Campisi, 2005). (A) La voie de
signalisation p53 est préférentiellement induite en cas de dommages a I’ADN, de télomeres
dysfonctionnels ou encore suite a des stress génotoxiques induits par les ROS. (B) La voie de
signalisation pRB est préférentiellement induite par d’autres stress ou 1’activation d’oncogenes.

Les deux voies de signalisation majoritaires sont les voies p53 et p16INK4A (inhibitor of
CDK4)-pRB (Retinoblastoma protein), qui interagissent mais qui sont également capables

d’inhiber la progression du cycle cellulaire de facon indépendante (Figure 13).

Senescence sngnais \
@
L Figure 13. Controle de la sénescence par les voies de
signalisation p53 et p16-pRB (Campisi and d’Adda di
Fagagna, 2007). En fonction de leur nature, les signaux de
sénescence engagent les voies p53 et / ou pl6-pRB. CDK,
Cyclin dependant kinase; AREF, alternate-reading-frame
protein; HDM2, E3 ubiquitin-protein ligase;
pRB, retinoblastoma protein.

proliferation
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D’un point de vue mécanistique, 1’activation du facteur de transcription p53 par
différents signaux de sénescence induit d’une part 1’expression du gene codant pour p21,
inhibiteur des CDKs (CDKI), autrement appelé CIP1 (CDK interacting protein 1), WAF1
(wildtype p53-activated fragment 1) ou encore SDII1 (senescent cell-derived inhibitor 1). p21

est exprimé de maniere permanente dans les cellules sénescentes, tandis que son expression
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est transitoire dans les cellules quiescentes. Il exerce en partie son activité inhibitrice en se
liant aux CDK2s et avec une moindre affinité CDK4, empéchant la formation du complexe
Cycline-CDK, levant ainsi I’inhibition de la protéine pRB. L’accumulation de la forme
hypophosphorylée active de cette derniere entraine la formation d’un complexe avec le
facteur de transcription E2F1, inhibant sa liaison a I’ADN et donc son activité
transcriptionelle. En conséquence, les protéines de transition G1/S ne sont pas exprimées,
bloquant ainsi la progression du cycle cellulaire. p53 est négativement régulée par la protéine
HDM2 (E3 ubiquitin-protein ligase) par une ubiquitination qui facilite sa dégradation. HDM2
est quant a elle négativement régulée par la protéine ARF (alternate-reading-frame protein),

activée par différents signaux de sénescence et également par le facteur E2F.

D’autre part, certains signaux de sénescence induisent 1’expression d’un autre CDKI,
la protéine p16, capable d’empécher la phosphorylation et I’inactivation de pRB, aboutissant
de la méme fagon a ’arrét du cycle cellulaire (Lukas et al., 1995). Bien que les mécanismes
spécifiques de la voie p16-pRB ne soient encore que partiellement connus, cette voie semble
cruciale dans la ré-organisation de 1’hétérochromatine, et notamment dans la génération des
foyers d’hétérochromatine associés a la sénescence (SAHF pour senescence-associated
heterochromatin foci) impliqués dans le silencing des genes cibles du facteur de transcription
E2F, nécessaires a la prolifération (Narita et al., 2003). Ces SAHFs sont plus apparents dans
le cas d’OIS (Di Micco et al., 2007; Zhang and Adams, 2007).

Les stimuli qui géneérent des dommages a ’ADN et donc une DDR, tels que des
radiations ionisantes ou des télomeres non fonctionnels, induisent préférentiellement la
sénescence via la voie p53/p21 (Campisi, 2005; d’Adda di Fagagna et al., 2003; Herbig et al.,
2004) (Figure 12). Dans beaucoup de types cellulaires, les dommages a I’ADN et des
télomeres non fonctionnels engagent néanmoins dans un o temps la voie pl6-pRB comme
2" barriére a ’expansion de cellules endommagées (Jacobs and de Lange, 2004; Stein et al.,
1999). D’autres signaux peuvent aussi activer en 1 lieu la voie p16-pRB. En effet, les voies
p53 et pl6™ **_pRB peuvent étre indépendamment ou simultanément engagées lors d’une
OIS, selon le type cellulaire ou encore 1’oncogene. Contrairement aux cellules murines pour

ARF
9

lesquelles I’inactivation de p53 ou de son régulateur pl permet d’empécher I’OIS dG a

I’activation de RAS (Serrano et al., 1997), les cellules humaines semblent préférentiellement

utiliser la voie p16™ <44

(Ben-Porath and Weinberg, 2005). De plus, il est aujourd’hui connu
que I’oncogeéne RAS induit p16 et la formation des SAHFs (Narita et al., 2003; Ohtani et al.,
2001; Zhang et al., 2005). Cependant, 1’activation oncogénique entrainant une réplication de
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I’ADN abusive, les cellules subissent un stress réplicatif s’illustrant par une accumulation de
dommages a ’ADN, pouvant générer de fortes DDR et la génération de SDFs (senescence-
associated DNA-damage foci), entralnant préférentiellement I’activation de la voie p53
(d’Adda di Fagagna, 2008; Di Micco et al., 2007). Il a par ailleurs été observé sur des
fibroblastes humains (Duan et al., 2005), des chondrocytes (Brandl et al., 2011b) et des MSCs
(Brandl et al., 2011a), que des dommages oxydatifs sont corrélés a un raccourcissement

accéléré des télomeres, et impliquent au niveau moléculaire une accumulation des facteurs

p33 et p21, sans exclure toutefois I’implication de la voie p16™***-pRB.

Finalement, bien que ces deux voies de signalisation ensemble ou indépendamment
aboutissent a la sénescence cellulaire, ces deux voies se différencient par leur réversibilité. En
effet, un arrét du cycle cellulaire engageant la voie p53 peut étre évité par I’inactivation de
p53, alors qu’une fois que la voie pl6-pRB est engagée, 1’arrét du cycle cellulaire est
irréversible et ne peut &tre rétabli par 1’inactivation de p53, pRB ou pl16. Le maintien des
zones d’hétérochromatine a ’origine de la répression des geénes cibles d’E2F, initiée par la
voie pl6-pRB, serait en effet irréversible et ne dépendrait plus de p16 ou pRB (Beauséjour et

al., 2003).

VIL.4.3. Caractéristiques et biomarqueurs des cellules sénescentes

L’¢tablissement de la sénescence est un processus complexe et dynamique
accompagné de changements morphologiques et moléculaires. La chronologie de ces
changements et leur nature étant toutefois tres dépendants du type cellulaire, il n’existe a ce
jour pas de biomarqueur spécifique des cellules sénescentes. Leur identification in vitro et in
vivo repose donc sur 1’association de plusieurs marqueurs, dont une liste non exhaustive est
proposée ci-dessous (Collado et al., 2007; d’Adda di Fagagna, 2008; Kuilman et al., 2010;
Lawless et al., 2010).

VII.4.3.1. Arrét du cycle cellulaire

Le parameétre central de 1’état de sénescence est 1’arrét irréversible du cycle cellulaire
et donc I’incapacité des cellules a se diviser, malgré des conditions de culture optimales. Le
cycle cellulaire comporte les phases G1, S (syntheése de I’ADN), G2 et M (Mitose). Les
cellules sénescentes présentent généralement une quantité d’ADN typique de la phase G1 et
ne sont plus capables d’initier la réplication de I’ADN, mais certains stimulis comme des

oncogenes peuvent induire 1’entrée en sénescence avec un contenu en ADN typique de la
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phase G2 (Campisi and d’Adda di Fagagna, 2007; Di Leonardo et al., 1994). Son analyse ne
peut toutefois pas étre utilisée seule car non spécifique de la sénescence. En effet, I’absence
d’activité réplicative ne permet pas de différencier I’arrét irréversible des cellules sénescentes,
des arréts du cycle cellulaire temporaires ou permanents (phase GO0), respectivement observés

pour des cellules quiescentes ou en état de différenciation terminale.

L’absence d’activité réplicative peut étre évaluée par simple détermination du nombre
de CPD ou par I’incorporation de BrdU (5-bromodeoxyuridine) ou de thymidine tritiée (3H-
Thymidine). L’immunomarquage des marqueurs PCNA (proliferating cell nuclear antigen) et
Ki-67 permet également de discriminer les cellules non engagées dans le cycle cellulaire. Les
inhibiteurs du cycle cellulaire peuvent également participer a la caractérisation des cellules
sénescentes. Les acteurs des deux principales voies de signalisation impliquées dans

I’initiation et le maintien de la sénescence (Voies p53 et ple™ 44

-pRB précédemment
décrites) sont par exemple fréquemment utilis€és comme biomarqueurs des cellules
sénescentes. D’une part, les cellules sénescentes peuvent éEtre caractérisées par une
augmentation de [’activité ou de D’expression de p53, ou encore par un profil de
. - - ) . CIP1/WAF1 ARF
phosphorylation particulier (sérine 15), par I’accumulation de p21 , du facteur p19
ou encore de la protéine pRB dans sa forme active hypophosphorylée. D’autre part, une

INK4A
6

augmentation significative de I’expression de pl , également impliquée dans I’activation

de pRB, peut également étre détectée dans les cellules sénescentes.

VII1.4.3.2. Transformation morphologique

L’¢talement de la cellule, des volumes nucléo et cytoplasmiques accrus, la
vacuolisation du cytoplasme ou encore une multinucléation ont été observés apres activation
par HRAS®'?Y, un stress ou encore des dommages a I’ADN. Bien que ’origine de ces
changements morphologiques soit peu connue, différentes hypotheses sont proposées. Parmi
elles, ’augmentation globale de la syntheése protéique ou encore une ré-organisation du
cytosquelette et notamment du réseau de vimentine au cours de la sénescence de fibroblastes,

induirait une augmentation de I’étalement des cellules (Nishio et al., 2001).
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VII.4.3.3. Augmentation de [’activité [-galactosidase associée a la

sénescence

Le marqueur le plus utilisé actuellement pour I’identification des cellules sénescentes
est la détection de l’activit¢ d’une enzyme endogene, la [-galactosidase associée a la
sénescence (SA-BGal pour senescence associated [-galactosidase) (Dimri et al., 1995).
L’augmentation du nombre et du volume des lysosomes au cours de la sénescence (Kurz et
al., 2000) induit une augmentation de la quantit¢ de SA-PGal endogene, permettant sa
détection a pH6 par un test enzymatique utilisant le substrat X-Gal (5-bromo-4-chloro-3-
indolyl-B-D-galactopyranoside) dont le produit forme un précipité bleu détectable par

microscopie (Debacq-Chainiaux et al., 2009; Itahana et al., 2013).

L’utilisation de 1’activité de cette enzyme, qui ne semble pas directement impliquée
dans les mécanismes de sénescence, reste controversée dans la mesure ou des marquages
positifs ont été observés pour des fibroblastes non sénescents subissant des stress comme une
confluence prolongée en culture ou un déficit d’apport nutritif dans le milieu de culture. De
plus, difficilement quantifiable, cette méthode marquerait seulement les cellules présentant
une morphologie tres étalée (Wagner et al., 2008). Toutefois, cette méthode rapide et efficace
reste trés largement acceptée par la communauté scientifique lorsqu’elle est couplée a une

autre technique.

VI1.4.3.4. Foyers d’hétérochromatine associés a la sénescence

Certaines cellules sénescentes peuvent également €tre identifiées par la détection des
SAHFs. La chromatine, constituée d’ADN génomique et de protéines associées (histones),
peut se retrouver sous une forme condensée appelée hétérochromatine, caractérisées par une
activité transcriptionelle tres faible, voire inexistante. Au cours de la sénescence, ces SAHFs
génereraient des zones transcriptionnellement inactives au niveau de genes cibles du facteur
de transcription E2F, associés a la prolifération et a I’entrée dans le cycle cellulaire,
empéchant ainsi leur transcription (Narita et al., 2003). Générant une granularité nucléaire
observable par simple marquage de I’ADN au DAPI (4°6 -diaminidino-2-phenylindole) (Aird
and Zhang, 2013; Narita et al., 2003), les SAHF peuvent également &étre détectés par leur
enrichissement en protéines spécifiques de 1’hétérochromatine, telle que la protéine HPI
(heterochromatin protein 1) et des modifications spécifiques des histones, telles que la
méthylation sur la lysine 9 de I’histone H3 (H3K9m) ou la présence du variant d’histone

macroH2A.
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VII.4.3.5. Foyers de dommages a I’ADN associés a la sénescence

Les SDFs, résultant de 1’accumulation de facteurs de la DDR, peuvent étre détectés
dans des cellules engagées dans les voies de sénescence suite a I’apparition de télomeres non
fonctionnels (sénescence réplicative) ou suite a d’autres sources de dommages de I’ADN.
L’accumulation de différents facteurs de la DDR est utilisée pour localiser / quantifier les
SDFs, dont la forme phosphorylée de 1’histone H2AX (y-H2AX) ou encore la protéine 53BP1
(d’Adda di Fagagna et al., 2003; Herbig et al., 2004; Takai et al., 2003).

VII.4.3.6. Résistance a [’apoptose

De la méme fagon que le phénomene de sénescence, 1’apoptose ou mort cellulaire
programmée est considérée comme un mécanisme suppresseur de tumeur. Alors que la
sénescence empéche la prolifération de cellules stressées ou endommagées en réponse a
d’importants stress cellulaires, 1’apoptose contréle leur destruction et leur rapide élimination
par phagocytose. Il a été observé que certaines cellules devenaient résistantes a différents
signaux apoptotiques quand elles étaient sénescentes (Chen et al., 2000; Marcotte et al., 2004;
Wang, 1995), propriété proposée pour expliquer la stabilité des cellules sénescentes en culture
ainsi que leur nombre croissant au cours du vieillissement. L’échappement des cellules
sénescentes a la mort cellulaire par apoptose a été associée a une augmentation de
I’expression de la protéine anti-apoptotique BCL-2 (B-cell CLL/lymphoma 2) (Wang, 1995).
Il a plus tard été proposé que les fibroblastes sénescents échappent a I’apoptose par une

régulation négative de la caspase-3 (Marcotte et al., 2004).

Le facteur de transcription p53 joue également un réle prépondérant dans ces deux
mécanismes. Alors qu’il active des génes impliqués dans la régulation de la mort cellulaire
dans les cellules apoptotiques, il cible préférentiellement les genes impliqués dans 1’arrét du
cycle cellulaire dans les cellules sénescentes. Une différence de modifications post-
traductionnelles de p53 (nombre et localisation des phosphorylations) a été observée entre les
cellules sénescentes et apoptotiques, pouvant refléter une activité ou des genes cibles
différents, spécifiques de I'un ou I’autre des mécanismes (Jackson and Pereira-Smith, 2006).
Cependant, les mécanismes de détermination pour I’une ou I’autre des voies sont a ce jour peu

connus.
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VI1.4.3.7. Phénotype sécrétoire associé a la sénescence

Les cellules engagées en sénescence réplicative ou prématurée restent
métaboliquement actives et subissent d’importants changements dans leur profil
transcriptionnel, notamment au niveau de nombreux facteurs sécrétés associés a
I’inflammation, la prolifération ou encore 1’altération de la MEC. Ce phénotype sécrétoire
particulier des cellules sénescentes, nommé SASP (senescence-associated secretory
phenotype) ou SMS (senescence messaging secretome), serait corrélé a des dommages a
I’ADN persistants (Campisi, 2005; Coppé et al., 2010; Kuilman and Peeper, 2009; Rodier et
al., 2009). Outre le renforcement de la sénescence au niveau de la cellule elle-méme, le SAPS

présenterait différents effets sur les cellules environnantes (immunomodulation, modulation

du microenvironnement, renforcement de la sénescence...).

Le SASP constitue un réseau tres complexe mettant en jeu de nombreux facteurs,
comprenant des facteurs solubles (interleukines, chimiokines, GFs), des protéases, des
composants de ’ECM et autres protéines sécrétées (Campisi, 2005; Coppé et al., 2010;
Kuilman and Peeper, 2009). Parmi les facteurs solubles, la sécrétion de 1I’'IL-6, cytokine pro
inflammatoire majoritaire du SASP a été associée a la sénescence induite par des dommages a
I’ADN persistants dans différents types cellulaires. Elle affecterait les cellules avoisinantes
exprimant le récepteur correspondant, telles que les cellules épithéliales et endothéliales.
L’IL-1 et D’IL-8, également sur-exprimées par les cellules sénescentes, agiraient
respectivement sur les cellules environnantes par I’activation du facteur de transcription NF-
kB et de facon autocrine en renforcant le SASP. De plus, des facteurs liés a 'IGF (insulin-
growth factor) comme I’lGFBP-7 (IGF-binding protein 7) seraient capables d’induire I’entrée
en sénescence et I’apoptose des cellules environnantes. Finalement, d’autres facteurs solubles
sont associés au SASP, tels que les GM-CSF (granulocyte-macrophage colony stimulating
factor) et G-CSF (granulocyte-CSF), la prostaglandine E2 (PGE2) et Cox-2, enzyme
responsable de la production de PGE2 et d’autres prostaglandines. Les protéases sur-
exprimées dans le SASP regroupent des métalloprotéinases (MMP-1, -3 et -10) ainsi que des
protéases a sérine, dont les activateurs du plasminogene de type urokinase ou tissulaire (uPA
ou tPA), le récepteur a I’'uPA ainsi que leurs inhibiteurs, les PAI-1 et -2 (Coppé et al., 2010).
Finalement, les cellules sénescentes sur-expriment et sécrétent également des protéines
insolubles comme la fibronectine, connue pour interagir avec de nombreuses molécules,

récepteurs membranaires, composants du cytosquelette ou autres molécules de I’ECM,

71



pouvant ainsi altérer 1’adhésion, la survie, la croissance et la migration des cellules

environnantes (Coppé et al., 2010).

Cette 2° partie introductive, qui décrit les modalités de définition d’un PTC pour une
présentation clinique, illustre également les difficultés auxquelles sont confrontées les équipes
de recherche. En effet, malgré une preuve de concept obtenue principalement chez le petit

ére

animal comme tres prometteuse, elles sont souvent confrontées a une 17 difficulté, a savoir la
définition d’un protocole robuste, reproductible et compatible avec une application clinique,
de l’origine du prélévement a I’administration chez le patient. Le respect des normes de
GMPs peut d’une part entrainer de nombreux changements dans le procédé de production
pouvant impacter le devenir de I’agent cellulaire. D’autre part, les doses utilisées chez le petit
animal étant tres inférieures aux doses administrées chez ’Homme, la transposition a large
échelle, méme pour des modalités autologues peut parfois étre trées complexe, d’autant plus
que doivent étre considérées les doses nécessaires aux contrdles qualité pour la libération des
lots cliniques. Ces besoins engendrent notamment des temps d’amplification qui sont souvent
différents de la preuve de concept et qui peuvent avoir un impact négatif sur le potentiel
thérapeutique du candidat cellulaire, en termes d’efficacité et de sécurité. Les équipes de
recherche sont également confrontées a des difficultés pour la caractérisation de 1’agent
cellulaire et la définition de controles qualité d’identité et de tests de potentialité robustes et
pertinents qui en découlent. Enfin, la prise en compte des risques associ€s aux thérapies

cellulaires par différentes €tudes in vitro et in vivo peuvent €tre un frein au développement,

sans discuter des colits que I’intégralité cette démarche implique.
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I.1. Généralités

Les DMs regroupent plus de 30 maladies génétiques distinctes caractérisées par une
perte musculaire progressive, dont le 1¥ symptdme est une faiblesse musculaire de sévérité et
distribution variables. Elles se distinguent par I’age auquel elles se manifestent (enfance ou
adulte), la sévérité, le mode de transmission (liée au chromosome X, autosomale récessive ou
dominante) ou encore le groupe de muscles initialement affectés (Emery, 2002). Les DMs
sont dues a des mutations sur les genes codant différentes protéines localisées au niveau de
I’ECM, de la membrane plasmique, du cytoplasme, du sarcomere ou encore du noyau des
cellules musculaires striées. Malgré 1’identification de ces mutations, la compréhension des
mécanismes physiopathologiques qui en découlent est encore incomplete (Negroni et al.,

2016).

Parmi ces DMs, les dystrophinopathies regroupent deux pathologies associées a des
mutations sur le gene de la dystrophine (ou gene DMD), la DMD et la dystrophie musculaire
de Becker (BMD pour Becker Muscular Dystrophy) (Becker and Kiener, 1955; Hoffman et
al., 1987). Identifié en 1986 au niveau du locus Xp21.2 du chromosome X, le gene DMD
comprend 79 exons, s’étend sur 2,4 millions de paires de bases (pb) et représente ainsi le plus
long gene connu chez ’Homme (Shieh, 2013). Les anomalies du géne DMD, dont le taux tres
élevé peut €tre imputé en partie a sa grande taille, peuvent étre des mutations, des délétions,
des insertions ou des duplications (Lapidos et al., 2004). La DMD, forme la plus sévere des
DMs, est due a une mutation qui engendre une rupture du cadre de lecture aboutissant a une
protéine tronquée non fonctionnelle. A I’inverse, lorsque le cadre de lecture est maintenu, une
protéine tronquée mais fonctionnelle peut €tre produite et le phénotype observé est alors
moins sévere (BMD) (Aartsma-Rus et al., 2006). La DMD est également la plus fréquente des
DMs, son incidence étant aujourd’hui reportée a un garcon nouveau-né sur 3500 a 5500
naissances (Moat et al., 2013; Wicklund, 2013). Avec une incidence inférieure a 20 sur
100000 individus et une sévérité moins élevée, la DM facio-scapulo-humérale (FSHD) et les
dystrophies myotoniques (DM1 et DM2) représentent les formes les plus fréquentes de

désordres neuromusculaires touchant les adultes. Alors que la 1% touche principalement les
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muscles faciaux, des épaules et des membres, la DM1 est caractérisée par un déficit
musculaire, une myotonie et des désordres systémiques (troubles cardiaques, du sommeil, de
la vision ou encore atteinte endocrinienne). Finalement, les dystrophies musculaires des
ceintures (LGMD pour Limb Girdle Muscular Dystrophy) regroupent un ensemble de DMs
qui se manifestent par une faiblesse musculaire affectant les muscles du bassin et des cuisses

(ceinture pelvienne) ainsi que des épaules (ceinture scapulaire) (Wicklund, 2013).
1.2. Complexe protéique associé a la dystrophine

Le complexe associé a la dystrophine (DGC pour dystrophin glycoprotein complex)
est un complexe protéique qui permet de connecter le cytosquelette d’actine sous-
sarcolemmal a ’ECM. 11 est constitué de différentes glycoprotéines : les dystroglycanes
(DGs, a et B), les sarcoglycanes (SG ; a, B, vy et d), le sarcospan, les dystrobrevines (o) et les
syntrophines (al, B1, B2, yl et y2). Le lien intracellulaire du DGC est fourni par la
dystrophine, protéine cytoplasmique d’environ 427 kDa localisée principalement dans les
muscles squelettiques et dans le muscle cardiaque, bien qu’également retrouvée en plus faible
quantité dans les cellules nerveuses (Koenig et al., 1988; Lapidos et al., 2004). Cette protéine
est en effet constituée de plusieurs domaines structurels lui permettant d’interagir d’une part
avec I’actine du cytosquelette et d’autre part avec différentes protéines du DGC. Outre la
DMD induite par une déficience au niveau de la dystrophine, la plupart de ces protéines sont

également associées a des DMs (Figure 14) (Bhat et al., 2017).
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Figure 14. Dystrophine et organisation du DGC. La dystrophine constitue le cceur du DGC en
interagissant avec le cytosquelette d’actine, différentes protéines transmembranaires (sarcospan,
sarcoglycans, dystroglycans) et des protéines solubles (dystrobrévines et syntrophines). Une altération
de D’intégrité de ces protéines peuvent induire différentes DMs, dont la DMD / BMD avec la
dystrophine et la DM des ceintures (LGMD pour limb girdle muscular dystrophy) avec les
sarcoglycanes (Adapté de Qiagen).

La complexité du DGC lui permet d’assurer différentes fonctions : (i) la stabilisation
et l’intégrit¢é mécanique des membranes pour les protéger des cycles répétés de
contraction/relaxation musculaire, (ii) le lien entre les structures intracellulaires comme le
cytosquelette d’actine et les composants de I’ECM permettant la transmission de la force
musculaire, et (iii) un role dans la signalisation intracellulaire (Bhat et al., 2017). Le DGC
semble de plus impliqué dans la régulation de la fonction synaptique a la jonction
neuromusculaire, en étant par exemple essentiel au regroupement des récepteurs a

I’acétylcholine. 1l semblerait également participer au maintien de 1’homéostasie calcique,

notamment par I’interaction de la dystrophine et la syntrophine-al avec la calmoduline,
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protéine impliquée dans la régulation de la concentration de Ca** au sein des cellules (Bhat et
al., 2017). Finalement, de par sa complexité et sa diversité d’interactions, il est facilement
concevable que I’altération de 1’une des protéines constituant ce complexe puisse avoir des
répercussions considérables, au niveau du lien physique a la membrane, mais également au

niveau de nombreuses voies de signalisation.
I.3. Conséquences de la déstabilisation du complexe associé a la dystrophine

Les conséquences moléculaires de I’absence d’une protéine du DGC, comme la
dystrophine au sein des muscles de patients DMD, ne sont encore aujourd’hui pas totalement
clairement identifiées, mais plusieurs hypotheses ont été formulées. De par son role central de
protection contre les forces mécaniques au cours des contractions musculaires, 1’absence de
I’une de ces protéines entraine une importante déstabilisation du complexe DGC (Figure 15).
Alors que I’expression des protéines du coeur du DGC est fortement réduite, celle de certaines
protéines associées (caveolin-3, canaux calciques...) est plus élevée (Allen et al., 2010). Cette
perte d’intégrité du DGC aboutirait a la fragilisation du sarcolemme et une augmentation de
sa perméabilité (Petrof et al., 1993), hypothése confortée par I’augmentation conséquente des

taux de créatine kinase (CK) sérique, enzyme musculaire soluble, observée des la naissance

chez les patients DMD.
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Figure 15. Ré-arrangements au niveau du DGC suite a I’absence de dystrophine. A : Muscle sain.
B : Muscle dystrophique (Allen et al., 2010). Cav3, caveolin-3 ; TRPCI, transcient receptor potential
cation channel ; nNOS, neural nitric-oxide synthase.

Les deux conséquences directes de 1’augmentation de la perméabilité sont une
augmentation (i) du calcium intracellulaire et (ii) de la production de ROS. L’augmentation
du Ca” intracellulaire serait en partiec médiée par I’activation de canaux calciques mécano-

sensibles au sein de cavéoles surnuméraires et désordonnées en raison de 1’augmentation de
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I’expression de la cavéoline-3 (Figure 15) (Allen et al., 2010). L’augmentation du calcium
cytosolique contribue d’une part a la faiblesse musculaire par I’activation de protéases
calcium-dépendantes telles que les calpaines, qui vont participer a la destruction de
constituants membranaires et ainsi augmenter 1’entrée de calcium, aboutissant a la nécrose des
fibres musculaires (Spencer and Mellgren, 2002). D’autre part, elle induit un changement de
I’activité mitochondriale contribuant a 1’augmentation de la production de ROS (Figure 16)
(Burelle et al., 2010). L’augmentation des ROS serait quant a elle médiée par la NADPH
oxydase et aurait de nombreuses conséquences dont 1’activation du facteur de transcription
NF-«B impliqué dans différentes voies de signalisation contribuant a I’inflammation, la
fibrose et I’atrophie musculaire (Kumar et al., 2004). La déstabilisation du DGC entraine
également des perturbations au niveau des protéines associées impliquées dans diverses voies
de signalisation. C’est le cas de la neuronal nitric-oxide synthase (nNOS) qui est délocalisée
de la membrane au cytoplasme, altérant gravement la réponse de vasoconstriction a

I’activation du récepteur a-adrénergique a I’effort (Sander et al., 2000).
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= sain. B : Voies activées dans le muscle
dystrophique aboutissant a 1’atrophie et
la faiblesse musculaire. DG,
dystroglycanes ; nNOS, neuronal nitric-
oxide synthase ; NOX2, unité
catalytique de la NADPH oxydase et
sous unités associées ; PLA2,
phospholipase A2; ROS, reactive
oxygen species ; SAC, stretch-activated
channel (Allen and Whitehead, 2011).
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Au niveau tissulaire, les biopsies de patients DMD sont caractérisées par la présence
de foyers de fibres musculaires en dégénérescence ou nécrotiques, entourées par des foyers
inflammatoires comprenant des macrophages et des LTs CD4". Des fibres immatures,
caractérisées par la présence de noyaux en position centrale sont également observées et
reflétent 1’activité de régénération des myoblastes (Deconinck and Dan, 2007). Ces derniers
descendent des SCs, précurseurs musculaires localisés a 1’état de quiescence en périphérie de
la fibre musculaire et activés lors de 1ésions. Au cours de I’évolution de la maladie, I’activité
de régénération diminue en raison de la sollicitation excessive aboutissant a I’épuisement des
réserves de SCs. Les fibres musculaires sont alors progressivement remplacées par du tissu

fibreux et adipeux, altérant I’activité contractile (Deconinck and Dan, 2007).
[.4. Manifestations cliniques

Nous ne traiterons dans la suite de cette partie que la DMD en raison de sa sévérité et
de son incidence. Les signes de la maladie n’apparaissent généralement pas avant 1’age de 3
ans et se manifestent par une activité locomotrice retardée, une démarche anormale, une
difficulté a se lever, une incapacité a sauter et des chutes fréquentes (Iwanczak et al., 2000).
La faiblesse musculaire est dans un 1% temps observée au niveau des membres inférieurs,
associée a une hypertrophie de certains muscles comme les mollets et un raccourcissement
des tendons d’Achille entrainant un déplacement sur la pointe des pieds (Beenakker et al.,
2002). La faiblesse musculaire se propage progressivement ensuite a [’ensemble de la
musculature. Au fil des années, la marche devient impossible et les enfants se retrouvent en

fauteuil roulant autour de 11-12 ans.

L’atteinte cardiaque peut se manifester par une tachycardie persistante avant 1’age de
6 ans puis par une cardiomyopathie qui affecte un tiers des patients de 10 a 14 ans et
I’intégralité des patients de plus de 18 ans. En raison de leur inactivité, la plupart des garcons
ne présentent toutefois pas de symptome de cette atteinte cardiaque (Nigro et al., 1990).
L’atteinte respiratoire est quant a elle retrouvée chez tous les enfants, dont la capacité vitale
forcée diminue de 4 a 8% par an apres 12 ans (Khirani et al., 2014). Des troubles respiratoires
du sommeil et notamment des événements d’apnée obstructive sont fréquemment observés

dans les 1

années des enfants DMD, alors qu’une hypoventilation apparait aprés 10 ans
(Suresh et al., 2005). Les garcons DMD sont également fréquemment sujets a des
complications orthopédiques, telles que les scolioses et les déformations de la colonne

vertébrale. Ces dernieres progressent rapidement apres la perte de la marche et impactent
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fortement la fonction respiratoire (Rodillo et al., 1988). Bien que les traitements aux
corticostéroides diminuent le risque de scoliose, ils contribuent a augmenter le risque de
fractures osseuses (King et al., 2007). Enfin, un retard global de développement, attesté par un
quotient intellectuel moyen de 85 et notamment attribué a un trouble du langage, est parfois
observé mais ne progresse toutefois pas avec la maladie. Ces enfants sont également sujets a

de fortes perturbations émotionnelles (Leibowitz and Dubowitz, 1981).

L’établissement du diagnostic passe dans un 1 temps par une observation de la
démarche et le signe de Gowers, qui correspond a une obligation du patient a prendre appui
avec ses mains sur ses cuisses pour se relever de la position assise (Figure 17). En
complément, le dosage de taux élevés de la CK sérique (10 a 200 fois supérieurs a un enfant
sain), enzyme relarguée par les fibres musculaires endommagées, est un bon indicateur de
cette pathologie. Le diagnostic moléculaire, par MLPA (multiplex ligation-dependant probe
amplification) ou puce chromosomique haute résolution, reste néanmoins la méthode de
choix. Si ces tests sont négatifs, I’analyse du géne DMD par séquencgage peut étre réalisée
mais cette approche trés coliteuse n’est pas disponible dans tous les centres hospitalo-
universitaires (CHU) (Laing et al., 2011). Finalement, une biopsie musculaire, qui permet de
constater les 1ésions et les réorganisations histologiques, est réalisée en dernier recours
lorsque le test génétique n’est pas concluant ou que le phénotype est atypique. Cette analyse

histologique peut étre complétée par un immunomarquage de la dystrophine.

Figure 17. Signe de Gower’s illustré
chez un jeune patient atteint de DMD.
En raison de sa faiblesse musculaire,
pour se lever de la position assise,
I’enfant DMD va s’aider de ses bras
pour pousser sur le sol puis sur ses
jambes (Mabh, 2016).

I.5. Stratégies thérapeutiques

Il n’existe a ce jour aucun traitement efficace pour la DMD. La prise en charge des

patients par des traitements palliatifs et une meilleure surveillance notamment des fonctions
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orthopédiques, respiratoires et cardiaques, a néanmoins permis d’améliorer considérablement
I’espérance et la qualit¢ de vie des dernieres années (Passamano et al., 2012). Plusieurs
approches thérapeutiques a différentes phases de développement clinique ont été proposées,
comprenant des approches pharmacologiques (Guiraud and Davies, 2017), géniques
(Chamberlain and Chamberlain, 2017; Nance et al., 2017) et cellulaires (Figure 18). Les 1
visent pour certaines a agir sur différentes voies de signalisation impliquées dans
I’inflammation, la régulation de la masse musculaire ou la régénération musculaire et pour
d’autres a sur-exprimer 1’utrophine, homologue fcetal de la dystrophine. Les stratégies de
thérapie génique visent quant a elles a réintroduire une version tronquée mais fonctionnelle de
la dystrophine ou encore a faire exprimer une version tronquée de la protéine endogene en
évitant la mutation par la technique de saut d’exon. Finalement, les approches de TC, qui

seront détaillées dans cette derniere partie introductive, reposent sur 1’administration de

progéniteurs / CSs qui vont contribuer a la régénération et a la réparation tissulaire.
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Glucocorticoids (Prednisone, Deflazacort) 0\\'6 \&\\\“ \\o‘so Coll transplantation
<t of v Healthy cell
Stop codon read through . ﬁ v Ex vivo corrected cell
TNF-a Satellite cell pool
TGF-B . replenishment
Myostatin @
Dystrophin
restoration
Pharmacological therapy Gene therapy Cell therapy

Figure 18. Principales stratégies thérapeutiques de la DMD (Adapté de Berardi et al., 2014). Les
approches pharmacologiques (corticostéroides, ainti-inflammatoires non stéroidiens...) visent a agir
sur différentes voies de signalisation impliquées dans I’inflammation, la régulation de la masse
musculaire ou la régénération musculaire. L’administration de composés (Gentamicin, Ataluren,
RTC14, RTC13) a également été proposée pour s’affranchir du codon stop prématuré. Les stratégies
de thérapie génique visent a réintroduire une version tronquée mais fonctionnelle de la protéine par
I’intermédiaire d’un vecteur viral (AAV pour adeno associated virus) ou en évitant la mutation par la
technique de saut d’exon. Les approches de thérapie cellulaire reposent sur 1’administration de
progéniteurs / CSs qui vont contribuer a la régénération et a la réparation tissulaire.
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II.1. Généralités

Deux stratégies de TC sont envisagées pour le traitement des DMs : alors que
I’administration allogénique a recourt a des cellules issues d’un donneur sain qui vont
exprimer la protéine manquante mais potentiellement induire une réaction immunitaire et
ainsi nécessiter un traitement immunosuppresseur, les modalités autologues requicrent une
modification génétique au préalable des cellules du patient afin qu’elles ré-expriment la
protéine déficiente. Malgré 1’absence d’immunogénicité des cellules transplantées, une

réaction immunitaire contre la protéine transgénique n’est pas exclue (Negroni et al., 2016).

Deux principales voies d’administration sont explorées. La voie intramusculaire (IM)
est employée lorsque 1’atteinte musculaire est ciblée, mais pour une distribution plus large a
tout I’organisme ou a un certain nombre de muscles, les administrations par voie sanguine
locorégionales et systémiques sont favorisées comme pour le traitement de la DMD. Cette
derniere approche implique que les cellules soient capables de survivre dans la circulation

sanguine, migrer vers les muscles et traverser la barriere vasculaire (Negroni et al., 2016).

Les démonstrations d’efficacité doivent étre réalisées dans des modeles animaux
pertinents. Des modeles mammiferes (petits et gros animaux) présentant des mutations
naturelles sur le gene de la dystrophine ont été identifiés et largement utilisés pour les
démonstrations précliniques de la DMD. Ces modeles présentent néanmoins une
hétérogénéité en termes de phénotype ainsi que des avantages et inconvénients qui leur sont
propres. Les modeles gros animaux, tels que le chien Golden Retriever Muscular Dystrophy
(GRMD) (Kornegay, 2017; Sharp et al., 1992) et le porc (Hollinger et al., 2014; Klymiuk et
al., 2013; Selsby et al., 2015), présentent des caractéristiques physiopathologiques plus
proches de I’Homme que le modele murin X-Chromosome Linked Muscular Dystrophy (mdx)
(Bulfield et al., 1984; Partridge, 2013) et ses variants générés par exposition au N-
éthylnitrosurée. Cependant, ils souffrent d’une grande variabilité phénotypique et requicrent
la mise en place d’infrastructures trés couteuses et un entretien trés chronophage. L’atteinte
clinique du modele mdx étant mineure en raison de phénomenes compensatoires notamment
par la sur-expression d’utrophine (Rybakova et al., 2000), des modeles doubles mutants
affectant les genes de 1’utrophine, de I’a-dystrobrévine, de 1’a7-intégrine ou encore du facteur

de régulation myogénique MyoD ont été proposés afin de mieux modéliser le décours de la
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pathologie (Vainzof et al., 2008). De par des cofits de maintenance et des manipulations
facilitées, les modeles murins présentent néanmoins I’avantage d’obtenir des résultats sur des
cohortes plus importantes. Plus récemment, des modeles de rats dystrophinopathes ont été
générés grace aux technologies CRISPR (clustered regularly interspaced short palindromic
repeats) | Cas (CRISPR associated protein) (Nakamura et al., 2014) ou TALEN (transcription
activator-like effector nuclease) (Larcher et al., 2014). Ce dernier modele présente une
physiopathologie proche de celle de ’Homme et en particulier une atteinte cardiaque qui n’est
pas observée dans les modeles murin et canin (Larcher et al., 2014). Parmi les modeles
proposés pour les autres DMs, peuvent étre cités les modeles murins de sarcoglygonopathies
ou LGMD de types 2D, 2E, 2C et 2F sarcoglycan-null (SG™™ générés par intégration de
mutations par recombinaison homologue respectivement au niveau des quatre genes codant
les SGs ou encore le modele murin spontané SJL/J de LGMD2B résultant d’une mutation au

niveau du gene de la Dysferline (Vainzof et al., 2008).
I1.2. Caractéristiques générales du candidat cellulaire idéal

Différents criteres définissant le candidat idéal pour le traitement des DMs ont été
identifiés. L’ agent cellulaire doit présenter un potentiel myogénique stable lui conférant la
capacité de fusionner avec les fibres musculaires du patient et ainsi exprimer la protéine
déficiente (Figure 19). Il ne doit pas présenter de risque de différenciation vers un type
cellulaire inapproprié. La colonisation de la niche satellitaire et la reconstitution du stock de
cellules satellites augmente son potentiel thérapeutique dans le sens ou les cellules seront
capables de participer a plusieurs cycles de régénération et donc avoir un effet durable.
Comme nous I’avons évoqué précédemment, en raison de l’atteinte de I’ensemble de la
musculature chez les patients DMD, le candidat cellulaire devra étre administrable par voie
systémique et donc avoir la capacité de survivre dans la circulation sanguine et traverser la
barriere endothéliale vasculaire. L’utilisation de ce candidat en clinique implique d’autre part
qu’il soit facilement accessible, isolé et amplifi¢ dans des conditions respectant les GMPs et
compatibles avec la clinique, sans altération de son potentiel thérapeutique en termes
d’efficacité et de sécurité. Enfin, un contexte immuno-privilégié apporte des avantages
supplémentaires en termes de survie post-transplantation et de réduction des traitements
immunosuppresseurs connus comme possédant de nombreux effets indésirables (Meng et al.,
2011; Negroni et al., 2016). Différentes populations cellulaires sont aujourd’hui positionnées

comme candidats thérapeutiques, répondant plus ou moins a I’ensemble de ces criteres.
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Results 1 month post-transplantation
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Figure 19. Propriétés myogéniques nécessaires pour une utilisation en thérapie cellulaire dans le
cadre du traitement des dystrophies musculaires. Les cellules transplantées (A) doivent é&tre
capables de migrer vers les fibres en régénération (C) qui résultent de dommages et de nécrose (D). La
régénération peut intervenir via la formation de nouvelles fibres musculaires (H) ou hybrides
exprimant les protéines humaines (E et F), ainsi que par le renouvelement du stock de cellules
satellites (Skuk and Tremblay, 2015).

IL.3. Cellules satellites et myoblastes

11.3.1. Définition

Le précurseur musculaire physiologique est la SC identifiée en 1961 comme une
cellule mononucléée localisée a la périphérie des fibres musculaires entre la lame basale et le
sarcolemme (Mauro, 1961). Son importante capacité d’auto-renouvelement lui permet
d’intervenir lors de la croissance ou lors de 1ésions musculaires (Wang et al., 2014b), et ce
malgré sa faible abondance (2,5 a 6% des noyaux) (Tedesco et al., 2010). Exprimant le facteur
de détermination myogénique paired-box 7 (Pax7) dans un état quiescent en absence de
signal, elle s’active en réponse a des dommages musculaires et co-exprime alors Pax7 et les
facteurs de régulation myogénique (MRF pour myogenic regulatory factor) Myogenic
regulatory factor 5 (Myf5) et Myogenic differentiation 1 (MyoD) (Figure 20). Les SCs

activées, appelées alors myoblastes, proliferent et se différencient en myocytes qui fusionnent
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entre eux ou avec les cellules existantes pour former de nouvelles fibres multinucléées. Une

partie des SCs retourne a I’état de quiescence pour garantir le maintien du stock de SCs.
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Figure 20. Division asymétrique lors de I’activation des cellules satellites (Tedesco et al., 2010).
Les cellules quiescentes expriment Pax7 alors qu’elles expriment Myf5 et MyoD aprés activation. Une
partie des cellules filles réintegre la niche satellitaire dans un état de quiescence tandis que ’autre
partie se différencie en myocytes exprimant seulement MyoD puis fusionnent pour former de
nouvelles fibres musculaires ou régénérer les fibres déja existantes.

Les SCs sont aujourd’hui identifiées par 1’expression de différents marqueurs dont le
principal est Pax7 reflétant son état indifférencié et le maintien de son potentiel d’auto-
renouvelement (Seale et al., 2000). D’autres facteurs de transcription tels Pax3 et Myf5 ainsi
que des protéines membranaires comme les molécules d’adhésion VCAM-1, NCAM-1, la M-
cadhérine, le récepteur a la chimiokine CXCR4, c-Met ou encore des marqueurs plus
récemment décrits comme le CD29, le CD82 ou encore le CD318, sont exprimés par les

cellules quiescentes (Almeida et al., 2016; Uezumi et al., 2016; Xu et al., 2015) (Figure 21).
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Figure 21. Principaux marqueurs actuellement utilisés pour I’identification des cellules satellites.
Ces marqueurs comprennent des facteurs de transcription (Pax7, Pax3, Myf5...) et des protéines
membranaires (Almeida et al., 2016).

I1.3.2. Potentiel thérapeutique

Le myoblaste, descendant des SCs, a été le 1° candidat proposé pour le traitement de
la DMD. Suite a I’observation de la capacité de restauration de la dystrophine apres injection
intramusculaire de myoblastes issus de souris saines nouveau-nés dans le modele murin mdx
(Partridge et al., 1989), de nombreuses études ont rapporté la preuve de concept de I’injection
de myoblastes murins adultes (Kinoshita et al., 1994) et humains dans ce méme modele
(Huard et al., 1993, 1994). Les 1°° ECs d’administration intramusculaire initiés dans les
années 1990 n’ont cependant pas donné les résultats escomptés, ne démontrant pas de réel
bénéfice clinique ni de restauration significative de 1’expression de la dystrophine (Gussoni et
al., 1992; Mendell et al., 1995). Une mortalité rapide et massive des myoblastes (Fan et al.,
1996), une dissémination limitée a partir du site d’injection (Riederer et al., 2012), une
incapacité a migrer du sang vers les tissus (Skuk and Tremblay, 2003) ainsi qu’une réponse
immunitaire aigué€ de 1’hote (Guérette et al., 1994) ont été suggérées pour expliquer I’échec de

ers

ces 177 essais.

Par ailleurs, il est aujourd’hui connu que les myoblastes murins sont moins efficaces
que les SCs post-transplantation. En effet, des SCs fraichement isolées et non amplifiées
participent de facon efficace a la régénération musculaire, induisent 1’expression de
dystrophine et integrent la niche satellitaire a une méme efficacité thérapeutique que des doses
10 fois supérieures de cellules ayant passé du temps en culture (Montarras et al., 2005). En

raison de la tres faible proportion de SCs et de la faible disponibilité des prélevements
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musculaires, cette approche est néanmoins aujourd’hui encore peu envisageable en clinique.

Actuellement, de nombreuses études visent plutot a améliorer le potentiel thérapeutique des

myoblastes (Figure 22).
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Figure 22. Perspectives de thérapie cellulaire pour les dystrophies musculaires. L’amélioration
des conditions de culture des myoblastes (vert), le prétraitement musculaire pour améliorer la qualité

N

musculaire avant administration (jaune) et le développement de nouveaux candidats a potentiel
myogénique (rouge) font partie des futures perspectives (Negroni et al., 2016).

Afin d’améliorer leur dispersion, un protocole basé sur des multiples injections
séparées d’1 mm a été proposé et démontre des taux d’expression de dystrophine d’environ
30% apres 18 mois (Skuk et al., 2004, 2006, 2007). Ce protocole d’administration a haute
densité est néanmoins peu envisageable pour une pathologie généralis€ée comme la DMD, ou
ne sera préconisé que pour le traitement de muscles ciblés. Par ailleurs, une meilleure
compréhension du micro-environnement de la niche satellitaire et des voies impliquées dans
son activation et son auto-renouvelement permettra d’améliorer de facon pertinente les
conditions de culture. Il a notamment ét¢ démontré qu’un prétraitement hypoxique avait un
effet bénéfique sur I’auto-renouvelement des SCs et I’efficacité de transplantation (Liu et al.,
2012), au méme titre qu'un prétraitement thermique (Riederer et al., 2008). Comme nous
I’avons discuté dans le 0, paragraphe 1.2.6.1, les propriétés physiques de 1’environnement de

culture, telles que la rigidité ou 1’¢élasticité participent également a réguler le devenir des SCs
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(Engler et al., 2006; Gilbert et al., 2010). L’utilisation d’hydrogels a par exemple permis de
maintenir les SCs dans un état indifférencié, d’augmenter la survie et d’améliorer 1’auto-
renouvelement in vitro, en plus d’améliorer I’intégration des cellules apres injection in vivo
(Gilbert et al., 2010). Par ailleurs, 1’utilisation d’un inhibiteur de la p38 mitogen-activated
protein kinase (MAPK), dont I’activation a été corrélée a la différenciation des SCs, permet
également d’améliorer significativement 1’intégration de la niche satellitaire (Charville et al.,
2015). Finalement, bien que cela engendre des procédures cliniques plus lourdes, la co-
injection des myoblastes avec d’autres populations cellulaires pourrait améliorer leur potentiel
thérapeutique. C’est le cas par exemple des macrophages qui améliorent la survie, I’expansion
et la migration in vivo (Bencze et al., 2012; Lesault et al., 2012) ou encore des HSCs qui

permettent d’induire une tolérance immunitaire (Parker et al., 2008).
I1.4. Cellules souches a potentiel myogénique

I1.4.1. Cellules souches pluripotentes

En raison de leur capacité de prolifération illimitée et leur potentiel de différenciation
vers I’ensemble des types cellulaires des trois feuillets germinaux, les cellules pluripotentes
(ESCs et iPSCs) peuvent potentiellement €tre positionnées comme candidats thérapeutiques
pour les DMs. Bien qu’il ait longtemps été difficile de dériver les cellules pluripotentes en
cellules myogéniques, quelques stratégies semblent aujourd’hui prometteuses et peuvent étre
regroupées en deux catégories (Roca et al., 2015). Les 1 reposent sur ’induction de la
différenciation en plusieurs étapes grace a l’utilisation de petites molécules et cytokines
permettant d’inhiber ou d’activer les voies impliquées dans la myogenése. Les autres
impliquent une reprogrammation directe par des facteurs de transcription spécifiques du

muscle tels que PAX3, PAX7 ou MYOD1 (Miyagoe-Suzuki and Takeda, 2017).

1 ére

Ainsi, apres une étape de différenciation d’hESCs en cellules mésenchymateuses

sélectionnées sur la base de leur expression pour le CD73 apres 4 semaines de culture, une
2™ étape de sélection par FACS sur la base de 1’expression du CD56 a permis d’isoler des
précurseurs myogéniques Pax7'/MyoD” (Barberi et al., 2007). Capables de fusionner
spontanément pour former des myotubes, ces cellules participent également a la régénération
dans un muscle 1ésé a la cardiotoxine et ont été retrouvées au sein du muscle transplanté 6

mois post-transplantation. Néanmoins, malgré 1’affranchissement des cellules nourricieres,

des composés d’origine animale sont encore présents dans le protocole de préparation
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(Barberi et al., 2007). Une stratégie similaire de génération de cellules CD56" en deux étapes
a partir de corps embryoides (EB pour embryoid body) a également été proposée (Awaya et
al., 2012). Des résultats prometteurs indiquent une intégration de ces cellules sur le long terme
et une réactivation lors de dommages musculaires grace au renouvelement du pool de SCs.
Ces stratégies restent néanmoins trés lourdes pour des rendements peu importants. Plusieurs
méthodes d’induction de progéniteurs musculaires reposent également sur I’activation de la

1 ere

voie de signalisation Wnt avec ['utilisation d’un inhibiteur de la GSK-3f dans la phase de
culture, seul ou en association avec un inhibiteur de la protéine morphogénétique osseuse
(BMP pour bone morphogenetic protein) 4 et du bFGF (Borchin et al., 2013; Chal et al.,

2016; Shelton et al., 2014, 2016; Swartz et al., 2016).

Apres une 1% preuve de concept chez la souris, Darabi er al. ont démontré que
I’expression forcée de PAX7 apporté par un vecteur lentiviral dans des cellules pluripotentes
humaines, permettait de générer des précurseurs myogéniques capables, apres administration
intramusculaire, de s’intégrer au sein de muscles murins dystrophiques avec une capacité
supérieure aux myoblastes, de restaurer une expression de dystrophine conséquente,
d’améliorer la force musculaire et de coloniser la niche satellitaire (Darabi et al., 2011, 2012).
De facon similaire, différentes stratégies de reprogrammation ont également été proposées
avec le facteur MYOD, révélant une efficacité de différenciation élevée (90%) et rapide (une
dizaine de jours). L’intérét thérapeutique de ce modele est toutefois limité, d’une part par
I’arrét du cycle cellulaire suite a une expression prolongée de MyoD, et d’autre part par
I’incapacité a générer des précurseurs myogéniques Pax3" / Pax7" (Miyagoe-Suzuki and

Takeda, 2017; Rao et al., 2012).

Enfin, Tedesco et al. ont également proposé un protocole de différenciation des iPSCs
en mésoangioblastes (MABs), progéniteurs dérivés de péricytes a potentiel myogénique, a
partir de patients atteints de LGMD. Apres transduction des cellules avec un lentivirus
null

contenant le gene de I’a-SG, une amélioration du phénotype dystrophique des souris a-SG

a pu étre démontré (Tedesco et al., 2012).

Finalement, alors que les 1%

méthodes sont majoritairement chronophages et peu
efficaces, les autres méthodes sont plus rapides et bénéficient d’'un meilleur rendement.
Néanmoins, dans [’attente des nouvelles stratégies de reprogrammation plus sécuritaires
(Chapitre 2 — paragraphe 1.2.2), ces démarches sont toutefois encore peu favorisées pour des

applications cliniques en raison des risques potentiels associés a la double reprogrammation
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génétique (Roca et al., 2015). De plus, une hétérogénéité de différenciation vers la voie
myogénique a été observée parmi des clones dérivés du méme donneur et avec la méme
méthode, ajoutant la nécessité de 1’identification et de la sélection des meilleurs candidats
pour la différenciation (Miyagoe-Suzuki and Takeda, 2017). Malgré ces résultats prometteurs,
les considérations éthiques liées a 1’utilisation d’embryons pour les ESCs, les risques
tumorigéniques associés aux caractéristiques intrinseques des cellules pluripotentes (Chapitre
2 - paragraphe 0) en sus de ceux associés aux procédés de génération des iPSCs contribuent a
limiter leur utilisation en clinique. Finalement, la plupart de ces démonstrations utilisent
encore des produits d’origine animale (FBS, Matrigel®, cellules nourricieres...) bien que des
efforts soient fournis pour limiter leur utilisation et utiliser des milieux définis tel que le

milieu E8 évoqué précédemment (Chal et al., 2016; Shelton et al., 2016).

I1.4.2. Cellules souches adultes

Différentes populations de CSAs ont ces dernieres années été proposées comme
potentiels candidats thérapeutiques pour le traitement des DMs, suite a 1’identification d’un
potentie]l myogénique in vitro parfois associé a un contexte in vivo sur des modeles animaux
rongeurs ou canins. A différents stades de développement clinique, ces populations se
distinguent par leur origine, leur procédé de production ou encore par leur caractéristiques
phénotypiques et comportementales in vitro et in vivo (Negroni et al., 2016; Tedesco et al.,

2010, 2017).
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11.4.2.1. Progéniteurs non-résidents du muscle

a. Cellules souches hématopoiétiques

Actuellement largement utilisées pour le traitement de leucémies ou défauts
médullaires, les HSCs peuvent étre isolées a partir de la moelle osseuse mais également de
sang de cordon ombilical ou de sang périphérique. La voie actuellement favorisée en clinique
pour leur collecte est I’aphérese apres administration de G-CSF permettant leur mobilisation
dans le sang périphérique (Panch et al., 2017). Ces cellules, a I’origine de toutes les lignées de
cellules sanguines, sont principalement isolées sur la base de 1’expression des CD34 et CD45
(Domen et al., 2006). En termes de régénération musculaire, les HSCs semblent capables de
migrer au niveau des sites de dommages musculaires, de se différencier en cellules
musculaires et de participer a la régénération des fibres endommagées (Ferrari et al., 1998).
Néanmoins, la faible intensité de restauration de la dystrophine observée dans le modele
murin mdx irradié ne démontre pas une participation conséquente de ces cellules a la
régénération musculaire (Camargo et al., 2003; Gussoni et al., 1999; LaBarge and Blau,
2002). De plus, leur intérét pour une application clinique est aujourd’hui limité par 1’absence
d’impact fonctionnel et de participation a la régénération dans le modele canin pertinent de la

DMD (Dell’Agnola et al., 2004; Kuhr et al., 2007). Néanmoins, il a été suggéré que ces
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cellules puissent étre utilisées pour induire la tolérance et améliorer I’intégration d’autres
progéniteurs musculaires, permettant de s’affranchir des effets indésirables des traitements

immunosuppresseurs (Parker et al., 2008).

b. Cellules souches mésenchymateuses

Comme évoqué dans le Chapitre I, le terme MSCs regroupe différentes populations de
CSs stromales multipotentes non-hématopoiétiques capables de se différencier vers
différentes voies mésodermiques (adipogénique, ostéogénique, chondrogénique). Isolées a
partir de différents tissus adultes, elles font aujourd’hui I’objet de nombreux ECs pour
diverses pathologies, notamment pour leurs propriétés immunomodulatrices. Les
démonstrations ciblant les pathologies du muscle squelettique sont plus limitées et varient

selon I’origine des MSCs.

Les BM-MSCs ne bénéficient pas d’un potentiel de différenciation myogénique in
vitro spontané. In vivo, des fibres dystrophine® ont été détectées dans des muscles mdx apres
transplantation de BM-MSCs murines transduites avec le gene humain de la micro-
dystrophine (Xiong et al., 2010) ou de cellules humaines avec une expression forcée de Pax3
(Gang et al., 2009). Néanmoins, aucune amélioration de la contractilité n’a été observée.
L’expression forcée du domaine intracellulaire de Notchl (NICD pour Notchl intracellular
domain) et leur culture dans un milieu d’induction spécifique permet une important
différenciation in vitro (Dezawa et al., 2005) des cellules médullaires qui sont alors capables
de participer a la régénération musculaire et d’intégrer la niche satellitaire apres injection
locale ou systémique dans un modele de rat immunosupprimé 1ésé a la cardiotoxine. Un
tropisme pour les muscles 1€sés a également été attribué a ces cellules qui ne sont pas
retrouvées dans des organes non ciblés (cerveau, cceur, foie, reins et muscles non
endommagés) 4 semaines post-injection. Elles restaurent I’expression de la dystrophine apres
injection IM dans un modele murin nude-mdx. Enfin, I’injection IM de LacZ-BM-MSCs dans
un modele murin immunodéficient 1€sé a la cardiotoxine a révélé une implantation modeste
avec la détection de 5% de fibres B-Gal®™ (de la Garza-Rodea et al., 2011). Pour ces raisons,
les BM-MSCs ne représentent aujourd’hui pas la source la plus prometteuse pour le traitement

des DMs.

Une capacité a se différencier vers la voie myogénique in vitro dans un milieu
d’induction spécifique a été démontrée pour des cellules dérivées du sang de cordon (UCB-

MSC) et de tissus ombilicaux (UCT-MSC) (Gang et al., 2004; Secco et al., 2008). Par
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ailleurs, si une infiltration des UCT-MSCs humaines et canines au sein des muscles
dystrophiques a été observée apres transplantation par voie systémique chez le chien GRMD,
elle ne s’est en revanche pas accompagnée de I’expression des protéines musculaires comme

la dystrophine (Zucconi et al., 2010, 2011).

Le meilleur potentiel myogénique est aujourd’hui attribué aux ASCs (Forcales, 2015).
D’une part, elles sont capables de restaurer la dystrophine au sein de myoblastes DMD en
différenciation ou différenciés in vitro (Vieira et al., 2008). D’autre part, lorsqu’elles sont
administrées par un abord systémique, elles bénéficient d’'une meilleure intégration au sein
des muscles dystrophiques a partir de la circulation grace a un tropisme musculaire (Liu et al.,
2007; Vieira et al., 2008, 2012). Quand ces cellules sont issues de jeunes donneurs, une
restauration de la dystrophine dans plus de 50% des fibres mdx est observée et persiste jusqu’a
6 mois post-injection IM, sans infiltration immunitaire (Rodriguez et al., 2005). Isolées a
partir de tissus adultes, leur transplantation systémique chez la souris mdx lésée a la
cardiotoxine engendre une participation a la régénération, la réexpression de dystrophine et
I’intégration de la niche satellitaire (Liu et al., 2007). Une forte expression de dystrophine est
également observée dans le modele de la LGMD2B apres administration systémique (Vieira
et al., 2008). Par ailleurs, dans le modele canin GRMD, 11 a 19% des fibres musculaires
expriment la dystrophine humaine jusqu’a 6 mois aprés de multiples injections par voie
systémique. La dystrophine n’est néanmoins pas retrouvée apres 12 mois et aucune
amélioration n’est constatée au niveau histologique (Vieira et al., 2012). De facon
intéressante, ces dernicres démonstrations n’ont pas été réalisées en présence
d’immunosuppresseurs, confortant leur profil immunoprivilégi¢. En plus d’un potentiel
d’amplification plus important, ces cellules adipeuses bénéficient d’une meilleure

accessibilité.

11.4.2.2. Progéniteurs dérivés du muscle

Le tissu musculaire apparait comme un tissu de choix pour I’isolement de populations
a potentiel myogénique. Ces dernieres années, en plus des SCs, une importante diversité de
populations résidentes a en effet été identifiée (Figure 24) par I'utilisation de différentes
méthodes : par tri cellulaire sur un ou plusieurs marqueurs, par exclusion du colorant Hoechst

ou encore par tri sur des propriétés d’adhérence.
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Figure 24. Principales populations cellulaires retrouvées au sein des muscles squelettiques
adultes, marqueurs et voies de différenciation (Tedesco et al., 2017). Alors que les cellules satellites
sont retrouvées dans une position sous-sarcolemmale, les cellules myo-endothéliales et péricytes sont
associés au compartiment vasculaire. Les progéniteurs mésenchymateux, cellules PIC et cellules
CD133" sont quant a eux localisés au niveau de I’interstitium.

a. Cellules de la Side Population

N

Initialement identifiées au sein de la moelle osseuse par leur capacité a exclure le
colorant Hoechst 33342 et représentant une fraction enrichie en HSCs (Goodell et al., 1996),
une population cellulaire également identifiée comme Side Population (mSP) a été localisée
au sein de Dl’interstitium de muscles squelettiques adultes et isolée de la méme facon par
FACS sur la base d’exclusion de ce colorant (Gussoni et al., 1999). En plus de reconstituer le
systeme hématopoiétique de souris irradiées, ces cellules sont capables de se différencier en
cellules musculaires (Asakura et al., 2002; Gussoni et al., 1999). Cette population mSP a été
décrite comme hétérogene, en particulier sur la base de I’expression des marqueurs CD31 et

CD45. Alors que seule la fraction CD45" présente un potentiel hématopoiétique, le potentiel
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myogénique est attribué aux deux populations CD45" et CD45” (Asakura et al., 2002; Ojima et
al., 2004). La sous population CD31/CD45", qui représente 6% de la population mSP, a été
identifiée comme bénéficiant du meilleur potentiel myogénique in vitro en co-culture avec des
myoblastes et in vivo apres injection dans un modele murin immunodéficient 1€sé a la
cardiotoxine (Uezumi et al., 2006). Les conditions de culture in vitro utilisées dans cette étude
favorisent néanmoins leurs différenciations adipogénique et ostéogénique (Uezumi et al.,
20006). 11 a été suggéré que leur modeste participation a la régénération musculaire observée
dans différents modeles murins par abords IM ou systémique (Asakura et al., 2002; Bachrach
et al., 2004, 2006; Gussoni et al., 1999) pouvait étre améliorée par la sur-expression du
récepteur a la chiomiokine CXCR4, leur conférant une meilleure capacité d’extravasation et
de migration vers les tissus cibles (Perez et al., 2009). Par ailleurs, la co-injection de la
population CD317/CD45 avec des myoblastes permettrait d’améliorer la prolifération et la
migration de ces derniers, notamment par le biais d’une forte expression de la MMP-2

(Motohashi et al., 2008).

Peu d’études ont néanmoins rapporté leur isolement a partir de tissus humains, en
raison des différences notamment au niveau de 1’expression du transporteur ABCG2 qui est
responsable de 1’exclusion du colorant chez la souris mais non détecté chez ’Homme. Lapan
et al. proposent, dans des conditions de milieu sans sérum, une sélection sur la base conjointe
de Dl’exclusion du Hoechst et de ’expression de la melanoma cell adhesion molecule
(MCAM). Malgré une importante capacité de fusion in vitro, leur intégration in vivo apres
administration IM dans un modeéle mdx immunodéficient reste néanmoins limitée, nécessitant

encore des optimisations (Lapan et al., 2012).

b. Cellules CD133"

Une population marginale de cellules circulantes représentant 0,06% des cellules
mononuclées du sang périphérique, capables de participer a la régénération musculaire et
coloniser la niche satellitaire apres injection IM ou systémique dans le modele murin
immunodéficient scid/mdx, a été décrite en 2004 (Torrente et al., 2004). Ces cellules, isolées
sur la base de 1’expression de I’antigéne CD133 (ou prominin-1), marqueur des HSCs et
progéniteurs endothéliaux, expriment les marqueurs myogéniques Pax7, Myf5, MyoD, M-
cadhérine, MRF4 et myogénine et sont capables de se différencier en myotubes in vitro
seulement lorsqu’elles sont co-cultivées avec la lignée myogénique murine C2C12 ou des

fibroblastes exprimant Wnt (Torrente et al., 2004).
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Une population similaire a été décrite au sein de muscles adultes sains et DMD
comme localisée au sein de I’interstitium et sous la lame basale des fibres musculaires
(Benchaouir et al., 2007; Meng et al., 2014; Negroni et al., 2009). Ces cellules expriment
Pax7 et partagent I’expression d’un certain nombre de génes avec les myoblastes, péricytes et
cellules mésenchymateuses (Meng et al., 2014; Negroni et al., 2009). Le rdle biologique de
I’antigéne AC133 est encore méconnu et son expression est rapidement perdue lors de la
culture in vitro, empéchant le suivi du devenir de cette population apres expansion et
transplantation (Meng et al., 2014; Negroni et al., 2009). Ces cellules sont capables de
s’intégrer au sein du muscle, contribuer a la régénération musculaire dans différents contextes
et coloniser la niche satellitaire, et ce de facon plus importante que les myoblastes et les
péricytes (Meng et al., 2015; Negroni et al., 2009). Par ailleurs, I’implantation de ces cellules
isolées a partir de muscles DMD et corrigées par la technique de saut d’exon a également
révélé une restauration significative de la dystrophine dans les muscles murins scid/mdx,

confortant leur utilisation potentielle pour des modalités autologues (Benchaouir et al., 2007).

Suite a ces résultats encourageants, un EC de phase I a été initié dans le but d’évaluer
la faisabilité et la sécurité de la transplantation autologue (Torrente et al., 2007). Sur les 8
patients DMD inclus, aucun effet indésirable local ni systémique n’a été observé suite a
’injection IM de ces cellules CD133". En plus d’une conversion de fibres lentes en fibres
rapides, une augmentation du nombre de capillaires par fibre musculaire a été observée, ce qui
pourrait &tre 1ié a leur capacité a stimuler la vasculogenese notamment par la sécrétion de
VEGF (pour vascular endothelial growth factor) et leur potentiel de différenciation vers la
voie endothéliale (Shi et al., 2009). Avant d’envisager la poursuite du développement
clinique, une optimisation des conditions d’isolement et d’expansion in vifro est requise

(Belicchi et al., 2010; Meng et al., 2014; Negroni et al., 2016).

¢. Mésoangioblastes / péricytes

Initialement isolés a partir de I’aorte dorsale d’embryons murins, les MABs sont des
progéniteurs mésodermiques aujourd’hui bien caractéris€és chez ’Homme et initialement
définis comme des péricytes (Dellavalle et al., 2007). Localisés sous la membrane basale des
vaisseaux sanguins et caractérisés par une morphologie particuliere en culture sous forme de
cellules rondes peu adhérentes, ils peuvent étre amplifiés jusqu’a 20 CPDs et possedent un
potentiel de différenciation myogénique spontané important (20-40%), bien qu’ils

n’expriment pas les marqueurs myogéniques CD56, MyoD, Myf5 et myogénine. De fagon
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intéressante, une faible concentration en O, (3-5%) est essentielle pour I’isolement, la
prolifération et le maintien de I’intégrité cytogénétique, autant de parametres cruciaux pour
une amplification efficace et sécuritaire en clinique. En outre, 1’utilisation d’un support
constitu¢é d’un substrat élastique (40 pm de polydiméthylsiloxane, IBIDI) améliore
significativement 1’engagement et la différenciation myogénique de MABs humains, en
conférant une rigidité trés proche de celle retrouvée au sein des muscles (28 kPa, 300000 fois
inférieure a celle des supports plastiques) (Tonlorenzi et al., 2017). Ils sont définis par
I’expression du protéoglycane NG2, de la phosphatase alkaline (ALP), du récepteur  au
PDGF (pour platelet-derived growth factor), du CD146 et 1’a-actine des muscles lisses (a-
SMA pour a-smooth muscle actin). Plus récemment, le marqueur PW 1/Paternaly expressed
gene (Peg)-3 a été proposé pour identifier les MABs compétents pour leur utilisation en
clinique, son expression étant fortement corrélée avec leur capacité a traverser la barriere
vasculaire et a se différencier en muscle. Ce marqueur étant de plus exprimé par toutes les
populations de MABs de différents stades de développement et dans différentes especes

(Bonfanti et al., 2015; Tonlorenzi et al., 2017).

Leur capacité a traverser la barriere vasculaire et leur participation a la régénération
musculaire leur a permis d’améliorer le phénotype dystrophique de différents modeles
précliniques de DMs aprés administration intra-artérielle : la souris SG-a™", la souris mdx ou
encore le chien GRMD (Sampaolesi et al., 2003, 2006; Tedesco et al., 2011). Ces résultats
attribuent également une meilleure efficacité a la transplantation allogénique de cellules issues
de donneurs sains que de cellules autologues génétiquement corrigées par transduction avec
un vecteur lentiviral pour apporter le geéne de la dystrophine. Suite a ces résultats
encourageants, un EC de phase I/Ila a été initi€ (Eudract 2011-000176-33). Cinq patients
DMD, sélectionnés sur la base de I’identification d’un parent HLA-compatible, ont bénéficié
de la transplantation de MABs par voie intra-artérielle (4 administrations a 2 mois
d’intervalle) sous régime immunosuppresseur (tacrolimus) a des doses proches de celles
utilisées lors des études précliniques chez le chien, soit entre 3,3 et 19,8.10° cellules/kg
(Cossu et al., 2015; Sampaolesi et al., 2006). Bien que la transplantation ait ét€ bien tolérée
par 4 patients, le dernier a développé une attaque cérébrale, bien que sans séquelle, dont la
corrélation avec 1’administration des cellules reste a démontrer. Les parametres fonctionnels
(force musculaire, mobilité, endurance, marche...) semblent indiquer la stabilisation
temporaire de 2 des 3 patients ambulatoires, bien qu’aucune amélioration tissulaire (fibres en

régénération, fibrose) ni expression de dystrophine n’aient ét€ observées (Cossu et al., 2015).
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De facon intéressante, Noviello et al. ont montré que malgré une faible immunogénicité, les
MABs placés dans un contexte inflammatoire ou différenciés en myotubes stimulaient
I’expansion de LTs allogéniques et y devenaient sensibles (Noviello et al., 2014). Par ailleurs,
certaines équipes semblent indiquer que les MABs contribueraient a la génération de myo-
fibroblastes, acteurs clé de la fibrose, voie qu’il serait préférable de limiter dans un contexte

DMD (Greenhalgh et al., 2013).

d. Cellules interstitielles PW1-positives

Sur la base de DI’expression du méme marqueur précédemment évoqué pour la
sélection des MABs compétents, une population de cellules interstitielles positives pour PW1
(PICs pour PW1-positive interstitial cells) a récemment été isolée. Ces cellules sont bipotentes
par leur contribution a la régénération des muscles lisses et squelettiques in vivo. Elles sont
capables de générer des SCs et renouveler le stock de PICs (Mitchell et al., 2010). Bien que
les SCs quiescentes expriment également PW1, elles se distinguent par 1’absence d’expression
de Pax7 et leur localisation interstitielle. Les cellules murines expriment Sca-1 (stem cell-
antigen-1), sont sélectionnées sur la base de leur profil d’expression CD347/CD45 et
expriment un large nombre de genes communs aux MSCs (Pannérec et al., 2013). Par ailleurs,
plus récemment isolées chez le porc (pPICs), ces cellules expriment les marqueurs de
pluripotence SSEA-3, SSEA-4 Oct3/4, Nanog et Sox2 ainsi que la sous-unité hTERT de la
télomérase. Elles présentent des taux de prolifération importants avec des temps de génération
inférieurs a 24h et la réalisation de 80 CPDs sans atteindre la sénescence. Contrairement aux
cellules murines qui sont bipotentes, les pPICs semblent capables de se différencier également
vers les voies cardiaques et endothéliales (Cottle et al., 2017; Lewis et al., 2014). Bien que ces
cellules isolées a partir de modeles murins et porcins présentent des propriétés tres
intéressantes pour des applications cliniques (important potentiel d’expansion in vitro,
potentiel de différenciation myogénique), I’absence d’étude reportant leur identification chez
I’Homme limite leur projection pour les développements cliniques (Cottle et al., 2017; Lewis

et al., 2014; Mitchell et al., 2010).

e. Cellules myo-endothéliales

Parmi les populations cellulaires dérivées du muscle squelettique, une population co-
exprimant des marqueurs myogéniques et endothéliaux a été identifiée chez la souris (Tamaki
et al., 2002). Ces cellules myo-endothéliales (MECs pour myoendothelial cells ou sk-34) sont

isolées sur la base de leur profil d’expression CD34*/CD45", n’expriment les MRFs qu’aprés
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3 jours de culture et sont capables de fusionner pour former des myotubes spontanément en
culture. Transplantées par voie IM dans un modele de souris immunodéficient NOD/scid, ces
cellules se différencient en cellules musculaires et cellules endothéliales vasculaires (Tamaki
et al., 2002). Des résultats prometteurs ont été obtenus dans divers modeles animaux en
termes de régénération au niveau des muscles squelettiques et cardiaque (Tamaki et al., 2002,
2005, 2008). Leur conditions d’expansion in vitro semblent encore peu adaptées dans la
mesure ou elles n’excluent pas 1’engagement vers des types cellulaires non désirés
(adipocytes ou fibroblastes) (Tamaki et al., 2005). Une population présentant un phénotype
comparable (CD56"/CD34"/CD1447/CD45°) a été isolée a partir de préleévements musculaires
humains, capable de participer a la régénération musculaire apres injection dans un modele
murin scid 1ésé€ a la cardiotoxine, et ce de facon plus importante que les cellules myogéniques
CD56"/CD34/CD144/CD45" (Zheng et al., 2007). En sus de leur importante participation a la
régénération musculaire, leur positionnement comme candidat thérapeutique est consolidé par
leur facilité d’isolement aisément transférable en clinique et I’absence de potentiel

tumorigénique méme apres de longues périodes de culture.

[. Cellules exprimant I’aldhéhyde deshydrogénase
L’activit¢ de 1’aldéhyde deshydrogénase 1A1 (ALDH), enzyme cytosolique

détoxifiante impliquée notamment dans le métabolisme des aldéhydes xénobiotiques, est
considérée comme ’un des marqueurs du potentiel de régénération de progéniteurs primitifs
issus de la moelle osseuse, du sang de cordon ou du sang périphérique. Deux populations
distinctes de cellules présentant une forte activité ALDH (SMALD" pour skeletal muscle
ALDH™ cells) ont été identifiées au niveau de 1’endomysium de muscle squelettique humain,
et représentent 2 a 4% des cellules mononucléées (Vauchez et al., 2009). Alors que la 1
population ALDH'/CD34" présente un phénotype mésenchymateux associé a un potentiel de
différenciation vers la voie adipogénique, la population ALDH'/CD34 sur-exprime
rapidement le CD56 in vitro et se différencie en myotubes. Apres administration IM, cette pnde
population contribue de facon majeure a la régénération musculaire, tout en intégrant
également la niche satellitaire. Sa capacité a proliférer apres injection in vivo représente un
avantage considérable en terme de colonisation des muscles traités (Vauchez et al., 2009).
L’expression de ’ALDH serait corrélée a une meilleure résistance au stress oxydatif,

conférant un avantage pour la survie de myoblastes apres transplantation (Jean et al., 2011).

La faisabilité¢ d’une injection systémique n’a cependant pas été rapportée pour le moment.
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g. Cellules souches dérivées du muscle

Le terme de MDSCs (pour muscle-derived stem cells) regroupe aujourd’hui
différentes populations dont les propriétés et profils phénotypiques different selon les especes
et selon les équipes en raison de variations dans les protocoles d’isolement. L’isolement des
populations cellulaires évoquées ci-apres est majoritairement basé sur leurs propriétés

d’adhérence.

g-1. Progéniteurs a adhérence tardive PP/LTP/MDPCs

Initialement décrit pour la purification de myoblastes murins, le protocole de
preplating a été adapté pour 1’isolement d’une population cellulaire caractérisée par un déficit
d’adhérence initial (Figure 25) (Qu et al., 1998). En effet, une fraction marginale appelée PP6
puis LTPs (pour long-term proliferating cells) représentant 1% des cellules totales dérivées du
muscle a été isolée par une succession de transferts de surnageant ou preplating (PP1 a PP6).
Les dernieres fractions, correspondant aux SACs (slow adherent cells), ont montré une
meilleure capacité de différenciation in vitro ainsi qu’un meilleur taux de survie apres
transplantation IM chez la souris (Qu et al., 1998). Une autre équipe n’a néanmoins pas
observé de différence significative entre les myoblastes et les PP6 en termes de nombre de

fibres dystrophine” (Mueller et al., 2002).

Mince Digest
/ 2h 18h 24h 24h 24h 72h 1-2 wks
- Filter (change (culture in the
centrifugel /_\ /_\ /_\ f_\ media) same flask)
PRIS —— PP —— PR3 —— N PR4AE —— N PRS  —— S PP6
Vimentin 7”
Desmin, MyoD, Myf5
Myoblasts
_ Fibroblast-like (activated satellite
< cells)

Figure 25. Profil d’expression des fractions isolées par la méthode de preplating. PP1 a PP6
représentent les preplatings 1 a 6. SAC : Slow adherent cells (D'apres Gharaibeh et al., 2008; Lavasani
et al., 2013).

Alors qu’elles sont caractérisées chez la souris par un profil d’expression FLk-17/ Sca-

1"/desmin*/CD45/CD34  (Jankowski et al., 2001) ou CD34" associé a une plus faible
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expression de la desmine (Qu-Petersen et al., 2002; Torrente et al., 2001) chez la souris, elles
sont présentées chez I’Homme comme étant CD45/CD34"/Flk-1/Scal*/Desmine” ou CD34
(Chirieleison et al., 2012) et expriment parfois le CD133 (Alessandri et al., 2004). Ces
cellules murines bénéficient d’une trés forte capacité de prolifération in vitro, n’atteignant la
sénescence qu’apres 300 CPDs et conservant leurs caractéristiques jusqu’a 200 CPDs. Leur
potentiel de régénération in vivo apres administration IM, représenté par un grand nombre de
fibres dytrophine®, reste également stable jusqu’a 200 CPDs (Deasy et al., 2005). En plus de
la voie de différenciation myogénique, ces cellules sont capables d’emprunter d’autres voies
de différenciation, dont les voies adipogénique, ostéogénique, chondrogénique ou encore
hématopoiétique (Cao et al., 2003; Deasy et al., 2005; Huard et al., 2003; Qu-Petersen et al.,
2002; Torrente et al., 2001).

Apres injection IM chez la souris mdx, les PP6/LTPs participent efficacement a la
régénération musculaire (Deasy et al., 2005; Qu-Petersen et al., 2002). Cela s’avere toutefois
beaucoup plus modeste lors de modalités systémiques (Torrente et al., 2001). Une modeste
contribution a la régénération, bien que supérieure a celle observée avec les myoblastes, a été
rapportée pour les MDSCs humaines apres injection IM dans un modele scid/mdx

(Chirieleison et al., 2012).

g.2. Cellules MuStem

Sur la base d’une adaptation du protocole de preplating initialement décrit par 1’équipe
de Johny Huard pour I’isolement des MDSCs murines, ’'UMR 703 INRA/Oniris a isolé en
2011 une fraction de cellules a adhérence tardive a partir de muscles de chien sain (Rouger et
al., 2011). Ces cellules, nommées cMuStem, sont caractérisées par un fort potentiel
prolifératif in vitro et un phénotype de progéniteur myogénique précoce. Leur oligopotence a
été démontrée par la détection de différents types de cellules différenciées (myotubes,
adipocytes ou ostéocytes) apres avoir été placées dans des conditions d’induction spécifiques.
L’administration intramusculaire de ces cellules chez le chien dystrophinopathe GRMD
immunosupprimé a dans un 1° temps démontré leur capacité de survie et de participation a la
régénération musculaire avec la formation de fibres dystrophine® et de cellules en position
satellitaire. De facon majeure, cette étude a rapporté dans un 2™ temps que leur administration
systémique est associ€¢e a une stabilisation de 1’état clinique général des chiens transplantés
observée jusqu’a deux ans apres la transplantation (Rouger et al., 2011). Des études plus
récentes ont démontré un impact histologique positif illustré par une expression diffuse de

dystrophine sur le long terme, une augmentation de 1’activité de régénération caractérisée par

100



une persistance de fibres musculaires exprimant la myosine développementale et une
réduction de I’espace occupé par I’endomysium. En parallele de modifications au niveau des
processus impliqués dans [’homéostasie lipidique et le métabolisme énergétique, une
augmentation de la voie de dégradation dépendante de 1’ubiquitine, des interactions
structurelles entre les fibres musculaires et ’ECM ainsi qu’une réponse au stress oxydatif ont
été démontrés par des approches transcriptomiques et protéomiques (Lardenois et al., 2016;

Robriquet et al., 2015, 2016).

g-3. Myospheéres

Une population cellulaire isolée a partir de muscle dans des conditions de culture non
adhérentes a été caractérisée par une organisation particuliere sous forme de myospheres et
prend D’appellation de cellules progénitrices dérivées des myosphéres (MDPCs pour
myosphere-derived progenitor cells) (Arsic et al., 2008; Wei et al., 2011). Capables de
proliférer en suspension dans des conditions de culture sans sérum en conservant cette
morphologie, elles expriment chez ’Homme les marqueurs myogéniques CD56, Pax7, MyoD
et la desmine ainsi que les marqueurs de pluripotence Nanog, Sox2 et Oct3/4. Elles se
différencient in vitro vers les voies myogénique, ostéogénique et adipogénique (Wei et al.,
2011). Les cellules murines participent a la régénération musculaire apres administration IM
chez la souris nude 1ésée (Sarig et al., 2006; Westerman et al., 2010) mais le potentiel de

régénération in vivo des cellules humaines n’a, a ce jour, pas été décrit.

En conclusion, les différences phénotypiques et les principaux avantages et
inconvénients sont reportés dans le tableau extrait de Lorant, Saury et al., 2017 (Supplemental
Table S1), reporté en Annexe II. Malgré le nombre conséquent de populations cellulaires
présentant expérimentalement un potentiel de régénération musculaire dans des modeles
animaux de DMs ou de lésions musculaires, beaucoup n’ont pas encore été¢ clairement
identifiées chez I’Homme et seulement deux d’entre elles ont fait I’objet des 17 phases
d’EC. L’optimisation de ces thérapies innovantes reste donc plus que jamais un enjeu majeur

dans I’optique de pouvoir proposer de nouvelles stratégies pour ces maladies orphelines.
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I.1. Population cellulaire MuStem humaine

En 2005, PUMR703 INRA/Oniris a initi¢ un programme de recherche dont 1’objectif
a ét¢ d’identifier un candidat cellulaire pour le traitement de la DMD. Depuis 2011, ’'UMR a
établi et conforté 1’efficacité thérapeutique de I’injection systémique des cellules allogéniques
cMuStem dans le modele canin pertinent de la DMD (Lardenois et al., 2016; Robriquet et al.,
2015, 2016), laissant envisager un intérét a utiliser cet agent dans une démarche clinique de
TC. Par la suite, une fraction de cellules a adhérence retardée a pu étre isolée a partir de
prélevements musculaires humains. Ces cellules, nommées hMuStem, ont fait 1’objet d’une
caractérisation comportementale et phénotypique approfondie a laquelle j’ai contribué
parallelement a mes objectifs initiaux de doctorat (Lorant, Saury et al., 2017). Cette étude est

reportée en Annexe II.

Forte d’une importante capacité proliférative permettant d’assurer 25,5 + 3,5 PDs sur
38 jours d’expansion, la population hMuStem se compose de progéniteurs myogéniques
précoces d’origine périvasculaire, comme en atteste 1’expression d’une combinaison de
marqueurs myogéniques (CD56, Myf5 et desmine) et péricytaires mésenchymateux (CD140b,
CD146, ALP, CD29, CD44, CD73, CD90 et CD105). La population est par ailleurs exempte
de cellules contaminantes de type hématopoietique (absence d’expression de CD34 et CD45)
et endothélial (absence d’expression de CD31 et CD144). Outre leur capacité de
différenciation myogénique avérée, des potentiels ostéogéniques et adipogéniques ont pu étre
observés apres induction dans des milieux spécifiques. De fagon majeure, I’administration de
ces cellules dans un muscle 1€sé de souris immunodéficientes montre une capacité
d’intégration au sein du tissu musculaire et plus spécifiquement une participation active a la
régénération musculaire avec jusqu’a 80% de noyaux retrouvés dans les fibres musculaires et
la production de protéines humaines que sont la dystrophine et la spectrine. De facon
intéressante, cette étude attribue un potentiel myogénique plus important aux lots présentant

les plus forts taux de cellules CD56".

Dans cette étude publiée en 2017 dans Molecular Therapy, la population MuStem
humaine est décrite pour la 1°* fois et la proximité avec son homologue canin, utilisé lors de
la preuve de concept en 2011, conforte son positionnement de candidat a la TC. C’est sur

cette description initiale que se sont appuyés mes travaux de these.
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I.2. Division Biothérapie de la société Macopharma

La division Biothérapie de la société pharmaceutique Macopharma se positionne dans
le domaine de la médecine régénératrice. Proposant actuellement une large gamme de
produits et outils (milieux de culture et dispositifs médicaux produits dans le respect des
normes GMPs) pour le développement de thérapies cellulaires, elle bénéficie ¢galement d’une
expertise dans la standardisation et la sécurisation des processus d’amplification cellulaire. Un
contrat CIFRE offrait dans ce contexte la possibilit¢ a8 ’'UMR de consolider un partenariat

déja initié lors de la caractérisation de la population hMuStem (Robriquet et al., 2012).

La partie introductive a permis dans un 1° temps de décrire les modalités de définition
d’un PTC pour une présentation clinique ainsi que les difficultés auxquelles sont confrontées
les équipes de recherche avec la définition d’un protocole de production reproductible,
robuste, transférable a large échelle et respectueux des normes GMPs mais aussi avec la
définition du produit cellulaire en tant que tel, en termes d’identité, de potentialités ou encore
de sécurité. Dans un 2™ temps, la population cellulaire hMuStem a été décrite parmi
différents candidats a potentiel myogénique positionnés comme candidats thérapeutiques pour

le traitement de la DMD.

Mes travaux de these se sont inscrits dans la démarche de recherche translationnelle
engagée par le laboratoire afin de conforter le positionnement des cellules hMuStem comme
candidat thérapeutique pour le traitement de la DMD. Ils sont divisés en trois chapitres
principaux et abordent deux aspects de la définition d’un protocole de TC. Dans un 1 temps,
des études comparées ont été réalisées dans le but de remplacer les éléments du protocole qui
n’étaient pas compatibles avec des applications cliniques (Chapitre 1). Une étude comparée
plus approfondie a également été réalisée pour évaluer la faisabilité de I’utilisation du sérum
humain (HS) et du lysat plaquettaire (hPL) comme alternative au FBS (paragraphe 111.4.1 du
Chapitre 1 et Chapitre 2). Dans un 2™ temps, 1’impact du temps d’expansion in vitro sur les
propriétés biologiques des cellules hMuStem a été évalué par la mise en place d’une étude
longitudinale associant des études phénotypiques, fonctionnelles in vifro et transcriptomiques.
La finalit¢ de la démarche a été de définir la durée optimale d’amplification des cellules

hMuStem (Chapitre 3).
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La TC est apparue depuis quelques années comme nouvelle alternative pour le
traitement des DMs. La preuve de concept de 1’injection systémique des cellules cMuStem en
contexte allogénique chez le chien GRMD a été décrite par I’"UMR 703 PAnTher en 2011 et
traitement de la DMD. Plus récemment, I’identification et la caractérisation de leur équivalent
chez I’Homme (hMuStem), associées a la démonstration de leur potentiel de régénération in
vivo apres injection IM dans un modele murin cryolésé, ont conforté le positionnement des
cellules hMuStem comme potentiel candidat thérapeutique. Malgré ces résultats prometteurs,
la proposition d’'un PTC est conditionnée par la capacité a isoler et amplifier les cellules
hMuStem dans des conditions compatibles avec des applications cliniques, c¢’est-a-dire
n’utilisant que des composants susceptibles d’étre autorisés par les autorités compétentes dans
le cadre d’un EC de thérapie cellulaire (préférentiellement exempts d’origine animale et
produits selon les GMPs ou possédant un marquage CE), tout en maintenant les
caractéristiques des cellules MuStem initialement définies (Lorant, Saury et al., 2017). Au
début de ma these, plusieurs entités du procédé de production ont été identifiées comme ne

répondant pas a ces exigences :

1) les enzymes de digestion utilisées pour le traitement du prélevement musculaire et
I’extraction des cellules mononucléées dérivées du muscle ;

i1) I’apport nutritif d’origine animale, en 1’occurrence le FBS, constituant essentiel du
milieu de culture qui permet 1’apport de nutriments et des GFs essentiels a la
croissance cellulaire ;

1i1) I’élément matriciel d’origine animale (gélatine porcine) utilisée pour le revétement
des surfaces plastiques, nécessaire a I’adhésion et la croissance cellulaire ;

iv) la solution cryo-protectrice d’origine animale (FBS / 10% DMSO) nécessaire a la

conservation des cellules MuStem apres amplification.

Dans un contexte de recherche translationnelle, la 1% partie de mon travail de these a
consisté a définir un protocole d’isolement et d’expansion des cellules hMuStem compatible
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avec un transfert clinique, en proposant et testant des alternatives aux différentes entités
énumérées ci-dessus. Je me suis également attachée a optimiser les conditions de culture en

terme de densité d’ensemencement et donc de nombre de passages.

Le transfert vers des applications cliniques implique également la définition d’un
protocole de production a large échelle. Comme nous I’avons évoqué dans la partie
introductive, différents systemes de culture ont été proposés pour 1’amplification clinique. Les
bioréacteurs en suspension sont notamment intéressants en termes de volume d’expansion et
bénéficient de systeémes d’homogénéisation et de controle du milieu, des apports nutritifs et
des parametres physico-chimiques. Ces conditions de culture en suspension ne conviennent
cependant pas a tous les types cellulaires. Les cellules hMuStem étant originellement
cultivées dans des conditions adhérentes, une étude comparative a ét€ menée pour évaluer la

faisabilité de I’utilisation de tels systémes.

II.1. Origine des prélevements musculaires humains

Les cellules hMuStem ont été isolées a partir de prélevements musculaires
correspondant a des déchets opératoires de patients ne présentant pas de pathologie
musculaire connue (Tableau 1). D’une part, un partenariat mis en place avec le CHU de
Nantes dans le cadre d’un dossier de biocollection enregistré auprés de la Direction de la
Recherche Clinique nous a permis tout au long de ma theése d’obtenir des biopsies de muscles
posturaux (Paravertebralis) d’enfants de 12 a 19 ans atteints de scoliose malformative.
D’autre part, nous avons €galement eu acces, en moindre quantité, a des prélevements de
muscles locomoteurs (Fascia lata tensor, Quadriceps) provenant de patients plus agés (42 a
51 ans), grace a la plate-forme de ressources biologiques MyoBank qui est reliée a
I’ Association Frangaise contre les Myopathies (AFM). Tous les patients ont signé un accord
de consentement et les protocoles ont été approuvés par le Département de Recherche
Clinique du CHU de Nantes, selon les normes de I’ANSM. La conservation des échantillons

biologiques a été réalisée en accord avec les normes nationales qui concernent 1’utilisation de

tissus humains pour la recherche (Permis : MESR/DC-2010-1199; CPP/29/10).
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Tableau 1. Isolement de cellules hMuStem : source, genre, dge des donneurs, type de muscle
obtenu et conditions d’isolement.

Source Genre (F/M) Age (ans) Type de muscle Conditions
F 17 Muscle paravertébral Conditions de grade
i recherche :
M 13 Muscle paravertébral . L
- Enzyme de dissociation
F 12 Muscle paravertébral tissulaire de grade
F 15 Muscle paravertébral rechFeBrghe
F 15 Muscle paravertébral - Gélatine porcine
- Densité
M 18 Muscle paravertébral d’ensemencement élevée
(10000 cellules/cm?)
M 18 Muscle paravertébral
F 15 Muscle paravertébral
F 17 Muscle paravertébral
F 13 Muscle paravertébral
CHU Nantes M 15 Muscle paravertébral
F 15 Muscle paravertébral
M 19 Muscle paravertébral
M 17 Muscle paravertébral Conditions compatibles
avec des applications
F 16 Muscle paravertébral cliniques :
F 16 Muscle paravertébral - Enzymes de dissociation
- tissulaires de grade GMP
M 14 Muscle paravertébral “HS
M 17 Muscle paravertébral - CELLstart™
- Densité
F 17 Muscle paravertébral
P d’ensemencement 2500
F 18 Muscle paravertébral cellules/cm?
F 12 Muscle paravertébral
M 18 Muscle paravertébral
M 51 Quadriceps
F 52 Tenseur du Fascia Lata
Myobank F 42 Tenseur du Fascia Lata
M 55 Tenseur du Fascia Lata
M 58 Tenseur du Fascia Lata
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I1.2. Protocole d’isolement de la population hMuStem

Les MDCs ont été isolées a partir du protocole de grade recherche précédemment
décrit (Lorant, Saury et al., 2017) ou son adaptation pour répondre aux exigences des normes
GMPs.

Les prélevements musculaires fraichement récupérés au bloc chirurgical sont placés
jusqu’a 72 heures dans une solution de conservation d’organes (SCOT 30, Macopharma)
additionnée de 2 UlI/mL de pénicilline, 0,1 mg/mL de streptomycine et 0,25 pg/mL
d’amphotericin (PSF, Sigma-Aldrich). Les tissus sont finement dilacérés au scalpel et soumis

1 ere

a une étape de digestion enzymatique (15 min, 37°C), soit avec un cocktail de collagénase
de type VIII (2 000 U/g de tissu, Sigma-Aldrich) et de 0,2 % de hyaluronidase de type 1S
(Sigma-Aldrich) de grade recherche, soit avec de la collagénase produite selon les normes
GMP (20 PZ/g de tissu, Coger). Apres centrifugation (100 g, 5 min), le surnageant est
neutralisé avec du milieu HAM F12 (Invitrogen) contenant 20% de FBS (Eurobio) pour le
protocole de grade recherche, ou 5% de HS (EFS Nantes) pour le protocole compatible avec
la clinique. Le culot cellulaire est digéré (30 min, 37°C) avec 0,125% de Pronase E de grade
recherche (Sigma-Aldrich) ou une protéase produite selon les GMPs (1,5 PZ/g de tissu,
Coger). Les tissus digérés sont ensuite centrifugés (100 g, 5 min), le surnageant est poolé avec
celui conservé lors de la 1% digestion enzymatique et soumis a de nouvelles centrifugations
successives (300 g, 15 min). Les MDCs sont obtenues apres trois étapes successives de
filtration a travers des filtres nylon de 100-, 70- puis 40-um de diametre (BD Biosciences) et
resuspendues dans du milieu HAM F12 contenant 2% de FBS ou 10 % de HS afin de
déterminer le nombre de cellules et la viabilité grace au principe d’exclusion du bleu trypan
(VWR). Les cellules hMuStem sont isolées apres 6 jours grace a une adaptation du protocole
de preplating précédemment décrit (Lorant, Saury et al., 2017).

Les cellules sont maintenues dans des conditions standard (+37°C, atmosphere
humide, 5% CO,) dans du milieu d’amplification correspondant a un milieu produit selon les
GMPs (Macopharma), supplémenté avec 10% FBS / 1% PSF / 10 ng/mL bFGF (Miltenyi) /
25 ng/mL EGF (Miltenyi) ou 10 HS / 1 % PSF / 10 ng/mL bFGF / 2 ng/mL EGF. Les cellules
sont ensemencées sur gélatine (Biochrom) ou sur le substrat humain CELLstart™ cTS™
(Invitrogen) a 10000 ou 2500 cellules/cm?, respectivement pour le protocole de grade
recherche et le protocole compatible avec des applications cliniques. Le milieu est renouvelé

deux fois par semaine.
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I1.3. Evaluation du pouvoir prolifératif

Afin d’évaluer le comportement prolifératif des cellules hMuStem soumises aux
différentes conditions de culture, des triplicatas d’ensemencement sont réalisés a une densité
contrdlée dans les différents milieux dans des plaques 6 puits (Invitrogen) préalablement
coatées avec de la gélatine ou du CELLstart™, ou des plaques 6 puits 2 faible adhérence
(ULA pour ultra-low attachment, Corning). Lorsque les cellules atteignent la confluence dans
1’une des conditions, les cellules sont dissociées avec du TryPLE™ (Gibco) et centrifugées
(410 g, 10 min). Les cellules sont ensuite resuspendues dans leur milieu de culture et le
nombre de cellules viables est déterminé par exclusion du bleu trypan. Le nombre de PD et le
temps de doublement (DT pour doubling time) sont calculés a chaque passage grace aux
formules suivantes : APD = log(nf/n0)/log, et DT = (logoxT)/log(nf/n0), ou nO, nf et T sont
respectivement les nombres de cellules initialement ensemencées, le nombre de cellules
générées a I’issue du passage et la durée du passage en jours (Blasco et al., 1997). Le nombre

de CPD est calculé en additionnant les PDs du passage avec ceux des passages précédents.
I1.4. Analyses statistiques

Les résultats de prolifération sont présentés en valeurs de moyennes + SEM. Les
analyses statistiques ont été réalisées avec le logiciel R (version 3.3.2). Les données ont été
préalablement testées pour la normalité et 1’indépendance des échantillons avant analyse,
comme précédemment décrit (Pinheiro and Bates, 2009). Les différences statistiques ont été
calculées avec un modele linéaire a effet mixte (LME) en considérant le donneur comme
parametre aléatoire, suivi du test de comparaison multiple post-hoc de Tukey (Chow et al.,
2003). Le test de rang de Wilcoxon et le test de Friedman suivi du test de comparaison
multiple de Dunn ont été utilisés lorsque 1’indépendance et la normalité des échantillons n’ont
pu étre validées. Les différences ont été considérées comme significatives pour les p-value

suivantes : *< 0,05 ; **<0,01 ; ***<0,001.

III.1. Alternatives aux enzymes de dissociation tissulaire de grade recherche

Parmi les différentes entités identifiées de grade recherche, non utilisables dans un

protocole clinique, 1’isolement des MDCs a partir d’un prélévement tissulaire nécessite
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’utilisation d’enzymes de digestion. Apres dissociation mécanique, deux étapes de digestion
successives par action d’un mélange de collagénase VIII/Hyaluronidase de type 1S puis de la
Pronase E étaient initialement réalisées afin de dissocier efficacement les MDCs. Deux
enzymes ont été testées comme alternatives : une collagénase et une protéase (Coger). Pour ce
faire, trois prélevements musculaires issus de 3 donneurs indépendants et préalablement
dilacérés mécaniquement ont été divisés en deux parts égales et soumis en parallele a ces deux
combinaisons d’enzymes. Les rendements en MDCs puis en cellules hMuStem ont été
déterminés, respectivement a 1’issue de la derniére étape du procédé d’isolement et a 1’issue
du 1° passage suivant le protocole de preplating (P0O). D’une part, les conditions initiales de
grade recherche ont permis d’obtenir des rendements de MDCs de 0,85 & 2,05.10° cellules/gr
de tissu, alors que I’utilisation des enzymes produites selon les GMPs a permis d’obtenir des
rendements entre 0,39 et 2,45.106 cellules/gr de tissu, permettant de noter une action similaire
de ces enzymes (Figure 26A). En ce qui concerne les cellules observées a 1’issue du protocole
de preplating (P0O), les deux conditions nous ont permis d’observer des colonies de
morphologie comparable, constituées de cellules fusiformes et cellules rondes (Figure 26B),
caractéristique de la population hMuStem (Lorant, Saury et al., 2017). Les quantités de
cellules obtenues étaient également proches, entre 0,11 et 0,44.10° cellules/gr de tissu pour la
condition en grade recherche, et 0,16 et 0,45.106 cellules/gr de tissu pour la condition GMP
(Figure 26C). Bien que le faible nombre d’échantillons ne permettent pas de faire d’analyse

statistique, aucune différence ne semble se dégager de cette comparaison.
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Figure 26. Remplacement des enzymes de dissociation tissulaire de grade recherche par des
enzymes produites selon les GMPs. Rendements de production de MDCs (A, derniére étape du procédé
d’isolement). Morphologie (B) et rendements (C) en cellules hMuStem a PO. Les rendements sont
exprimés en millions de cellules par gramme de tissu musculaire, avec l’utilisation d’enzymes de
dissociation tissulaire de grade recherche (noir) ou de grade GMP (gris). n=3 donneurs indépendants.
Echelle : 100 nm.

Finalement, les rendements en MDCs et de cellules MuStem semblent plus dépendre
de la qualité et de la taille du prélevement musculaire que des enzymes utilisées, nous
permettant de valider ces enzymes de grade GMP pour I’isolement des MDCs et cellules

hMuStem.
1I1.2. Culture en conditions non adhérentes

Afin d’évaluer la faisabilité de la culture en suspension, une étude préliminaire a été
réalisée sur trois lots de cellules hMuStem placées en milieu contenant du FBS pendant 7
jours sur des supports ULA. Alors qu’une morphologie caractéristique des cellules hMuStem,
avec une majorité de cellules fusiformes et quelques cellules rondes peu adhérentes, a été
observée dans les conditions adhérentes classiques, les cellules cultivées en supports ULA
forment des spheres flottantes de tailles variées présentant un centre tres dense (Figure 27A).
En termes de taux de prolifération, des taux d’amplification supérieurs a 12 ont été observés
pour les cellules hMuStem cultivées dans des conditions adhérentes (Figure 27B). Malgré une
impression de prolifération dans les conditions non adhérentes avec une progression de la
taille des spheres au cours de la culture, trés peu de cellules ont été récupérées a 1’issue du
passage avec des taux d’amplification inférieurs a 1, indiquant que le nombre de cellules
récupérées est inférieur au nombre de cellules ensemencées. Bien que ces résultats aient été
obtenus sur un nombre limité de lots cellulaires ne nous permettant pas de réaliser de test

statistique, la différence incontestable en termes de quantité de cellules récupérées indique

que ce systeme de culture en suspension est en I’état peu adapté a I’amplification des cellules
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hMuStem. Les études suivantes ont donc €été réalis€es dans les conditions de culture

adhérentes classiques.
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Figure 27. Comparaison de ’amplification de cellules hMuStem en conditions adhérentes et non
adhérentes. Morphologie (A) et taux d’amplification (B) apres 7 jours de culture dans des conditions
adhérentes ou non adhérentes (ULA). n=3 donneurs indépendants. Echelle : 100 nm.

II1.3. Alternative a la gélatine porcine comme élément matriciel

Dans le but de présenter une alternative a la gélatine porcine initialement utilisée
comme support collagénique assurant 1’adhésion et la prolifération des cellules hMuStem, une
alternative humaine, le substrat défini CELLstart™ CTSTM, a été testée. Commercialisé par
Gibco™, il est exempt de composants d’origine animale et produit selon les normes GMPs.
Six lots de cellules hMuStem ont été cultivés parallelement sur ces deux supports pendant 4
passages de 3-4 jours, soit une durée totale de 14 jours. Une morphologie caractéristique des
cellules hMuStem, avec une grande majorité de cellules fusiformes qui s’alignent a
confluence et quelques cellules rondes, a été observée, indépendamment de la condition de
culture (Figure 28A). En termes de taux de prolifération, les cellules hMuStem ont réalisé
respectivement 23,6 + 0,6 CPD et 23,7 + 0,6 CPD en 14 jours, sur gélatine et substrat
CELLstart™ (Figure 28B), suggérant le maintien des taux de prolifération en condition
CELLstart™. Les cinétiques de prolifération dans les deux conditions sont également

comparables sur les passages précédents.
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Figure 28. Remplacement de la gélatine porcine par le substrat humain CELLstart™ CTS™.
Morphologie (A) et prolifération (B) de cellules hMuStem ensemencées sur supports de culture coatés
avec la gélatine (noir) ou le substrat humain CELLstart™ CTS™ (gris). n=6 donneurs indépendants.
Echelle : 100 nm.

Finalement, ces résultats ont permis de conforter le remplacement de la gélatine
porcine par I’alternative humaine CELLstart™ CTS™ pour I’ensemble du procédé de

production des cellules hMuStem.
[I1.4. Milieu de culture

Le milieu de culture des cellules hMuStem est composé d’une part d’un milieu de
base produit par Macopharma selon les normes GMPs, et d’autre part du FBS comme apport
nutritif. Sont également ajoutés des GFs : le bFGF et I’EGF, respectivement a hauteur de 10
ng/mL et 25 ng/mL. Bien qu’encore couramment utilisé en laboratoire de recherche mais
également en clinique, le FBS est fortement controversé en raison d’une variabilité inter-lots
tres importante, de son origine xénogénique induisant des risques immunologiques, de risques
de contamination virale ou encore de raisons €thiques (paragraphe 1.2.3.2 du Chapitre 2 de la
partie introductive). Nous avons donc dans un 1 temps testé une alternative humaine au FBS,
provenant de sources sécurisées par le systeme transfusionnel : le HS de groupe sanguin AB.
Dans une optique d’optimisation du protocole, nous avons dans un 2" temps cherché a

optimiser la concentration en GFs (bFGF et EGF).

II1.4.1. Sérum humain comme alternative au FBS pour I’expansion des

cellules hMuStem

Afin d’évaluer la faisabilité de 1’utilisation du HS comme alternative au FBS, 6 lots de

cellules hMuStem issus de donneurs indépendants ont été cultivés pendant 4 passages de 3-4
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jours pour une durée totale de 14 jours, dans du milieu de prolifération additionné de FBS ou
de HS, a des doses de 5 ou 10%. Dans un 1% temps, des cultures composées majoritairement
de cellules fusiformes, qui s’alignent en réseaux a plus forte densité, ainsi que quelques
cellules rondes ont pu étre observées, et ce, indépendamment de la condition de culture et de
la dose de facteur nutritif (Figure 29A). A P’issue des 14 jours de culture, les CPDs ont été
exprimés en % par rapport a la condition de référence 5% FBS (Figure 29B), pour laquelle
une valeur moyenne de CPDs de 23,7 + 0,6 a été obtenue. Bien que les différences entre les
conditions soient relativement faibles (<5%), nous avons observé que le milieu supplémenté
de 5% de HS induisait une diminution significative des taux de prolifération par rapport a la
condition de référence (p<0,01). Néanmoins, bien qu’aucun avantage significatif n’ait été
observé en augmentant la dose de FBS de 5 a 10%), les taux de prolifération dans la condition
10 % de HS sont apparus significativement supérieurs a la condition 5% HS (p<0,001), mais

également a la condition de référence 5% FBS (p<0,001).
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Figure 29. Remplacement du FBS par un dérivé sanguin humain, le sérum humain. Morphologie
(A) et prolifération (B) des cellules hMuStem (n=6 donneurs indépendants) maintenues en culture
pendant 14 jours en FBS (condition de référence) ou en HS, a des doses de 5 ou 10%. Echelle : 100
nm. LME puis test Tukey, "p<0,01 et °p<0,001 par rapport a la condition de référence 5% FBS et
*#%p<0,001.

Ces résultats ont permis de montrer que le HS pouvait assurer la prolifération des

cellules hMuStem, 2 des taux comparables au FBS. L’inclusion de ce HS d&s les 1% phases
de I’isolement ainsi que I’impact sur les propriétés des cellules hMuStem (clonogénicité,

engagement myogénique, phénotype et oligopotence) seront présentés dans le Chapitre 2.
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II1.4.2. Facteurs de croissance

Les résultats précédents ayant permis de valider la dose de 10% de HS pour remplacer
les 5% de FBS, nous nous sommes ensuite demandés si les fortes doses de GFs bFGF (10
ng/mL) et EGF (25 ng/mL) initialement ajoutées étaient toujours nécessaires. Trois lots de
cellules hMuStem ont été cultivés pendant 14 jours dans différentes conditions de cytokines.
Les résultats de prolifération présentés sur la Figure 30 sont exprimés en facteurs
d’amplification cumulés (en % par rapport a la condition de référence). Dans un 1% temps,
nous avons observé que le potentiel prolifératif des cellules hMuStem en absence de cytokine
était fortement impacté, avec une diminution moyenne de 58,5% par rapport a la condition de
référence, indiquant que 1’ajout de ces cytokines apportait un réel avantage en termes de
prolifération. Afin d’identifier I’implication de ces deux cytokines dans cet effet, des effets
doses de bFGF (5§ et 10 ng/mL) et d’EGF (2 a 25 ng/mL) ont été réalisés. En présence
respectivement de 5 et 10 ng/mL de bFGF, la prolifération est restaurée a des taux de 95,4 +
10,6 % et de 103,0 £ 5,4 % par rapport a la condition de référence. L’ajout d’EGF induit
également une augmentation significative de la prolifération par rapport a la condition sans
cytokine (p<0,001), et ce des la plus faible dose (2 ng/mL). L’augmentation de la dose ne
s’accompagne en revanche pas d’effet additionnel. L’ajout d’EGF seul ne permet néanmoins
pas de restaurer les taux de prolifération obtenus dans la condition de référence, avec des taux
de prolifération de 56,1 % *+ 7,0 %. Ces résultats indiquent que le bFGF est majoritairement
impliqué dans la stimulation de la prolifération des cellules hMuStem. Bien que ’ajout de
bFGF restaure totalement les taux de prolifération, nous avons conservé la plus faible dose
d’EGF afin de conserver les cytokines ajoutées dans le milieu lors de la preuve de concept
chez le chien. Les taux de prolifération étant plus homogenes dans la condition 10 ng/mL,
nous avons finalement sélectionné le cocktail de cytokines suivant : 10 ng/mL de bFGF et 2

ng/mL d’EGF.
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Figure 30. Influence de la dose de cytokines additionnelles sur le potentiel prolifératif des
cellules hMuStem. Trois lots de cellules hMuStem (n=3 donneurs indépendants) ont été cultivés
pendant 14 jours dans différentes conditions de cytokines. Les résultats sont exprimés en facteurs
d’amplification (en % par rapport a la condition de référence). LME et test de Tukey, “p<0,001 par
rapport a la condition de référence et ***p<0,001.

II1.5. Optimisation de la densité d’ensemencement

Conditionnant le nombre de passages, c’est-a-dire le nombre de soumissions a la
digestion enzymatique nécessaire au décollement des cellules puis a leur ré-ensemencement
sur un nouveau support de culture, le choix de la densité cellulaire d’ensemencement apparait
comme un parametre clé du protocole de production d’un produit cellulaire. Les cellules
hMuStem, initialement ensemencées a une densité élevée (10 000 cellules/cm?), atteignaient
rapidement la confluence, nécessitant un passage tous les 3-4 jours (Lorant, Saury et al.,
2017). Apres optimisation et enrichissement du milieu de culture avec ’inclusion du HS, nous
avons évalué la capacité de prolifération des cellules hMuStem a des densités plus faibles, a
savoir 5000 et 1000 cellules/cm2. Trois lots de cellules hMuStem (n=3 donneurs
indépendants) ont été ensemencés a ces différentes densités, et les passages ont été réalisés
lorsque le tapis cellulaire atteignait environ 80% de confluence, sur une durée finale de 14
jours. Alors que quatre passages ont di étre réalisés pour les conditions 10 000 et 5 000
cellules/cm?, seulement deux passages ont été nécessaires pour la condition 1 000
cellules/cm?. De plus, alors que les cellules ensemencées a 10 000 cellules/cm? ont réalisé de
10,8 a 11,6 CPDs, celles ensemencées respectivement a 5 000 et 1 000 cellules/cm? ont réalisé
11,4 2 14,2 CPDs et 11,8 a 13,8 CPDs (Figure 31), et ce, sans altération de la morphologie.
Cela correspond en moyenne a deux CPDs supplémentaires dans ces conditions de faible
densité par rapport a la condition de référence. Bien que le faible nombre d’échantillons ne

permette pas d’observer de différence significative, ces résultats suggerent que la diminution
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de la densité d’ensemencement serait un avantage en termes de prolifération et de nombre de

passages.
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Figure 31. Influence de la densité cellulaire d’ensemencement sur le potentiel prolifératif des
cellules hMuStem. Trois lots de cellules hMuStem (n=3 donneurs indépendants) ont été ensemencés
a différentes densités (10 000, 5 000 et 1 000 cellules/cm?) pendant plusieurs passages et sur une durée
totale de 14 jours. Les résultats sont présentés en CPDs.

Pour des raisons pratiques de taille de supports a ensemencer, nous avons sélectionné

une densité cellulaire d’ensemencement intermédiaire de 2 500 cellules/cm?2.
[II.6. Remplacement de la solution de cryo-conservation

Afin de préserver D'intégrité des cellules au cours de la congélation (-150°C), les
cellules hMuStem étaient initialement conservées dans un milieu cryo-protecteur constitué de
10% de DMSO et de 90% de FBS. Afin de remplacer le FBS a cette derniere étape du procédé
de production, une étude comparative de viabilité et de prolifération a été réalisée avec le
milieu chimiquement défini et commercialisé par Gibco™™ Synth-a-Freeze® CTS™, lequel est
exempt de tout composé protéique ou sé€rique et produit selon les normes GMPs. Sept lots de
cellules hMuStem ont ainsi été congelés parallelement dans les deux conditions de
congélation a P3, en ampoules de 1.10° cellules. La viabilité 2 la décongélation et les
capacités de prolifération sur trois passages post-décongélation ont été évalués a deux temps
de cinétique : 3 et 6 mois. Des ampoules supplémentaires ont également été congelées pour
une comparaison a des temps plus tardifs (12, 24 et 36 mois), mais n’ont pu étre traitées
durant le temps imparti de la these. Les taux de mortalité a 3 et 6 mois post-décongélation
étaient respectivement de 7,8 + 1,3 % et 6,4 £ 1,5 % en FBS/DMSO et de 5,6 £ 1,0 % et 7,0 £+
1,9 % en Synth-a-Freeze®, indiquant que le Synth-a-Freeze n’altére pas la viabilité (Figure

32A). De plus, nous avons pu observer des morphologies spécifiques des cellules hMuStem,
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comparables entre les deux conditions de congélation (Figure 32B). Quant aux taux de
prolifération, les cellules hMuStem ont réalisé respectivement 7,8 + 0,2 CPDs et 7,7 £ 0,2
CPDs dans les conditions FBS/DMSO et Synth-a-Freeze® 2 3 mois post-congélation, ainsi
que 7,8 £ 0,4 CPDs et 7,6 £ 0,4 CPDs a 6 mois post-congélation. Cela indique le maintien du
potentiel prolifératif entre les deux conditions de congélation, mais également au cours du
temps de congélation (Figure 32C). Malgré 1’absence de données pour des temps de
conservation plus tardifs (> 6 mois), aucune différence significative n’a été observée au
niveau viabilité et prolifération entre les deux conditions de congélation, nous permettant de
valider le Synth-a-Freeze® comme alternative au FBS/DMSO pour la congélation des cellules

hMuStem.

A B FBS/DMSO C

Synth-a-Freeze®

Mortality (%)

3 months 6 months 3 " 5 "
Em FBSDMSO | Synth-a-freeze® months months

Figure 32. Remplacement du milieu de congélation FBS/DMSO des cellules hMuStem par le
milien Synth-a-Freeze®. Viabilité a la décongélation (A), morphologie (B) et taux de prolifération
trois passages post-décongélation (C) de cellules hMuStem préalablement congelées (3 et 6 mois) en
FBS/DMSO ou Synth-a-Freeze®. n=7 donneurs indépendants. Echelle : 100 nm.

II1.7. Reproductibilité du protocole d’isolement et d’amplification des cellules

hMuStem

Afin de s’assurer de la reproductibilité du protocole d’isolement et d’amplification des
cellules hMuStem selon les nouvelles conditions de culture, comprenant entre autres les
enzymes de dissociation tissulaire de grade GMP, le substrat humain CELLstart' ™ CTS™, le
milieu de culture optimisé (HS, concentration en GFs) et la densité d’ensemencement (2 500
cellules/cm?), 21 lots de cellules ont été générés grace a I’approvisionnement en biopsies
musculaires provenant de deux sources : le service de clinique pédiatrique du CHU de Nantes,
qui nous a permis de récupérer des prélevements de muscle paravertébral de jeunes donneurs

(13 a 19 ans) et la plate-forme commune de ressources biologiques Myobank sur le site de

I’Institut de Myologie (Paris) qui a représenté une source de biopsies de muscles locomoteurs
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et de donneurs plus agés (> 42 ans). Les rendements en MDCs et en cellules hMuStem a P1

sont reportés dans le Tableau 2.

Tableau 2. Isolement de cellules hMuStem : source, genre, dge des donneurs, type/quantité de
muscle obtenu et rendements d’isolements en MDCs et cellules hMuStem.

Quantité Rendement Rendement Durée
Source Genre (:ﬁ:) Type de muscle de muscle | MDCs (.106/g hMuStem P1
(g) de tissu) (.106/g de tissu) | (jours)

M 18 | Muscle paravertébral 4,3 1,2 0,131 10

F 15 | Muscle paravertébral 1,5 2,44 0,205 7

F 17 Muscle paravertébral 2,1 1,9 0,179 6

F 13 | Muscle paravertébral 1,55 3,096 0,377 7

M 15 | Muscle paravertébral 2,5 1,760 0,517 6

F 15 | Muscle paravertébral 1,7 0,680 0,694 7

Servicede | M 19 | Muscle paravertébral 1,8 0,250 0,111 10

chirurgie M 17 | Muscle paravertébral 272 0,529 0,007 6
pédiatrique - - ’

du CHU de F 16 | Muscle paravertébral 1,4 0,714 0,143 6

Nantes F 16 | Muscle paravertébral 0,69 2,087 1,478 7

M 14 | Muscle paravertébral 1,27 2,400 0,231 7

M 17 Muscle paravertébral 1,8 0,269 0,037 7

F 17 | Muscle paravertébral 2,6 0,600 0,021 7

F 18 Muscle paravertébral 1,3 0,169 0,046 8

F 12 | Muscle paravertébral 1,8 0,520 0,170 7

M 18 | Muscle paravertébral 2,5 0,392 0,160 7

M 51 Quadriceps 0,9 1,200 1,989 9

F 52 | Tenseur du Fascia Lata 1,8 0,606 0,027 10

Myobank F 42 | Tenseur du Fascia Lata 1,3 1,138 1,192 7

M 55 | Tenseur du Fascia Lata 3,4 0,510 0,021 7

M 58 | Tenseur du Fascia Lata 2,5 0,896 0,080 7

Dans un 1 temps, nous avons observé des rendements moyens en MDCs de 1,19 +
0,24.10° et 0,87 + 0,14.10%g de tissu respectivement pour les prélévements jeunes/posturaux
et agés/locomoteurs et des valeurs médianes de 0,70 et 0,90 MDCs/g de muscle (Figure 33A).
En ce qui concerne les cellules hMuStem, nous avons pu obtenir des rendements moyens de
028 + 0,09 et 0,66 + 040.10% de tissu respectivement pour les prélévements
jeunes/posturaux et agés/locomoteurs et des valeurs médianes de 0,17 et 0,08 hMuStem/g de

muscle (Figure 33B).
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Figure 33. Expression des rendements en MDCs et hMuStem en fonction de différents
parametres : (A-B) en fonction de la source des prélevements (muscle postural de jeunes donneurs
versus muscle locomoteur de donneurs agés), (C-D) en fonction de la masse du prélevement
musculaire. Rendements en cellules hMuStem en fonction de celui en MDC:s (E) ou de la durée de la
1" phase d’expansion P1 (F).

Ces résultats ont dévoilé une importante hétérogénéité de rendements, retrouvée dans
les deux sources de prélevements et donc indépendante de la nature du muscle ou de 1’age du
donneur. Nous avons souhaité savoir si nous pouvions déterminer d’autres facteurs
influengant les rendements en MDCs ou cellules hMuStem. En reportant ces rendements en
fonction de la masse du prélevement biologique (respectivement Figure 33C et Figure 33D),

nous avons pu observer une répartition aléatoire des données, démontrant une absence de

corrélation entre ces deux parametres. De la méme facon, il ne semble pas y avoir de
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corrélation entre le rendement de cellules hMuStem a P1 et celui de MDCs a I’issue de
I’isolement pour les prélevements jeunes/posturaux (Figure 33E), ni entre le rendement de
cellules hMuStem et le temps du 1% passage P1 (Figure 33F). Néanmoins, il semble y avoir
une corrélation significative entre le rendement de cellules hMuStem a P1 et celui de MDCs a
I’issue de I’isolement pour les prélevements agés/locomoteurs (r = 0,9143, p<0,05), mais cela
pourrait étre di au faible nombre de prélevements traités (Figure 33E). D’autres parametres,
dont la qualité du prélevement musculaire ou encore I’expérimentateur, pourraient avoir un
impact sur le rendement mais les données actuelles ne permettent pas de I’évaluer. Ces
résultats relevent une réelle difficulté a prévoir le rendement d’isolement malgré des

procédures bien définies.

Dans un 2" temps, une étude de prolifération a été réalisée apres isolement des
cellules hMuStem, afin d’évaluer la reproductibilité du protocole d’amplification. A
I’exception des lots S15-46 (MyoBank-AFM) et S16-06 (CHU, Nantes), et malgré les
différences en termes de rendements d’isolement, les taux d’amplification sont apparus
relativement homogenes au cours des 1% phases d’amplification (Figure 34A). Cela a été
confirmé par la détermination des DTs moyens, qui sont de 1,20 + 0,07 jours a P2, 1,05 + 0,06
jours a P3 et 1,11 + 0,04 jours a P4. Ils commencent a augmenter des P5 avec une valeur
moyenne de 1,32 + 0,13 jours a P5 et 1,83 £ 0,26 jours a P6 (Figure 34B). De facon
intéressante, nous avons également observé que les 5 prélevements issus de Myobank-AFM
avaient tendance a présenter des DTs supérieurs a ceux issus du CHU de Nantes, et ce, des les
passages précoces (1,22 + 0,14 jours vs. 1,00 £ 0,06 jours a P3; 1,29 £+ 0,07 jours vs. 1,06 +
0,04 jours a P4). Ces différences s’accentuent sur les passages suivants, avec des DTs de 1,92
+ 0,36 jours vs. 1,13 + 0,08 jours a P5 et 2,97 + 0,89 jours vs. 1,48 + 0,13 jours a P6. Ces
résultats ont révélé un potentiel prolifératif inférieur des lots isolés a partir des prélevements
Myobank-AFM (muscle locomoteurs de donneurs agés) par rapport aux lots isolés a partir de
muscles posturaux de jeunes donneurs. Deux variables intervenant dans cette étude, a savoir
I’age du donneur et le type de muscle, des isolements supplémentaires seront nécessaires pour
conclure sur un éventuel effet de I’age et/ou du type de muscle. Afin de se rapprocher du
schéma d’un EC, il apparait aujourd’hui nécessaire d’évaluer la capacité¢ d’isolement et le
potentiel d’amplification des cellules hMuStem idéalement isolées a partir de biopsies de
muscle locomoteur de jeunes patients (<15 ans). Cette étude sera toutefois poursuivie dans la
mesure ol il n’est & ce jour pas exclu que les parents puissent étre considérés comme

donneurs.
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Figure 34. Potentiel prolifératif des cellules hMuStem dans les conditions de culture définies
précédemment. Nombre de doublement de population cumulés (CPDs, A) et temps de doublement
(DT, B) des 17 phases d’amplification (P2 a P6) pour les cellules hMuStem issues de muscles
posturaux de jeunes donneurs (CHU Nantes, noir) ou de muscles locomoteurs de donneurs plus agés
(Myobank-AFM, orange). Les dates de passages sont reportées avec des points rouges (P4) ou bleus
(P5).

Dans I’hypothése d’un dessin d’EC comprenant 4 injections successives sur des
enfants 4gés de 7 & 8 ans (poids d’environ 25 kg) et un intervalle de doses compris entre 5.10°
et 2.10 cellules/kg (en fonction de la quantité et de la qualité du prélevement), le nombre de
cellules nécessaire pour le protocole s’éléverait entre 5.10° et 2.10” cellules. Les contrdles
qualité nécessitant potentiellement autant de cellules, le nombre de cellules nécessaire
s’éléverait entre 1.10” et 4.10” cellules. A ce jour, les isolements nous permettent d’obtenir en
moyenne 1.10° cellules hMuStem/gr de tissu a I’issue du 1* passage. Quinze CPDs (Figure
34A) seront nécessaires pour générer plus de 4.10° cellules a partir de deux biopsies d’1 gr.
Cela correspond a des temps de culture de 12,5 a 16 jours apres le 1 passage pour les lots
jeunes/muscle posturaux alors que cela correspond a des temps de culture de 16 a 20 jours
pour les lots agés/muscles locomoteurs. Ces valeurs correspondent également a un nombre de

passage compris entre P4 et PS5, ce qui confirme la faisabilit¢ d’un EC avec un nombre de

cellules hMuStem suffisant a partir de 2 gr de tissu musculaire prélevés sur un donneur.

Ces résultats ont fait [’objet d’un poster présenté au 5 congrés international

Myology en mars 2016 a Lyon.
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Malgré la définition de conditions de culture capables d’assurer 1’amplification des
cellules hMuStem dans le respect des normes GMPs, il convient de s’assurer que celles-ci
permettent le maintien des propriétés des cellules hMuStem ainsi isolées et amplifiées. Les
données sur la population humaine publiées au cours de ma these (Lorant, Saury et al., 2017)
ont positionné les cellules hMuStem comme des progéniteurs myogéniques précoces
d’origine périvasculaire/mésenchymateuse, capables, en sus de leur engagement myogénique,
de se différencier vers les voies adipo- et ostéogéniques. La 2"* partie de ma thése a consisté

a évaluer I’'impact de ces nouvelles conditions de culture sur ces propriétés.

Le HS, et notamment de groupe sanguin AB, en tant que produit sanguin humain,
entre en compétition avec les besoins transfusionnels. L’approvisionnement apparait
aujourd’hui relativement difficile pour la communauté scientifique. Afin de se préparer a faire
face a une potentielle indisponibilité de ce produit sanguin, nous avons souhaité tester une
autre alternative. Le hPL, plasma humain enrichi en GFs d’origine plaquettaire, bénéficie
également de la sécurisation du systeme transfusionnel et a aujourd’hui été approuvé par de
nombreuses équipes travaillant notamment sur les MSCs, et ce jusqu’en clinique. De
nombreuses études ont de plus démontré la sécurité et I’efficacité de 1’utilisation de produits
plaquettaires dont la date limite d’utilisation pour la transfusion était dépassée, proposant ainsi
la valorisation d’un produit qui aurait été jeté et sans entrer en compétition avec les besoins
transfusionnels (paragraphe 1[.2.3.2 du Chapitre 2 de la partie introductive). La division
Biothérapie de Macopharma s’est récemment positionnée sur ce marché et propose un hPL

caractérisé et standardisé de grade clinique (Viau et al., 2017b). La pnde

partie de ma these a
donc également consisté a comparer 1’utilisation du hPL a celle du HS pour I’isolement et

I’amplification des cellules hMuStem.

Le détail du matériel et méthodes utilisés étant décrit dans I’article joint ci-apres, seul
un résumé des principaux points méthodologiques sera présenté ici.
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Comme décrit précédemment, le partenariat mis en place avec le CHU de Nantes nous
a permis d’obtenir des prélévements musculaires de muscles posturaux de jeunes patients, ne
présentant pas de pathologie musculaire et opérés principalement dans un contexte de scoliose
aigiie. La variabilité des échantillons en termes de taille et de qualité a néanmoins engendré
une difficulté a obtenir des prélevements en quantité suffisante pour réaliser différents
isolements en parallele permettant de tester plusieurs conditions. Nous n’avons en effet pu
obtenir que 3 biopsies de taille suffisante pour réaliser deux isolements en parallele pour
I’é¢tude comparative du hPL et HS et n’avons donc pas pu comparer directement avec la
condition de référence (FBS). Nous avons donc dans un 1 temps comparé les propriétés de
trois lots de cellules hMuStem isolées et amplifiées parallelement en HS (hMuStem cells™) et
en hPL (hMuStem cells"™™), notamment par une étude de prolifération sur le long terme, des
analyses phénotypiques (immunocytochimie, cytométrie en flux) ainsi qu’une analyse
trancriptomique haut-débit par la technique de DGE-Seq (digital 3’-gene expression
sequencing). Ce dernier projet a été réalisé dans le cadre d’une collaboration avec la plate-
forme iPSC de Nantes (IRS-UN, L. David) et pour laquelle nous avons pu bénéficier de
I’expertise d’Aurélie Lardenois, bio-informaticienne au sein de ’'UMR 703. L’engagement
myogénique a ét€ évalué dans des conditions de différenciation spontanée en contexte
d’appauvrissement en sérum mais également dans un contexte de co-culture avec une lignée
murine dystrophique. Le faible nombre d’échantillons ne nous permettant pas de statuer
statistiquement, nous avons ensuite reproduit ces études comparatives sur 6 autres lots de
cellules hMuStem, isolées et amplifiées en HS puis maintenues dans cette condition
(hMuStem cells"™"™) ou cultivées en hPL (hMuStem cells"™™™"). La déplétion ou I’ajout de
certains facteurs du hPL (TGF-B1, fibrinogene, héparine) nous ont par la suite permis
d’approfondir les modalités d’utilisation du hPL comme possible alternative pour la culture

des cellules hMuStem.

Dans cette étude, nous comparons les caractéristiques des cellules hMuStem isolées et
amplifiées dans deux milieux de culture compatibles avec une application clinique, contenant
10% de HS ou de hPL. Nous montrons dans un 1¥ temps que ces deux éléments nutritifs sont
capables de supporter I’isolement et la prolifération des cellules hMuStem a des taux

comparables voire supérieurs a ceux initialement obtenus dans la condition de référence

utilisant du FBS. Sur le plan phénotypique, nous établissons qu’a I’image des cellules
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hMuStem cells™®, 1a population hMuStem cells™ se compose de progéniteurs myogéniques
précoces d’origine périvasculaire et mésenchymateuse. Les cellules hMuStem™™ partagent ce
phénotype mais sont néanmoins moins engagées dans le programme myogénique, comme le
démontre la moindre expression des facteurs de régulation myogénique Myf5, MyoD et le
filament intermédiaire desmine. Dans le méme sens, alors que nous observons des indices de
fusion (FI pour fusion index) supérieurs a 17,6 % pour les cellules hMuStem"™, moins de 4,9
% des cellules hMuStem™" sont capables de fusionner. Seuls 9 genes sur plus de 14 000
séquencés ont été identifiés par 1’étude transcriptomique comme différentiellement exprimés
entre les deux conditions de culture, confirmant la proximité des deux populations cellulaires
générées. Les capacités de différenciation adipogénique et ostéogénique des cellules sont
maintenues dans les deux conditions de culture. Dans un 2™ temps, nous avons
statistiquement confirmé les observations précédentes en évaluant I’impact du milieu hPL sur
6 autres lots de cellules hMuStem™. Alors que le TGF-B1 présent en plus forte quantité dans
le hPL que dans le HS ne semble pas étre impliqué dans la limitation de la différenciation
myogénique, nous avons pu identifier ’héparine comme facteur limitant. Ainsi, ’utilisation
de hPL défibrinogéné (hPLfd) permet d’observer des taux de fusion plus €levés (16,5 £ 1,9 %).
De facon intéressante, nous proposons également un protocole alternatif en deux étapes
comprenant une 1% étape d’isolement et d’amplification en milieu supplémenté de hPL pour
favoriser la prolifération des cellules dans un état peu différencié, puis une pime étape de

conditionnement pendant un passage en milieu conditionné de hPL™ afin de potentialiser la

myogénicité des cellules hMuStem.

Ces résultats font [’objet d’un article soumis a Stem Cell Research and Therapy

(Bubmission ID : SCRT-D-17-00567).
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Abstract

Background: Canine MuStem cells show demonstrated regenerative efficacy in a dog model
of muscular dystrophy, and the recent characterization of human counterparts (hMuStem)
have highlighted the therapeutic potential of this muscle-derived stem cell population. To
date, these cells have only been generated in research-grade conditions. However, evaluation
of the clinical efficacy of any such therapy will require the production of hMuStem cells in
compliance with good manufacturing practices (GMPs). Because the current use of fetal
bovine serum (FBS) to isolate and expand hMuStem cells raises several ethical, safety, and
supply concerns, we assessed the use of 2 alternative xeno-free blood derivatives; human

serum (HS) and a human platelet lysate (hPL).

Methods: hMuStem cells were isolated and expanded in vitro in either HS- or hPL-
supplemented media and proliferation rate, clonogenicity, myogenic commitment potential,
and oligopotency compared with that observed in FBS-supplemented medium. Flow
cytometry and high throughput 3’-digital gene expression RNA-sequencing were used to
characterize the phenotype and global gene expression pattern of hMuStem cells cultured with

HS or hPL.

Results: HS- and hPL-supplemented media both supported the isolation and long-term
proliferation of hMuStem cells. Compared with FBS-based medium, both supplements
enhanced clonogenicity and allowed for a reduction in growth factor supplementation. Neither
supplement altered the cell lineage pattern of hMuStem cells. In vitro differentiation assays
revealed a decrease in myogenic commitment and in the fusion ability of hMuStem cells
when cultured with hPL. In return, this reduction of myogenic potential in hPL-supplemented
cultures was rapidly reversed by substitution of hPL with HS or fibrinogen-depleted hPL.
Moreover, culture of hMuStem cells in hPL hydrogel and fibrinogen-depleted hPL
demonstrated that myogenic differentiation potential is maintained in heparin-free hPL

derivatives.

Conclusion: Our findings indicate that HS and hPL are efficient and viable alternatives to

FBS for the preparation of hMuStem cell batches in compliance with GMPs.

Keywords: Adult stem cells, platelet lysate, human serum, muscle disease, cell therapy, good

manufacturing practice

126



Background

In the last decade, the proof of concept of regenerative medicine for muscular dystrophies has
been demonstrated using a variety of tissue-resident stem cell populations [1-8]. Preclinical
findings have identified certain stem cell populations as promising candidates for the
treatment of a variety of devastating and currently incurable diseases [9,10]. Owing to their
relative scarcity in adult tissues, generating sufficient numbers of cells for clinical
applications involves a protracted ex vivo expansion period. Moreover, given that the in vitro
environment can alter the intrinsic features of stem cells, special care is required to ensure the
safety and reparative efficacy of cultured stem cells. It is therefore important to define the
appropriate culture conditions required to produce cell batches for clinical use in compliance

with Good Manufacturing Practice (GMP) standards [11,12].

Fetal bovine serum (FBS) has been traditionally used in vitro as a source of growth factors
(GF) and other elements essential for cell adhesion and proliferation [13]. However, its use
has raised several concerns in recent years. FBS is not only a potential source of
contamination by pathogens such as viruses, mycoplasmas, and prions, but can also increase
cell immunogenicity as a result of the internalization of animal proteins during in vitro
expansion [14—18]. In one cell therapy trial, antibodies against FBS proteins were detected in
1 out of 6 patients following cell infusion [19]. Other disadvantages include the significant
batch-to-batch variation of FBS, and the possibility that the growing demand for FBS may
soon exceed supply capacity [16,20,21]. Finally, the use of FBS raises several ethical
concerns pertaining to serum harvesting practices and animal suffering [16,22]. Taken
together, these issues underscore the need for alternative clinically transferable in vitro cell
expansion protocols. Researchers have sought to develop fully defined media that can
efficiently support cell proliferation, but with only partial success [23-25]. A variety of
human blood derivatives including serum, platelet, and plasma concentrates have been tested,
mainly using mesenchymal stem cells (MSCs). Some authors have proposed the use of human
serum (HS) of both autologous and allogeneic origin [26—33], although studies have reported
limited growth of MSCs cultured with allogeneic serum [18,31]. While HS of autologous
origin may be ideal to avoid potential immune cross-reactions, its use is limited by difficulties
associated with the quality control of individual sera and the limited availability of large
quantities required for clinical applications [25]. Other proposed alternatives include pooled
human AB-serum (i.e., from type AB donors) [26,28,33,34] and human platelet lysate (hPL),
which contains a higher concentration of GFs than other serum substitutes such as FBS and
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platelet-rich plasma (PRP) [35]. In the case of hPL, heterogeneous biological effects have
been reported owing to significant inter-laboratory variability in the preparation processes
(resulting in variability in platelet concentrate units and platelet concentrations), as well as the
presence of leukocytes, anticoagulants, and activators [36—40]. Both HS and hPL have been
widely reported to promote the proliferation of MSCs and to maintain their capacity for multi-
lineage differentiation toward adipogenic, osteogenic, and chondrogenic lineages [26,41-46],
although certain hPL and PRP preparations may favor osteogenic differentiation [42,47].
Little data has been generated using myogenic cell cultures. Culture of primary human
myoblasts in hPL-supplemented media results in poor differentiation, perhaps due to the lack
of unidentified myogenesis-promoting factors present in FBS [48]. Mainly due to the presence
of platelet-derived growth factor (PDGF), PRP promotes the growth of human muscle-derived
progenitor cells (hMDPCs), including pre-plated MDPCs, myo-endothelial cells, and
pericytes, while maintaining stemness [49]. Moreover, in vitro expansion in PRP-
supplemented media causes no changes in the osteogenic, chondrogenic, or myogenic
differentiation abilities of hMDPCs, or in their potential for in vivo myofiber regeneration.
The combination of PRP and decorin, an inhibitor of transforming growth factor beta-1 (TGF-
B1), promotes proliferation and stimulates myogenic commitment in human myoblasts in
vitro [50]. Finally, in the C2C12 immortalized mouse myoblast cell line, platelet-derived
preparations rich in GFs stimulate the expression of late myogenic markers and intermediate

filament proteins such as myosin heavy-chain (MyHC), desmin, and vimentin [51].

Based on their initial delayed adhesion properties, we isolated and characterized a population
of adult stem cells (named MuStem cells) from healthy dog skeletal muscle, and demonstrated
their efficacy following vascular delivery into the clinically relevant dog model of Duchenne
Muscular Dystrophy (DMD), in which we observed persistent clinical stabilization and
significant muscle repair [52-55]. More recently, we isolated and extensively characterized
the human counterparts of these cells (hMuStem cells), and demonstrated their regenerative
ability when delivered into injured muscle [56]. Taken together, these preclinical data point to
hMuStem cells as a promising therapeutic candidate for patients with muscular dystrophy.
However, the aforementioned findings were obtained using hMuStem cells generated in
research-grade conditions, limiting their value as supportive data in submissions to regulatory
agencies. In this study, we evaluated the effects on hMuStem cell features of 2 human blood
derivatives used as FBS substitutes for the culture of stem cells. We evaluated the effects of

pooled AB-HS (hereafter referred to as HS) and standardized, commercially available,
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clinical-grade hPL on hMuStem cell isolation and on the in vitro proliferation rate,

clonogenicity, differentiation ability, and phenotype of hMuStem cells.

Methods

Human skeletal muscle tissue

hMuStem cells were isolated from Paravertebralis muscle biopsies from 12 patients (aged
13—19 years) who were free of known muscular disease and underwent surgery for acute
scoliosis at the Department of Pediatric Surgery of the Centre Hospitalier Universitaire
(CHU), Nantes (France) (Table 1). All patients provided written informed consent. All
protocols were approved by the Clinical Research Department of the CHU (Nantes, France),
in accordance with the rules of the French Regulatory Health Authorities. Biological sample
banking was compliant with national guidelines for the use of human tissue for research

(Permit numbers: MESR/DC-2010-1199; CPP/29/10).

Table 1. Donor age and sex, and medium type used for in vitro preparation of hMuStem

cells
D Donor Nutrient used in medium § ample
Sex
number Age Isolation  Expansion name
#1 15 F
#2 15 F FBS FBS hMuStem cells™>
#3 18 M
#4 13 F
#5 15 F HS HS hMuStem cells™
#6 19 M
#4 13 F
#5 15 F hPL hPL hMuStem cells"™"
#6 19 M
#7 15 M
48 17 M HS hMuStem cells?/H
#9 14 K HS or or
#10 18 M
#11 15 F hPL hMuStem cells™®/"P-
#12 17 F

129



hMuStem cell isolation and culture

Muscle-derived cells (MDCs) were isolated using either the previously described research-
grade protocol [56] or an adapted, GMP-compliant version thereof. Briefly, freshly obtained
muscle biopsies were stored for up to 3 days in organ preservation solution (Macopharma,
Mouvaux, France) supplemented with 2 IU/mL penicillin / 0.1 mg/mL streptomycin / 0.25
pg/mL amphotericin B (PSF; Sigma-Aldrich, St Louis, USA). Muscle tissue was finely
minced using a forceps and scalpel and enzymatically digested (15 min, 37°C) with either a
mix of research-grade collagenase type VIII (2,000 U/g of tissue; Sigma-Aldrich) and 0.2%
hyaluronidase type-1S (Sigma-Aldrich), or with GMP-compliant collagenase (20 PZ/g of
tissue; Coger, Paris, France). After centrifugation (100 X g, 5 min), the supernatant was
neutralized with F12 HAM medium (Invitrogen, Cergy-Pontoise, France) containing either
20% FBS (Eurobio, Les Ulis, France) for the research-grade protocol or 5% HS (EFS, Nantes,
France) or 5% hPL (MultiPL’100; Macopharma) for the GMP-compliant protocol. The pellet
was digested (30 min, 37°C) with either 0.125% research-grade Pronase E (Sigma-Aldrich) or
with GMP-compliant neutral protease (1.5 PZ/g of tissue; Coger). Digested tissue was then
centrifuged (100 x g, 5 min) and the supernatant was pooled with that obtained following the
first enzymatic digestion step and centrifuged for an additional 15 min at 300 x g. MDCs
were obtained after sequential filtering through 100-, 70- and 40-pm pore-diameter nylon
meshes (BD Biosciences, Franklin Lakes, NJ, USA) and resuspended in F12 HAM medium
containing either 2% FBS, 10% HS, or 10% hPL to assess cell number and viability using
Trypan blue exclusion (VWR, Strasbourg, France). hMuStem cells were isolated after 6 days
using a modified version of a previously described preplating technique [54,56]. They were
cultured under standard conditions (37°C in a humidified atmosphere containing 5% CO,) in
growth medium (GM) (Macopharma) supplemented with either 10% FBS / 1% PSF / 10
ng/mL human recombinant basic fibroblast growth factor (bFGF; Miltenyi, Bergisch
Gladbach, Germany) / 25 ng/mL human recombinant epidermal growth factor (EGF;
Miltenyi) (hMuStem cells™®), 10% HS / 1% PSF / 10 ng/mL bFGF / 2 ng/mL EGF
(hMuStem cells™), or 10% hPL / 1% PSF / 2 ng/mL EGF (hMuStem cells"™). Heparin (5
IU/mL; Sanofi-Aventis, Frankfurt, Germany) was added to hPL-supplemented media to
prevent gelation of the medium. Cells were seeded on CELLstart™ substrate (Invitrogen) at

2.5 x 10’ cells/cm? and GM was replaced twice per week.
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Three muscle biopsies (donors #4 to #6) were divided and hMuStem cells (hMuStem cells™
and hMuStem cells"™; Table 1) were isolated and cultured in parallel using medium
supplemented with HS and hPL, respectively. Given the limited number of biopsies of
sufficiently large size to divide into 2 parts, 6 other batches of hMuStem cells (donors #7 to
#12) were isolated using HS and then cultured either with HS or hPL and analyzed at passage
3 (P3) or 4 (P4) (corresponding to 8.3 £ 0.3 and 12.0 + 0.3 cumulative population doublings
[CPD], respectively). Expanded cells are referred to as hMuStem cells"™™ and hMuStem

HS/hPL

cells , respectively (Table 1).

In vitro proliferation kinetics

To define the proliferative properties of hMuStem cells cultured in different conditions, cells
were seeded in triplicate at 2.5 x 10* cells/cm? and dissociated with TlrprETM (Gibco, Life
Technologies, Carlsbad, USA) when the first of the 3 cell layers reached confluence. After
centrifugation (410 x g, 10 min), cells were resuspended in appropriate supplemented GM
and viable cell number was determined using Trypan blue staining. The number of population
doublings (PD) was calculated at each passage using the following formula: PD =
log(n¢/np)/1og(2), where no and ny are the number of cells initially plated and the number of
cells harvested at the end of the passage, respectively [57]. The CPD was calculated as the

sum of the PD of the passage and those of the previous passages.

Colony-forming unit assay

To evaluate the clonogenic potential of hMuStem cells, colony forming unit (CFU)-assays
were performed by plating hMuStem cells™ and hMuStem cells"™ at P4 (corresponding to
13.7-14.5 CPD for highly proliferative batches and 9.6—11.8 CPD for poorly proliferative
batches, respectively) in triplicate in gelatin-coated dishes (Corning, New York, USA) at low
density (<5 cells/cm?) and in the appropriate supplemented GM. Medium was replaced every
4 days. After 8 days, cell layers were washed with phosphate buffered saline (PBS; PAA, Les
Rumeaux, France), fixed with 4% paraformaldehyde (PFA; Sigma-Aldrich) for 10 min, and
washed twice with PBS. Colonies were stained with May-Griinwald stain (Sigma-Aldrich) for
5 min at room temperature (RT), washed with distilled water and counterstained with Giemsa
(1:20 in PBS; Sigma-Aldrich). The frequency of CFUs was determined as the mean number
of cell clusters containing at least 50 cells divided by the number of cells initially seeded and

expressed as a percentage.
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Flow cytometry analysis

Immunophenotype analyses were performed on expanded hMuStem cells™ and hMuStem

hPL
cells

(P4). Cells were incubated (30 min at 4°C in darkness) with Ab against the
appropriate cell-surface marker (Additional file 1: Table S1) and washed 3 times with PBS /
2% HS. Fluorescence minus one control samples using isotype-matched antibody (Ab) were
used as negative controls for gating and analyses for multicolor labeling. Labeled cells were
acquired using a FACS Aria flow cytometer (BD Biosciences). Data were analyzed using
FlowJo software (FlowJo, Ashland, Oregon, USA). At least 10* and 3 x 10* cells were

analyzed for single and multicolor labeling protocols, respectively.

Table S1. List of antibodies used for hMuStem cell characterization by flow cytometry analysis

Primary antibody

Compagny and reference

Corresponding isotype

CD13-PE BD Biosciences, 555392 Mouse IgG1-PE
CD29-PE BD Biosciences, 555443 Mouse IgG1-PE
CD34-PE BD Biosciences, 345802 Mouse IgG1-PE
CD44-PE BD Biosciences, 555479 Mouse IgG2b-PE
CD45-PE BD Biosciences, 555483 Mouse IgG1-PE
CD56-AF647 BD Biosciences, 562413 Mouse IgG1-AF647
CD73-PE BD Biosciences, 550257 Mouse IgG1-PE
CD90-PE BD Biosciences, 555596 Mouse IgG1-PE
CD105-PE BD Biosciences, 560839 Mouse IgG1-PE
CD140b-PE BD Biosciences, 558821 Mouse IgG2a-PE
CD144-PE BD Biosciences, 560410 Mouse IgG1-PE

CD146-PE-Cy7

BD Biosciences, 562135

Mouse I1gG1-PE-Cy7

Mouse IgG1 control-PE BD Biosciences, 555749 N/A
Mouse IgG2b control-PE BD Biosciences, 555743 N/A
Mouse IgG1 control-PE BD Biosciences, 557714 N/A
Mouse IgG1 control-PE-Cy7 BD Biosciences, 557872 N/A
Mouse IgG2a control-PE R&D Systems, ICO03P N/A
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Immunofluorescence analysis

hMuStem cells cultured in the different supplemented GM were seeded at 3 x 10* cells/cm?
on 4-well p-slides (Ibidi, Planegg, Germany) coated with CELLstart™ substrate. Twenty-four
hours later, cell layers were fixed with 4% PFA (10 min, RT), permeabilized with 0.3% Triton
X-100 (20 min, 4°C) and incubated (60 min, RT) in blocking buffer (5% goat serum in PBS).
Cells were then incubated with the appropriate Ab (listed in Additional file 2: Table S2).
Finally, cells were counterstained (15 min, 37°C) with 4',6-diamidino-2-phenylindole (DAPI)
fluorescent cell-permeable DNA probe (Life Technologies Ltd, Paisley, UK). Two large
random fields were analyzed and over 331 cells were counted per sample using Fiji image

analysis software [58].

Table S2. List of antibodies used for hMuStem cell characterization by immunocytochemistry

analysis

C Incubation ti
Primary antibody ompagny Dilution netbation thme Secondary antibody
and reference and temperature

MYF5 Abcam, Ab125078 1:200 60 min, 37°C GAR Alexa 488
MYOD Dako, M3512 1:10 60 min, 37°C GAM Alexa 488
MYOGENIN DSHB, F5D 1:10 60 min, 37°C GAM Alexa 488
DESMIN Dako, M0706 1:50 60 min, RT GAM Alexa 488
sMyHC DSHB, MF20 1:500 60 min, 37°C GAM Alexa 488
LAMIN A/C Abcam, Ab108595 1:250 60 min, 37°C GAR Alexa 550

Reverse-transcription and real-time semi-quantitative PCR

Total RNA was extracted using the RNeasy mini or micro kit following the manufacturer’s
instructions  (Qiagen, Santa Clara, CA, USA), quantified using a NanoDrop
spectrophotometer (Labtech, Wilmington, DE, USA) after DNase treatment (Ambion, Austin,
TX, USA), and converted to cDNA by reverse transcription as previously described [56].
Oligonucleotide primers used for semi-quantitative RT-PCR analysis of gene expression were
designed using Oligo Primer Analysis Software v.7 (Molecular Biology Insights Inc.,
Colorado Springs, CO, USA) and are listed in Additional file 3: Table S3. Data were
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normalized to mRNA levels of the housekeeping gene RPSI8 and were calculated using the 2

ACt method.

Table S3. List of primers used for RT-qPCR analysis

Gene T S Product Accession
e equence
symbol P 4 (bp) number
Housekeenpi For  5-ACCAAGAGGGCGGGAGAA-3'
RPSIS ousekeeping 85 NM_022551.2
gene Rev  5-CTGGGATCTTGTACTGGCGTG-3'
For  5-CCACGACCAACCCCAACCA-3'
MYF5 122 NM_005593.2
Rev  5-TCCCGGCAGGCTATAGTAGT-3'
M i For 5-TTGCCACAACGGACGACT-3'
MYODI yogene 120 NM_002478.4
genes Rev  5-AGTGCTCTTCGGGTTTCAGG-3'
For 5-TCCAGTCCTACACCTGCGAGA-3'
DES 214 NM_001927.3
Rev  5-TCCAGGGCCATCTTCACGTT-3'
Adi i For 5-ACTTCTCCAGCATTTCTACTCC-3’
PPARG tpogemic 217 NM_138712.3
gene Rev  5-ACACGACATTCAATTGCCAT-3’
. For Proprietary information
Ost P Yy
IBSP SIeogenic 88 qHSACED0002933
gene Rev Proprietary information

Digital gene expression sequencing

Total mRNA was extracted from hMuStem cells™ (n=3) and hMuStem cells""" (n=3) at P4
and processed as described above. RNA integrity was determined using the Agilent Eukaryote
Total RNA Nano kit with the 2100 Bioanalyzer (Agilent, Santa Clara, CA, USA). A high
throughput 3’ digital gene expression RNA-sequencing (DGE-seq) protocol was performed as
previously described [59]. Briefly, the libraries were prepared from 10 ng of total RNA. The
mRNA poly(A) tail was tagged with universal adapters, well-specific barcodes, and unique
molecular identifiers (UMIs) during template-switching reverse transcription. Barcoded
cDNAs from multiple samples were then pooled, amplified, and tagmented using a
transposon-fragmentation approach that enriches for 3’ ends of cDNA. A library of 350-800
base pairs (bp) was run on an Illumina HiSeq 2500 using a TruSeq Rapid SBS kit (Illumina,
San Diego, CA, USA). Sequencing-derived data were deposited in the Gene Expression
Omnibus [60] and can be accessed using GEO accession number GSE99085. Read pairs used
for analysis fulfilled the following criteria: all 16 bases of the first read must have quality
scores of at least 10 and the first 6 bases must correspond exactly to a designed well-specific

barcode. The second reads were aligned to RefSeq human mRNA sequences (hg19, obtained
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from the UCSC Genome Browser) using bwa version 0.7.4 4 with non-default parameter “-1
24”. Reads mapping to several positions in the genome were filtered out from the analysis.
Digital gene expression (DGE) profiles were generated by counting the number of unique

UMIs associated with each RefSeq gene for each sample.

Differential gene expression

Differential expression analysis was performed using the DESeq2 Bioconductor package
version 1.14.1 [61]. The data were analyzed using a multi-factor design to take into account
the differences between patients while estimating the effect attributable to culture conditions.
Genes showing significant differences in expression between hMuStem cells™ and hMuStem

hPL

cells™ ~ were identified using a fold-change threshold >2 and an adjusted p-value <0.05.

In vitro myogenic differentiation

For myogenic differentiation, hMuStem cells were seeded at 3 x 10* cells/cm? on 24-well
plates and cultured in media supplemented with either 10% HS or 10% hPL for 24 hours, after
which HS or hPL was replaced with 1% FBS (differentiation medium, DM). After 4 days,
cultures were fixed in 4% PFA, and incubated with 5% Triton X-100 (30 min, 4°C), 20% goat
serum in PBS (20 min, RT), and finally anti-human sarcomeric myosin heavy chain isoform
(sMyHC) Ab (1:500; Developmental Studies Hybridoma Bank/DSHB, Iowa City, IA, USA)
for 60 min at 37°C. Specific Ab binding was then visualized using AlexaFluor® 488-coupled
secondary Ab (1:500; Invitrogen) and nuclei were counterstained with DRAQS5 (1:1000;
Biostatus, Loughborough, UK). The fusion index (FI) was determined as the ratio of nuclei
within sSMyHC" myotubes (= 2 nuclei) to the total number of nuclei. Two random fields in

each of 3 replicate wells were analyzed and at least 651 nuclei per well were considered.

The behavior of hMuStem cells was also assessed in co-culture experiments with dystrophic
cells (D7 cell line, kindly provided by D. Yaffe from primary culture of an adult 129REJ
dy/dy mouse). After expansion in different culture conditions, hMuStem cells and D7 cells
were mixed at a ratio of 5:1 for a final density of 3 x 10* cells/cm? in Dulbecco’s Modified
Eagle Medium (DMEM; Invitrogen) / 10% FBS / 1% PSF for 1 day, after which FBS was
replaced with 2% horse serum. After 4 days, multinucleated cells were visualized as described

above by immunolabeling for sMyHC. Hybrid myotubes were detected using specific human
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lamin A/C Ab (1:500; Abcam, Cambridge, UK) and combined with AlexaFluor® 555-
coupled secondary Ab (1:200; Invitrogen).

In vitro adipogenic and osteogenic differentiation

hMuStem cells (P4) were seeded in triplicate at 3 x 10* cells/cm? and cultured in appropriate
supplemented GM for 1 day, after which they were incubated in specific adipogenic and
osteogenic cell induction media for 14 and 21 days, respectively, as previously described [62].
Adipogenic differentiation was determined by the detection of small neutral lipid vesicles
after staining with Nile Red and quantified using AdipoRed™ Assay Reagent (Lonza,
Walkersville, MD, USA) following the manufacturer’s instructions. Osteogenic
differentiation was determined by calcium deposit staining with Alizarin Red S (ARS, Sigma)
and quantified by optical density (O.D.) measurement after ARS dissolution, measured for
each replicate well after extraction using 20% methanol / 10% acetic acid (250 pL/cm?, 15
min at 450 nm), as previously described [63]. Total RNA from undifferentiated and
differentiated hMuStem cells was harvested for RT-qPCR analysis. Expression levels of the
peroxisome proliferator activated receptor-gamma (PPARy) and the integrin binding
sialoprotein (IBSP) genes were determined to assess adipogenic and osteogenic

differentiation, respectively. Primers are listed in Additional file 3: Table S3.

Statistical analysis

Results are presented as the mean * standard deviation (SD) where technical replicates are
presented, and as the mean + SEM when the number of samples is >3. Statistical analyses
were performed using R software (3.3.2 version). Data were tested for normality and
independence before analysis, as previously described [64]. Statistical differences were
calculated using a linear mixed effect (LME) model considering the donor as the random
term, followed by Tukey’s multiple comparison post-hoc test [65]. The Wilcoxon signed rank
test or Friedman test followed by Dunn’s multiple comparison test were used where
appropriate for non-independent or non-normal data. Differences were considered significant

at p <0.05.

136



Results

The in vitro growth ability of hMuStem cells is unchanged by substitution of FBS with
either HS or hPL

To assess the validity of HS and hPL as alternatives to FBS in hMuStem cell culture, we first
quantified proliferation rates of 3 hMuStem cells™® batches cultured in GM supplemented
with either 10% HS or 10% hPL, and compared these results with those obtained in GM
supplemented with 10% FBS. After 12 days, the number of CPDs recorded was 11.3 + 0.7
and 10.7 + 0.9 for hMuStem cells"™® cultured with HS and hPL, respectively, compared with
9.9 £ 0.9 for those cultured in FBS (Fig. 1A). Compared with hMuStem cells™® cultured with
FBS, those cultured with HS exhibited a significantly higher proliferation rate (p<0.05), while
that of cells cultured with hPL was unchanged, indicating that both human supplements
support hMuStem cell expansion. Interestingly, culture in the research-grade GM in the
absence of 10 ng/mL bFGF negatively affected the proliferation of hMuStem cells™®
expanded in HS-supplemented medium, as evidenced by a 33.7% decrease in CPD, an effect
not observed in hMuStem cells™® cultured in hPL-supplemented medium (Fig. 1B). Based on
these findings, 2 clinical-grade GM were used in all subsequent in vitro experiments,

supplemented either with 10% HS / 10 ng/mL bFGF / 2 ng/mL EGF (referred to as HS) or
10% hPL /2 ng/mL EGF / 5 TU/mL heparin (referred to as hPL).
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Figure 1. Proliferative behavior of hMuStem cells™® cultured in vitro in HS- or hPL-

supplemented medium. (A) hMuStem cells™® (n=3, donors #1 to #3) were cultured for 14 days in
growth medium (GM) supplemented with either 10% FBS, 10% HS, or 10% hPL. Proliferation rates
were determined as the mean cumulative population doubling (CPD) number, expressed as a
percentage of the corresponding values obtained for FBS-GM (*p<0.05, Friedman test). (B) hMuStem
cells™ (n=3, donors #4 to #6) were cultured for 6 days in GM supplemented with either 10% HS or
10% hPL, in the presence or absence of 10 ng/mL bFGF. Proliferation rates were determined as CPD
(***p<0.001, LME model followed by Tukey’s post-hoc test).

Both HS- and hPL-supplemented media support the isolation and growth of hMuStem

cells

Muscle biopsies collected from 3 young donors were each divided to evaluate the isolation
and expansion of MuStem cells in HS-GM and hPL-GM (hereafter referred to as hMuStem
cells"™ and hMuStem cells"™™", respectively) (Table 1). Both cell types began to proliferate
after 5 to 7 days, resulting in the formation of pseudo-clonal cultures consisting
predominantly of thin fusiform cells, as well as poorly adherent round cells (Fig. 2A, left
panels, arrowhead). Over successive passages, the cells displayed a characteristic thin spindle-
like morphology, and refringent round cells were consistently observed (Fig. 2A, middle

panels, arrowhead in insert), as previously described for hMuStem cells™® [56]. Compared
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with hMuStem cells™, which tended to rapidly align and occasionally fused spontaneously
when highly confluent (Fig. 2, top right panels, arrow), hMuStem cells"™™ were smaller and
more refractive, and tended to generate multilayer cultures without fusing, regardless of
confluence and alignment (Fig. 2, bottom right panels). Next, we examined the direct effect of
nutritive supplements on long-term hMuStem cell proliferation. Cells were maintained in their
respective GM for up to 40 days and CPD was calculated at each passage. hMuStem cells™
and hMuStem cells"™™ derived from donors #4 and #5 homogeneously generated between
31.0-33.8 and 31.4-33.5 CPDs by day 32, respectively (Fig. 2B). By contrast, at the same time
point only 15.7 and 16.2 CPDs were recorded for donor #6-derived hMuStem cells™ and
hMuStem cells"™, respectively, indicating more limited proliferative potential. Despite the
heterogeneity in intrinsic proliferative potential between cell batches, which is likely
associated with patient history, no differences in CPD were observed between cells cultured
using the 2 human nutritive substitutes. The clonogenic potential of the 6 hMuStem cell
batches was evaluated at P4. The frequency of CFUs corresponded to 43.4% + 7.9% and 40.2
+ 7.1% for hMuStem cells™ and hMuStem cells"™™" respectively, suggesting comparable

potential to form colonies in both conditions (Fig. 2C).
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Figure 2. In vitro morphological and behavioral features of hMuStem cells"® and hMuStem
cells"™™". (A) Phase contrast microscopy images of hMuStem cells"™ (upper panels) and hMuStem
cells"~ (lower panels) 7 days after initial seeding (left panels) and after 4 passages (P4). Cultures
consisted primarily of spindle-shaped cells, as well as a small number of poorly adherent round cells
(arrowheads). At P4, cells were cultured until reaching confluence and spontaneous fusion in
hMuStem cells™ was assessed at day 6 by May-Griinwald Giemsa staining of multinucleated cells
(arrow, top right panels). No multinucleated cells were observed in hMuStem cells"™ (bottom right
panels). Scale bar, 100 pm. (B) Long-term proliferation kinetics of cultured hMuStem cells™ (black)
and hMuStem cells™" (grey) from 3 independent donors. (C) Frequency of colony-forming units
(CFU) in hMuStem cells™ and hMuStem cells™™" at P4. Data are presented as the mean + SD for each
donor. Donors #4, #5, and #6 are represented by squares, triangles and circles, respectively.

hPL

hMuStem cells™ and hMuStem cells"" share a similar mesenchymal/perivascular

phenotype but have distinct myogenic signatures

hMuStem cells™® have been described as early myogenic progenitor cells of perivascular
origin [56]. We investigated whether hMuStem cells cultured in HS-GM or hPL-GM shared a
similar phenotype. Flow cytometry analysis revealed that hMuStem cells™ and hMuStem
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cells"™™ (n=3, P4) abundantly expressed (>99%) the typical MSC markers CD29, CD44,
CD73, CD90, and CD105 (Fig. 3A), but were negative for classical hematopoietic (CD34,
CD45) [66,67] and endothelial (CD144) cell markers (Fig. 3B), in agreement with previous
observations in hMuStem cells'™> [56]. As expected, the fraction of neural cell adhesion
molecule (NCAM)/CD56" cells was significant in all batches, with CD56" cells accounting
for 71%-99% of the entire population (Fig. 3C). The percentage of CD56" cells was always
slightly reduced in hMuStem cells"™ versus hMuStem cells™; the CD56™ population was even
undetectable in one sample (donor 1 6). In both hMuStem cells"™ and hMuStem cells"™™, 2
populations were identified among CD56 cells, depending on their expression of CD140b. A
significant proportion of CD56/CD140b" cells expressed CD146, regardless of culture
conditions (data not shown). Culture in HS-GM and hPL-GM poorly affected the expression
by CD56" cells of the well-known perivascular cell markers CD140b and CD146 (Fig. 3D).
CD140b expression in CD56" cells was low to moderate. In 2 samples (donors #4 and #5),
CD56" cells exhibited homogeneous expression of CD146 in both culture conditions, while in
one sample (donor #6) the percentage of CD146" cells was 44% in hMuStem cells™ and
63% in hMuStem cells""". Taken together, these results indicate that hMuStem cells cultured
in HS-GM or hPL-GM share a similar phenotype, although culture in hPL resulted in a
slightly less heterogeneous cell population. The main source of variation was the donor. The

myogenic profile of hMuStem cells™ and hMuStem cells"™

was further analyzed based on
their expression of the myogenic regulatory factors (MRFs) MyfS and MyoD, and of muscle-
specific intermediate filament desmin. We found that the proportions of Myf5*, MyoD*, and
desmin® cells were consistently smaller in hMuStem cells™™ versus hMuStem cells™, which
exhibited fold decreases of 2.6-3.0, 4.0-15.4, and 1.3-1.4, respectively (Fig. 3E-G). These data

suggest that commitment to the myogenic lineage is reduced in hMuStem cells isolated and

expanded in hPL-GM versus HS-GM.
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Figure 3. Phenotypic profile of hMuStem cells™ and hMuStem cells"™". Flow cytometry
comparison of mesenchymal (CD29, CD44, CD73, CD90 and CD105) (A), hematopoietic (CD34,
CD45), and endothelial (CD144) (B) cell lineage markers in hMuStem cells™ and hMuStem cells™".
The results of one representative donor out of 3 independent donors are presented. Myogenic (CD56)
and perivascular (CD140b and CD146) cell lineage markers were analyzed either in the entire viable
cell population (C) or in CD56" cell subsets (D). Results are presented for 3 independent donors.
Immunocytochemistry analysis of the myogenic regulatory factors (MRF) Myf5 (E), MyoD (F), and
desmin (G) in hMuStem cells™ and hMuStem cells"™". The proportions of positive cells recorded for 3
independent donors are presented. Donors #4, #5, and #6 are represented by squares, triangles, and
circles, respectively. Data are presented as the mean + SD for each donor.
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To further evaluate the effects of the nutritive substitutes HS and hPL on global gene
expression in hMuStem cells, a DGE-seq protocol was performed. Of the 14,936 genes
detected in at least 1 out of the 6 cell batches (hMuStem cellsHS, n=3; hMuStem cellshPL, n=3),
few differentially expressed genes were identified (Additional file 4: Table S4). The volcano
plot in Figure 4 illustrates the general gene expression pattern in the 2 hMuStem cell
preparations. Statistically significant differences in expression were assessed using a 2-fold
change threshold associated with an adjusted p-value <0.05. Only 8 genes fulfilled these
conditions, indicating very limited differences in the effects of the 2 human nutritive
substitutes on gene expression in hMuStem cells. It should be noted that these genes did not
correspond to any of the classical targets used to define cell lineage, including the genes
included in the panel used for cytometry analysis in the present study. Five genes,
corresponding to membrane metallo-endopeptidase (MME), thioredoxin interacting protein
(TXNIP), mitogen-activated protein kinase 4 (MAP4K4), laminin subunit alpha 4 (LAMA4),
and secretogranin II (SCG2) were upregulated in hMuStem cells™ versus hMuStem cells™.
Previous studies have described heparin-induced induction of TXNIP and an interaction
between heparin and LAMA4 [68,69]. As such, the upregulation of these genes may be a result
of the presence of heparin in hPL-GM. On the other hand, genes encoding the coagulation
factor XIII A Chain (FI3AI), methylenetetrahydrofolate dehydrogenase 2 (or NADP-
dependent methylenetetrahydrofolate dehydrogenase 2-like protein) (MTHFD2), and the
myogenic marker myosin light chain 2 (MYL2) were downregulated in hMuStem cells"™
versus hMuStem cells™. Together, the results of cytometry, immunocytochemistry, and
DGE-seq analysis show that while the mesenchymal/perivascular phenotype is maintained in

hMuStem cells expanded in HS-GM or hPL-GM, hMuStem cells"™" tend to display reduced

myogenic commitment compared with hMuStem cells™.
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Figure 4. Differential gene expression in hMuStem cells"™ and hMuStem cells"™" detected by
digital gene expression-sequencing. The 14,936 expressed genes are represented by squares. Vertical
dashed lines indicate cutoff values for significant fold-change (<0.5 or >2). Blue squares represent
downregulated genes (log, (fold-change) <-1) and red squares represent upregulated genes (log, (fold-
change) >1). The horizontal dashed line represents the adjusted p-value cutoff (adjusted p-value
<0.05). Gene names are specified for the 8 genes that showed significant differences in expression
between hMuStem cells™ and hMuStem cells"™.

hMuStem cells™ and hMuStem cells""™" are oligopotent cells with distinct myogenic

commitment capabilities

Like canine MuStem cells [54], in vitro characterization of hMustem cells™® has revealed a
high myogenic differentiation potential [56]. After 4 days in DM, immunocytochemistry
revealed that the proportions of MyoD" and myogenin® cells were consistently smaller in
hMuStem cells™ versus hMuStem cellsHs, in which fold decreases of 1.2-2.5 and 2.1-3.9,
respectively, were observed (Fig. 5A). Thus, as observed in cells expanded in GM, the
proportion of cells positive for myogenic markers in DM was lower in hMuStem cells isolated
and expanded in hPL than in HS. The fusion index (FI), corresponding to the percentage of
nuclei inside multinucleated cells expressing sarcomeric myosin heavy chain (sMyHC),
reached 17.6%-22.2% in hMuStem cells™ and 2.3%-4.9% in hMuStem cells"™", suggesting
that the ability to fuse is reduced in cells cultured in hPL versus HS (4.1-9.7 fold change), an

effect that may be related to the reduced myogenic commitment of the former.
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To further investigate these apparent differences in fusion rates, co-culture experiments were
performed with the D7 dystrophic mouse cell line. Hybrid myotubes (i.e., containing human
and mouse nuclei) (Fig. 5B, arrow), were observed in cultures of both hMuStem cells™ and
hMuStem cells"™, confirming the ability of these cells to fuse. Human nuclei located in
sMyHC" myotubes accounted for 33.4%-42.3% and 22.6%-32.0% of all nuclei in D7 co-
cultures with hMuStem cells™ and hMuStem cellshPL, respectively. Moreover, cells cultured
with hPL displayed reduced fusion ability compared with those cultured with HS (1.3-1.5 fold
change), even though they fused more efficiently when co-cultured with the D7 cell line than
when cultured alone in DM (FI: 22.6%-32.0% versus 2.3%-4.9%). Taken together, these
results suggest that hMuStem cells"™ are less capable of spontaneously differentiating into
myogenic cells than hMuStem cells™, which showed a differentiation potential similar to that
of hMuStem cells™® [56]. Nonetheless, hMuStem cells"™™ were capable of efficiently fusing

and generating myotubes when co-cultured with the D7 cell line.

hMuStem cells™® have been previously described as oligopotent cells based on their ability to
differentiate into osteogenic and adipogenic lineages as well as the myogenic lineage [56].
Given the aforementioned differences observed in the myogenic commitment capabilities of
hMuStem cells™ and hMuStem cells™™, we next investigated their ability to differentiate into
osteogenic and adipogenic lineages. After 14 days in adipogenic induction medium,
fluorescent Nile Red staining revealed the presence of cytoplasmic accumulations of small
lipid vesicles in cells from all batches, regardless of isolation and culture conditions (Fig. 6A).
Relative quantification of Nile Red staining revealed no significant differences between
culture conditions. Alizarin Red S staining revealed the formation of calcium deposits in all
cultures after 21 days in osteogenic induction medium (Fig. 6B). Relative quantification
revealed that the numbers of calcium deposits in hMuStem cells"™" were comparable to or less
than those observed in hMuStem cells™ cultures (Fig. 6B). These results suggest that both
hMuStem cells™ and hMuStem cells""™ maintain their ability to differentiate into adipogenic
and osteogenic lineages, even though hPL may have a partial suppressive effect on osteogenic

differentiation, as also observed for myogenic differentiation.
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Figure 5. Myogenic differentiation potential of hMuStem cells"™ and hMuStem cells""". (A) The
myogenic differentiation potential of hMuStem cells isolated and expanded either with HS (hMuStem
cells™) or hPL (hMuStem cells™") was determined at P4 (n=3, donors #4 to #6). Cells expressing the
myogenic markers MyoD and myogenin were counted and the fusion index (FI) calculated as the
percentage of nuclei identified in sarcomeric myosin heavy chain-positive (sMyHC") myotubes. (B)
The contribution of hMuStem cells to myogenesis was also evaluated in co-culture experiments with
mouse D7 cells. The number of human lamin A/C* nuclei (arrow) within hybrid sMyHC" myotubes
was counted. Nuclei were counterstained with DAPI or DRAQS (blue). Donors #4, #5, and #6 are
represented by squares, triangles, and circles, respectively. Data are presented as the mean + SD for
each donor. Scale bar, 100 pm.
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Figure 6. Adipogenic and osteogenic differentiation potential of hMuStem cells"® and hMuStem
cells"™". The adipogenic (A) and osteogenic (B) differentiation potential of hMuStem cells isolated
and expanded with either HS or hPL (n=3, donors #4 to #6) was evaluated at P4. (A) Intracytoplasmic
lipid vesicles, visualized by Nile Red staining, were quantified after 14 days in adipogenic induction
medium. Nuclei were counterstained with DAPI (blue). Staining was quantified using the AdipoRed™
assay. (B) After 21 days in specific induction medium, osteogenesis was evaluated by Alizarin Red S
staining (ARS) of calcium deposits. Staining was quantified by optical density (O.D.) measurement
after ARS dissolution. Scale bar, 100 um. Donors #4, #5, and #6 are represented by squares, triangles,
and circles, respectively. Data are presented as the mean + SD for each donor.

Effect of hPL on the oligopotency of hMuStem cells"™®

The results described above, based on MuStem cells obtained from only 3 donors, suggest
that culture of hMuStem cells with hPL reduces the myogenic commitment capability of these
cells, as well as their ability to differentiate into myogenic and osteogenic lineages. We
hypothesized that the differences observed were due to the type of nutritive substitute used
during in vitro expansion rather than intrinsic properties of MuStem cells™ and MuStem

hPL
cells

. To confirm this hypothesis, 6 additional batches of hMuStem cells"™ (P4) were
cultured for 2 passages in either HS-GM or hPL-GM. The experiments described above for
hMuStem cells™ and hMuStem cells"™ were repeated for each of these batches (hereafter

referred to as hMuStem cells™™ and hMuStem cells™" respectively) (Table 1).

As shown in Figure 7A, mRNA expression levels of MYF5, MYODI, and DES were 1.5-, 1.9-
and 1.7-fold lower, respectively, in hMuStem cells"™™" versus hMuStem cells™>™S (p<0.05).

At the protein level, 40.6% + 3.2%, 20.7% + 2.9%, and 92.1% + 2.3% of hMuStem cells">"™
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were positive for Myf5, MyoD, and desmin, respectively, compared with only 30.7% + 4.5%,
9.1% + 1.2%, and 74.0% + 4.0% of hMuStem cells"™"™" (Fig. 7B, p<0.05). After 4 days in
DM, MyoD and myogenin were expressed in 23.5% + 3.2% and 18.3% * 1.8% of hMuStem
cellsHS/HS, respectively, whereas only 11.6% * 1.7% and 5.2% * 0.5% of hMuStem cellsHS/mPL
expressed these proteins (Fig. 7C, D, p<0.05). In line with our observations in hMuStem
cells™ and hMuStem cellshPL, the FI values recorded for hMuStem cells™ and hMuStem
cells™™" were 18.2% + 3.3% and 2.1% + 0.8%, respectively (Fig. 7E, p<0.05). In D7 co-
culture experiments performed with hMuStem cells™™ and hMuStem cells"™"™ we
detected 34.3% + 2.3% and 14.8% * 2.2%, respectively, of human nuclei in sMyHC"
myotubes (i.e., a lower percentage in cells cultured in hPL versus HS) (Fig. 7F, p<0.05).
Analysis of adipogenic differentiation potential revealed no significant differences in lipid
vesicle staining or PPARy mRNA expression between culture conditions, confirming the
maintenance of adipogenic potential in both hMuStem cells™™ and hMuStem cells™>"*-
(Fig. 8A, B). Alizarin Red S staining revealed reduced mineralization in hMuStem cellsS/PL
versus hMuStem cells™>"® (Fig. 8C), confirming the impact of hPL on the osteogenic
potential of hMuStem cells, whether included before hMuStem cell isolation or added
afterwards. However, we observed no significant differences between hMuStem cellsHS/MPL
and hMuStem cells"™™ in mRNA expression of the IBSP gene, a classical marker of
osteogenic differentiation (Fig. 8D), suggesting a moderate effect of hPL. Overall, these
results corroborate the reduced myogenic commitment capability previously observed in

hMuStem cells isolated and cultured with hPL, but indicate no major effect of culture

condition on adipogenic and osteogenic differentiation potential.
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Figure 7. Influence of hPL on the myogenic
differentiation potential of hMuStem
cells™. hMuStem cells™ (n=6, donors #7 to
#12) at P3—4 were cultured for 2 passages
with HS (hMuStem cells™"™) or with hPL
(hMuStem cellsHS/hPL) and the resulting
myogenic pattern evaluated. Myogenic
commitment was assessed by determining
mRNA expression levels of the MRFs MYF5,
MYODI, and DES (A), as well as the
proportion of cells positive for each of these
markers (B). Myogenic differentiation
potential was assessed by quantification of
cells expressing MyoD (C) and myogenin
(D), and by determining the fusion index (FI),
defined as the percentage of nuclei identified
in sarcomeric myosin heavy chain-positive
(sMyHC") myotubes (E). The influence of
hPL on contribution of hMuStem cells to
myogenesis was evaluated in co-culture
experiments with mouse D7 cells by
quantification of human lamin A/C" nuclei
within hybrid sMyHC" myotubes (F). Data
are presented as the mean + SEM (*p<0.05,
Wilcoxon matched-pairs signed rank test).
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Figure 8. Influence of hPL on the adipogenic and osteogenic differentiation potential of
hMuStem cells™. hMuStem cells™ (n=6, donors #7 to #12) at P3—4 were cultured for 2 passages with
HS (hMuStem cells"™™) or with hPL (hMuStem cells"®"™") and their potential to differentiate to
adipogenic and osteogenic lineages in specific induction media was evaluated. The presence of
intracytoplasmic lipid vesicles, visualized by Nile Red staining, was assessed after 14 days in
adipogenic induction medium. Staining was quantified using the AdipoRed™ assay (A) and mRNA
levels of PPARy were quantified (B). After 21 days in specific induction medium, osteogenesis was
evaluated by Alizarin Red S staining (ARS) of calcium deposits. Staining was quantified by optical
density (O.D.) measurement after ARS dissolution (C) and mRNA levels of IBSP were quantified (D).
Data are presented as the mean + SEM (*p<0.05, Wilcoxon matched-pairs signed rank test).

Heparin and fibrinogen exert inhibitory effects on myogenic differentiation

In terms of content, one major difference between the 2 human nutritive substitutes used in
the present study is the presence in hPL of plasma fibrinogen and of heparin, which is
required to avoid gelation of the medium. In light of previous studies suggesting that heparin
concentration may affect stem cell proliferation and/or differentiation [70,71], we investigated
the effects of heparin on myogenic commitment in MuStem cells. hMuStem cells™ were
cultured in the presence of increasing doses of heparin (0.5-5 IU/mL), with the highest dose
corresponding to that found in hPL-GM. Culture for 6 days in GM in the presence of heparin
gave rise to fewer and smaller myotubes, even at the lowest dose, as illustrated in Figure 9A
for the 0.5 TU/mL dose. The FI of hMuStem cells™ was 22.9% =+ 1.4%, and ranged from
13.2% + 1.0% to 16.2% * 1.9% in the presence of heparin, revealing a negative, dose-

independent effect of heparin on the fusion ability of hMuStem cells™ (Fig. 9B).
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Interestingly, in a parallel experiment in which hMuStem cells™ were cultured for 6 days in
hPL containing the same range of doses of heparin, the drastically reduced FI value observed
in cells cultured with the same dose of heparin as found in hPL-GM (5 TU/mL, 2.3% * 0.4%)
did not differ significantly from that observed for the lowest dose (0.5 IU/mL, 5.6% + 0.4%)
(Fig. 9A, B). We also found that the addition of heparin to HS-GM did not repress myogenic
differentiation to the same extent as when added to hPL. Thus, FI values for heparin-
containing HS-GM were significantly higher than those recorded for hPL-GM, independent of

heparin dose.

We next investigated the myogenic differentiation potential of hMuStem cells in heparin-free
hPL-GM. hMuStem cells™ were plated on CELLstart™ substrate-coated plates and covered
with nutritive gel (hPLgel condition). In this condition, we recorded an FI of 14.9%  1.6%, as
compared with 5.6% * 0.4% in presence of 0.5 IU/mL heparin, indicating a significant
inhibitory effect of heparin on myogenic differentiation (p<0.001) (Fig. 9A, C). Nonetheless,
these FI values were significantly lower than those obtained with HS-GM (22.9% * 1.4%,
p<0.001), suggesting that the reduction in myogenic differentiation may not be entirely
attributable to heparin. We next investigated the effects of culture in fibrinogen-depleted hPL-
GM (hPL™), produced by the addition of a calcification step to the hPL production process,
circumventing the need for heparin supplementation. Myogenic differentiation potential was
evaluated after one passage of 6 days in either HS-GM, hPL-GM, or hPLM-GM (Fig. 9A, O).
Compared with hMuStem cells™ (FI = 22.9% =+ 1.4%), the fusion capacity of hMuStem
cells"™"PL remained low (FI = 2.3% % 0.4%), while that of hMuStem cells"¥MPHd wag
significantly higher (FI = 16.5 + 1.9%, p<0.001) but still significantly lower than that of
hMuStem cells cultured in HS-GM (p<0.01). These results indicate that myogenic
differentiation potential is maintained in heparin-free hPL, but is lower than that observed in
cells cultured in HS. These findings confirm the role of heparin in the suppressive effect of
hPL on myogenic differentiation of hMuStem cells, but do not rule out the potential

contribution of other factors.
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Figure 9. Influence of heparin and heparin-free hPL-supplemented media on the myogenic
potential of hMuStem cells. hMuStem cells" were cultured for 6 days in HS-GM or hPL-GM in the
absence or presence of increasing doses of heparin (0.5-5 IU/mL), or in heparin-free hPL alternatives,
and then seeded for evaluation using the myogenic differentiation assay. (A) Immunolabelling of
sMyHC was performed after 4 days in myogenic differentiation medium. Nuclei were counterstained
with DRAQS (blue). Scale bar, 100 um. FI was determined in 3 independent cell batches cultured with
HS or hPL in the presence of increasing doses of heparin (B) or in heparin-free hPL alternatives;
heparin-free hPL that was allowed to form a nutritive gel over the cell layer (hPL®"), or heparin-free
fibrinogen-depleted hPL (hPL™) (C). Data are presented as the mean + SEM (°p<0.01, °p<0.001 vs
HS-GM; ***p<0.001; LME model followed by Tukey’s post-hoc test).

The suppressive effect of hPL on the myogenic differentiation potential of hMuStem

cells is reversible

To complete our characterization of the suppressive effect of hPL on the myogenic potential
of hMuStem cells, hMuStem cells"™" (P3) were cultured for the 4™ passage (5 or 6 days) with
either hPL, HS, or heparin-free hPL (hPL™ or hPLE"). Myogenic differentiation was assessed
at the end of P4 (Fig. 10). As described above, hMuStem cells""™ displayed a significantly
lower fusion capacity than hMuStem cells"™ (FI, 3.1 + 1.3% vs 25.4% + 1.3%). Interestingly,
FI values recorded for hMuStem cells"™" cultured in HS-GM and hPL"-GM (18.7% *+ 2.3%
and 17.2% * 3.1%, respectively) were higher than those of cells cultured with hPL (p<0.001).

This indicates that the suppressive effect of hPL on the myogenic potential of hMuStem

152



cells™™

is reversible. Interestingly, no significant differences in FI values were observed
between hMuStem cells™ and hMuStem cells"™HS, However, the FI for hMuStem cells™
cultured in hPL® did not differ significantly from that observed in the initial hPL-GM.
Together, these results suggest that the impairment of myogenic commitment in hMuStem

cells"™™ can be reversed by passage in HS-GM or in hPLM-GM.
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Figure 10. Reversal of the suppressive effect of hPL on the myogenic potential of hMuStem cells.
hMuStem cells™" were cultured up to P3 in the appropriate GM and then passaged to HS-GM or
heparin-free hPL-GM (hPL™ or hPLE"), after which myogenic differentiation was assessed. (A)
sMyHC immunolabeling of was performed after 4 days of culture in fusion-promoting low-serum
medium. Nuclei were counterstained with DRAQS5 (blue). Scale bar, 100 um. (C) Determination of FI
in 6 independent cell batches. Data are presented as the mean + SEM (*p<0.05, “p<0.001 vs HS;
*p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001; LME model followed by Tukey’s post-hoc test).

Discussion

Over the past 6 years, several studies have demonstrated the clinical efficacy of MuStem cell
treatment to repair muscle tissue, highlighting the potential of this muscle-derived stem cell
population in cell-based therapies [52-55]. Characterization of this cell agent as a potential
therapeutic product requires analysis of its biological features following preparation in
clinically compatible culture conditions. hMuStem cells have been previously isolated,
expanded, and characterized using FBS-supplemented growth culture media [56], and FBS is
still used in the manufacture of cell products tested in clinical trials. However, the
identification of suitable alternatives for the production of hMuStem cell batches has become
a key research focus, given the inherent risks associated with the use of a xenogeneic serum

source and likely future shortages with increasing demand [21,72,73].

Potential FBS substitutes evaluated to date include HS and platelet derivatives such as PRP

and hPL, which efficiently support and generally promote in vitro proliferation of MSCs
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derived from bone marrow [26,31,45,74,71], adipose tissue [28], and other tissue sources
[34]. The few studies that have evaluated the viability of HS and platelet derivatives in
myogenic cell cultures have reported conflicting results [48-51,75]. Here, we demonstrate for
the first time that supplementation of human MuStem cells in primary cultures with either
10% HS or 10% hPL results in a proliferation rate comparable to that obtained with 10% FBS
supplementation. Moreover, the clonogenic potential of MuStem cells cultured in our
experimental conditions was greater than that described in FBS-supplemented cultures [56],
corroborating the pro-proliferative effects of these 2 nutritive supplements. Owing to the GF
content of HS and hPL, the use of these supplements allowed for a reduction in the
concentration of EGF in GM, and of the removal of bFGF in the case of hPL-supplemented
media, with no negative impact on proliferation. Given the interest in limiting the number of
products required for cell batch preparation, HS and hPL show significant promise for the
production of hMuStem cell products. Furthermore, the use of human blood derivatives like
hPL, which can be standardized by pooling numerous platelet concentrates, could drastically
reduce the high batch-to-batch variability associated with FBS supplementation, precluding

the need for batch screening before use [74].

While the expression of classical myogenic (CD56), mesenchymal (CD29, CD44, CD73,
CD90, CD105) [66,67], and pericyte (CD140b, CD146) cell markers was maintained in our
hMuStem cells™ and hMuStem cells"™™, the latter contained a lower proportion of cells
expressing the myogenic regulatory factors MyfS and MyoD, and intermediate filament
desmin. These observations suggest reduced myogenic commitment capabilities in the
presence of hPL, and are supported by the lower fusion index recorded for hMuStem cells"™,
indicating a reduced ability to differentiate in vitro (when cultured in a myogenesis-promoting
medium) into the myogenic cell lineage. By contrast, the rate of differentiation of hMuStem
cells™ was comparable to that previously described for hMuStem cells"™® [56]. Nonetheless,

hMuStem cells"™ were able to fuse efficiently (albeit to a lesser extent than hMuStem cells™)

when co-cultured with the D7 dystrophic cell line, evoking that hMuStem cells"™™ may
participate in in vivo muscle regeneration via regeneration signals generated by other cells in a
pathological context. Mitogen-activated protein 4 kinase 4 (Map4k4) has been recently shown
to negatively regulate skeletal muscle differentiation of C2C12 cells in a Myf5-dependent
manner [76]. Using DGE RNA-sequencing technology and RT-qPCR analysis, we found that

MAP4K4 and MYF5 genes were upregulated and downregulated, respectively, in hMuStem
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hPL

cells"™™ versus hMuStem cells™, suggesting that the Map4k4-related signaling pathway may

contribute to the suppressive effect of hPL on myogenic differentiation of hMuStem cells.

A key difference between HS and hPL is the presence of plasma coagulation factors such as
fibrinogen and other platelet-derived factors [26,40] in hPL, which necessitates the addition of
anti-coagulants to prevent coagulation and clot formation when used to supplement calcium-
containing culture media. Heparin, which is widely used in transfusion medicine and is
available as an authorized drug suitable for injection, is also currently used in the expansion
of hPL-supplemented hMSCs in clinical trials [77]. Clinical-grade production of purified
fractionated heparin, an animal-derived biological product, is highly regulated (monographs
in the European Pharmacopoeia and good manufacturing practice [GMP]). Nonetheless, the
concentration and quality of heparin used in cell culture is critical to maintain the optimal
proliferative and ex vivo differentiation abilities of MSCs [70,71]. These reports support the
finding of the present study, in which the addition of heparin reduced the myogenic
commitment and differentiation capabilities of cultured hMuStem cellsHS, even at the lowest
concentration of heparin used to prevent gelation of the medium. The use of fibrin gel as a
3D-nutritive matrix for MSC expansion has been proposed to preclude the need for heparin
supplementation [78,79]. However, in our experimental conditions, expansion of hMuStem
cells™ in fibrin gel resulted in a drastic reduction in proliferation rate. Another alternative
method we tested was to culture hMuStem cells™ beneath a nutritive fibrin matrix. This
produced cells with the spindle-shape morphology typical of hMuStem cells, albeit with a
slightly reduced proliferation rate and an intermediate myogenic potential, confirming a
suppressive effect of heparin supplementation on myogenic potential. Another strategy to
circumvent the need for heparin supplementation is to generate serum-converted hPL by
depleting fibrinogen, either by adding CaCl, or activating thrombin [40,80], or by mechanical
depletion [81]. When fibrinogen content was reduced by the addition of CaCl, (hPLfd),
hMuStem cells"S/"PHd displayed an intermediate myogenic potential, highly suggesting that
heparin in hPL contributes to the observed reduction in the myogenic potential of hMuStem

hPL .

cells. Interestingly, passage of hMuStem cells™ ~ in HS-supplemented medium resulted in a

rate of differentiation comparable to that observed in hMuStem cells™, indicating that the

reduction in myogenic commitment capabilities caused by heparin-containing hPL is

hPL

reversible. Passage of hMuStem cells"™" in hPL'-GM produced similar results, but only

partially restored myogenic potential. The hPLE condition was the least effective in restoring

hPL

the myogenic potential of hMuStem cells™ . Taken together, our results describe an effective
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2-step alternative for hMuStem cells"™

expansion that produces cells with a myogenic
potential comparable to that of hMuStem cells™. One possible application of this method is
carry out the isolation procedure and the initial stages of in vitro expansion using hPL-GM,
thereby maintaining MuStem cells in their proliferative state, and subsequently switching to
heparin-free hPL-GM (hPL™) for the final stages of production to increase myogenic
potential. The absence of spontaneous fusion of hMuStem cells during in vitro expansion
could be advantageous in the context of clinical applications, providing greater intra-batch
homogeneity in terms of cell phenotype, commitment capabilities, and morphology.
Morphology is of particular interest, given that the presence of enlarged differentiated cells
may impair biodistribution and tissue dissemination and provoke clotting during in vivo
injection [9]. Further studies will be required to assess the in vivo regenerative potential of
hMuStem cells after expansion in different culture conditions. Also, the presence of other
factors in hPL or HS media that may have an additional inhibiting or promoting effect on
myogenesis could be considered, as recently suggested [48,75]. Among the main growth

factors released by platelets, bFGF and TGF-B1 are for instance potential modulators of

myogenic differentiation [50,82—-86].

Key considerations when choosing a culture supplement include its effect on cell features, its
compatibility with the large-scale production processes required for clinical applications, and
availability. The production of hPL requires more steps than that of HS, including successive
freezing/thawing steps, the elimination of debris by centrifugation and/or filtration, and the
addition of reagents such as CaCl,, thrombin, or heparin. This increases the likelihood of
variability between laboratories and means a greater level of control is required to ensure
adherence to GMP [28]. Standardization of the amplification of cell therapy products is also
crucial to achieve the necessary level of reproducibility in the manufacturing process. In our
study, we used standardized, characterized, clinical-grade hPL obtained from 70 donors and
manufactured in 10-L batches. The established reproducibility of the production process
ensured markedly less batch-to-batch variability than that associated with FBS production.
Moreover, the reproducibility of cytokine content and cell proliferation efficacy have been
tested in human MSCs cultured in hPL and documented by the manufacturer. The HS used in
this study was produced in batches of 3 L using a standardized process including viral
inactivation, and obtained from 15 to 20 donors selected according to standard blood donation
requirements. Each sample is biologically classified as a blood donation and new serologies

are realized at least in 60 days for every donor to secure donation.
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Conclusion

The present findings indicate that HS and hPL are suitable alternatives to FBS for the
isolation and expansion of hMuStem cells for use in clinical applications. Moreover, the use
of these nutritive supplements could avoid future shortages in FBS supply with growing
demand, an issue that has been highlighted by regulatory agencies. Our findings represent an
important step forward in the development of a clinically-compliant process for the

production of hMuStem cells, and their subsequent testing in future clinical trials.
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La marginalité des CSs au sein des tissus, associée a la taille relativement faible des
prélevements biologiques, entraine des rendements a I’issue de 1’isolement généralement
limités au regard des besoins évoqués pour les applications cliniques. Une étape
d’amplification ex vivo est ainsi dans la majorité des cas nécessaire pour obtenir les quantités
de cellules souhaitées pour I’application thérapeutique ciblée. Comme évoqué dans la partie
introductive (Chapitre 2 — paragraphe 1.2.3.5), différentes études ont néanmoins révélé que le
potentiel thérapeutique de ces CSs pouvait étre amoindri par I’étape d’expansion ex vivo
(Banfi et al., 2000; Liu et al., 2016; Tarte et al., 2010). En ce qui concerne les progéniteurs
musculaires, Montarras et al. ont démontré que la transplantation de SCs fraichement isolées
permettait d’obtenir une meilleure efficacité de régénération illustrée par un nombre plus
important de fibres dystrophine®, en regard de ce qui est obtenu avec des cellules ayant passé
du temps en culture. En effet, une dose dix fois plus importante est nécessaire pour induire
une efficacité comparable aux cellules fraichement isolées, démontrant que [I’efficacité
thérapeutique n’est pas seulement liée a la dose mais €galement au temps passé ex vivo
(Montarras et al., 2005). Des observations similaires ont également été rapportées pour les
cellules CD133" dont le potentiel de régénération musculaire in vivo est limité par des temps
d’expansion plus importants (Meng et al., 2014). Cette diminution du potentiel thérapeutique
peut étre attribuée a des conditions de culture inadaptées mais également a 1’apparition de

cellules sénescentes.

Contrairement aux cellules pluripotentes et au méme titre que d’autres populations de
CSAs telles que les MSCs, les cellules hMuStem ne bénéficient pas d’une capacité de
prolifération illimitée. Les études de prolifération sur le long terme évoquées dans les
chapitres précédents ont en effet démontré que le nombre de CPDs des cellules hMuStem
atteignait aprés une cinquantaine de jours un plateau reflétant un arrét définitif de la
croissance. A ce jour, toutes les études de caractérisation de la population hMuStem ont été
réalisées a des passages fixes et 'impact du temps d’expansion sur les caractéristiques

cellulaires n’a pas été pris en compte. Apres avoir défini des conditions de culture
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transférables en clinique (Chapitres 1 et 2), une étude longitudinale a été mise en place afin
d’étudier 1’évolution de la population cellulaire hMuStem au cours du temps. Un plan d’étude
élargi a alors été mis en place a quatre temps de cinétique, comprenant un passage précoce
proche de I’isolement (P2, correspondant a 4 et 5 CPDs apres P1) et les passages
intermédiaires P4 et P6, correspondant respectivement a 13-15 et 22-24 CPDs. Alors que la
quantité de cellules générée en P2 est relativement faible, celles obtenues aux passages
intermédiaires sont plus conséquentes et en adéquation avec les doses moyennes appliquées
en clinique. Finalement, un temps tardif (P12 a P15) comprenant une majorité de cellules non

prolifératives a également été ajouté en guise de contrdle.

L’objectif principal de cette étude est d’optimiser la préparation des lots de cellules
hMuStem et d’évaluer la durée d’expansion optimale comme un équilibre entre le nombre de
cellules amplifiées et les propriétés biologiques du produit cellulaire, en termes d’efficacité
mais également de sécurité (Figure 35). L’objectif secondaire de cette étude est d’identifier
des parametres cellulaires morphologiques, fonctionnels et phénotypiques pouvant étre
utilisés comme critéres libératoires d’inclusion ou d’exclusion pour la libération des lots

cliniques.

ST HEs

cell
source
Expansion Level 1:  Expansion Level 2: Expansion Level 3:
Insufficient for clinic Clinically suitable numbers. Clinically unacceptable,

High risk of transformation.
Grey Zone:
Some point at which cells begin to lose
their beneft and increase their risk

or basic investigations.

CPD?

In vitro Cell Aging and Clinical Expansion Time

Figure 35. Expansion clinique in vitro des cellules souches : équilibre entre le nombre de cellules
et la sécurité. I est nécessaire de déterminer la limite d’expansion a ne pas dépasser (Grey zone) pour
des raisons d’efficacité et de sécurité (D'apres Deasy et al., 2005)
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Le détail du matériel et méthodes utilisés étant décrit dans ’article joint ci-apres, seul

un résumé des principaux points méthodologiques sera présenté ici.

Six lots de cellules hMuStem ont été isolés a partir de prélevements de muscles
posturaux de jeunes sujets ne présentant pas de pathologie musculaire dans les conditions de
culture précédemment définies (HS, TrypLE, CELLstart™ CTSTM, 2 500 cellules/cm?...) et
amplifiés sur le long terme jusqu’a arrét total de la prolifération. Afin d’évaluer I’impact du
temps de culture sur la signature globale de la population hMuStem, une analyse
transcriptomique haut-débit a été réalisée selon la technique de DGE-Seq préalablement
utilisée dans le cadre de I’étude comparée entre le HS et le hPL. L’analyse bioinformatique
des données a été réalisée par Aurélie Lardenois. Les mémes analyses phénotypiques
(immunocytochimie, cytométrie en flux) et fonctionnelles (potentiel clonogénique, FI)
réalisées dans le chapitre précédent ont été renouvelées dans cette étude aux différents temps
de cinétique décrits précédemment. Enfin, une collaboration avec Rémy Le Guevel,
responsable de la plate-forme de microscopie ImPACcell (Rennes), a permis de réaliser une
analyse microscopique haut-débit (HSC pour high content screening) nous permettant de
documenter un certain nombre de parametres morphologiques requis par les instances
reglementaires. En plus de 1’identité et des potentialités de la population hMuStem, différents
parametres associés a la sécurité du produit cellulaire ont été évalués, parmi lesquels 1’activité

de la SA-BGal ou I’expression de la télomérase.

Dans cette étude, nous comparons les caractéristiques de la population hMuStem a
différents temps d’expansion ex vivo. Dans un 1¢ temps, 1’étude de prolifération sur le long

terme confirme un fort potentiel de prolifération dans les 1%

phases d’amplification, mais
également un épuisement progressif qui aboutit a un arrét total de la prolifération pour des
passages tardifs (P12 a P15). Le passage P6 semble correspondre au début de 1’inflexion du
potentiel prolifératif, avec une augmentation 1égere mais significative du temps de génération
et une importante dégradation du potentiel clonogénique. Sur le plan phénotypique, le temps
de culture ne semble pas influencer significativement I’expression des marqueurs

myogéniques, périvasculaires et mésenchymateux utilisés précédemment pour caractériser la

population hMuStem. Néanmoins, ces 1°° résultats sont corroborés par une signature
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transcriptomique a P6 qui commence a dévier vers celle obtenue pour la population aux temps
tardifs, alors que les passages précoces restent relativement proches et ce jusqu’a P5. La
stratégie de classification mise en place pour I’analyse DGE-Seq a en effet séparé¢ 1’ensemble
des passages précoces (P2 a P5) du passage intermédiaire P6 et de ceux tardifs. Apres
enrichissement en termes de gene ontology (GO), quatre clusters de genes ont été identifiés.
Alors que les genes plus exprimés dans les passages précoces sont principalement impliqués
dans la régulation du cycle cellulaire et la différenciation myogénique, les génes ayant un
profil opposé (et dont I’expression augmente au cours du temps) sont plutot impliqués dans la
mort cellulaire, la sénescence et la réponse au stress. Fortement altéré pour les temps tardifs,
I’engagement myogénique attesté par 1’expression des marqueurs myogéniques Myf5 et
MyoD mais également par 1’index de fusion, diminue légerement mais significativement au

1 eres

cours des phases d’amplification (P2-P6). A I’issue de cette étude, le pourcentage de
cellules Ki67", le temps de doublement, les pourcentages de cellules CD56+ et Myf5+ ainsi
que I’index de fusion et I’ensemble de genes SFRP4, TNFRSFIB, C3, ALDHIA3, COLSAI,
LRRC32, PAPPA, DMBTI, NINJ2 apparaissent pertinents pour initier la définition de criteres

discriminants potentiellement utilisables comme critere libératoire.

En conclusion, cette étude originale combine des données transcriptomiques a haut
débit et des validations biologiques qui renseignent sur les caractéristiques idéales de la
population hMuStem a utiliser pour un EC. Ainsi, il est actuellement possible de produire une
quantité¢ suffisante de cellules hMuStem (aux passages P4 et P5), dans des conditions

d’efficacité et de sécurité adéquates, pour une proposition d’EC.

Ces résultats font I’objet d’une publication en préparation pour Journal of Molecular

Cell Biology.
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Abstract

Preclinical demonstrations of regenerative potential have been attributed for some adult stem
cell populations, leading to the implementation of long-term in vitro expansion protocols after
isolation to generate large number of cells required for transplantation purpose in human.
However, their impact on the global biological features of expanded cells was rarely
investigated except the cell viability and recent studies have described deleterious effects of
extensive in vitro passaging. To deepen our knowledge, we isolated the human muscle-
derived stem cell population named MuStem from healthy donors and investigated the
changes associated with the expansion time (passage 2/P2 to P15) by studying the
morphology, the growth kinetic, the cell cycle distribution, the senescence associated -
galactosidase, the myogenic differentiation as well as the phenotype at molecular and protein
levels. Our results showed that morphological features of small spindle-shaped cells were
stable between P2 to P6 but appeared much more heterogeneous in P12-P15 evoking a
senescent status. Proliferation rate gradually declined from P6 up to P12-P15 where cells
stopped to divide, mostly being in G¢/G; phase. In parallel, clonogenic potential started to
decrease at P6. Phenotypically, expansion protocol did not alter the signature of early
myogenic cells with perivascular/mesenchymal origin, except at late times where a loss of
myogenic lineage was noted. Finally, Digital gene expression sequencing analysis evidenced
that the pathways of myogenesis and cell cycle control were gradually down-regulated during
the in vitro culture and conversely those of senescence, response to stress and cell death were
up-regulated. Global transcriptome clearly identified P6 as critical in the preservation of the
original phenotype. Together, our results inform about the set of relevant selection criteria to

qualify hMuStem cell batches prior to their use in vivo.

Keywords: Regenerative medicine, Cell-based therapy, Adult stem cell, hMuStem cell,

Long-term culture, gene expression profile
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Introduction

Deepening understanding of the adult stem cells led to the development of the regenerative
medicine during the last decade with new proposals of cell candidates for a wide number of
diseases among which those neuromuscular of genetic origin. In the field of muscular
dystrophies, several preclinical studies reported encouraging muscle regenerative potential for
distinct tissue-resident stem/progenitor cell populations [1-13], leading to the set-up of
clinical trial for some of them [14,15]. Because of their relative low abundance in the
postnatal tissues, in vitro expansion protocols have been developed after tissue isolation for
these marginal cell fractions in order to achieve relevant cell numbers for transplantation
purpose in preclinical study or clinical trial. If the cell viability and functionality were
classically followed during these extensive protocols, the global biological state of the
cultured cells was in return rarely considered and recent works revealed that extended culture

periods could have in fact deleterious impacts on cell features.

Prolonged in vitro propagation on human bone marrow mesenchymal stem cells (BM-MSCs)
was reported to induce a loss of proliferation rate and osteogenic/adipogenic differentiation
potential [16—18] as well as the occurrence of genomic abnormalities that were however
associated with any growth advantage [18-20]. Chromosomal instability was also described
during human myoblast culture but was not associated with transformation [21]. Importantly,
satellite cells freshly isolated from wild-type mice muscle was shown to contribute in vivo
more efficiently to muscle repair following injection into immunodeficient dystrophic mice
muscle than cultured myoblasts, pointing out that culturing procedures alter their capacity to
reconstitute tissue [22]. Following prolonged passaging, human BM-MSCs and adipose-
derived stem cells (ADSCs) were characterized by a significant gradual down-regulation of
genes involved in DNA repair and damage response pathways such as KU80, BRCAI and
RADS51, concomitantly with a down-regulation of the tumor suppressor gene 7P53 encoding
p353 and the proto-oncogene c-MYC [23]. An increase in the number of mitochondrial
genomes, the intracellular ATP and the membrane potential, which are characteristic of a
differentiation state or senescence, were also noted. Consistently, human ADSCs in long-term
culture (P15 and P20) were also defined by markedly increased senescence associated [3-
galactosidase activity, decrease in percentage of cells in S and G,/M phase and profound
alteration in the senescence-associated gene expression levels in MMPI, CDKNIA/p21,
RBI/pRB and CCNDI [18,24]. Marked alterations in the morphology with appearance of

large and flatten features were also described. The profiling of dental pulp stem cells at early
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and late passages revealed major instabilities of immune genes representing pathogen
recognition, immune signaling, pro-inflammatory, anti-inflammatory and immune-related
growth but also an expression of many cytotoxic genes [25]. At the gene transcript level, the
most prominently up-regulated transcripts in cultured ADSCs were keratin 7 and some other
transcripts associated with the cytoskeleton, suggesting that the long-term adherence causes
changes in the composition of the cytoskeleton [26]. So, within the framework of a thorough
characterization of cell agent for therapeutic application, study of the in vitro expansion phase
is a major element to be considered as far as it is going to determine the bioengineering but

also possibly to influence the biological properties of the cell agent.

The last years, we described from healthy dog muscle a marginal progenitor cell population
we called MuStem cells and produced the proof of concept of its vascular delivery into the
dystrophic dogs representing the clinically relevant model for Duchenne Muscular Dystrophy
[27-29]. The recent identification of the human counterpart and demonstration of its
participation to muscle repair [30] reinforced the positioning of the MuStem cell population as
attractive candidate for therapeutic application into dystrophic contexts. However, our results
have been generated considering MuStem cell population at only one in vitro expansion time,
highly limiting our knowledge on its phenotype, efficacy as well as the safety of its potential

use.

In this work, we report an extensive characterization of six hMuStem cell populations
concerning the impact of in vitfro expansion time on morphology feature, growth kinetic, cell
cycle distribution, myogenic and cell-lineage markers, myogenic differentiation potential and
B-galactosidase activity. Furthermore, we used Digital Gene Expression-Sequencing (DGE-
Seq) analysis to identify the differences in gene expression profile between hMuStem cells
submitted to distinct expansion time. By this approach, our results determined at which
expansion time the cultured expanded hMuStem cell population is still safe and provide
essential preclinical data that need to be taken into account prior to the use of cultured

hMuStem cells in clinical settings.
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Material and methods

Human skeletal muscle tissue

hMuStem cells were isolated from 6 Paravertebralis muscle biopsies of 13- to 19-year-old
patients free of known muscular disease (Table S1) and operated for acute scoliosis at the
Department of Pediatric Surgery of the Centre Hospitalier Universitaire (CHU), Nantes
(France). All patients provided written informed consent. All protocols were approved by the
Clinical Research Department of the CHU (Nantes, France), in accordance with the rules of
the French Regulatory Health Authorities. Biological sample banking was compliance with
the national guidelines regarding the use of human tissue for research (Permit numbers:

MESR/DC-2010-1199; CPP/29/10).

Table S1. Age and gender of donors

Donor #1  #2 #3 #4 #5  #6

Age 18 15 17 13 15 19

Gender M F F F F M

Isolation and culture of human MuStem cells

Muscle-derived cells (MDCs) were isolated using an adaptation of the research grade protocol
previously described [30], to be in accordance with Good Manufacturing Practices. Briefly,
freshly obtained muscle biopsies were stored up to 3 days in organ preservation solution
(Macopharma, Mouvaux, France) supplemented with 2% UI/mL penicillin / 0.1 mg
streptomycin / 0.25 pg/mL amphotericin B (PSF; Sigma-Aldrich, St Louis, USA). Muscle
tissues were finely minced using a forceps and scalpel and enzymatically digested (15 min,
37°C) with collagenase (20 PZ/g of tissue; Coger, Paris, France). After centrifugation (100 x
g, 5 min), the supernatant was neutralized with F12 HAM medium (Invitrogen, Cergy-
Pontoise, France) containing 5% human serum (HS; EFS, Nantes, France), while the pellet
was digested (30 min, 37°C) with neutral protease (1.5 PZ/g of tissue, Coger). Digested tissue
was then centrifuged (100 x g, 5 min) and the supernatant was pooled with that obtained
following the first enzymatic digestion step and centrifuged for an additional 15 min at 300 x
g. MDCs were obtained after sequential filtering through 100-, 70- and 40-pum pore-diameter
nylon meshes (BD Biosciences, Franklin Lakes, NJ, USA) and resuspended in F12 HAM
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medium containing 10% HS to assess cell number and viability using Trypan blue exclusion
(VWR, Strasbourg, France). hMuStem cells were isolated after 6 days using a modified
version of a previously described preplating technique [27,30]. They were cultured under
standard conditions (37°C in a humidified atmosphere containing 5% CO,) in growth medium
(GM, Macopharma) supplemented with 10% HS / 1% PSF / 10 ng/mL human recombinant
basic fibroblast growth factor (bFGF; Miltenyi, Bergisch Gladbach, Germany) / 2 ng/mL
human recombinant epidermal growth factor (EGF; Miltenyi). Cells were seeded on

CELLstart™ substrate (Invitrogen) at 2.5x10° cells/cm? and GM was renewed twice a week.

Long-term in vitro proliferation analysis

Long-term proliferative behavior of hMuStem cells was evaluated until cells ceased to grow.
Cells were seeded in triplicate at 2.5 x 10° cells/cm? on CELLstart™ substrate-coated 6-well
plates. When the cell layer reached confluence, cells were dissociated with TrprETM (Gibco,
Life Technologies, Carlsbad, USA) and centrifuged (410 x g, 10 min). Cells were
resuspended in GM and viable cell number was determined using Trypan blue staining. The
number of population doublings (PDs) and the doubling time (DT) were calculated at each
passage using the following formula, respectively: APD = log(n¢np)/log(2) and DT =
(log,xT)/log(nf/n0), where ny, ng and T are the number of cells initially plated, the number of
cells harvested at the end of the passage and the duration of the passage in days, respectively
[31]. The cumulative PD (CPD) was calculated as the sum of the PDs of the passage and

those of the previous passages.

Telomerase expression analysis

The expression of telomerase catalytic subunit (hTERT for human telomerase reverse
transcriptase) was determined by PCR using cDNAs obtained as described above. hTERT
specific oligonucleotide primers (forward, 5’-ACAACGAACGCCGCTTCCTCA-3’; reverse,
5’-TTCCCGATGCTGCCTGA CCT-3") were designed using Oligo Primer Analysis Software
v.7 (Molecular Biology Insights Inc., Colorado Springs, CO, USA) and synthesized by MWG
Operon (Eurofins, Ebersberg, Germany). PCR amplifications were performed on 1 pL of
cDNA with the following program: initial denaturation (12 min, 95°C) followed by 35 cycles
(30 s, 94°C; 30 s, 63°C; 30 s, 72°C) and a final extension (10 min, 72°C). The PCR products

were migrated and visualized on a 2% agarose gel with GelRed staining.
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Colony-forming unit assay

To evaluate the clonogenic potential of hMuStem cells, colony forming unit (CFU)-assays
were performed by plating 100 hMuStem cells at different passages (P2, P4, P6 and P12-P15)
in triplicate in 21 cm?-gelatin coated dishes (Corning, New York, USA), in GM that was
replaced after 4 days. After 8 days, cell layers were washed with phosphate buffered saline
(PBS; PAA, Les Rumeaux, France), fixed with 4% paraformaldehyde (PFA; Sigma-Aldrich)
for 10 min and washed twice with PBS. Colonies were stained with May-Griinwald stain
(Sigma-Aldrich) for 5 min at room temperature (RT), washed with distilled water and
counterstained with Giemsa (1:20 in PBS; Sigma-Aldrich). The frequency of CFUs was
determined as the mean number of cell clusters containing at least 50 cells divided by the

number of cells initially seeded and expressed as a percentage.

Immunocytochemistry analysis

hMuStem cells at different passages (P2, P4, P6 and P12-P15) were seeded in triplicates at 6 x
10° cells/cm? on CELLstart™-coated 96-well black plates (Nunc™ Microwell™, Thermo
Scientific™-Cellomics, Pittsburgh, PA) and cultured in GM for 48 hours. Cell layers were
fixed, permeabilized, incubated in blocking buffer and incubated with the primary Ab (Table
S3). Cells were then incubated with appropriate secondary antibody (Goat anti-mouse
DyLight 488 or Goat anti-rabbit DyLight 550; Invitrogen™) and nuclei were counterstained
with Hoechst33342 (1:5000; Sigma-Aldrich).
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Table S3. List of antibodies used for hMuStem cell characterization by

immunocytochemistry analysis

Compagny Incubation
Primary
and Fixation Permeabilization Blocking Dilution time and
antibody
reference temperature
Abcam, 4% PFA, 5% goat serum/1% BSA/
Ki67 1:200 Over night, 4°C
Ab15580 15 min, RT 0.2% Triton X-100 PBS, 30 min, RT
Myf5 Abeam, 1:200 60 min, 37°C
y 5% goat : min, 37°
ADbI25078 49 PFA,  PBS 0.3% Triton X- miPBS
MyoD Dako, M3512 10 min, RT 100, 20 min, 4°C serd ’ 1:10 60 min, 37°C
60 min, RT
Myogenin  DSHB, F5D 1:10 60 min, 37°C
2%
Desmin Dako, M0706 Ethanol 100%, 10 min, RT FBS/PBS, 1:50 60 min, RT
30 min, RT

Morphological analysis

The morphology of vital hMuStem cells was visualized during cultivation using inverted
phase contrast microscope. To evaluate cell size distribution in suspension, hMuStem cells
(n=6, independent donors) were seeded on CELLstart™ substrate-coated 6-well plates and
cultured in GM for 48 hours. Nuclei of viable cell layers were counterstained with
Hoechst33342 (1:5000; 30 min at 37°C) and then incubated with CellMask™ Orange Plasma
membrane stain (1:1000; Invitrogen™) for 10 min at 37°C. Cell layers were gently washed
with PBS and dissociated with TrypLE™. Suspended cells were allowed to sediment by the
addition of culture medium and High-Content-Screening (HCS) imaging was performed
before cell adhesion. Cell diameters were calculated and expressed in micrometers. For other
morphological analysis, hMuStem cells were seeded in triplicates at 6 x 10° cells/cm? on
CELLstart™-coated 96-well black plates (Nunc™ Microwell™, Thermo Scientific'™ -
Cellomics®) and cultured in GM for 48h. Proportion of binucleated cells that do not express
myogenin was determined using association of Whole Cell Stain Green stain (WCS; Thermo
Fisher Scientific'™-Cellomics®) and myogenin labeling as described above and expressed as a

percentage.
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Apoptosis/necrosis analysis

To evaluate the proportion of apoptotic and necrotic cells in hMuStem cell populations, cells
at P2, P4, P6 and P12-15 (n=6, independent donors) were seeded in triplicates at 6 x 10°
cells/cm? on CELLstart™-coated 96-well black plates (NuncTM MicrowellTM, Thermo
Scientific™-Cellomics®) and cultured in GM for 48h. Apoptotic and necrotic cells were
detected respectively using CellEvent Caspade-3/7 Green Detection Reagent and YO-PRO®-
1 Todide staining (Invitrogen™™) and Propidium Iodide staining, following the manufacturer’s

instructions. Percentage of cells was determined by HCS analysis of fluorescence labeling.

High-Content Screening imaging and analysis

The assay plate was imaged and analyzed using the Cell Health Profiling, Spot detector and
Morphology BioApplications (HCS Studio Cellomics software) on the ArrayScan® VTI HCS
Reader (Thermo Fisher ScientificTM—Cellomics®) using the 20X objective (Zeiss, LD Plan
Neofluar 20x/0.4 korr). Images were acquired with the Photometrics X1 CCD camera boasts a
14-bit dynamic range; 1104x1104 pixel array; 0.454 micron pixel size. The BGRFR_386_23-
Hoechst, BGRFR_485 20-FITC, and BGRFR_549-15-TRITC filter/dichroic combinations
were used to image Hoechst, WCS and CellMask™ Orange Plasma membrane stain,
respectively, as well as other antigen-specific immunolabeling reported in Table S3. The
assay protocols (BioApplications) were configured to acquire and analyze 25 images per well
in order to measure specific immunolabeling, nuclear morphology, cell spreading and
morphology. All measures are expressed in micrometer. The protocols were optimized for
each biological test (background removing, objects segmentation and detection). Data
analysis and visualization were performed using Tableau v10.3 Desktop (Tableau Software,

Seattle, USA).

Flow cytometry analysis

Immunophenotype analyses were performed at P2, P4 and P6. hMuStem cells (6 batches)
were incubated (30 min at 4°C, in darkness) with antibodies (Ab) against the appropriate cell-
surface markers (Table S2) and washed 3 times with 2% HS/PBS. Isotype-matched Ab and
fluorescence minus control samples were used as negative controls for gating and analyses.
Seven-amino-actinomycin D (7-AAD, BD Biosciences) was added to assess cell viability.

Labeled cells were acquired using a FACS Aria flow cytometer (BD Biosciences). Data were
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analyzed using FlowJo software (FlowJo, Ashland, Oregon, USA). At least 3 x 10* viable

cells were considered for each labeling protocol.

Table S2. List of antibodies used for hMuStem cell characterization by flow cytometry

analysis
Primary antibody Compagny and reference Corresponding isotype

CD13-PE BD Biosciences, 555392 Mouse IgG1-PE
CD29-PE BD Biosciences, 555443 Mouse IgG1-PE
CD31-PE BD Biosciences, 555446 Mouse IgG1-PE
CD34-PE BD Biosciences, 345802 Mouse IgG1-PE
CD44-PE BD Biosciences, 555479 Mouse IgG2b-PE
CD45-PE BD Biosciences, 555483 Mouse IgG1-PE

CD56-AF647 BD Biosciences, 562413 Mouse IgG1-AF647
CD73-PE BD Biosciences, 550257 Mouse IgG1-PE
CD82-PE BioLegend, BLE342101 Mouse IgG1-PE
CD90-PE BD Biosciences, 555596 Mouse IgG1-PE
CD105-PE BD Biosciences, 560839 Mouse IgG1-PE

CD140b-PE BD Biosciences, 558821 Mouse IgG2a-PE
CD144-PE BD Biosciences, 560410 Mouse IgG1-PE

CD146-PE-Cy7

BD Biosciences, 562135

Mouse IgG1-PE-Cy7

CD201-PE

BioLegend, BLE351904

Rat IgG1-PE

CD318-PECy7

BioLegend, BLE324016

Mouse IgG2b-PECy7

Mouse IgG1 control-PE BD Biosciences, 555749 N/A
Mouse IgG2b control-PE BD Biosciences, 555743 N/A
Mouse IgG1 control-PE BD Biosciences, 557714 N/A
Mouse IgG1 control-PE-Cy7  BD Biosciences, 557872 N/A
Mouse IgG2a control-PE R&D Systems, ICO03P N/A
Mouse IgG2b control-PECy7  BioLegend, BLE400325 N/A
Rat IgG1 control-PE BD Biosciences, 557078 N/A
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RNA extraction, quantification and reverse transcription

Total mRNA was extracted using the RNeasy mini or micro kit following the manufacturer’s
instructions  (Qiagen, Santa Clara, CA, USA), quantified using a NanoDrop
spectrophotometer (Labtech, Wilmington, DE, USA) following DNase treatment (Ambion,
Austin, TX, USA) and converted to cDNA by reverse transcription as previously described

[30].

Digital gene expression sequencing

RNA integrity from the six batches of hMuStem cells at P2, P4, P5, P6 and P12-P15, as
described above, was determined using the Agilent Eukaryote Total RNA Nano kit with the
2100 Bioanalyzer (Agilent, Santa Clara, CA, USA). A high throughput 3’ digital gene
expression (3’DGE) RNA-sequencing protocol was performed as previously described [32].
Briefly, the libraries were prepared from 10 ng of total RNA. The mRNA poly(A) tail was
tagged with universal adapters, well-specific barcodes and unique molecular identifiers
(UMIs) during template-switching reverse transcription. Barcoded cDNAs from multiple
samples were then pooled, amplified, and tagmented using a transposon-fragmentation
approach that enriches for 3’ ends of cDNA. A library of 350-800 bp was run on an Illumina
HiSeq 2500 using a TruSeq Rapid SBS kit (Illumina, San Diego, CA, USA). Sequencing-
derived data are available through GEO accession (on going). Read pairs used for analysis
fulfilled the following criteria: all 16 bases of the first read must have quality scores of at least
10 and the first 6 bases must correspond exactly to a designed well-specific barcode. The
second reads were aligned to RefSeq human mRNA sequences (hgl9, obtained from the
UCSC Genome Browser) using bwa version 0.7.4 4 with non-default parameter “-1 24”.
Reads mapping to several positions in the genome were filtered out from the analysis. Digital
gene expression (DGE) profiles were generated by counting the number of unique UMIs

associated with each RefSeq genes for each sample.

Biological samples classification

The UMI counts for each gene in each sample were normalized by dividing by the sum of
UMI counts across all genes in the same sample and then expressed in UPM (UMI counts for
one gene per million UMI counts for all genes). Rlog function (DESeq2 Bioconductor

package) was applied on normalized expression to fit a logarithmic scale. A Principal
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Components Analysis (PCA) was performed on genes with a standard deviation higher or
equal to 3 among all the samples, using the FactoMineR package. The first 11 Principal
components explaining more than 80% of the information variance were retained. A k-means
method (with k=3) based on the selected components was used to classify the biological

samples.

Differential gene expression and classification

Differential expression analysis was performed using the DESeq2 Bioconductor package
version 1.14.1 [33]. The UMI counts were analyzed using a multi-factor design including the
paired samples information to take into account the differences between patients while
estimating the effect attributable to the time of culture. Significantly differentially expressed
genes between expansion times were identified using a fold-change threshold > 4 and a BH
adjusted p value < 0.01. The sum of the differentially expressed genes between all possible
pairwise comparison was classified in groups of co-expressed genes using the k-means

method (k=4).

Senescence-associated pGalactosidase analysis

hMuStem cells (n=6, independent donors) were seeded in triplicates on CellStart-coated 24-
well plates at 6000 cells/cm? and cultured in GM for 2 days. SA-BGal activity was evaluated
with Senescence B-Galactosidase staining kit (#9860, Cell Signaling Technology, Danvers,
Massachusetts, USA) following the manufacturer’s instructions. Total number of cells and
blue-stained cells were counted. At least 150 cells were considered for each replicate well.

Results are referred as percentage of SA-BGalactosidase” cells.

In vitro myogenic differentiation

For myogenic differentiation, hMuStem cells were seeded at 3 x 10* cells/cm? in GM on 24-
well plates and cultured for 24 hours after which 10% HS was replaced with 1% FBS. After 4
days, cultures were fixed in 4% PFA and incubated with 5% Triton X-100 (30 min, 4°C),
20% goat serum in PBS (20 min, RT) and finally with anti-human sarcomeric myosin heavy
chain isoform (sMyHC) Ab (1:500; Developmental Studies Hybridoma Bank/DSHB, Iowa
City, IA, USA) for 60 min at 37°C. Specific Ab binding was then vizualized using

AlexaFluor® 488-coupled secondary Ab (1:500; Invitrogen) and nuclei were counterstained
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with DRAQS5 (1:1000; Biostatus, Loughborough, UK). The fusion index (FI) was determined
as the ratio of nuclei within sMyHC™ myotubes (= 2 nuclei) to the total number of nuclei. Two
random fields in each of 3 replicate wells were analyzed and between 234 and 2659 nuclei per

well were considered.

Statistical analysis

Results are presented as the mean + SEM. Statistical analyses were performed using R
software (3.3.2 version). Data were tested for normality and independence before analysis, as
previously described [34]. Statistical differences were calculated using a linear mixed effect
(LME) model considering the donor as the random term, followed by Tukey’s multiple
comparison post-hoc test [35]. The enrichments of Gene Ontology (GO) annotation terms
within a group of genes were calculated with the Fisher exact probability using a Gaussian
Hypergeometric test using the AMEN suite of tools [36]. A biological process term is
considered to be significantly enriched when the number of genes bearing this annotation is

>20 and when the associated FDR-corrected p-value is <0.01.

Results

hMuStem cells display an interesting in vitro proliferation potential before becoming

gradually senescent

To characterize the impact of in vitro expansion time on hMuStem cell features, six batches
were isolated from independent donors, using an adaptation of the previously described
preplating protocol [30]. First, the proliferation behavior of the hMuStem cell populations was
investigated by culturing until they ceased to divide, as it represents an essential feature to suit
clinical needs especially when whole body treatment is considered. The resulting proliferation
curve could be fractionated in three parts (Figure 1, A). During the first 18 + 1 days
(corresponding from passage 1/P1 to P5), cell batches were homogeneously able to reach 18.1
+ (0.5 cumulative population doublings (CPDs), which corresponds to a global doubling time
(DT) of 1.0 £ 0.1 days. When calculated for each passage, DT ranged from 0.93 + 0.17 to 1.0
+ 0.19 days for P2 to P5 (Figure 1, B). Between 18 + 1 to 50.2 + 0.8 days of culture (P5 to
P10-P12 depending on cell batch), hMuStem cells proliferated more slowly as illustrated by
the slightly higher DT at P6 (1.17 + 0.13 days; p<0.001, p<0.05 and p<0.01 when compared
to P2, P4 and PS5, respectively). hMuStem cell populations presented more heterogeneous
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proliferation rates, reaching 32.9 to 51.6 CPDs. This could be related to the donor history and
the initial expansion stage occurring between the seeding and the 1% passage (P1) that cannot
be evaluated. From 50.2 + 0.8 days, hMuStem cell populations were characterized by a flat
curve, revealing either a very limited proliferation rate or a growth arrest after having realized
46.7 £ 3.8 CPDs in 74.7 = 5.4 days. Consistent with the proliferation profile of the hMuStem
cell populations, hTERT subunit expression was not detected in any of the cell batch and
independently of the considered passages (Figure 1, C). The proportion of proliferative cells
on the hMuStem cell cultures at the different passages was determined through the expression
of Ki67 antigen (Figure 1, D). The percentage of Ki67" cells were of 93 + 1 %, 90 + 1 % and
83 £ 3 % for P2, P4 and P6 cells, respectively, revealing a slight but significant decrease from
P4 to P6 (p<0.001 and p<0.05 compared to P2 and P4, respectively) that could reflect the
slight increase of DT observed at P6. For P12-P15 (depending on the cell batch based on the
occurrence of growth arrest), Ki67" cells were of 31 + 9 %, showing a strong reduction of the
proliferative cell number. Concomitantly, immunocytochemistry analysis of Hoechst33342
DNA stain intensity allowed us to show that hMuStem cells positioned in Go-G; phases
represented 59 + 2 % and 65 + 2 % of all cells at P2 and P4 respectively compared to 75 + 2
% at P6 (p<0.001 and p<0.01 compared to P2 and P4, respectively; Figure 1, E). The
proportion of cells in Gy-G; phases is yet more important for P12-P15 cells corresponding to
91 + 3 % of cells. To go further, the ability of expanded hMuStem cells to proliferate at very
low density was evaluated by determining their clonogenic potential (Figure 1, F). CFU
numbers were of 38 + 3 %, 29 £ 4 % and 14 £ 3 % for P2, P4 and P6, respectively, revealing a
significant decrease in clonogenicity starting at P6 (p<0.001 and p<0.01 compared to P2 and
P4, respectively). No colony was observed for P12-P15 cells, which confirmed the lack of
proliferative abilities for these cells. Overall, these results revealed a significant impact of the
in vitro expansion time on hMuStem cell proliferation potential starting at P6 with cells that
after 23 + 2 CPDs display a lesser active mitotically status. We thus did not investigate
hMuStem cell properties beyond this expansion limit. For the rest of the paper, it is
noteworthy that we chose to use passage numbers instead of the more relevant CPD numbers,
as the last ones were relatively homogeneous between the six studied populations. However,

CPD numbers at each studied time points are referred in Table S4.
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Figure 1: Proliferative status of hMuStem cells during in vitro expansion stage. hMuStem cells
(n=6 from independent donors) were cultured until growth arrest. (A) Cumulative population
doublings (CPDs) before growth arrest. (B) Doubling time (DT) from passage 2 (P2) to P6. (C) RT-
PCR analysis of telomerase reverse transcriptase (TERT) gene expression in hMuStem cell
preparations at P2, P4 and P6. (D) Proportion of hMuStem cells expressing Ki67 antigen. (E)
Distribution of cultured hMuStem cells in G¢/G; and S/G»/M phases of the cell cycle. (F) Clonogenic
potential was assessed for hMuStem cells at P2, P4, P6 and P12-P15 and represented as percentage of
colony-forming unit (CFU) containing more than 50 cells on initial number of seeded cells. LME
model followed by Tukey post-hoc test, “p<0.001 compared to P2, *p<0.05, **p<0.01 and ***p<0.001
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Table S4. Cumulative population doublings (CPDs) associated with passages

CPD
P2 P4 P6  P12-P15

Donor

#1 42 135 214 33.8

#2 39 135 209 46.3

#3 42 127 214 40.7

#4 42 144 238 58.0

#5 47 135 22.6 40.9

#6 48 139 252 47.7

hMuStem cell population display stable morphological features up to 22 population
doublings

To analyze whether the morphological features of the hMuStem cell populations could be
impacted by the in vitro expansion time, we performed a qualitative and quantitative
longitudinal study. Phase contrast observations before each passage comprised between P2 to
P6 allowed us to describe for all cell batches primary cultures composed of a majority of
spindle-shaped cells that tend to line up and few poorly adherent round cells (Figure 2, A). At
P12-P15, all the primary cultures displayed a majority of enlarged cells, which appeared
poorly refractile and vacuolated. In parallel, fluorescence analysis of the cell diameter after
enzymatic detachment from the coated matrix demonstrated an homogeneous cell size
distribution for hMuStem cell populations at P2, P4 and P6,93 + 1 %, 95+ 1 % and 93 + 1%
of them being found between 9 to 15 um, respectively (Figure 2, C). Moreover, cells with a
size between 10 and 12 represented 42 + 2 %, 57 £+ 2 % and 51 £ 1 % at P2, P4 and P6,
respectively. In contrast, hMuStem cell populations at P12-P15 are much more
heterogeneous, 39 =7 %, 50 =7 % and 12 + 2 % of cells exhibiting a size between 5 to 9 um
(possibly corresponding to cell debris), 9 to 15 um and 15 to 21 um, respectively. Cells from
10 to 12 pm represented 15 + 2 %. To deepen the morphological characterization, the nucleo-
cytoplasmic (N/C) ratio of hMuStem cells was determined at the different passages. hMuStem

cells were characterized by a N/C ratio mainly between 0.25 and 0.50, those representing 82 +

186



1%,79 £2 % and 70 £ 1 % of all cells at P2, P4 and P6 (Figure 2, D). The decrease observed
at P6 was correlated to an increase of cells with a N/C ratio from 0-0.25 (p<0.001 compared
to P4 and P2). In return, 46 + 7 %, 39 + 3 % and 10 + 4 % of hMuStem cells at P12-P15
displayed a N/C ratio from 0-0.25, 0.25-0.50 and 0.50-0.75 respectively that revealed an
increase of the smaller N/C ratio (p<0.001 compared to P2, P4 and P6). Collectively, these
results indicated that the N/C ratio was conversely correlated to the increase of cell size
(Figure S1, B). Finally, the presence of undifferentiated binucleated cells was determined in
the hMuStem cell primary cultures. Only rare binucleated cells negative for myogenin were
detected in the first phases of expansion (< 0.2 % for P2, P4 and P6). Overall, a conservation
of the morphological properties of hMuStem cells was observed until the P6, whereas
senescent cells define themselves by a dispersal of their size and their N/C ratio were

observed on hMuStem cell populations at P12-P15.

.. :

Figure S1: Morphological criteria of hMuStem cells over the in vitro expansion time. hMuStem
cells (n=6 from independent donors) were cultured up to P2, P4, P6 and P12-P15 and then submitted
CellMask Orange staining in order to determine the cell diameter and nucleo-cytoplasmic ratio in
suspension. Scale bar: 100 um

CellMask Orange / Hoechst
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Figure 2: Morphological features of in
vitro expanded hMuSem cells. hMuStem
cells (n=6 from independent donors) were
cultured until growth arrest. (A) Phase
contrast microscopy of primary cultures at
different passages. (B) Cell diameter
distribution in suspension. (C) Distribution
of cells according to their nucleo-
cytoplasmic (N/C) ratio presented in four
ranges. LME model followed by Tukey
post-hoc test, ‘p<0.001 compared to P2 and
*##%p<0.001. Scale bar: 100 um
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Stable phenotype of perivascular/mesenchymal compartment-derived cells positioned at

the early stage of the myogenic lineage for the hMuStem cell population

hMuStem cell population was previously described as early myogenic-committed progenitor
cells with a perivascular/mesenchymal signature [30]. We next investigated whether this
phenotypic profile was maintained during the in vitro expansion period. First, flow cytometry
analysis showed that 5 out of 6 cell batches homogeneously contained 92% to 98% of cells
positive for the satellite cell (SC) and myoblast marker CD56 (NCAM) between P2 to P6,
while the remaining cell batch (donor #6) was defined by a progressive decreased expression
over the passage, reaching 38% of CD56" cells at P6 (Figure 3, A). Interestingly, this cell
batch was characterized by initial lower content of CD56" cells (85%) than the others. Cell
surface phenotype of CD56" and CD56 sub-populations was performed for this particular
donor and flow cytometry images were reported in Figure S2. Independently of the expansion
time, homogeneous expression profiles were obtained for the other SC markers CD29, CD82
and CD318. Eighty-four + 2%, 73 + 2 % and 66 * 4 % of cells were positive for the myogenic
regulatory factor (MRFs) Myf5 at P2, P4 and P6, respectively (Figure 3, A), indicating a
slight but significant decrease correlated through expansion (p<0.05 and p<0.001 compared to
P2). Regarding MyoD expression, 14 +2 %, 8 + 2 % and 10 + 2 % of hMuStem cells were
found positive at P2, P4 and P6, respectively (Figure 3, A), revealing the same significant
decrease in expression (p<0.01 compared to P2). Also, 79 to 85 % of cells expressed the
muscle-specific marker desmin, with no significant difference until P6. In contrast, only 14 +
3 %, less than 1 % and 16 £ 8 % of hMuStem cells at P12-P15 remained positive for these
respective markers, indicating significant decreases compared to previous cultured
populations (p<0.001). Late differentiation marker myogenin was poorly expressed by
hMuStem cells (< 3 %), independently of the in vitro expansion period. Furthermore,
hMuStem cells stably expressed the well-described perivascular cell markers CD140b and
CD146 from P2 to P6 (from 52 to 100 % and 90 to 100%, respectively) with no change
correlated to expansion time (Figure 3, B). They were highly positive (>99%) for the classical
mesenchymal stem cell markers CD44, CD73, CD90, CD105 and CD201, independently of
the culture duration. Likewise, they were uniformly negative for the expression of the typical
hematopoietic (CD34 and CD45) and endothelial (CD31 and CD144) cell markers and no
change was observed through passages (Figure 3, C). Overall, we showed that the in vitro

expansion time did not modify the perivascular/mesenchymal signature of hMuStem cells and
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resulted in loss of the phenotype of early-committed myogenic progenitor only at the late

times.
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Figure 3: Cell lineage-specific phenotype of hMuStem cell population over in vitro expansion
period. (A) Immunolabellings against CD56, CD29, CDS82, CD318, Myf5, MyoD and desmin were
performed on hMuStem cells (n=6 from independent donors) at P2, P4 and P6 (flow cytometry) or at
P2, P4, P6 and P12-P15 (culture chamber slides). Flow cytometry images of a representative cell batch
at P4. Isotype control and specific signals are in white and grey, respectively. LME model followed by
Tukey post-hoc test, *p<0.05, °p<0.01 and °p<0.001 compared to P2 and ***p<0.001. (B)
Representative flow cytometry images revealing the expression of perivascular (CD140b, CD146) and
mesenchymal (CD13, CD44, CD73, CD90, CD105 and CD201) cell markers. (C) Representative flow
cytometry profiles revealing the homogeneous lack of expression for the hematopoietic (CD34, CD45)
and endothelial (CD144, CD31) cell markers.
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Figure S2: Impact of expansion time on phenotypic profile of hMuStem cell isolated from donor
#6. (A) Flow cytometry images of cell batch at P4 revealing the heterogeneous expression of the
satellite cell and muscle marker CD56 as well as the expression of the myogenic (CD82, CD318),
perivascular (CD140b, CD146) and mesenchymal markers (CD201) separately represented for CD56+
and CD56- sub-populations. (B) Flow cytometry images revealing the expression of myogenic CD29,
mesenchymal (CD13, CD44, CD73, CD90 and CD105) markers as well as the lack of expression for
the hematopoietic (CD34, CD45) and endothelial (CD31, CD144) markers.

Global transcriptome analysis of the MuStem cell population identified the passage 6 as

critical in the preservation of the original phenotype

To deepen this phenotypic characterization, we further evaluated how the in vitro expansion
time could impact on the global gene expression program of the hMuStem cell populations,
using the undedicated 3’ digital gene expression RNA-Sequencing (DGE-Seq) technology.
Primary cultures collected at the different passages previously investigated were considered
while an additional time-point corresponding to PS5 was considered. The Principal
Components Analysis combined with a classification approach allowed to distinguish three
main cell sets (Figure 4). The first set, reported in green in Figure 4, contained all the cell
batches obtained at P2 and P4, 5 out of 6 of the cell batches collected at P5 as well as 1 out of
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6 of those prepared at P6. The second set (orange) gathered 5 out of 6 cell batches at P6, the
remaining cell batch at P5 and 1 out of 6 of those collected at P13. The last set (red) was
exclusively composed of cell batches collected between P12 to P15. These results, revealing a
specific molecular signature between cell batches depending on their in vitro expansion time,
allowed us to classify the cultured hMuStem cell populations on three panels named early,
intermediate and late populations mainly corresponding to P2-P5, P6 and P12-P15,
respectively. Differential gene expression analysis revealed 65 differentially expressed genes
between early and intermediate populations (reported as volcano plot in Figure S3), including
39 down-regulated genes and 26 up-regulated ones. Differences increased with culture as
assessed by 175 down-regulated and 259 up-regulated genes between intermediate and late

populations.
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Figure 4: Impact of in vitro expansion time on global transcriptome of hMuStem cells. Principal
component analysis of the gene expression program of hMuStem cells (n=6 from independant donors)
at P2 (dots), P4 (triangles), P5 (squares), P6 (crosses) and Py, (diamonds). Early, Intermediate and
Late populations determined by subsequent classification of the biological samples are represented by
green, orange and red ellipses, respectively. Barycentres are represented by appropriate coloured
circles.
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Figure S3: Differential gene expression between cultured hMuStem cell populations determined
by DGE-Sequencing. Volcano plots illustrating differential gene expression between Early and
Intermediate populations (A), Intermediate and Late populations (B) and Early and Late populations
(C). The 17,643 expressed genes are represented by dots. The vertical dashed lines indicate the fold-
change cutoffs. Blue and red dots illustrate down-regulated (log2(fold-change)<-2) and up-regulated
(log2(fold-change)>2) genes, respectively. The horizontal dashed line represents the adjusted p-value
cutoff. Genes having an adjusted p-value <0.01 are presented above this line. Number of differentially
expressed genes between populations are specified.

From the 17,643 genes detected in at least one of the 30 cell samples, 997 differentially
expressed unique genes were identified, according to a statistically significant differential
expression assessed using a 4-fold change and an adjusted p-value <0.01. The 997 unique
genes identified as differentially expressed among the three populations were classified in
four groups of co-expressed genes illustrated in Figure 5. First, we observed a quite
homogenous transcription profile for P2 to P5 cells, confirming the previous classification as
early cells determined with proliferation assays. Late populations also display a relatively
homogenous transcriptomic signature, whereas intermediate populations reflect a more
transitory state between early and late signature. The first two clusters, gathering genes more
expressed during early expansion phases, are highly enriched in genes involved in muscle
development and proliferative cell cycle. These genes are progressively down-regulated
during expansion. The two other clusters represent genes involved in regulation of cell death,
response to stress and inflammatory response. Conversely, these genes are mainly influenced

by late cells expression profiles, but their onset was observed for the intermediate population.
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Figure 5: Genes differentially expressed over in vifro expansion. False-color heatmap
illustrating the 997 unique significantly differentially expressed genes between Early,
Intermediate and Late populations, classified in 4 groups of co-expression. Each line and
column correspond to a gene and an individual cell sample, respectively. The standardized
rlog-transformed intensities are plotted with a color scale ranging from -5.00 (blue) to 5.00
(red) incremented by 0.50. A selection of Gene Ontology (GO) terms significantly enriched in
the groups of co-expressed genes is indicated at the right of the heatmap.

To go further in analyzing each of these biological processes, expression profile of currently
well-known cell lineage markers was searched to confirm and supplement the previous
cytometry and immunocytochemistry analysis. Regarding the genes commonly used to
qualify myogenic cells, we confirmed that hMuStem cell populations were characterized by
an expression of NCAM1/CD56 concomitantly to an expression of ITGB1/CD29 and CD82
that remained stable until late passages (Figure S4, A). Interestingly, CDCP1/CD318 gene
was found up-regulated in late populations compared to early populations. Importantly,
MYODI, MYOG and DES genes were found significantly reduced in late populations
compared to early and intermediate ones, while no significant differences were noted between

the early and the intermediate populations (Figure S4, A). MYF5 displayed a decreased
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expression in the late population but was not identified as significantly differentially
expressed. These results were consistent with previous analysis at the protein level. PAX3 and
PAX7 genes were not detected, confirming previous hMuStem cell description, whereas
MYF6/MRF4 display the same decreasing pattern than other MRF genes (Figure 6, A). We
additionally identified the transcription factor MEF2C and numerous genes involved in
muscle structure and development among which myosin, troponin and actin isoforms (MYLI1,
MYL2, MYL4, MYL5, MYH3, TNNTI1, TNNT2, ACTN2) that also have a decreasing expression
profile from early to late populations. Among these genes, MYLS5, CHRNAI, TNNTI, KLHL31
and DNALII could be interesting candidates to qualify the status of cultured hMuStem cell
populations as they present highly homogeneous expression profiles (Figure 6, A).
Concerning the other cell-lineage markers, we confirmed the stable expression during the in
vitro expansion time of the perivascular (PDGFRB/CD140b, MCAM/CD146) (Figure S4, B)
and the mesenchymal (ANEP/CD13, CD44, NT5E/CD73, THY1/CD90, PROCR/CD201) cell
markers (Figure S4, C). Only ENG/CD105 gene had an expression profile impacted, as it was
found up-regulated in late populations compared to early ones (Figure S4, C). Finally, we
determined a lack of expression for the pluripotency markers NANOG, POU5F1/Oct-4, SOX2
and FUT4/SSEA-1, PODXL/TRA-1-60/81 and a weak expression of KLF4, independently of
the in vitro expansion time (Figure 6, C). Associated to our results on the proliferation kinetic,
the hTERT expression profile and the CFU potential, these results clearly positioned the
hMuStem cells as progenitor cells rather than strictly stem cells, as we have already presented

them.
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Figure 6: Impact of expansion time on expression profiles of myogenic- and pluripotency-related
genes. DGE-seq expression profiles of genes related to muscle commitment (A) and pluripotency (B)
for Early (green dots), Intermediate (orange dots) and Late (red dots) populations. Expression values
are reported after a regularized logarithmic (rlog) transformation. Median values are represented by
black diamonds. Significant differential expression are indicated as * (BH adjusted p-value<0.01).
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Figure S4: Validation of cell lineage-specific phenotype of hMuStem cell population over in vitro
expansion period. DGE-seq expression profiles of myogenic (A), perivascular (B) and mesenchymal
(C) markers for Early (green dots), Intermediate (orange dots) and Late (red dots) populations.
Expression values are reported after a regularized logarithmic (rlog) transformation. Median values are
represented by black diamonds Significant differential expression are indicated as * (BH adjusted p-

value<0.01).

196



hMuStem cell populations at early stage are composed of mitotically active cells not

expressing cell death or stress response signals

Despite their high proliferative potential, hMuStem cell populations gradually divided less for
finally reach a state of growth arrest after about 60 days of culture, as we showed in Figure 1.
DGE-Seq analysis revealed numerous genes and gene families involved in cell cycle
regulation, particularly positioned in the 2nd panel of the Figure 8, A. Several cell division
control proteins (CDC45, CDC20, CDC6), cyclin (CCNAI, CCNA2, CCNBI, CCNB2,
CCNE2) and cyclin-dependent kinase (CDKI, CDK2) were up-regulated in the early and
intermediate populations. Concomitantly, negative regulators including well-known CDKNIA
and CDKN2A genes as well as the Growth Arrest Specific 6 (GAS6) gene were down-
regulated, revealing a mitotic active state. As an exception, cyclin D1 (CCND1I), whose first
role is the progression through the cell cycle, was found highly up-regulated in late
populations. These results are consistent with the high proportion of cells in S/G,/M phases
we previously observed in the early and intermediate populations. Furthermore, several genes
encoding proteins involved in different phases of mitosis, including centromere and
kinetochore-associated proteins (SPC25, NDC80, NUF2 and ZWILCH) or kinesins (KIF23,
KIF2C, KIF20A) were significantly down-regulated through in vitro expansion period (Figure
7, A). In addition, DGE-Seq analysis suggested a global change in the secretory phenotype of
“late” hMuStem cell populations with the up-regulation of senescence-associated genes
related to senescence-associated secretory phenotype (SASP), among which genes encoding
interleukin 1 ([LIB), and 8 (CXCLS) as well as insulin growth factor binding protein-7
(IGFBP7), CSF3 gene encoding for granulocyte colony stimulating factor (G-CSF) and
HMG?2A (Figure 7, A). Altogether, these results strongly suggested a replicative senescence
state for the late populations, which was reinforced by the detection of 53 + 11 % of cells on
late populations that were reactive for the senescence-associated B-galactosidase (SA-BGal)
whereas the enzymatic activity was observed in less than 1 % and 2 + 1 % of cells through P4
and P6, respectively (Figure 7, B). Regarding cell death, less than 2% of apoptotic cells were
detected among cell populations, independently of culture time. Necrotic cells detected by PI
integration were also found in low proportion (less than 1%) at P2 and P4, whereas a
significant increase in necrotic cell proportion was observed at P6 (p<0.001 and p<0.01
compared to P2 and P4, respectively), although remaining inferior to 3% (Figure 7, C).
Heterogeneous PI integration was also noticed for P12-P15 cells, while the differences did not

pass the statistical analysis. In parallel, DGE-Seq analysis identified a large set of genes
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known to be involved in cell death (142 genes) and stress response (61 genes), which
homogeneously displayed a weak expression level in early populations. In return, the
expression level of most of these genes became more heterogeneous in intermediate
populations and clearly increased in late ones. Among them, SFRP4, LIMKI and IGFBP4,
TNFRSFIB can be cited for cell death and stress response, respectively (Figure 7, D).
Regarding the genes regularly mentioned to be bounded to the inflammatory response, a
similar increasing profile than those described for cell death/stress response-associated genes
was found for FNI, SDCI and C3 (Figure 7, D), well pointing on the transitory state of the
intermediate populations. Finally, as “intermediate” hMuStem cell populations were defined
by a transitory expression profile between early and late populations with the appearance of
genes related to senescence, cell death or stress revealing that they could not be considered for
in vivo applications, we further investigated the 65 differentially expressed genes between
early and intermediate populations. By this, we aimed at identifying selection of markers
useful to determine easily and especially prematurely until which time of the in vitro
expansion process hMuStem cell batch acquire characteristics not wished in quality term.
Among the 39 down-regulated genes and 26 up-regulated ones, a stringent binary comparison
of the differential criteria allowed us to point out on a set of 9 genes corresponding to 4
(ALDHIA3, COL8AIl, LRRC32, PAPPA) and 5 (DMBTI, SOX8, NINJ2, MSTN, TPPP3)

genes up-regulated and down-regulated for intermediate populations, respectively (Figure 8).
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Figure 7: Mitotic clock, senescence and stress response-related parameters over in vitro
expansion of hMuStem cells. (A) DGE-seq expression profiles of positive (CDC45, CDC20, CDK1,
CCNDI1) and negative (CDKN1A, CDKN2A) regulators of cell cycle and genes associated with
mitosis (KIF2C, KIF23, NDC80) and senescence (HMGA?2). Expression values for Early (green dots),
Intermediate (orange dots) and Late (red dots) populations are reported after a regularized logarithmic
(rlog) transformation. Median values are represented by black diamonds. Significant differential
expression are indicated as * (BH adjusted p-value<0.01). (B) Activity of senescence-associated
BGalactosidase (SA-BGal) was evaluated at P4, P6 and P12-15. Proportion of positive-blue stained
cells is reported in percentages. (C) Presence of necrotic cells was investigated by Propidium lodide
(PD staining at P2, P4, P6 and P12-P15 and was reported as percentage. LME model followed by
Tukey post-hoc test, ***p<0.001. (D) Expression of genes associated with cell death (SFRP4,
LIMK1), stress response (IGFBP4, TNFRSF1B) and inflammatory response (SDC1, C3, FN1) are
represented as described above.
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Figure 8: Set of significantly differentially expressed genes between Early and Intermediate
hMuStem cell populations. Selection of genes among the 65 significantly differentially expressed
genes between Early and Intermediate populations. ALDH1A3, COL8A1, LRRC32 and PAPPA genes
are up-regulated over in vitro expansion, whereas DMBT1 and NINJ2 genes displayed a decrease in
their expression over in vitro expansion. Expression values are reported after a regularized logarithmic
(rlog) transformation. Median values are represented by black diamonds. Significant differential
expression are indicated as * (BH adjusted p-value<0.01).

hMuStem cell population exhibits spontaneous myogenic differentiation potential that

gradually decreases during in vitro expansion time

hMuStem cells were previously characterized by a high spontaneous myogenic differentiation
potential [30]. We thus aimed to evaluate how this ability to fuse evolves with in vitro
expansion time. After 4 days in myogenic differentiation medium, the fusion index (FI),
corresponding to the percentage of nuclei inside multinucleated cells expressing sarcomeric
myosin heavy chain (sSMyHC, green) (Figure 9, A), were of 32 +2 %,25+1 % and 23 +1 %
for hMuStem cell populations at P2, P4 and P6, respectively (Figure 9, B). Additionally, we
did not detect any myotube in cell populations at P12-P15 (late). Overall, these results
indicated that hMuStem cell population maintains ability to give rise myotubes in vitro up to
P6 with only a slight decrease of myogenic potential between P2 and P4 (p<0.001) with no

additional loss through P6 but loses it in late times.
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Figure 9: Impact of in vitro expansion time on ability of hMuStem cells to give rise
multinucleated myotubes. (A) Cultured hMuStem cells at different passages were grown in low-
serum medium for 4 days, then fixed and submitted to sarcomeric myosin heavy chain (sMyHC,
green) immunolabelling to reveal multinuclei myotubes. hMuStem cells placed on growth medium
were used as negative control. Fusion index (FI) was calculated on sMyHC™ myotubes. Nuclei were
counterstained with DRAQS (Blue). Scale bar 100 um. LME model followed by Tukey’s post-hoc
test, p<0.001 compared to P2, ***p<0.001.

Discussion

Over the last years, MuStem cells were presented as potential candidate for cell-based therapy
of the most common orphan muscle disease corresponding to Duchenne Muscular Dystophy
(DMD). Several studies demonstrated indeed clinical and tissue benefits of allogeneic
MuStem cells transplantation in the relevant large animal model of DMD [27-29,37]. In
addition, recent work isolated, characterized and produced the human counterpart using a
clinically-compatible culture conditions [30, and unpublished data]. Nevertheless, this skeletal
muscle-derived cell population was until now characterized at a unique time of expansion
corresponding to 10 to 12 CPDs after the first amplification step. hMuStem cell state at the
end of the isolation process as well as their long-term safety and efficacy have not been
investigated yet. Likewise, due to the relative scarcity of stem cells in adult tissues, most
preclinical experiments used progenitors or stem cells after a phase of amplification in culture
while growing evidences tend to indicate that long-term ex vivo manipulation can impact cell

fate and thus therapeutic potential and safety of cell-based therapies [16—18].

First, we demonstrated in a reproducible manner that hMuStem cells can be isolated and
expanded in clinically compliant culture conditions, with homogeneous amplification rates
suitable for whole body treatment intention. Numbers of cells generated in vitro were in the
same extent than those previously reported clinical trial for DMD [15]. hMuStem cells

reached a permanent growth arrest after an average of 44 CPDs in 61 days after the initial
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amplification step (P1), that was attributed to the occurrence of a senescence state as
confirmed by the onset of SA-BGal activity detection. These findings are consistent with those
previously reported for cMuStem and hMuStem cells in research grade culture conditions
[27,30] as well as for other myogenic populations such as human myosphere-derived
progenitor cells (MDPCs) and freshly isolated muscle AC133" [38,39]. Additionally,
telomerase hTERT subunit expression was not detected whatever the cell batch and the time
of amplification, which positions hMuStem cells rather as progenitor cells rather than strictly
stem cells like we have already mentioned and supports the safety of the cell product as
regard to regulatory agencies requirement. These characteristics also reinforced the distinction
of our population with other stem cell populations including murine MDSCs and mice or
human ADSCs that were presented with a more extended replicative life span even if
contradictory results have been presented [9,40,41]. For the first time, we investigated the
behavioral and molecular changes occurring in hMuStem cell population after long-term
cultivation. The deeper analysis of its proliferative behavior revealed a persistent enrichment
during the first expansion steps in proliferative cells expressing Ki67 antigen, among which
one third was positioned in S/G,/M phases of the cell cycle. This contributed to explain the
maintenance of a stable DT around 24 hours through P5. In return, late populations were
characterized by a drastically reduced proportion of Ki67" cells associated with an
accumulation of cells with a Gyo/G; DNA content. These results were correlated to a
significantly reduced expression of a myriad of genes involved in cell cycle and mitotic
process, as well as with an increase of cell cycle negative regulators CDKNIA/p21 and
CDKN2A/p16, well-known effectors of senescence occurrence following different signals
including telomere shortening [42—44]. As an exception, cyclin D1 (CCND1), whose first role
is the progression through the cell cycle, was surprisingly found highly up-regulated in late
populations, as previously shown for human fibroblasts and vascular smooth muscle cells
[45—47]. It has been proposed that high level of cyclin D1 in association with that of p21 may
reduce the inhibitory activity of cyclinD1-Cdk complexes on retina blastoma protein (pRB),
resulting in cell cycle arrest [47,48]. These results are consistent with the accumulation of our
cells with a Go/G; DNA content in late populations. The onset of DT increase was positioned
at P6, corresponding to an average of 22.6 CPD, and was correlated with a slight decreased
number of proliferative Ki67" cells. No significant changes in the previously cited genes were
however observed between early and intermediate populations. At this step of amplification,

SA-BGal activity was evidenced in less than 3% of the cell population. Further experiments
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would be required to determine the cell state of the remaining 5-15% of Ki67 cells, as they

could be differentiated or quiescent cells.

hMuStem cells were previously defined as early myogenic-committed progenitor cells with a
perivascular/mesenchymal signature [30]. Here, we noticed a stable expression profile for the
sets of specific cell lineage markers through P6. In addition, undedicated analysis of global
expression signatures revealed a significant homogeneity and proximity of transcript
expression profile of cells expanded through PS5, whereas an increased heterogeneity was
noticed for cells from P6. Changes in expression of myogenic markers, particularly the MRFs
MYF5, MYOD, occurred concomitantly with the slight decrease of fusion ability after P2,
evoking that hMuStem cells that were cultured for just one passage after the first expansion
step might be more efficient for muscle fiber formation. Interestingly, Montarras et al. (2005)
demonstrated that a phase of amplification in culture of myoblasts before engraftment
markedly reduced their regenerative capacity, suggesting that in vifro expansion 1is
disadvantageous [22]. Then, grafting of this muscle precursor cells cultured only for a few
days required for instance a 10-fold higher dose than uncultured cells to obtain the same
regenerative potential. First advanced hypothesis was that the culture-induced modifications
may affect survival or engraftment capacity of the cells. Second, it was evoked that the
activated state of the transplanted cells may decrease their regenerative potential as freshly
isolated cells are not activated at the time of transplantation. Even if the hMuStem cells do not
show modified survival rate over the in vitro expansion time and correspond to early
myogenic committed cells, it would be of major interest to compare their grafting behavior
with or without culture expansion in order to determine whether the situation to be favored
would not be finally to use limited number of hMuStem cells not or little subjected to the cell
culture. It is important to note that hMuStem cells expanded for 4 and 6 passages displayed
however an ability to differentiate that remained consequent as illustrated by a fusion index
(FI) of about 25% that is comparable to those obtained for other muscle-derived stem cell
population positioned for cell-based therapy approach [11]. As FI may be an easy potency test
for the qualification of the hMuStem cell batches, it would be highly informative to further
explore the ability of hMuStem cell submitted to different expansion time to fuse with
myoblasts in a co-culture context. Regarding the phenotype of cultured hMuStem cells, a
higher homogeneity in NCAM/CD56 expression was determined compared to those
previously reported for research grade conditions [30]. Moreover, its expression appeared

persistent during expansion by contrast to other observations on myogenic cells [11,21]. As
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we previously reported a direct correlation between the muscle regenerative efficiency and the
percentage of CD56" cells in the hMuStem cell population, we can hypothesize that the
improved homogeneity of the newly prepared hMuStem cell population could have a
beneficial impact on its regenerative potential, higher than those obtained with research grade
cells [30]. As an exception, hMuStem cells isolated from donor #6 displayed a progressive
loss of CD56 expression that occurred concomitantly with a decrease in the percentage of
cells undergoing in vitro myogenic differentiation. Interestingly, this donor was defined by an
initial lower CD56 expression. Further experiments will be required to confirm the correlation
between the initial proportion of CD56™ and the loss of this marker over in vitro expansion. By
contrast to human myoblasts that are still able to fuse although at a lower extent than younger
myoblasts [49], we demonstrated the lack of myogenic differentiation potential of late

hMuStem cell populations.

In addition to the loss of cell potencies limiting the therapeutic potential of stem cell products,
different studies pointed the evidence of abnormalities occurrence and cell transformation
through culture. Among them, DNA damages and genetic abnormalities likely increase the
risk of cell transformation [50,51]. In contrast to pluripotent stem cells expressing
pluripotency markers and exhibiting telomerase activity, somatic stem cells that undergo
senescence are less prone to transformations. Although accumulations of DNA damages and
cytogenetic abnormalities have been reported for protracted cultures of MSCs or myoblasts
clinical batches, these changes were not associated with tumor transformation [19,21,52,53].
Spontaneous transformation was indeed defined as a rare event and no case of tumorigenicity
has been reported despite the high number of clinical trials involving MSCs [54,55]. To go
further in the definition of the safety status of our cell candidate, cytogenetic status of
hMuStem will be explored to evaluate the occurrence of genetic abnormalities through in
vitro expansion, although we now have evidences that hMuStem cell population undergo
senescence and do not express telomerase, limiting the risk of malignant transformation. The
first evidences of cell transformation are morphological changes [41], mainly cell spreading
that might limit the distribution, the migration and the integration of grafted cells. As vascular
route is considered for the hMuSem cell delivery protocol, limited cell size appears to be a
critical parameter for effective dispersion and to avoid capillary clog. Here, we presented for
the first time the size criteria of the hMuStem cell population and showed that it is
homogeneously comprised between 9 and 15 um for the majority of cells in suspension until

P6 and even for late populations in which rare cells taller than 20 um were detected probably
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due to cell fragmentation at harvesting. This highly limits the risk of complication following
potential large cell injection. Furthermore, the injection of senescent cells might have a
deleterious effect on neighboring cells, due to the drastic change of secretory phenotype,
namely the occurrence of the senescence-associated secretory phenotype (SASP) [56-58].
Few genes associated with this particular secretory phenotype were indeed found altered over
in vitro expansion. Our results also suggest that hMuStem cells are more prone to enter a
senescent state rather than undergo apoptosis programmed cell death, as rare apoptotic cells
were detected even for late populations and although a few differentially expressed genes
were identified as up-regulated through expansion. This particular senescence signature, even
described only at the transcript level, imply significant changes in hMuStem cells submitted
to senescence. The setting up of efficient detection of senescent cells thus appears as a crucial
parameter to ensure the safety of cell-base treatment. SA-Bgal assay, although widely used as
quality control for the release of most clinical cell products, cannot be the only assay used to
attest senescence, as we noticed a substantial heterogeneity in cell batches while all late
populations shared a significantly altered expression signature. Furthermore, less than 3% of
cells were reactive for SA-Bgal while signature profile determined by DGE-Seq raised
concerns regarding the onset of genes associated with stress response, inflammatory response
and cell death. Relevant specific markers able to characterize the changes that occur during
culture are currently lacking. Such undedicated method allowed the identification of a myriad
of changes at the transcript level that might be useful for the setting up of quality controls. We
proposed a selection of genes that might allow us to exclude intermediate population with the
onset of an expression profile for a panel of genes that are differentially expressed between
early and late populations. From now on, the qualitative and quantitative correlation at the
protein level will be the main focus in order to set quality controls up for the release of
hMuStem cell batches. Finally, the integrated analysis of the various biological parameters
followed in this study leads us to do not consider hMuStem cell preparations after in vitro
expansion time corresponding to PS5 as regard to the onset of genes shared with senescent
cells. This corresponds to a limit of amplification around 22-24 CPD, which is in accordance

with previous reports for MSCs [19,59].

Conclusion

The present findings indicated that prolonged in vitro expansion of hMuStem cell population

results in significant changes of proliferation behavior and myogenic commitment. Passage 6
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was identified as a transitory state between early and senescent populations with the
appearance of genes related to undesired features, although their hypothetic implication in
hMuStem cell therapeutic potential limitation remain to be demonstrated. Undedicated
strategy that we applied is of particular importance for a further understanding of cell fate
during culture and unambiguously defining a set of markers useful to control safety and

efficacy of cell batch for clinical settings.
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Les thérapies cellulaires représentent une alternative prometteuse pour un large
ensemble de maladies et en particulier les maladies orphelines. En effet, les propriétés
intrinseques de l'agent cellulaire lui permettent d'interagir avec son environnement et de
générer une réponse biologique complexe en fonction du contexte tissulaire au sein duquel il
se retrouve. C’est le cas du tissu dystrophique, et de la DMD, forme la plus fréquente et la
plus sévere des dystrophies musculaires, pour laquelle seuls des traitements palliatifs
permettent actuellement d’améliorer la qualité de vie des patients qui décedent entre 20 et 30
ans. Plusieurs populations de CSs d’origines variées ont été proposées ces dernieres années
pour le traitement des atteintes musculaires, bénéficiant d’avantages et d’inconvénients
propres. Parmi elles, différentes populations isolées a partir de tissus adultes ont démontré des
propriétés intéressantes notamment en termes d’engagement myogénique, laissant supposer
un impact bénéfique sur la régénération. Néanmoins, bien que des démonstrations

précliniques se soient avérées prometteuses, les 1°°

ECs mis en place avec les myoblastes, les
MABs ou encore les cellules AC133* n’ont malheureusement pas encore démontré de
pertinence clinique suffisante (Cossu et al., 2015; Gussoni et al., 1992; Mendell et al., 1995;
Skuk et al., 2004, 2006, 2007; Torrente et al., 2007). Plusieurs hypotheses ont été formulées
pour expliquer ces différences d’efficacité observées entre les études précliniques et les ECs.
Les conditions de production sont généralement trés différentes en raison de 1’exigence de
définition d’un protocole de production respectant les normes GMPs. Ces différences peuvent
également étre accentuées par des variations au niveau du temps d’expansion ex vivo en
raison des doses nécessaires beaucoup plus importantes chez I’ Homme que pour les études
précliniques. De plus, la production de cellules inclus une quantité non négligeable de cellules
nécessaire aux contrdles qualité de libération des lots cliniques. Finalement, les études
cliniques different également au niveau du contexte de transplantation, en termes de

physiopathologie, d’état d’avancement de la maladie mais également de contraintes

immunologiques.

Ces résultats illustrent bien I’exigence de définition d’un protocole de production
robuste, reproductible, respectant les normes GMPs et transférable a large échelle des les
études précliniques qui doivent étre tres proches des protocoles prévus pour les ECs. L’UMR
703 PAnTher a isolé en 2011 une population de CSs dérivées du muscle squelettique
(dénommée MuStem) présentant un ensemble de propriétés intéressantes en termes
d’application clinique dans le domaine des pathologies musculaires. Nos travaux ont

démontré une forte capacité de prolifération, un potentiel de différenciation myogénique
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spontané et un effet bénéfique aprés administration systémique des cellules cMuStem sur
I’état clinique général du chien dystrophique GRMD, modele gros animal pertinent de la
DMD (Lardenois et al., 2016; Robriquet et al., 2015, 2016; Rouger et al., 2011). Plus
récemment, une population de cellules possédant des propriétés comparables a été isolée a
partir de biopsies musculaires humaines et définie notamment par un potentiel de régénération
apres administration dans un tissu musculaire 1ésé¢ (Lorant, Saury et al., 2017), confortant le
statut de candidat thérapeutique pour la population MuStem. Néanmoins, cette définition
initiale de la population humaine ayant été réalisée dans des conditions de recherche non
transférables en clinique, 1’objectif de ma theése a été d’initier I’optimisation de la préparation

des lots cellulaires en vue d’un transfert clinique.

Au cours mon travail expérimental, des études comparées ont successivement permis
de remplacer différents éléments du protocole non conformes avec les attentes des instances
reglementaires par des composés produits selon les GMPs. En effet, des enzymes de
dissociation tissulaire produites selon les GMPs, le substrat matriciel défini CELLstart™
CTS™, 1a solution de cryoconservation Synth-a-Freeze® CTS™ ou encore ’apport nutritif
HS ont été ajoutés en remplacement respectivement du cocktail d’enzymes de dissociation
tissulaire de grade recherche, de la gélatine porcine, de la solution de conservation constituée
de FBS et de DMSO et du FBS dans le milieu de culture. En raison de la difficulté a obtenir
des biopsies de taille suffisante pour séparer en deux, certaines de ces études ont été limitées
en nombre d’échantillons. Néanmoins, ces nouveaux produits n’ont pas engendré d’impact
majeur sur la morphologie des cellules et des taux de prolifération comparables voire
supérieurs ont été observés. D’autres éléments du protocole, indispensables aux nouvelles
conditions de production, n’ont pas fait ’objet d’études comparatives, comme I’enzyme de
dissociation TrypLE pour remplacer la Trypsine ou I’Accutase d’origine animale, les GFs
EGF et bFGF, le milieu HAMF12 et le tampon PBS de base. Les versions conformes aux
GMPs de ces produits ont été incluses en considérant que I’impact sur les propriétés des
cellules hMuStem serait mineur. Un parametre qui n’a cependant pas été pris en compte est
I’utilisation des antibiotiques et antifongiques. L’utilisation de certains antibiotiques pourrait
en effet masquer de faibles taux de contaminations bactériennes, présenter un potentiel

allergénique mais également influencer le devenir des cellules en culture. Il est donc conseillé
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de s’en affranchir grace au strict respect des principes d’asepsie (Llobet et al., 2015; Pytlik et

al., 2011).

Ces 1% résultats se sont néanmoins principalement basés sur I’évaluation de la
viabilité et des taux de prolifération. Dans un 2™ temps, et dans le cadre de la comparaison
des deux apports nutritifs HS et hPL, nous avons réalis€¢ une étude plus avancée des
caractéristiques de la population hMuStem dans les conditions de culture précédemment
définies. Dans I’ensemble, nous avons confirmé que 1’intégralité de ces conditions permettait
d’obtenir des lots de cellules présentant des caractéristiques comparables avec celles
précédemment décrites (Lorant, Saury et al., 2017). D’une part, les cellules hMuStem isolées
et amplifiées dans ces conditions bénéficient d’un pouvoir prolifératif comparable voire
supérieur aux anciennes conditions de méme que des taux de clonogénicité tres supérieurs a
ceux décrits pour les cellules hMuStem originales. Elles conservent d’autre part un phénotype
de progéniteur myogénique précoce d’origine périvasculaire/mésenchymateuse. Elles
expriment en effet fortement le CD56, la desmine, Myf5 et dans une moindre mesure MyoD
et également 1’ensemble des marqueurs mésenchymateux CD44, CD73, CD90 et CD105. Ces
cellules restent de plus négatives pour les marqueurs hématopoiétiques CD34 et CD45 et
endothélial CD144. Au méme titre que la population originale, les fractions cellulaires
exprimant les marqueurs périvasculaires CD140b et CD146 sont plus modérées. Les cellules
hMuStem conservent également une oligopotence, avec la capacité a se différencier vers les
voies adipogénique, ostéogénique et myogénique. L engagement myogénique, conservé dans
des conditions de milieux contenant du HS, est néanmoins fortement diminué en présence de
hPL. En effet, tandis que les FI en milieu contenant du HS sont d’environ 20%, ils s’averent
étre a moins de 5% quand les cellules sont en présence de hPL. De facon intéressante, cette
configuration de milieu permettrait de maintenir les cellules dans un état indifférencié,
d’autant plus que cet effet limitant, que nous avons pu attribuer a I’utilisation d’anticoagulant,
est réversible par ajout d’une derniere étape de culture dans un milieu contenant du HS ou du
hPL défibrinogéné. Finalement, en plus de valider I’ensemble des conditions de culture, nous
avons démontré la faisabilité de 1’utilisation du HS et de différentes préparations de hPL pour
I’isolement et ’amplification de la population hMuStem. Par ailleurs, du hPL ayant subi une
étape d’inactivation virale est en cours de développement, ce qui donnerait un avantage
important au hPL en comparaison au HS, et ajouterait un niveau de sécurité supplémentaire

(Viau et al., 2017a).
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Afin de compléter cette étude et d’optimiser le procédé de production, il serait
intéressant de tester des milieux définis, qui semblent de plus en plus performants et adaptés a
la culture notamment des MSCs et méme si ceux-ci ne sont encore que tres peu utilisés en
clinique et que la démonstration de leur efficacité reste a €tre clairement établie. Le HS et le
hPL restent en effet des composés non définis qui peuvent contribuer a ajouter des variabilités
dans le protocole de production. La démonstration récente de la standardisation des lots de
production industiels de hPL de Macopharma permet toutefois d’envisager une treés faible
variabilité du protocole de production liée a I’utilisation d’un tel produit. C’est notamment le
cas du milieu StemPro® MSC SFM XF, produit dans le respect des GMPs, qui apparait
comme une alternative plus définie et moins coliteuse que le milieu M2Stem complet actuel
(Agata et al., 2009; Riis et al., 2016; Wuchter et al., 2016). Le milieu MegaCell™ DMEM
(Sigma), actuellement utilis€ pour la préparation de lots cliniques de MABs pourra également
étre testé dans 1’optique de diminuer la concentration en HS et hPL (Tonlorenzi et al., 2007,
2017). Cultivées sur support plastique dont la rigidité est beaucoup plus élevée que celle
rencontrée dans les tissus, il serait également intéressant d’évaluer le comportement des
cellules hMuStem sur des supports moins rigides. Plusieurs équipes ont en effet démontré
qu’une meilleure efficacité de différenciation était obtenue a partir de MSCs, de myoblastes
ou encore de MABs sur des substrats beaucoup plus souples (Engler et al., 2004, 2006;
Romanazzo et al., 2012; Tonlorenzi et al., 2017; Xu et al., 2017). Il conviendra de plus de
s’assurer de la disponibilité de I’ensemble des réactifs. A D’instar du HS et hPL, et comme
nous 1’avons évoqué dans la partie introductive, il est en effet fortement suggéré d’intégrer
des redondances dans la définition du protocole afin de pouvoir pallier rapidement a un
potentiel défaut d’approvisionnement et assurer la continuité de la production (Ratcliffe et al.,
2011). Avec le développement constant de nouveaux produits, 1’optimisation du procédé doit
étre un processus continu au cours duquel doivent €tre maitrisées les conséquences sur les
propriétés du produit cellulaire. Pour poursuivre 1’optimisation du procédé de production, il
serait également intéressant d’évaluer 1I’impact d’une concentration en O, plus physiologique
sur les caractéristiques de la population hMuStem, de nombreuses études ayant mis en
évidence un impact bénéfique pouvant étre illustré par un retard de 1’entrée en sénescence, le
maintien dans un état indifférencié ou encore une augmentation du potentiel de différenciation
de MSCs (Choi et al., 2017; Fehrer et al., 2007; Jin et al., 2010; Kim et al., 2016; Tsai et al.,
2011). Comme nous I’avons évoqué précédemment, un prétraitement hypoxique de 48h a 1%
d’0O, a par exemple eu un effet bénéfique sur la régénération musculaire de myoblastes apres

injection dans le modele mdx (Liu et al., 2012). En termes de transfert clinique, les MABs
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sont par exemple aujourd’hui cultivés entre 3 et 5% d’O, en raison d’une meilleur efficacité
d’isolement et de prolifération qu’a la concentration atmosphérique en particulier pour une
expansion clonale (Cossu et al., 2015; Tonlorenzi et al., 2007). Enfin, ces études devront étre
poursuivies avec des ¢tudes d’administration in vivo afin d’évaluer le potentiel de

régénération des cellules isolées et amplifiées dans les nouvelles conditions.

La faisabilit¢ de production a large échelle est un élément important qu’il faudra
développer. En effet, pour de simples questions économiques, I’ensemble de ces études de
prolifération a été réalisé sur des supports de surface limitée correspondant au mieux a des
flasques T75. Or, dans le contexte de transplantation allogénique qui sera réalisé dans un 1%
temps avec un donneur (parent proche compatible HLA) et pour lequel un seul lot cellulaire
sera produit, la quantité de cellules nécessaire sera potentiellement comprise entre 1 et 4.10°
cellules, contrdles qualité compris. L utilisation de petites surfaces est envisagée pour les 1
phases d’amplification compte tenu de la taille des biopsies musculaires et des faibles
quantités de cellules hMuStem extraites de celles-ci. Cependant, les dernieres phases
d’amplification nécessiteront I’utilisation de systémes de culture plus adaptés. Dans un 1%
temps, des supports de culture a multi-étages pourront étre testés, comme le CellFactory
Systems (Nunc) ou les CellSTACK® (Corning). Dans un o temps, les bioréacteurs a plaques
paralleles Xpansion System (Pall Life Sciences) et le bioréacteur a fibres creuses pourront étre
des alternatives plus performantes (maitrise de I’environnement physico-chimique et de
I’apport nutritif) mais également plus coliteuses et pas forcément adapté au schéma un
donneur-un receveur (Roh et al., 2016). Le temps de culture nécessaire a 1’obtention d’une
quantité suffisante de cellules devra alors étre réévalué en fonction des taux de prolifération
observés dans les nouvelles conditions de culture. En effet, le transfert sur ce type de supports
a étages multiples peut avoir un impact négatif sur les taux de prolifération en raison d’une
moins bonne uniformité de ’apport en nutriments, des échanges gazeux ou encore de la T°
pouvant introduire une hétérogénéité au sein de la population en termes de croissance, de
phénotypes ou de degré de différenciation (Campbell et al., 2015; Sheu et al., 2014).
Finalement, les conditions adhérentes semblent les plus adaptées pour la culture des cellules
hMuStem. Dans les conditions non adhérentes testées, les cellules hMuStem forment en effet
des myospheres comme précédemment observé pour les cellules canines (Rouger et al.,
2011). L’¢étude préliminaire réalisée dans ces conditions a démontré des rendements de
production drastiquement inférieurs suggérant une absence totale de prolifération, bien que les

observations morphologiques suggerent le contraire. Ce résultat pourrait toutefois refléter une
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forte perte cellulaire lors de la récupération et la dissociation des myospheres. En raison de
I’avantage certain de la culture en bioréacteurs en suspension, il serait intéressant de
renouveler cette étude dans les conditions de milieu nouvellement définies, et d’évaluer la

faisabilité de la culture sur microporteurs.

Dans le méme objectif d’optimisation de la préparation du produit cellulaire
hMuStem, nous nous sommes attachés a identifier la fenétre d’expansion in vitro optimale.
Comme nous I’avons évoqué dans la partie introductive, ce paramétre peut avoir une
influence sur le potentiel thérapeutique des cellules tant en termes d’efficacité que de sécurité.
En ce qui concerne les cellules non pluripotentes qui ne bénéficient pas d’un potentiel de
prolifération illimité, une expansion trop importante peut en effet introduire un risque
d’injection de cellules anormales ou sénescentes. Nos résultats ont démontré dans un 1%
temps que les cellules hMuStem atteignent un état de sénescence cellulaire entre 35 et 55
CPDs, qui s’accompagne entre autre d’une perte totale du potentiel de différenciation
myogénique, contrairement a ce qui a €té observé pour des myoblastes qui conserveraient leur
capacité de différenciation mais dans une moindre mesure (Bigot et al., 2008). Dans un 2nd
temps, 1’é¢tude longitudinale mise en place nous a permis de suggérer une limite a ne pas
dépasser lors de I’expansion, qui correspondrait a un nombre de PDs compris entre 22 et 24.
Ces résultats concordent avec ce qui a pu étre conseillé pour I’expansion des MSCs (Banfi et
al., 2000; Tarte et al., 2010). En effet, bien que les cellules hMuStem a ce passage
intermédiaire P6 conservent encore un potentiel de différenciation in vitro conséquent et
comparable avec celui observé sur des passages plus précoces (P4), bien qu’inférieur aux
cellules ayant passé peu de temps en culture (P2), leur capacité de prolifération a faible
densité est fortement réduite ce qui pourrait limiter leur potentiel thérapeutique in vivo. De
plus, de nombreux geénes fortement exprimés dans les cellules sénescentes commencent a
apparaitre a ce stade. Dans le cadre de la thése d’une autre étudiante de ’'UMR, une étude
longitudinale in vivo va prochainement &tre initiée a ces mémes temps d’expansion dans un
modele murin dystrophique afin de compléter cette étude. Elle permettra potentiellemnt de
conforter 1’avantage des cellules tres précoces (P2) sur les cellules ayant passé plus de temps
en culture (P4-P6) en termes d’engagement myognique et de participation a la régénération
musculaire. Les résultats générés permettront d’apporter des informations en termes

d’efficacité sur le produit cellulaire isolé dans les conditions de culture nouvellement définies
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et impacteront 1’ensemble du protocole de production en termes de méthodes (dge du

donneur, taille du prélévement initial, nombre de passages, conditionnement...) et de cotts.

Nous avons également pu documenter un certain nombre de parametres requis par les
instances réglementaires ANSM et EMA pour le dossier de conception d’EC. Comme nous
I’avons décrit précédemment, les cellules hMuStem ne bénéficient pas d’un potentiel de
prolifération illimité, comme attest¢ par I’entrée en sénescence réplicative et ’absence
d’expression de la sous-unité hTERT de la télomérase. De plus, les cellules hMuStem
n’expriment pas les marqueurs de pluripotence OCT4, NANOG ou encore SOX2. Une analyse
du caryotype a par ailleurs été initiée afin d’évaluer les potentielles altérations de I’intégrité
génétique des cellules hMuStem au cours de la culture, comme cela a été démontré pour
différents types cellulaires (Bisson et al., 2014; Tarte et al., 2010; Wang et al., 2013b).
L’ensemble de ces parametres sont des indicateurs permettant de formuler que le risque de
tumorigénicité est limité. Ce risque devra néanmoins €tre évalué par des études in vivo dans

un modele pertinent.

Finalement, 1’étude transcriptomique non dédiée décrite dans cette étude longitudinale
ouvre des perspectives en termes de définition de la carte d’identit¢é de la population
hMuStem. Alors que la population hMuStem est aujourd’hui phénotypiquement caractérisée
par I’expression de marqueurs communs avec les SCs et les myoblastes (CD56, CD29, CDS82,
CD318 ou encore la desmine et Myf5) mais également de marqueurs mésenchymateux
(CD44, CD73, CD90 et CD105) et périvasculaires (CD140b et CD146), cette étude pourrait
permettre de mettre en évidence un profil d’expression particulier pour celle-ci et d’évaluer sa
versatilité au cours de I’expansion ex vivo. La validation a 1’échelle protéique de marqueurs
ainsi identifiés rendra plus aisée leur utilisation comme potentiels marqueurs identitaires
d’inclusion et d’exclusion pour la libération des lots cliniques. En effet, comme nous I’avons
évoqué dans la partie introductive, des tests d’identité, de sécurité et de potentialités robustes
et si possible quantifiables doivent étre mis en place. Cette étude nous permettra de
déterminer des marqueurs dont I’expression, facilement quantifiable, serait corrélée a

I’identité et I’activité biologique de la population hMuStem.

En conclusion, ces travaux de theése ont permis de progresser sur notre degré de

connaissance de la population MuStem et de nous rapprocher d’une possible utilisation en
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clinique afin de proposer la population hMuStem comme produit thérapeutique. En effet, les
¢tudes de biodistribution, de tumorigénicité et d’efficacité¢ devront étre réalisées dans des
modeles animaux pertinents. En complément, une meilleure compréhension des modalités
d’action de la population hMuStem permettra d’appuyer son positionnement en tant que
candidat thérapeutique. Une étude en cours dans ’'UMR porte par exemple sur 1’activité
paracrine de la population hMuStem, a laquelle le comportement immunomodulateur a déja
été relié. Les observations histologiques réalisées chez les chiens GRMD transplantés ont
permis de mettre en évidence une régénération efficace et prolongée du tissu musculaire
associée a une restauration limitée de la dystrophine, révélant 1’existence de modalités
d’action plurielles comme cela a été par la suite confirmé par des études «omiques »
(Lardenois et al., 2016; Robriquet et al., 2015). Au regard de ces résultats, une analyse des
son effet thérapeutique in vivo ne pourrait pas étre liée a son sécrétome, de plus en plus
d’études attribuant en effet a ces vésicules extracellulaires un potentiel régénératif important
au niveau musculaire (Balbi et al., 2017; Choi et al., 2016; Nakamura et al., 2015). L’étude
transcriptomique ouvre également des perspectives quant au positionnement de la population
hMuStem par rapport a d’autres populations cellulaires. En effet, une étude comparative entre
la population hMuStem, les myoblastes correspondants et des populations de MSCs extraites
du tissu adipeux et de la moelle osseuse a été réalisée parallelement a 1’étude longitudinale.
L’identification de genes différentiellement exprimés entre ces populations permettra
d’identifier des marqueurs plus spécifiques de la population hMuStem. Pour aller plus loin
dans la compréhension de la composition fine de la population hMuStem, une étude en cellule
unique a également été initiée et permettra de décrire plus finement les sous-types présents au

sein de la population hMuStem.
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Seuls six produits de TC ont obtenu une AMM en Europe depuis 2009.

— _Chondroselect, développé par TiGenix NV, est une suspension de chondrocytes

autologues implantée dans des cas de dommages au niveau du cartilage du genou. Approuvé
en octobre 2009, plus de 1000 implants ont été posés jusqu’a 2014. Néanmoins, I’AMM a été
suspendue en 2016 sur la demande de I’entreprise pour des raisons commerciales. Ce
traitement avait entre-temps recu un avis défavorable de la part de la haute autorité de santé
(HAS) a la prise en charge a I’hopital en raison d’un intérét clinique insuffisant. Seuls
I’Espagne, la Belgique et les Pays-Bas ont accepté le remboursement, ne favorisant pas une
situation viable pour I’entreprise.

— _MACI est un implant constitué¢ de chondrocytes autologues appliqués sur une matrice
utilisé pour réparer les lésions cartilagineuses aux extrémités des os de I’articulation du
genou. Autorisé par ’EMA en juin 2013, il a finalement été suspendu par le CMPH apres le
retrait par les autorités danoises de la licence de fabrication du site de production du produit.

— _Provenge, commercialis€ par la société Dendreon, est constitué de cellules
mononuclées autologues du sang périphérique activées par PAP GM-CSF (sipuleucel-T) et est
préconis¢ comme anticancéreux pour des cas de cancers de la prostate métastatique. L’AMM
a été obtenu en UE en septembre 2013. Malheureusement, une forte concurrence, des erreurs
marketing et des colits non avantageux ont provoqué la faillite de Dendreon et le retrait du
marché européen.

— _Holoclar, qui utilise des CSs épithéliales de la cornée dans le but de réparer la cornée,
endommagée notamment dans des cas de brilures, a été approuvé en février 2015. Ce
traitement autologue est considéré comme « médicament orphelin ».

— Strimvelis, « médicament orphelin » autorisé en mai 2016 consiste en une fraction
cellulaire autologue enrichie en cellules CD34" transduites avec un vecteur rétroviral codant
la séquence d’ADNc du géne ADA humain. Il est utilisé pour le traitement de patients atteints
de déficit immunitaire combiné sévere dii a un déficit en adénosine désaminase (DICS-ADA),
qui ne peuvent pas bénéficier de greffe de moelle osseuse, faute de donneur compatible parmi

les membres de la famille.
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— _Zalmoxis, approuvé en septembre 2016, utilise des LTs allogéniques génétiquement
modifiés avec un vecteur rétroviral et est préconis€ comme traitement adjuvant chez les
adultes ayant recu une greffe de HSCs provenant d’un donneur dont les tissus correspondent
partiellement aux tissus du patient (greffe «haplo-identique»). Zalmoxis est utilisé chez les
patients ayant recu ce type de greffe car ils souffrent de cancers du sang graves, comme
certaines leucémies et certains lymphomes. Avant la greffe de HSCs, le patient a recu un
traitement visant a supprimer les cellules existantes de la moelle osseuse, y compris les
cellules cancéreuses et les cellules immunitaires. Zalmoxis est administré pour reconstituer le
systeme immunitaire du patient apres la greffe. Une autorisation conditionnelle a été délivrée,
dans I’attente de preuves supplémentaires.

— Cx601 de TiGenix peut également étre cité. Ce traitement a base de CSs allogéniques
dérivées de tissu adipeux (ASCs pour Adipose stem cells) est développé pour le traitement des
fistules péri-anales chez les patients atteints de la maladie de Crohn. Il a fait 1’objet d’une

demande d’AMM en 2016.
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Annexe 2. Description initiale de la population de

cellules MuStem humaines (hMuStem)
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After intra-arterial delivery in the dystrophic dog, allogeneic
muscle-derived stem cells, termed MuStem cells, contribute
to long-term stabilization of the clinical status and preserva-
tion of the muscle regenerative process. However, it remains
unknown whether the human counterpart could be identified,
considering recent demonstrations of divergent features be-
tween species for several somatic stem cells. Here, we report
that MuStem cells reside in human skeletal muscle and display
a long-term ability to proliferate, allowing generation of a clin-
ically relevant amount of cells. Cultured human MuStem
(hMuStem) cells do not express hematopoietic, endothelial,
or myo-endothelial cell markers and reproducibly correspond
to a population of early myogenic-committed progenitors
with a perivascular/mesenchymal phenotypic signature,
revealing a blood vessel wall origin. Importantly, they exhibit
both myogenesis in vitro and skeletal muscle regeneration after
intramuscular delivery into immunodeficient host mice.
Together, our findings provide new insights supporting the
notion that hMuStem cells could represent an interesting ther-
apeutic candidate for dystrophic patients.

INTRODUCTION

Duchenne muscular dystrophy (DMD) is an X-linked recessive
muscle disorder that represents the most common form of muscular
dystrophy, affecting about one in 3,500-5,500 male births." It is
caused by mutations in the dystrophin gene, which give rise to
the protein lack, resulting in myofiber degeneration, followed by
severe fibrosis.” This leads to progressive muscle weakness and
premature death near 30 years of age.*” Currently, there is no effec-
tive treatment, despite the development of pharmacological strate-
gies, molecular-based ones (such as viral-based transfer of short
form of dystrophin or oligonucleotide-induced exon-skipping),
and cell therapy.’

Concerning the last one, intramuscular (IM) injections of murine”*
>1% myoblasts generated encouraging results, with demon-
stration of cell fusion and dystrophin restoration in the murine DMD
model, i.e., the mdx mice. The first clinical studies, however, produced
very limited successes, failing to deliver significant levels of dystro-
phin and to demonstrate clinical benefit.'""'> Later, specific condi-
tions of cell delivery and immunosuppression, corresponding to a
“high-density injection” protocol and the use of tacrolimus, were
defined in suitable animal models'’ to adequately take into account
the acute immune rejection,"* poor survival,''® and low migration'”
of injected cells advanced to explain the disappointing initial results.
Phase IA clinical trials designed with these appropriate conditions in
DMD patients unequivocally demonstrated a significant increase
of the engraftment efficiency, with up to 34.5% myofibers expressing
donor-derived dystrophin at the injection sites for a long period.'® ™'
Although myoblast transplantation could be an elective treatment for
small and accessible muscles, it seemed quite inappropriate to treat
numerous large ones, considering the migration of myoblasts and
the potential invasiveness of the injection protocol, which prompted
the search for alternative cell types.

or human

Over the past 15 years, several cell types distinct from satellite cells
(SCs) have been described as exhibiting myogenic fate after engraft-
ment into damaged or diseased muscle (Table S1).*"* After IM or
intra-arterial (IA) injection in scid/mdx mice, blood- and muscle-
derived CD133™ cells were able to participate in muscle regeneration
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and colonize the SC niche.”** Such cells were even more effective
than myoblasts when injected intramuscularly in Rag™’~/yC ™'~/
C5~/"mice.*” Successively, intravenous (i.v.) delivery in lethally irra-
diated mdx mice of total bone marrow cells or a Hoeschst 33342-
stained subpopulation of bone marrow cells called side population
cells resulted in cell integration into skeletal muscle and formation
of up to 4% dystrophin® myofibers.””*’ Human mesoangioblasts
(Mabs)/pericyte-derived cells crossed the vessel barrier following IA
injection in scid/mdx mice and colonized host muscle, where they
generated numerous dystrophin® myofibers and replenished the SC
pool.”” In addition, TA delivery of wild-type canine Mabs resulted in
muscle homing, dystrophin expression recovery, and improvement
of muscle function as well motility in Golden Retriever muscular dys-
trophy (GRMD) dogs that represent the clinically relevant DMD
model.”® Following IM or IA injections in mdx mice, murine mus-
cle-derived stem cells (MDSCs) (preplated cells that adhered between
96 and 168 hr) exhibited an improved ability to restore dystrophin
expression compared to myoblasts.”” Similarly, human adipose-
derived stem cells (ADSCs) reached skeletal muscle, engrafted, and ex-
pressed dystrophin after local or systemic delivery in mdx mice or
GRMD dogs.*"* IM injection of myogenic endothelial cells in scid/
mdx mice was shown to give rise to efficient myofiber regeneration
and dystrophin restoration.”’ Finally, PW1" interstitial cells (PICs)
were shown to generate new myofibers, SCs, and PICs following
engraftment into damaged muscle.'”’ Together, these compelling re-
sults have opened up novel therapeutic opportunities for muscular
dystrophies to face the limited efficacy of myoblast transplantation.

However, several major obstacles have hindered the development of
analogous approaches in clinically relevant models or clinical trials.
Analysis of muscle biopsies from a DMD patient who received
bone marrow transplantation 13 years before for X-linked severe
combined immune deficiency revealed a very limited ability of donor
cells to integrate myofibers and produce dystrophin.** Also, wild-type
bone marrow cell transplantation did not restore dystrophin expres-
sion or improve muscle function in GRMD dogs.** Following umbil-
ical cord blood cell transplantation done in a DMD patient to treat
chronic granulomatous disease, neither donor cell engraftment nor
dystrophin expression was observed.”” A modest regenerative index
was observed after IM injection of human MDSCs (preplated cells
that adhered between 48 and 120 hr) in scid/mdx mice.”° In addition,
a lack of demonstration of effective integration into myofibers was
determined after IM injection of muscle-derived CD133" cells in
DMD patients, which nevertheless can largely be due to the fact
that the graft was autologous, making the location of cells and poor
number of injected cells difficult.”> Importantly, a phase I/IIa clinical
trial consisting of multiple IA infusions of human leukocyte antigen
(HLA)-matched donor Mabs/pericytes into immunosuppressed
DMD patients pointed on a very low level of donor cell engraftment,
with no or only a few dystrophin™ myofibers as well as a lack of any
functional improvement.®®

In 2011, we isolated MDSCs as preplated cells that adhered between
120 and 192 hr (we named them cMuStem cells) from healthy dogs
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and established that their systemic delivery into immunosuppressed
GRMD dogs was associated with a striking and persistent clinical
stabilization.”® Concomitantly, a positive histological impact was
determined with long-term and diffuse dystrophin expression,
increased regeneration activity characterized by a persistent presence
of developmental myosin® myofibers, and reduced endomysial space.
In parallel to modifications in both lipid homeostasis and energy
metabolism processes, an enhancement of the ubiquitin-dependent
protein degradation pathway, the structural interactions between my-
ofibers and the extracellular matrix, and the oxidative stress response
was also shown though transcriptomic and proteomic studies.””
These preclinical data positioned MuStem cells as a possible attractive
therapeutic avenue for DMD patients. Here, we report for the first
time the isolation of human MuStem cells (hMuStem cells) based
on an adaptation of the protocol initially developed for canine muscle.
In addition, we provide an extensive analysis of their phenotype as
well as in vitro/in vivo behavior. Overall, we demonstrate in vitro
myogenesis and a muscle regenerative potential of hMuStem cells,
reinforcing the fact that they could be presented as a therapeutic
option in view of clinical application.

RESULTS

hMuStem Cells Reside in Adult Skeletal Muscle and Exhibit a
High Proliferation Rate

MuStem cells were initially isolated from a pool of posterior limb
and postural muscles of 2.5-month-old healthy dogs.”® To analyze
whether a similar muscle-resident cell subset could be identified
in humans, we performed experiments using a modified version
of our original protocol, as shown in Figure S1. We isolated
hMuStem cells from small biopsies of postural (pP; Longissimus
dorsi) muscle or locomotor (pL; Gastrocnemius, Fascia lata tensor,
and Vastus lateralis) muscles (n = 3 each) collected from 15- to
51-year-old male (n = 4) or female (n = 2) subjects free from a
known muscle disease. 5 days after the first plating, floating cells,
corresponding to 0.9 x 10° to 1.8 x 10° cells per gram of muscle,
were seeded on new gelatin-coated plastic to finally obtain a mar-
ginal fraction of poorly adherent cells, corresponding to hMuStem
cells 3 days later. These cells remained as small round cells for
the following 7 days independently of the source of the tissue sam-
ples from which they were collected. After that, they started to pro-
liferate as pseudo-clonal cultures composed of poorly adherent cells
(Figure 1A), some of which clearly remaining in the supernatant as
refractile round cells (Figure 1A, arrows). Although most of the thin
fusiform cells divided to generate spindle-shaped cells, pairs of
round cells were regularly observed during the first step of prolifer-
ation (Figure 1A, inset with arrowhead), revealing their ability to
divide as floating cells. In contrast, myoblasts that adhered between
24 and 96 hr after the initial plating rapidly formed lengthened and
large spindle-shaped cells, for which cell outlines were sometimes
difficult to define (Figure 1B). After two passages, hMuStem-cell-
derived primary cultures were composed of some refractile round
cells (Figure 1C, arrows) and a majority of thin spindle-shaped
ones (Figure 1C, arrowhead). No spontaneous fusion event was
observed despite high confluence of cultures and the presence of
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cell multilayers as well as alignments even after 1 month of culture
(Figure 1C). In contrast, myoblasts generated cell monolayers
composed of much larger and elongated cells as soon as they
reached confluence (Figure 1D).

The in vitro expansion potential is an essential cell feature, especially
when a therapeutic application based on whole body treatment is
considered. hMuStem cells were able to generate a mean cumulative
number of population doubling of 25.5 + 3.5 over a period of 38 days,
corresponding to a doubling time of 1.5 + 0.2 days (n = 4; Figure S2).
Interestingly, the rate of expansion was quite homogeneous, despite a
distinct origin of the muscle, age, or gender of the donors. Also, it is in
agreement with those previously described for cMuStem cells and
other muscle-derived progenitor cells (see Discussion).

A clonogenic potential was also demonstrated in vitro for the four cell
batches we tested, although it was limited because we obtained 1-14
clones (25-731 cells per clone) after 30 days from 300 initially seeded
cells. Importantly, the presence of both spindle-shaped cells and
round ones was detected in colonies, as described for the original
primary cultures, which demonstrated atypical division modalities
for the hMuStem cells.

Figure 1. Morphological Features of hMuStem Cells
and Myoblasts

(A) 7 days after the end of the isolation protocol, phase
contrast microscopy revealed that hMuStem cells formed
a colony unit composed of round and thin cells (arrow) as
well as short spindle-shaped cells. A part of the cells re-
mained in the supernatant as floating cells, corresponding
to small and highly refractile cells positioned above
adherent cells (arrowhead in insert). (B) Typical length-
ened and large spindle-shaped cells were observed in
myoblast-derived primary culture. (C) hMuStem-cell-
derived primary culture was characterized by a large
majority of thin elongated cells aligned in networks
(arrowhead) and a permanent presence of some refractile
round cells (arrow). (D) Monolayer of spindle-shaped cells
and thick multinucleated cells characterized the
myoblast-derived primary cultures. Scale bars, 100 pm.

hMuStem Cells Mainly Correspond to Early
Myogenic-Committed Cells of Perivascular
Origin

To characterize the hMuStem cell population, a
large panel of lineage-specific markers was
investigated using RT-PCR, flow cytometry,
and immunocytochemistry analysis on cells at
passage 5 (P5). First, 2 out of 4 cell batches con-
tained more than 99% of cells positive for the SC
and myoblast marker CD56 (NCAM) (CD56"
cell batch; representative profiles are shown in
Figure 2A, top), whereas 69% and 73% of
CD56" cells were determined in the other cell
batches (CD56"'~ cell batch; Figure 2A,
bottom). In contrast, CD29 (B1-integrin), recently shown to be ex-
pressed by human muscle stem cells/SCs,'*"'**
detected in all hMuStem cell batches. The same homogeneous expres-
sion profiles were obtained for CD82, another newly identified
marker of SCs'*® and myogenic cells displaying high proliferation
and differentiation rates'®*, and for CD318, also reported to be pre-
sent in SCs.'” 45%-93% of the cells were positive for the muscle-spe-
cific marker desmin. RT-PCR analysis showed a lack of the paired box
transcription factor PAX7 mRNA in all hMuStem cell batches,
whereas PAX3, M-cadherin (CDHI5), and C-MET transcripts, corre-
sponding to classical markers of SCs and myogenic cells, were system-
atically detected (Figure 2B). In addition, hMuStem cells expressed
the myogenic regulatory factors (MRFs) MYF5, MYODI1, MRF4,
and myogenin (MYOG) at the RNA level, which was implemented
at the protein level by the detection of MYF5" cells (range:
14%-40%), MYOD" cells (less than 14%), and few myogenin™ ones
(less than 5%).

was homogeneously

Multi-labelings with CD56 and well-described perivascular cell
markers evidenced that CD56" cells contained at least 86% of
CD140b", whereas CD56~ cells were all CD140b" (Figure 2C). Both
cell types exhibited similar CD146 expression patterns, with around
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25% of CD146" cells, and interestingly expressed the mesenchymal
progenitor marker CD201, but with a higher intensity in the CD56"
cells. In return, the other typical mesenchymal stem cell (MSC) markers
CD44, CD73, CD90, and CD105 were homogeneously observed in all
hMusStem cells (Figure 2D). Lastly, hMuStem cells did not express the
classical hematopoietic markers CD34, CD45, and CD117 and were
consistently defined by a lin~ phenotype based on the expression of
CD4,CD8,CD19, CD33, and CD38 antigens (Figure S3A). In addition,
they were uniformly negative for the expression of the endothelial
markers CD31, CD144, vascular endothelial growth factor receptor 1
(VEGFR1), and VEGFR2 (Figure 2D). Interestingly, the same profiles
were observed for CD15, CD133, and CD338, which are commonly
used to identify myo-adipogenic cells, AC133" cells, and side popula-
tion ones (Figure S3B). Overall, we showed that the hMuStem cell
population mainly corresponded to early myogenic-committed
progenitors, with expression of several typical SC markers and a signa-
ture of perivascular mesenchymal cells evoking a pericyte origin.

hMuStem Cells Display an Oligopotent Status

We next investigated the degree of plasticity of the hMuStem cells.
First, the in vitro differentiation potential into mesodermal lineages
of cells at P5 was examined. After 7 days in low serum “fusion
promoting” medium, all hMuStem cell batches formed multinucle-
ated myotubes expressing sarcomeric myosin heavy chain isoform
(sarcMyHC) and displayed a fusion index (FI) of 28% =+ 3.0%,
revealing their ability to differentiate into the myogenic lineage (Fig-
ure 3A). Their differentiation into adipocytes was revealed with the
cytoplasmic accumulation of small lipid vesicles in all hMuStem-
cell-derived cultures 2 weeks after their switch in adipogenic induc-
tion media using oil red O staining (Figure 3B). Also, adiponectin
and lipoprotein lipase (LPL) mRNAs were detected by RT-PCR (Fig-
ure 3C). Alizarin red staining indicated the formation of calcium
deposits in all cultures when cultivated for 3 weeks in osteogenic
induction media, revealing the ability of hMuStem cells to differen-
tiate into osteogenic lineage (Figure 3B). In addition, expression of
the osteogenic-specific gene, osteoprotegerin (OPG), was detected
by RT-qPCR (mean cycle threshold [CT] of 26.4 + 1.8). Finally, we
showed that hMuStem cell populations cultivated in endothelial-
specific medium and plated on Matrigel aligned and formed capil-
lary-like structures (Figure 3D). In return, they did not express the
endothelial markers CD31, CD144, and von Willebrand factor
(VWF), demonstrating that they failed to commit into endothelial
lineage (Figure S4).

Finally, we addressed the expression profile of the pluripotent stem
cell markers. All hMuStem cell batches expressed KLF4 and NANOG
mRNAs (respective mean CT values of 26.9 + 1.3 and 30.9 + 1.0),
whereas OCT-4A transcripts were not detected (Figure 3E). Also,
SOX2 transcript was only detected in a single cell batch upon 4. At
the protein level, KLF4 and NANOG were respectively expressed by
95% + 3% and 83% + 10% of hMuStem cells (Figure 3F). Taken
together, our results indicated that hMuStem cells correspond to
oligopotent cells and not to pluripotent ones.

CD56* Subset in hMuStem Cell Population Exhibits a Higher
Myogenic Commitment In Vitro

To deepen the characterization of the hMuStem cell population,
CD56™ cells that could be detected in some cell batches as a minor-
ity fraction were investigated. For that, CD56" and CD56" cells
(n = 4) were separated by magnetic microbeads and analyzed on
the basis of their expression for MRFs and desmin as well their
ability to fuse in vitro (Table 1). The MYF5" cells represented
4.6%-27.0% of the cells among CD56" cells and only 1.9%-3.5%
in CD56 cells (Mann-Whitney; p < 0.03). In addition, less than
1% MYOD" cells and a lack of myogenin® cells were detected in
both cell fractions. Desmin was expressed by 49.0%-98.0% of
CD56" cells compared to 8.0%-35% desmin® cells among the
CD56~ ones (Mann-Whitney; p < 0.03). When switched into
myogenic differentiation medium, sorted CD56" cells gave rise to
multinucleated myotubes after 7 days, which was illustrated by FI
ranging from 5% to 23% (Table 1). In contrast, sorted CD56  cells
only formed thin myotubes, with a lower number of nuclei, as
revealed by a FI < 3.5% (Mann-Whitney; p < 0.03). Overall, these
results showed that CD56" and CD56  hMuStem cells differed
in vitro in their myogenic capacities, the CD56 cells displaying
a lower capacity to give rise to myogenic cells, and differentiate
into myotubes compared to CD56" cells, which correspond to
more committed myogenic cells.

hMuStem Cells Participate in Regeneration of Injured Muscles

The in vivo behavior of hMuStem cells was investigated, especially
in terms of contribution to muscle regenerative capacity. Two
CD56" cell batches (corresponding to nl and n3 generated from
pP and pL muscle, respectively) were considered and compared to
2 CD56"™™ cell batches (n2 and n4 from pP and pL muscle, respec-
tively) to determine if the presence of these CD56 ™ cells, defined by
a lesser in vitro myogenesis, may affect the global myogenic capacity

Figure 2. Cell Lineage-Specific Phenotype of hMuStem Cells

(A) Immunolabelings against CD56, CD29, CD82, CD318, and desmin were performed on hMuStem cells (P5) cultivated in growth medium. The upper line shows the profile
of a representative cell batch (n1) made exclusively of CD56" cells, whereas the lower line depicts a representative cell batch (n2) containing CD56"~ cells. Isotype control
and specific signal are in white and gray, respectively. For labelings done on culture chamber slides, nuclei were counterstained with 10 ng/mL DAPI (blue). Scale bars,
100 pm. (B) Detection of transcripts specific to SC and myogenic cell markers on the two representative CD56* (n1) and CD56"~ (n2) cell batches (P5). Myoblasts and
RPS18 were used as positive control (T+) and housekeeping gene, respectively. (C) Representative flow cytometry images revealing the expression of perivascular (CD140b
and CD146) and mesenchymal (CD201) markers in gated CD56™ and CD56~ cells. Isotype control and specific signal are in white and gray, respectively. (D) Representative
flow cytometry profiles revealing the homogeneous expression of MSC markers CD44, CD73, CD90, and CD105 by hMuStem cells and the lack of expression for the
hematopoietic (CD34, CD45, and CD117) and endothelial (CD31, CD144, VEGFR1, and VEGFR2) markers. Control- and specific antibody-stained cells are shown in white

and gray profiles, respectively.
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Figure 3. Multilineage Potential and Pluripotent Phenotype of Long-Term Cultured hMuStem Cells

(A) Cultured hMuStem cells were grown in low-serum medium for 7 days, then fixed and submitted to May-Grimwald Giemsa (MGG) staining and sarcMyHC immunolabeling
to reveal multinuclei myotubes. hMuStem cells placed on growth medium were used as negative control. Fusion index was calculated on sarcMyHGC* myotubes. Nuclei were
counterstained with 10 pg/mL DAPI (blue). Scale bars, 100 um. (B) Top: after 14 days in adipogenic induction medium, the differentiation of hMuStem cells was assessed by
detection of lipid vesicles through oil red O staining. Bottom: at 80% of confluency, hMuStem cells were placed in osteogenic differentiation medium for 21 days. Alizarin red
staining revealed the formation of calcium deposits. Scale bars, 100 um. (C) RT-PCR revealed the presence of adiponectin and LPL RNA on hMuStem cells only after the
adipogenic induction. (D) hMuStem cells were cultivated in endothelial medium for 7 days before being plated with a Matrigel coating for a further 3 days. Phase contrast
microscopy revealed the formation of capillary-like structures. Scale bars, 300 um. (E) Expression of classical pluripotent marker mRNA. (F) Immunolabelings against KLF4
and NANOG were performed on hMuStem cells (P5) cultivated in growth medium. Nuclei were counterstained with 10 pg/mL DAPI (blue). Scale bars, 50 um. MSCs, human
umbilical vein endothelial cells (HUVECSs) and iPSCs were used as positive controls for (B)-(D) and (E) and (F), respectively.

in vivo of the hMuStem cell populations. Two hundred and fifty
thousand hMuStem cells were injected into cryodamaged TA mus-
cles of Rag2 IL2r~ mice (n = 3 per cell batch). 3 weeks later, he-
matoxylin-eosin-saffron (HES)-stained sections from each injected
muscle displayed numerous centronucleated myofibers (insets, Fig-
ures 4A and 4B) and large foci rich in mononucleated cells (Figures
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4A and 4B). Rare fibroblasts, macrophages, and lymphocytes were
also noted. The amount of endomysial tissue enriched in a lightly
basophilic matrix and mixed with some collagen fibers (stained in
yellow by saffron) was mildly increased. Specific human lamin
A/C immunolabeling showed the presence of a similar number of
donor nuclei in the different muscles injected with the four cell
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Table 1. Phenotypic Analysis of Sorted CD56 Cells Present in hMuStem Cell
Population

Sorted CD56" Cells Sorted CD56~ Cells

MYF5 4.6%-27% 1.9%-3.5%
MYOD 0%-1% ND
Desmin 49%-98% 8.0%-35%

Fusion index 5%-23% 0%-3.5%

Percentage of MYF5, MYOD, and desmin-positive cells was determined in sorted CD56
cells (n = 4 per fraction). Eight randomly selected fields were used to analyze at least 300
cells and determine the proportion of cells positive for each of the myogenic markers.
Fusion index was determined after 7 days of myogenic differentiation by determining
the percentage of nuclei within sarcMyHC" myotubes (>2 nuclei) in two random fields
per well in three replicate wells. At least 1,199 nuclei per well were considered. ND, not
detected.

batches, revealing the ability of both CD56* and CD56"~ hMuStem
cells to integrate into the host injured tissue (Figures 4C and 4D).
The percent of donor nuclei displaying a cytoplasmic location was
48.5% + 9.18% and 80.1% =+ 6.30% in muscles injected with cell
batches made of exclusive CD56" cells, whereas it was 20.2% =+
3.35% and 13.8% + 6.19% for those receiving cell batches in which
CD56" cells were found (Table 2; Figure S5). Interestingly, this dis-
tribution analysis of human lamin A/C* nuclei revealed that CD56"
hMuStem cell batches contributed significantly more to myofiber
formation than those exhibiting CD56~ cell fraction (Kruskal-
Wallis; p < 0.001). Human-specific MYF5, MYOD1, MYOG, and
CDHI5 mRNAs were detected in all injected muscles, revealing
the ability of the hMuStem cells to differentiate in vivo into
myogenic cells (Figure S6). Furthermore, the presence of cyto-
plasmic donor nuclei was associated with expression of the human
spectrin protein and dystrophin one, although less frequently due to
their late maturation (Figures 4E-4H, inset). Thus, the mean num-
ber of human spectrin® myofibers per section was 97.7 + 51.7 and
149 £ 36.8 in muscles injected with CD56" cell batches compared
to 583 + 16.1 and 48.4 = 19.2 for those injected with CD56"~
cell batches. For human dystrophin, the mean number of positive
myofibers per section represented 29.7 + 26.8 and 40.4 + 26.8 for
CD56" cell batches. In comparison, it was 9.40 = 7.04 and 5.00 +
6.24 for CD56™~ cell batches (Table 2; Figure S5). Interestingly,
the numbers of human spectrin® and dystrophin® myofibers per
section were systematically higher in the muscles injected with
exclusive CD56" hMuStem cells, revealing a better myogenic
commitment for them. In addition, confocal microscopy analysis
indicated that hMuStem cell nuclei were rarely observed in the SC
location, with less than 2.50% of human lamin A/C" nuclei being
found in this position in all injected muscles (Figures 41-4L; Table 2;
Figure S5). Finally, hMuStem cells with an interstitial location never
expressed the endothelial marker CD31 (data not shown).

Taken together, these results gave evidence that the incorporation of
hMuStem cell nuclei into host myofibers is effective and associated
with both expression of human muscle-specific genes and production
of structural proteins expressed in differentiated myofibers. hMuStem

cells exhibit an in vivo muscle regenerative capacity whose intensity is
directly associated with their content in CD56" cells.

DISCUSSION

Over the last few years, several adult stem cell populations were pre-
sented experimentally as having a myogenic potential in the muscular
dystrophy context, suggesting that their clinical use could allow sur-
mounting of the major limitations of the myoblast transplantation.
However, when protocols were developed with these cells of human

07080 ysing a clinically relevant animal model”®*® or in a clin-

origin
ical trial®®, the initially described regenerative potential was unfortu-
nately not confirmed. These works pointed out the difficulties of
translating from preclinical studies to clinical trials and the need to

carefully define standardized experimental protocols.

hMuStem Cells Could Be Isolated from Skeletal Muscle Tissue of
a Different Source

Canine MuStem cells have been previously obtained from large sam-
ples of young healthy dog limb muscles.”® Based on an adaptation of
this protocol, we report here that human MuStem cells could be suc-
cessfully isolated from small biopsies of postural or locomotor mus-
cles of 15- to 51-year-old women and men donors. Like cMuStem
cells, all hMuStem cell batches generated a polyclonal population
morphologically composed of predominantly spindle-shaped flat
cells and some round cells. hMuStem cell-derived primary cultures
were able to produce more than 20 population doublings in
38 days, revealing their extended proliferation capacity in vitro.
This result is in agreement with those previously presented for
cMuStem cells as well as for human myosphere-derived progenitor
cells (MDPCs) and freshly isolated muscle AC133™ cells that could
undergo more than 40 population doublings before the onset of
senescence'” and 25 population doublings in 50 days of culture,’
respectively. Whether the age and the gender of donors influence
the morphological and behavioral features of hMuStem cells still
needs to be addressed by considering a higher number of cell batch
because these parameters were previously shown to affect the features
of other adult-derived stem cells, such as MDSCs,'”® ADSCs, and
MSCS.I()ZI()S

hMuStem Cells Predominantly Correspond to Early Myogenic-
Committed Progenitors with a Perivascular Origin

Based on a panel of SC and muscle-specific markers, we established
that cultured hMuStem cells are mainly early myogenic-committed
progenitors, as previously shown for canine cells.”® Consistently,
hMDSCs defined as preplated cells adhering between 48 and
120 hr’® or after 96 hr”" were characterized as being CD56" and ex-
pressing MYF5, MYODI, or MYOG at the RNA level. In the last
few years, Peault’s group®®'"’
fied in multiple human organs could be related to a common ancestor,
corresponding to perivascular cells expressing MSC markers. Like
long-term cultured human perivascular cells, we determined that
in vitro expanded hMuStem cells express the pericyte markers
CD146 and CD140b, the recognized MSC markers, but not the
markers of hematopoietic and endothelial cells. These results evoke

proposed that adult stem cells identi-
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Figure 4. Contribution of Both Long-Term Cultured CD56* and CD56*/~
hMuStem Cells to Myofiber Regeneration

hMuStem cell batches (P5) made exclusively of CD56" cells (left) or containing a
CD56~ cell fraction (right) were injected into cryodamaged TA muscle of
Rag2 IL2rB~ mice. (A-L) 3 weeks later, frozen sections of recipient muscle were
submitted to HES staining (A and B) and co-labeled with specific Abs against human
lamin A/C (red; C-J), murine dystrophin (green; C and D and |-L), murine laminin
(light blue, I-L), human spectrin (red; E and F), and human dystrophin (red; G and H).
(C-L) All nuclei were counterstained using DAPI (dark blue). Foci of regeneration
composed of numerous centronucleated fibers (inset, A and B) and scattered
mononucleated cells were observed. A large number of human nuclei were found in
muscle tissue (C and D). Also, numerous human spectrin® and dystrophin® fibers
were detected. Insets (E-H) show the presence of myofibers characterized by both
detection of cytoplasmic donor nuclei and human spectrin or dystrophin expres-
sion. In return, hMuStem cells were rarely found in a satellite cell location (arrow-
head, |-L). Scale bars, 100 um (A-D), 150 pm (E-H), and 50 pm (--L).

a possible blood vessel wall origin for the hMuStem cells. The high
expression we observed for the MSC markers is consistent with the
description done for hMDPCs and hMDSCs isolated by a similar
preplating technique from muscle biopsies of subjects with no
known muscle disease.”””" Based on their broad expression of endo-
thelial markers, it was hypothesized that h(MDPC subsets may orig-

. 110
inate from blood vessels

and correspond to myo-endothelial
cells.” Our present results clearly indicate that it is not the case
for the hMuStem cells. Also, a major difference between hMuStem
cells and human pericytes concerns their myogenic expression
pattern. Although freshly isolated or long-term cultured muscle-
derived perivascular cells neither expressed the CD56 protein nor
the PAX7, MYF5, MYOG, and M-CDH15 transcripts,’w‘58 cultured
hMuStem cells were defined by their expression of several muscle-
specific markers. Interestingly, human muscle-derived cell (MDC)
preparations obtained as previously described for pericytes were
defined as containing a CD56" cell subpopulation (ranged from
1.5% to 47%) and expressing PAX3, MYF5, and MYOD]I mRNAs.®
Only few preparations expressed PAX7. In agreement with these
data, we detected PAX3, MYF5, and MYODI mRNAs in all
hMuStem cell batches, whereas we did not observe PAX7 expres-
sion. In return, the fraction of CD56" cells is lower in the MDCs
and much more heterogeneous than the one obtained for the
hMuStem cell populations (69%-99%). Similarly, 76% of CD56"
cells were detected in the A(MDPCs.”" Considering the concomitant
high expression of several robust markers of human SCs, such as
CD56 and CD29,'°” we determined for the hMuStem cells, it is
quite intriguing to note a lack of the canonical SC transcription fac-
tor PAX7. It is noteworthy that the expression of Pax7 like Myf5
and MyoD was shown to decrease with time in culture in MDC
preparation.”” Also, in myogenic cell cultures derived from human
fetal muscle, PAX7 expression was shown to be low or undetectable
at the proliferative myoblast stage."'" Thus, the lack of Pax7 expres-
sion might be related to the high proliferative status of hMuStem
cells. Interestingly, the existence of a small fraction of PAX7~ SCs
was previously described, revealing that PAX7 is not absolutely ex-
pressed in all human SCs.'”*''" A hypothesis might be that the
hMuStem cells correspond to these marginal SCs that would have
a distant perivascular affiliation.
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Table 2. Histological Analysis of Cryodamaged TA Muscles of Rag27IL2r~ Mice following Intramuscular Injection of hMuStem Cells

Cell Batch Cell Batch Mice Number hLamin A/C* Nuclei hSpectrin® Myofibers hDystrophin*®
Number with hLamin A/C* Myofibers with
Nuclei hLamin A/C* Nuclei
hLamin A/C" Nuclei Tissue Distribution (%) No. of Myofibers per Section
No. per Muscle Cytoplasmic Satellite Cell Interstitial
Location Location Location
1 9,891 51.3 3.90 44.9 89.6 37.0
2 4,181 38.2 0.70 61.1 50.5 nd
m 3 2,164 55.9 nd 442 153 52.0
. mean * SD 5,412 + 4,008 48.5 = 9.18 1.50 + 2.08 50.1 + 9.56 97.7 £ 51.7 29.7 + 26.8
op36 4 30,601 73.7 6.10 20.2 191 62.3
5 17,180 86.3 0.80 13.0 124 48.3
" 6 10,152 80.3 0.60 19.1 131 10.5
mean * SD 15,821 + 10,986 80.1 + 6.30 2.50 +3.12 17.4 + 3.88 149 + 36.8 404 + 26.8
7 12,169 23.5 1.50 75.0 70.4 6.00
8 50,498 20.2 0.40 79.4 64.5 17.5
" 9 21,312 16.8 nd 83.2 40.0 4.70
- mean * SD 27,993 + 20,019 20.2 £ 3.35 0.60 = 0.78 79.2 £4.10 58.3 = 16.1 9.40 + 7.04
P36 10 7,142 209 2.70 76.5 62.8 3.00
11 6,849 9.40 0.50 90.2 26.6 nd
n 12 21,686 11.2 0.30 88.5 55.8 12.0
mean * SD 11,892 + 8,483 13.8 £ 6.19 1.20 = 1.33 85.1 +7.47 484 +19.2 5.00 + 6.24
p value (CD56" versus CD56" cells) >0.05 <0.001* >0.05 <0.001* >0.05 >0.05

Four hMuStem cell batches were considered: two with exclusive CD56" cells (n1 and n3) and two that contain CD56~ ones (n2 and n4). Human lamin A/C* nuclei were counted per
section, and total number of human cells in the muscles was determined based on a linear density by considering the size of the hMuStem cell nuclei and the thickness of the section, as
previously described.”” The cytoplasmic, satellite, and interstitial distribution was expressed as a percentage, whereas human spectrin® and dystrophin* myofibers were expressed as the
number of counted myofibers per section. The p value was determined with a Kruskal-Wallis test. * indicates a significant result.

Based on the lack of CD15/SSEA-1 antigen expression, we addition-
ally found that hMuStem cells do not correspond to the adipogenic
CD56 /CD15" cells, which are progeny of the myo-adipogenic
CD56*/CD15" progenitors.''” In vitro, the proliferation of these bi-
potent cells gave rise to CD56"/CD15~ progenitors that express
MYF5, but not the SC marker PAX7, as we determined here for the
hMuStem cells. Intriguingly, RT-PCR analysis showed that CD56"/
CD15" cells express PWI/PEG3, which was also detected in all
hMuStem cell preparations. Considering that CD56"/CD15~ cells,
which were found in the interstitial compartment of human muscle,”
were defined as positive for the MSC markers CD44, CD49, CD90,
and CDI146 and negative for the lineage markers CD45, CD106,
CD117, and CD133, we cannot exclude that hMuStem cells could
belong to the CD56/CD15™ cell fraction.

hMuStem Cells Contribute to Muscle Regeneration

In agreement with our previous results obtained with cMuStem cells
after IM injection in GRMD dogs,”® we showed that hMuStem cells
can engraft into host tissue, where they efficiently participate in my-
ofiber regeneration. Indeed, many hundreds of hMuStem cell nuclei
fused with host myofibers were detected, which were associated
with production of human proteins. These data distinguished

hMuStem cells from hMDSCs that were characterized by a modest
regenerative index after transplantation in scid/mdx mice muscles.”’
One possible element to explain the difference between these two
cell types may be that the hMDSCs corresponded to cells adhering be-
tween 48 and 120 hr, whereas the hMuStem cells were defined as cells
adhering after 120 hr. Human muscle-derived AC133" cells also
contributed to extensive muscle regeneration after grafting into
irradiated and cryodamaged TA muscles of Rag2™/y chain™/C5
mice.”>”” These cells efficiently participated in SC formation, with
25% of human nuclei corresponding to SCs, which contrasts with
the modest contribution we determined for the hMuStem cells.
Meng et al.”” demonstrated that AC133" cells that had undergone
greater in vitro expansion contributed less efficiently to muscle regen-
eration in vivo. How this parameter might influence hMuStem cell
features will have to be addressed in conditions compliant with cell
therapy. We also found that hMuStem cells adopt an interstitial loca-
tion, with a higher rate than cMuStem cells. We can postulate that the
lower ability of hMuStem cells to fuse with host myofibers compared
to cMuStem cells is related not to their intrinsic properties but to the
type of damaged muscle they were injected in. hMuStem cells were
injected in a mouse muscle that was exposed to a single experimental
injury and still contained a normal SC pool. In contrast, cMuStem
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cells were placed in a GRMD dog muscle characterized by continuous
cycles of degeneration/regeneration and architectural alterations with
inflammation, fibrosis, and deposition of non-myogenic mate-

113,114 . . . .
1, which could contribute to numerical and/or functional
115-117

ria
loss of SCs, as has been described in DMD patients, mdx
mice models,'*"'*” and GRMD dogs.'*' To investigate whether the
grafted hMuStem cells with interstitial location are able to generate
new human myofibers and so display a myogenic potential, it could
be informative to perform on transplanted mice a second injury pro-
tocol a few weeks following initial cell transplantation, as previously
assessed.'” Intriguingly, a similar ability to give rise to interstitial
cells had been described for the PICs that exhibited a broad range
of gene expression common to MSCs,'** did not express PAX7, dis-
played myogenic potential in vitro, and formed myofibers after
engraftment in damaged mice muscle,'” as we describe here for
the hMuStem cells. Considering that all hMuStem cell batches tested
express PW1 mRNA, further experiments may be developed to deter-
mine in what manner they share other biological properties with these
populations.

Concerning the hMuStem cell behavior after IM injection, it is note-
worthy that the higher percentages of fused donor nuclei and human
spectrin® myofibers were found in muscles injected with the hMuStem
cell batches containing homogeneous CD56 expression, revealing that
the muscle regenerative potential mainly relies on CD56" cells. These
data, generated on four healthy donor MDC batches, are in agreement
with those obtained for CD56" and CD56~ MDCs isolated as previ-
ously described for pericytes from a DMD patient.”” One difference
found between these CD56" and CD56~ MDCs was their expression
of desmin and MHC, which suggests a more differentiated status of
CD56" MDCs. Concerning hMuStem cells, a similar difference was
observed in the percentage of desmin® cells between CD56" and
CD56™ cell fractions, corroborating the notion of a more pronounced
myogenic commitment for the CD56" cells.

We are currently isolating clinical grade hMuStem cells. Depending
on the pattern of CD56 expression, we will generate an extended anal-
ysis of fractions if required and analyze their ability of muscle homing
after the vascular route. Then, we will measure their contribution to
muscle repair, which is of major interest because disappointing results
were reported after systemic delivery of promising human AC133"
cells and MDCs isolated as previously described for pericytes in
immunodeficient injured mice models.””*’

In conclusion, our results demonstrate that hMuStem cells resemble
cMuStem cells and provide the proof of concept that they display
myogenic features after transplantation in vivo. Thus, hMuStem cells
may represent a promising agent for clinical application in the DMD
context.

MATERIALS AND METHODS

Human Skeletal Muscle Tissue

Samples were obtained from pP muscle corresponding to Longissimus
dorsi of two females (20 and 22 year old) and one 15-year-old male
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patient. pL muscles corresponding to Gastrocnemius, Fascia lata
tensor, and Vastus lateralis of 38-, 45-, and 51-year-old male patients
were also sampled. These muscles were chosen to determine if
MuStem cells could be isolated from different tissue origins. Patients
were free of known muscular disease and operated at the Department
of Pediatric Surgery of the Centre Hospitalier Universitaire (CHU)
de Nantes (France). All patients gave written informed consent. All
protocols were approved by the Clinical Research Department of
the CHU (Nantes, France) according to the rules of the French Reg-
ulatory Health Authorities (permit number: MESR/DC-2010-1199).
The biological sample bank was constituted in compliance with the
national guidelines regarding the use of human tissue for research
(permit number: CPP/29/10).

Animals

Immunodeficient Rag2 IL2r™ mice
cific pathogen-free animal facilities at the Faculty of Medicine of
the University Pierre and Marie Curie (UPMC, Paris, France). Mice
were fed ad libitum and allowed continuous access to tap water.
Twelve 5- to 6-month-old mice were used as recipients for human
cell implantation. All experiments were carried out in accordance

122124 were housed in the spe-

with the guidelines from the French National Research Council for
the Care and Use of Laboratory Animals (Referenced number:
2016071316136141).

Isolation of Human MuStem Cells

Freshly surgically taken muscle tissues were placed in cold PBS
(PAA, Les Rumeaux, France) supplemented with 2% UI/mL
penicillin, 0.1 mg streptomycin, and 0.25 mg/mL amphotericin B
(PSF) (Sigma-Aldrich, Saint Quentin-Fallavier, France) and trans-
ferred to the laboratory. They were weighed, washed several times
in PBS/2% PSF, carefully minced into 1-mm® pieces using forceps
and scalpel and enzymatically digested (15 min, 37°C) by a mix
of collagenase type VIII (2,000 U/g of tissue, Sigma-Aldrich) and
0.2% hyaluronidase type 1S (Sigma-Aldrich). The pre-digested tis-
sue was centrifuged (100 x g 5 min) and the supernatant was
collected and neutralized with 20% (v/v) fetal calf serum (FCS)
(Sigma-Aldrich) while the pellet was digested (30 min, 37°C) with
0.125% Pronase E (Sigma-Aldrich). After centrifugation (100 x g,
5 min), the supernatant was collected, pooled with those obtain after
the first enzymatic digestion, and submitted to successive centrifu-
gation (300 x g 15 min) and sequential filtering through 100, 70,
and 40 pm pore-diameter nylon mesh (BD Biosciences; Franklin
Lakes, NJ, USA). Muscle-derived cells (MDCs) were resuspended
in PBS (PAA) supplemented with 2% FCS (Sigma-Aldrich) and
1% PSF (Sigma-Aldrich), and viability was assessed using 0.1% try-
pan blue staining (VWR, Strasbourg, France). hMuStem cells were
isolated using a modified version of the preplating technique previ-
ously described.”® A flow chart is shown in Figure S1. Briefly,
skeletal MDCs were seeded at 1 x 10 cells/cm® on uncoated tissue
culture plastic flasks, whereas gelatin-coated ones (Sigma-Aldrich)
have been used in the previous protocol. After 1 hr, non-adherent
cells were placed at 5 x 10* cells/cm” on gelatin-coated flasks under
standard conditions (37°C in 95% humidified air and 5% CO,) for
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1 day. Then, non-adherent cells were collected and transferred on
other coated flasks for 3 days, whereas the procedure has been
repeated daily for 3 days in the previous protocol. After that,
floating cells were placed at 2 x 10" cells/cm® in freshly coated
flasks for 1 day again. Finally, non-adherent cells were seeded at
the same density and maintained for 3 days to isolate hMuStem cells
as poorly adhering cells between 5 and 8 days post-plating. They
were amplified in growth medium (Macopharma, Mouvaux, France)
containing 10% FCS, 1% PSF, 10 ng/mL human recombinant basic
fibroblast growth factor, and 25 ng/mL human recombinant
epidermal growth factor (PromoCell, Heidelberg, Germany).
Growth medium was replaced every 4 days. At confluence, cell
layers were dissociated with trypsin-EDTA at 0.25% v/v (Invitrogen,
Cergy-Pontoise, France). hMuStem cells were then resuspended in
growth medium and seeded at 1 x 10* cells/cm? (passage 1 [P1]).
Experiments were performed with the six cell samples obtained
from pP and pL muscles. Myoblasts, corresponding to a pool of cells
that adhered between 24 and 96 hr after the initial plating, were
plated at 2 x 10* viable cells/cm® to gelatin-coated plastic flasks
and grown in HAM FI12 (Invitrogen) supplemented with 15%
FCS and 1% PSF.

In Vitro Proliferation Analysis

hMuStem cell-derived primary cultures (n = 4) were plated in a
gelatin-coated flask at a density of 1 x 10* cells/cm? in growth me-
dium and placed under standard conditions. Cell population growth
was monitored over a period of 38 days. The population doubling
level and the doubling time were calculated at each passage performed
when cultures reach 80% confluence, as previously described.'*®

Clonogenicity Assay

From a seeding density of 1 x 10% cells/gelatin-coated Petri dish,
the colony-forming unit of the hMuStem cells (n = 4; P5) was evalu-
ated over a period of 30 days. The colonies were submitted to May-
Griimwald Giemsa staining and counted, and the colony-forming
efficiency was expressed as the number of colonies for plated cells.

Flow Cytometry

Cultured hMuStem cell samples (n = 4; P5 corresponding to 10.4-
12.7 population doublings) were resuspended in cold PBS/2% human
serum and 1 x 10° cells were incubated (30 min, 4°C) in the dark with
fluorochrome-conjugated antibodies (Abs) at saturating concentra-
tion (Table S2). Isotype-matched Ab and fluorescence minus control
samples were used as negative controls for gating and analyses. When
applicable, 7-amino-actinomycin D (7-AAD; BD Biosciences) was
added to evaluate cell viability. Samples were acquired using a
FACS Aria flow cytometer (BD Biosciences) and data were analyzed
using FlowJo software (Flow]Jo, Ashland, OR, USA). For simple label-
ing, at least 15 x 10’ viable cells were considered, whereas 3 x 10*
cells were acquired for multicolor labeling.

Cell Sorting
Cultured hMuStem cell samples with a CD56 " cell fraction (n = 4; P5)
were sorted using CD56 MicroBeads (Miltenyi Biotec, Bergisch Glad-

bach, Germany) according to the manufacturer’s instructions. Briefly,
cells were resuspended in wash buffer and incubated (15 min, 4°C, in
the dark) with microbead-conjugated CD56 Abs at a saturating con-
centration. After washing and centrifugation, the supernatant was
discarded, the cells were resuspended in buffer, and magnetic separa-
tion was done using the MS MACS Column device (Miltenyi Biotec).

Gene Expression

Total RNA was extracted from either dry pellets of 2 x 10° cells or
muscle tissue samples using RNeasy mini kit and RNeasy Fibrous
kit (QIAGEN, Santa Clara, CA, USA), respectively, following the
manufacturer’s instructions. Total RNA was treated with DNase
(Ambion, Austin, TX, USA), quantified using a NanoDrop spectro-
photometer (Labtech, Wilmingtom, DE, USA), and processed for
reverse transcriptase using the standard protocol. Briefly, RT reac-
tions were carried out on 0.5 pg total RNA using the GoScript reverse
transcriptase (Promega, Madison, W1, USA). Gene-specific oligonu-
cleotide primers were designed using Oligo Primer Analysis Software
v.7 (Molecular Biology Insights, Colorado Springs, CO, USA) and
synthesized by MWG Operon (Eurofins, Ebersberg, Germany).
PCR amplifications were performed on 0.5 uL ¢cDNA with the
following program: initial denaturation (12 min, 95°C), followed by
35 cycles (30 s, 94°C; 30 s, 60°C; and 30 s, 72°C), and a final extension
(10 min, 72°C). The PCR products were migrated and visualized on a
2% agarose gel with GelRed staining. For RT-qPCR, all cDNA ampli-
fications were performed in triplicate using 1/20™ of the reverse tran-
scription products with the MESA BLUE qPCR kit (Eurogentec, Sera-
ing, Belgium). qPCR was run on the Thermocycler CFX96 (Biorad,
Hercules, CA, USA) with the following parameters: initial denatur-
ation step (5 min, 95°C) and a total of 40 cycles (15 s, 95°C; 1 min,
60°C per cycle). RPS18 was selected as an endogenous control, and
the relative expression levels were calculated by the 2"*“* method.
The primer’s sequences are supplied in Table S3.

Immunofluorescence Analysis

hMuStem cells (whole population or CD56-sorted fractions) and
myoblasts (P5) were plated on gelatin-coated Lab-Tek culture cham-
ber slides (Nalge-Nunc, Rochester, NY, USA) at 2 x 10* cells/cm? in
growth medium during 3 days. Induced pluripotent stem cells (iPSCs)
were used as a positive control for pluripotent stem cell marker label-
ing. Cells were fixed in 2% paraformaldehyde (PFA) in PBS (10 min,
4°C or at room temperature [RT]), permeabilized with 0.3%-0.5%
Triton X-100 (4°C, 20-30 min), and incubated (60 min, RT) in block-
ing buffer (5% goat serum in PBS). Cells were then incubated with the
Abs listed in Table S4. Cells were finally counterstained (15 min,
37°C) with DAPI fluorescent-cell-permeable DNA probe (Life Tech-
nologies, Paisley, UK). More than 300 cells were counted per sample
by using Fiji image analysis software v.2."*° Data were presented as
mean * SD.

In Vitro Differentiation Potential Assay

For myogenic differentiation, hMuStem cells (P5; whole population
or CD56 cell-sorted fractions) were plated at 3 x 10* cells/cm® and
maintained in growth medium for 1 day, and then 10% FCS was
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replaced by 2% horse serum. After 7 days, differentiation was assessed
based on cell morphology and expression of the sarcomeric myosin
heavy chain isoform (sarcMyHC). Cultures were fixed in 4% PFA,
treated with 0.5% Triton X-100/20% (w/v) goat serum in PBS, and
incubated (1 hr, 37°C) with anti-human sarcMyHC Abs (1:500,
Developmental Studies Hybridoma Bank [DSHB], Iowa City, IA,
USA). Specific Ab binding was revealed using either AlexaFluor
488-coupled (1:500, Invitrogen) or biotinylated secondary goat-
anti-mouse Abs (1:300, Dako), followed by peroxidase-coupled strep-
tavidin (1:300, Dako). The nuclei were finally counterstained with
DRAQS5 (Biostatus). FI was determined by determining the percent-
age of nuclei within sarcMyHC" myotubes (>2 nuclei) in two random
fields per well in three replicate wells. At least 1,199 nuclei per well
were considered. For adipogenic and osteogenic differentiations,
hMuStem cells (P5) were plated at 1 x 10* cells/cm?, maintained in
growth medium until 80% confluence, and then incubated in specific
cell-type differentiation media, as previously described.'*” For endo-
thelial differentiation, hMuStem cells were amplified in EGM-2 me-
dium (Lonza, Basel, Swiss) for 7 days. Then, the cell layer was disso-
ciated with trypsin and cells were seeded on Matrigel coating (3 g/mL,
BD Biosciences) in EGM-2 medium. Differentiation was assessed
3 days later based on capillary-like formation. RT-PCR analysis of
lineage-specific genes was performed using primers listed in Table S3.

In Vivo Experiment and Histological Analysis

Rag2 TL2rB~ mice were anesthetized with an intra-peritoneal injec-
tion (0.1 mL per 20 g body weight) of a solution containing
100 mg/mL ketamine (Merial, Lyon, France) and 20 mg/mL Rompun
2% (Bayer, Puteaux, France) in PBS. As post-operative analgesia, mice
received a subcutaneous injection of 0.3 mg/mL buprenorphine
(50 pg/kg body weight; Axience, Pantin, France). Prior to cell implan-
tation, cryolesion of Tibialis anterior (TA) muscle was induced to
stimulate the implanted cells to fuse and form new myofibers. After
skin incision and muscle exposition, TA muscle was subjected to
three freeze cycles of 15 s each by applying a liquid nitrogen cooled
metallic rod, as previously described.'”® Cell layers of hMuStem-
cell-derived primary cultures (P5, n = 4) were then dissociated, cells
were pelleted and resuspended (2.5 x 10> cells in 15 pL PBS), and
each was injected in a single site in the left cryodamaged TA muscle
of the host (n = 3 mice per cell batch) using a 50-pL syringe with a
22G needle. The skin was then closed with fine sutures. 3 weeks later,
TA muscles were removed, frozen in isopentane cooled in liquid ni-
trogen, and entirely cut into 10-pum sections. For every 350 pum along
the complete length of the muscle, 8 transverse sections correspond-
ing to an 80-um length were used for quantitative analysis. Histolog-
ical analysis was done on HES-stained sections of cryodamaged
muscle receiving exclusive CD56" hMuStem cells or CD56%~ ones,
with non-injected muscle being used as the control. The number of
human nuclei or human spectrin*/dystrophin* myofibers in each sec-
tion examined was counted, and the total values were determined for
each TA muscle investigated, as previously described.”

To quantify cytoplasmic and interstitial hMuStem cell nuclei, a triple
labeling was performed. Sections were treated with Triton X-100 0.3%
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detergent (10 min, RT) and blocking buffer (10% goat serum in PBS;
30 min, RT) before being incubated (60 min, 37°C) with a solution of
mouse anti-human lamin A/C primary Abs (1:50, Leica Biosystems,
Nussloch, Germany), followed by Alexa 555 rabbit anti-mouse sec-
ondary Abs (1:300, Invitrogen) in a humid chamber (60 min, RT).
The sections were then treated with goat blocking serum (30 min,
RT) before incubation with a solution containing both rabbit anti-
mouse dystrophin Abs (1:50, Chemicon, Rolling Meadows, IL,
USA) and rat anti-mouse laminin Abs (1:100, Sigma-Aldrich;
60 min, 37°C). Secondary Abs corresponding to a mixture of Alexa
488 goat anti-rabbit Abs (1:300, Invitrogen) and Alexa 555 goat
anti-rat Abs (1:300, Invitrogen) were finally added (60 min, RT).
Nuclei were then counterstained by DRAQ5 (1:1,000, Invitrogen;
15 min, RT). Finally, sections were mounted in Mowiol Medium (Cal-
biochem EMD Biosciences). To visualize human dystrophin® and
spectrin” myofibers, double labeling against human proteins and hu-
man lamin A/C were realized by the same protocol using monoclonal
mouse anti-human Ab NCL-Dys3 and NCL-Spect1 (1:20; Leica Bio-
systems; 60 min, 37°C), respectively. The number of hMuStem cells
and human protein® myofibers in the injected muscles were deter-
mined on the images acquired with the laser confocal scanning micro-
scope LSM780 Zeiss (Carl Zeiss Microscopy, Iena, Germany) at x20
magnificence and by using Fiji image analysis software v.2. Non-
injected mice muscle and human muscle were used as negative and
positive controls, respectively (Figure S7).

Statistical Analysis
Data are reported as mean + SD. Statistical analysis was performed in
GraphPad Prism software v6.0f using the Mann-Whitney test for the
MREF expression, FI, and myogenic differentiation of the sorted
CD56" and CD56™ cell fractions. Kruskal-Wallis test was used for
the in vivo analysis.
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Figure S1. Isolation protocol for the hMuStem cells
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Figure S2. Proliferation analysis of long-term cultured hMuStem cells
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Figure S3. Expression of lin and cell type-specific markers in cultured hMuStem cells
Flow cytometry analyses showed a lack of expression for lin (A) and cell type-specific (B) markers.
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Figure S4. Expression of endothelial markers in hMuStem cells placed in endothelial induction media
RT-PCR analysis revealed the lack of CD31, CD144 and von Willebrand Factor (VWF) transcript on hMuStem
cells fourteen days after the induction of endothelial differentiation. HUVECs were used as positive control.
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Figure S5. Tissue integration and contribution to muscle regenerative process of hMuStem cells following
injection into injured muscle of Rag2” IL2rb” mouse

Human lamin A/C" nuclei were counted per transverse section and total number of donor cells in the muscles
was determined based on a linear density by considering the size of the hMuStem cell nuclei and the thickness of
the section, as previously described [35]. The cytoplasmic, satellite and interstitial distribution is expressed as
percentage while human spectrin” and dystrophin” myofibers are expressed as the number of counted positive
myofibers per muscle section. Error bars represent SD from 3 different mice injected with the same cell batch.
The p-value was determined with a Kruskal-Wallis test. * indicates a significant result.
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Figure S6. Detection of human myogenic markers in Rag2” IL2rb” mouse muscles following hMuStem cell
injection

RT-PCR analysis revealed the presence of the MYODI, MYOG, MYF5 and CDH15 mRNAs in the Tibialis
anterior (TA) muscle of the immunodeficient mice three weeks after intramuscular injection of hMuStem cells.
Cultured myoblasts were used as positive control.
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Figure S7. Negative and positive controls of immunolabellings used for the in vivo investigation

Cryolesion of Tibialis anterior (TA) muscle of Rag2’IL2rb" mice was made without any injection of hMuStem
cells. Three weeks later, transverse cryosections of both non-injected mice muscle and human muscle were co-
labelled with specific Ab against murine dystrophin (green; A-B), human lamin A/C (red; A-B), human spectrin
(red; C-D) and human dystrophin (red; E-F). All nuclei were counterstained using DAPI (dark blue; A-F). Scale
bar: 100 um (A-B) and 150 pm (C-F)



Table S1. Main features of adult stem cells exhibiting potential to treat DMD

Cell type Source Anatomic Molecular markers of Advantages Limitations Main
localization human cells references
Myoblasts Skeletal Progeny of SCs; CD56', High proliferation, No muscle homing through [7, 10, 11,
muscle located between M-cadherin’, Spontaneous myogenic differentiation, bloodstream 18-29]
the plasma C-met’, MyoD', Participation to muscle regeneration,
membrane and the Myf5+, desmin”, Formation of SC,
basal lamina Syndecan 3, Migration up to 1 cm in depth
Syndecan 4" of the muscle,
Long-term donor-derived dystrophin
expression after intramuscular
implantation of normal myoblasts in
clinical trial
ACI133" cells Peripheral Unknown CD19, CD33, Participation to muscle regeneration, Low proliferation, [30-34]
blood CD34", CD38, Formation of SC, No spontaneous myogenic
CD44", CD45", Muscle homing through bloodstream, differentiation (induced by co-culture
CD90", CD133", Clinical benefit in animal model with C2C12 cells)
CXCR4™"
Skeletal Interstitial tissue CD31°,CD34 7, Participation to muscle regeneration, Fragile cells, [30, 35-38]
muscle CD44", CD45"", Formation of SC, Difficulty to isolate pure population,
CD56", CD90"", Good integration and dispersion into Difficulty of in vitro expansion,
CD133", CD140b ¥, muscle tissue, Limited spontaneous myogenic
CD146"Y, CXCR4™", Muscle homing through bloodstream, differentiation,
STRO-1" Clinical benefit in animal model Divergent results concerning their
contribution to muscle regeneration
from systemic delivery
HSCs Bone Unknown CD34", CD38"", Reproducible isolation, Low cell integration into [39-47]
marrow CD43", CD45", Well characterization, muscle tissue after delivery,
CD59", CD90’, Muscle homing through bloodstream Very limited contribution to muscle
Lin® regeneration, Formation of non-
functional SC,
No clinical benefit
Side Population Skeletal Interstitial tissue BMP4", CD34"", Participation to muscle regeneration, No spontaneous myogenic [40, 48-53]
cells muscle CD45,CDI117 Formation of SC, differentiation,
Muscle homing through bloodstream, Limited fusion with endogenous
Improvement of migration and fusion of myofibers,

myoblasts

Low cell integration into




muscle tissue,
No clinical benefit demonstrated

Perivascular Skeletal Periphery of CDI13", CD31, High proliferation, No demonstration of clinical benefit [54-63]
cells (Pericytes muscle, capillaries and CD34, CD44", Spontaneous myogenic differentiation, after Phase I/1IA trial
and Mabs) pancreas, microvessels CD457, CD49b", Participation to muscle regeneration,
adipose CD56, CD90™", Formation of SC,
tissue, CD105"", CD106, Muscle homing through bloodstream,
placenta CD133", CD140b", Clinical benefits in animal models
CD144°, CD146",
NG2*, ALP",
a-sma’”
MDSCs Skeletal Unknown CD34", CD44", High proliferation, Unknown origin, [64-71]
muscle CD45", CD56™, Stable phenotype and karyotype, No demonstration of SC formation,
CD73", CD90’, Spontaneous myogenic differentiation, No clinical benefit demonstrated
CD105", CD146" Participation to muscle regeneration,
Muscle homing through bloodstream,
Resistance to oxidative stress
MSCs Bone Unknown CD29", CD34, Reproducible isolation, No spontaneous myogenic [72-80]
marrow CD44", CD45', Well characterization differentiation,
CD49b", CD73", Very limited contribution to muscle
CD90", CD105", regeneration,
CD106", CD140", No clinical benefit
CD144, CD146"
Adipose Unknown CD13",CD29", High proliferation, No myotube formation, [81-87]
tissue CD31°, CD34, Stable phenotype, No clinical benefit
CD44", CD45’, Muscle homing through bloodstream,
CD49b", CD73", Participation to muscle regeneration
CD90", CD105" (with variable intensity)
Myo-endothelial Skeletal Interstitial tissue CD29", CD31, High proliferation, Systemic delivery not tested [88-93]
cells muscle CD34", CD44", Spontaneous myogenic differentiation,
CD45,CD56", Participation to muscle regeneration,
CD90", CD105", Increase muscle mass and contraction
CD144", CD146"
SMALD Skeletal Unknown Aldh™, CD31, High proliferation, Systemic delivery not tested [94]
(Aldh'/CD34 muscle CD347, CD44"Y, Spontaneous myogenic differentiation,




cells) CD45", CD56", Participation to muscle regeneration,

CD90", CD133° Formation of SC
MuStem cells Skeletal Unknown Not yet defined High proliferation, Unknown origin, [95-99]
muscle Spontaneous myogenic differentiation, Rare cells

Participation to muscle regeneration,
Formation of SC,
Muscle homing through bloodstream
Clinical and tissue benefit in animal
model

HSCs: hematopoietic stem cells, Mabs: mesoangioblasts; MDPCs: muscle-derived progenitor cells; MDSCs: muscle-derived stem cells; MSCs: mesenchymal stem cells; SC:
Satellite cells



Table S2. List of antibodies used for cell characterization by FACS analysis

anibody caslogue mumber Corresponding isotype
CD4-PE Beckman-Coulter, A07751 Mouse IgG1-PE
CD8-PE Beckman-Coulter, A07757 Mouse IgG1-PE
CD15-PE BD Biosciences, 555402 Mouse [gM-PE
CD19-PE BD Biosciences, 555413 Mouse IgG1-PE
CD29-PE BD Biosciences, 555443 Mouse IgG1-PE
CD31-PE BD Biosciences, 555446 Mouse IgG1-PE
CD33-PE BD Biosciences, 555450 Mouse IgG1-PE
CD34-PE BD Biosciences, 345802 Mouse IgG1-PE
CD38-PE BD Biosciences, 555460 Mouse IgG1-PE
CD44-PE BD Biosciences, 555479 Mouse IgG2b-PE
CD45-PE BD Biosciences, 555483 Mouse IgG1-PE
CD56-AF647 BD Biosciences, 562413 Mouse I1gG1-AF647
CD56-PE BD Biosciences, 555516 Mouse IgG1-PE
CD73-PE BD Biosciences, 550257 Mouse IgG1-PE
CDS§2-PE Biolegend, 342103 Mouse IgG1-PE
CD90-PE BD Biosciences, 555596 Mouse IgG1-PE
CD105-PE BD Biosciences, 560839 Mouse IgG1-PE
CDI117-PE BD Biosciences, 555714 Mouse IgG1-PE
CDI133-PE R&D Systems, 130-080-801 Mouse IgG1-PE
CD140b-PE BD Biosciences, 558821 Mouse IgG2a-PE

CD144-PerCPCy5.5

BD Biosciences, 561566

Mouse IgG1-PerCPCy5.5

CD146-PE-Cy7

BD Biosciences, 562135

Mouse IgG1-PE-Cy7

CD201-PE Biolegend, 351903 Rat IgG1-PE
CD318-PE/Cy7 Biolegend, 324015 Mouse 1g2b-PE/Cy7

CD338-PE BD Biosciences, 561180 Mouse IgG2b-PE

VEGFR1-PE R&D Systems, FAB321P Mouse IgG1-PE

VEGFR2-PE R&D Systems, FAB357P Mouse IgG1-PE
Mouse IgG1 control: AF647 BD Biosciences, 557714 N/A
Mouse IgG1 control:PE BD Biosciences, 555749 N/A
Rat IgG1 control:PE BD Biosciences, 559318 N/A
Mouse IgG1 control:PE-Cy7 BD Biosciences, 557872 N/A
Mouse IgG1 control:PerCPCy5.5 BD Biosciences, 550795 N/A
Mouse IgG2a control:PE R&D Systems, IC003P N/A
Mouse IgG2b control:PE BD Biosciences, 555743 N/A
Mouse IgG2b control:PE/Cy7 BD Biosciences, 560542 N/A
Mouse IgM control:PE BD Biosciences, 555584 N/A




Table S3. Summary of primers used for RT-PCR analysis

Product  Accession numbet
Name Type Sequence (bp)
RPS18 Housekeeping For 5'-ACCAAGAGGGCGGGAGAA-3' 85 Database:
gene Rev 5'-CTGGGATCTTGTACTGGCGTC-3' NM_022551.2
PAX3 For 5'-GAGTTCCATCAGCCGCATCC-3' 105 Database:
Rev 5'-TGTTTGGCCTTCTTCTCGCTT-3' NM_181457.3
PAX7 For 5'-CAAGATTCTTTGCCGCTACC-3' 390 Database:
Rev 5'-TTCAGTGGGAGGTCAGGTTC-3' NM_002584.2
MYF5 For 5'-CCACGACCAACCCCAACCA-3' 122 Database:
Rev 5'-TCCCGGCAGGCTATAGTAGT-3' NM_005593.2
MYOD1 For 5'-CAAGCGCAAGACCACCAAC-3' 123 Database:
Myogenic Rev 5'-TGGTTTGGATTGCTCGACGTG-3' NM_002478.4
MYOG markers For 5'-CCCTACAGATGCCCACAACC-3' 126 Database:
Rev 5'-GATGCCCGGCTTGGAAGAC-3' NM_002479.4
MRF4 For 5'-GAAAATCTGCCCCCACTGACC-3' 330 Database:
Rev 5'-GCCCCCTGGAATGATCGGAAA-3' NM_002469.2
CDHI5 For 5'-ACAGATGCCGACGACCCCGAG-3' 134 Database:
Rev 5'-TCGCGGTCCAGCCCCACTT-3' NM_004933.2
C-MET For 5'-AGCCAATTTATCAGGAGGTGT-3' 202 Database:
Rev 5'-CTGGCTGGGCTCTTCTATCTG-3' NM_001127500.1
For 5'-ACTGCAACATTCCTGGGCT-3' Database:
ADIPONECTIN Adipogenic Rev 5'-ACGCTCTCCTTCCCCATACAC-3' 212 NM_001177800.1
LPL markers For 5'-GAGTATGCAGAAGCCCCGAG-3' 214 Database:
Rev 5'-CCACATCTCCAAGTCCTCTCTC-3' NM_000237.2
0PG Osteogenic For 5'-TGCTGCGCGCTCGTGTTTCTG-3' 386 Database:
marker Rev 5'-CCAGCTTGCACCACTCCAAATCC-3' NM_002546.3
cD31 For 5'-ACAACAGACATGGCAACAAGG-3' 130 Database:
Rev 5"-AGTTCTGTTATGTTGACCACGA-3' NM_000442.4
VIWEF Endothelial For 5'-CCGAAGCACCATCTACCCTG-3' 150 Database:
markers Rev 5'-TAAGTGAAGCCCGACCGACA-3' NM_000552.3
CD144 For 5'-TTCCAGCAGCCTTTCTACCAC-3' 144 Database:
Rev 5'-GAAGAACTGGCCCTTGTCACT-3' NM_001795.4
KLF4 For 5'-AGAGGAGCCCAAGCCAAAGA-3' 181 Database:
Rev 5'-TTTCCATCCACAGCCGTCCCAG-3' NM_004235.4
NANOG For 5'-AGAAGAGTGTCGCAAAAAAGGAAG-3' 261 Database:
Pluripotent Rev 5'-TCTGCGTCACACCATTGCTATT-3' NM_024865.2
0CT-4A markers For 5'-CAGCGACTATGCACAACGAGA-3' 151 Database:
Rev 5'-GAAAGGGACCGAGGAGTACAG-3' NM_002701.4
SOX2 For 5'-ATGCACCGCTACGACGTGA-3' 150 Database:
Rev 5'-GGACTTGACCACCGAACCCAT-3' NM_003106.3
Table S4. List of antibodies used for cell characterization by immunocytochemistry
Primary Compagny and . Incubation .
. Dilution temperature Secondary antibody
antibody catalogue number .
and time
PAX7 DSHB 1:10 60 min, 37°C GAM Alexa 488
MYF5 L‘fecslpfgﬁg/’;;’ézr;‘:es’ 1:500 60 min, 37°C GAR Alexa 488
MYOD Dako, M3512 1:10 60 min, 37°C GAM Alexa 488
MYOGENIN DSHB, F5D 1:10 60 min, 37°C GAM Alexa 488
Cell Signaling Technology, . o Biotinylated Ab +
OCT-4A C30A3 1:100 ON, 4°C Streptavidin Alexa 555
Cell Signaling Technology, . o Biotinylated Ab +
NANOG 4903P 1:100 ON, 4°C Streptavidin Alexa 555




Cell Signaling Technology,
4038P

Biotinylated Ab +

KLF4 Streptavidin Alexa 555

1:100 ON, 4°C
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Résumé

La découverte de cellules souches adultes (CSAs) a
potentiel myogénique est a l'origine de nouveaux
espoirs pour le traitement des dystrophies musculaires
(DMs). L'UMR a identifié une population de CSAs
résidentes du muscle, nommées MuStem, et fait la
preuve de concept/efficacité de son administration
systémique dans le modéle animal cliniguement
pertinent de la dystrophie musculaire de Duchenne qui
appartient au groupe des maladies orphelines.
L’identification de cette population chez 'Homme avec
des propriétés phénotypiques et comportementales
similaires a conforté son positionnement comme
potentiel candidat au traitement des DMs. Cette these
s’est inscrite dans une démarche préclinique de
définition de modalitts de préparation in vitro
compatibles avec un usage clinigue. Des études
comparées in vitro ont permis de définir un protocole de
production respectant les bonnes pratiques de
fabrication par remplacement des produits de grade
recherche. L'étude de la signature phénotypique et de
I'engagement myogénique in vitro a positionné le sérum
humain et le lysat plaquettaire comme alternatives au
sérum de veau feetal pour la culture des cellules
hMuStem. En considérant I'équilibre entre la quantité de
cellules nécessaire pour les protocoles in vivo et les
propriétés biologiques d’efficacité/sécurité, la démarche
expérimentale mise en place pour évaluer l'impact du
temps d’expansion in vitro a abouti a une amplification
maximale de 22-24 doublements au regard de
I'hétérogénéité phénotypique et de [I'expression de
marqueurs de sénescence. Ces résultats ont contribué
a améliorer la préparation de I'agent hMuStem en vue
d’'un essai clinique pour les patients atteints de DMs.
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Abstract

The discovery of adult stem cells (ASCs) with myogenic
potential had caused new hopes for the treatment of
muscular dystrophies (MDs). UMR PAnTher identified a
population of muscle-derived stem cells, named
MuStem cells, and provided the proof of
concept/efficacy of its systemic delivery in the clinically
relevant animal model for the orphan disease Duchenne
Muscular Dystrophy. The identification of this population
in Human with similar phenotypic and behavioral
properties reinforced the positioning of MuStem cell
population as potential candidate for the treatment of
MDs. This thesis is a part of the preclinical approach
toward the definition of clinical-compliant in vitro
preparation modalities. First, comparative in vitro
studies allowed defining a production process with
respect to the good manufacturing practices by
replacement of research grade products. A more
extensive study of phenotypic signature and in vitro
myogenic commitment enabled the positioning of
human serum and platelet lysate as alternatives to fetal
bovine serum for the stage of in vitro expansion of the
hMuStem cell population. Then, according to the
balance between the required cell number for the in vivo
protocols and the biological properties in terms of
efficacy/safety, the experimental approach designed to
evaluate impact of ex vivo expansion time revealed an
amplification duration that should not exceed 22-24
population doublings regarding phenotypic
heterogeneity and expression of senescence markers.
Overall, these results contributed to the improvement of
hMuStem cell population preparation in the prospect of
the implementation of a clinical trial devoted to patients
affected by MDs.
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