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Titre : Rôle d’EpCAM sur l’activité du réseau d’actomyosine et impact sur le maintien de 

l’organisation épithéliale 

 

 

Résumé : 

L’intégrité des épithéliums dépend du contrôle de l’organisation et de l’activité du cytosquelette 

d’actomyosine afin de maintenir la forme et l’adhérence des cellules en homéostasie, mais aussi en 

situation de stress. L’actomyosine est régulée par de nombreuses voies de signalisation agissant sur 

la dynamique de l’actine et/ou l’activité de la myosine, l’une d’entre elles résultant de l’activation de 

la petite GTPase RhoA. EpCAM (Epithelial Cell Adhesion Molecule) a tout d’abord été décrite comme 

une molécule d’adhérence calcium-indépendante, spécifique des épithéliums, mais des analyses 

récentes mettent en doute cette fonction. Dans ce manuscrit, je décris la participation d’EpCAM à la 

régulation de la contractilité dans les épithéliums, et son importance pour le maintien de la polarité 

cellulaire. Dans une première étude, nous démontrons qu’EpCAM est nécessaire pour la distribution 

et l’activité correcte de la myosine-II, afin de contrôler l’intégrité des jonctions et le maintien de la 

polarité apico-basale dans une monocouche épithéliale. La perte d’EpCAM induit une perte de 

polarité atypique, aux effets dévastateurs sur l’intégrité de l’épithélium, et qui empire en présence 

d’un stress mécanique. Dans un deuxième article, nous présentons l’effet de la perte d’EpCAM sur la 

capacité d’adhérence au substrat et de migration des cellules. Nous avons démontré qu’EpCAM est 

impliquée dans le recyclage de RhoA activé, permettant la bonne organisation de l’actomyosine pour 

la mise en place d’une polarité avant-arrière. De manière surprenante, nos expériences indiquent 

que l’effet d’EpCAM est indépendant de la présence de contacts cellulaires. Nous proposons donc 

que la fonction d’EpCAM soit révisée en tant que régulateur de la contractilité cellulaire. Ces 

résultats mettent en lumière l’importance de la régulation spatio-temporelle de RhoA pour la 

contractilité et les effets de celle-ci sur l’intégrité épithéliale. 

 

 

Mots-clefs : EpCAM, contractilité cellulaire, RhoA, polarité cellulaire, intégrité épithéliale 
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Title: Role of EpCAM on the actomyosin cytoskeleton activity and its impact on epithelial 

organization and maintenance 

 

 

Abstract:  

Epithelial integrity relies on the correct distribution and activity of the actomyosin cytoskeleton to 

maintain cell shape and junctional adhesion during homeostasis, and even more importantly, under 

stress. The actomyosin apparatus is regulated by many different signalling pathways targeting either 

the actin dynamics or myosin activation, one of which is dependent on the small GTPase RhoA. 

EpCAM (Epithelial Cell Adhesion Molecule) was primarily described as a Ca2+-independent cell-cell 

adhesion molecule that is specific of epithelia, although recent analyses tend to challenge this 

statement. In this work, we report the involvement of EpCAM in epithelial contractility regulation 

and its importance for the maintenance of cell polarity. In a first study, we show that EpCAM is 

required for proper distribution and activity of Myosin-II that controls junctional integrity and the 

maintenance of apico-basal polarity in an epithelial monolayer. EpCAM depletion leads to an atypical 

polarity loss with devastating effects on the epithelium integrity, worsening when the epithelial 

monolayer is subjected to mechanical stress. In a second study, we tackled the issue of EpCAM 

depletion on the actomyosin apparatus in relation to cell-substrate adhesion and cell migration. We 

demonstrated that EpCAM is involved in the control of active RhoA recycling, allowing for the 

correct organization of the actomyosin apparatus and the establishment of front-rear polarity. 

Surprisingly, our results showed that these effects were cell-autonomous and did not require the 

presence of cell-cell junctions. We propose that EpCAM function as a cell adhesion molecule is 

revised to a more general role as a cell contractility regulator. These results bring new light on the 

spatio-temporal regulation of RhoA-dependent contractility, and its effects on epithelial integrity. 

 

 

Keywords: EpCAM, cell contractility, RhoA, cell polarity, epithelial integrity 
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 Avant-propos 
 

Ma thèse porte sur l’étude des fonctions de la protéine EpCAM. Bien que cette protéine ait été 

découverte dès les années 1970, peu de travaux étaient consacrés à son analyse fonctionnelle dans 

le contexte physiologique de l’épithélium jusqu’à ce que sa perte d’expression soit reliée à 

l’apparition d’une maladie congénitale infantile, la Dysplasie Epithéliale Intestinale (DEI, ou en 

anglais « Congenital Tufting Enteropathy (CTE) ») (Sivagnanam et al., 2008). En utilisant cette 

maladie comme modèle d’étude, mon travail de thèse s’est concentré sur l’analyse des fonctions 

d’EpCAM dans le maintien de l’intégrité épithéliale et la compréhension des mécanismes 

moléculaires dans lesquels cette protéine est impliquée. 

 

Les premiers chapitres (Introduction : Chapitres 1, 2) introduisent les notions et travaux de la 

littérature qu’il m’a semblé nécessaire de présenter afin d’apprécier les résultats présentés ainsi que 

l’évolution de mon projet de thèse.  

Les résultats que j’ai obtenus sont répartis en deux chapitres. Le premier (cf. Chapitre 3) décrit 

l’implication d’EpCAM dans le maintien de la polarité apico-basale de l’entérocyte, au sein d’une 

monocouche épithéliale pleinement polarisée. Ce travail démontre qu’EpCAM est requise pour 

réguler la distribution et l’activité contractile dans l’entérocyte. En l’absence d’EpCAM, la mauvaise 

régulation du cytosquelette d’actomyosine perturbe l’organisation de l’entérocyte et en particulier 

le positionnement de son domaine apical, responsable de l’absorption des nutriments. Les résultats 

que nous avons obtenus mettent en évidence l’importance du contrôle de la contractilité cellulaire 

pour le maintien de l’homéostasie épithéliale et le fait que son dérèglement soit à l’origine des 

symptômes de la DEI. Ils ont fait l’objet d’une publication (Salomon et al., 2017). Le second chapitre 

(cf. Chapitre 4) expose les résultats concernant la participation d’EpCAM à l’organisation du 

cytosquelette d’actomyosine et la régulation de la contractilité cellulaire dans le contexte d’une 

cellule épithéliale unique, et détaille les répercussions de la perte d’EpCAM sur l’adhérence de la 

cellule au substrat et la migration cellulaire. En outre, ce travail décrit plus en détail les partenaires 

fonctionnels d’EpCAM et élargit son rôle, en dehors d’une simple molécule d’adhérence 

intercellulaire. Ces résultats seront prochainement soumis pour publication. 

Enfin, le dernier chapitre (Conclusion) remet en contexte les différents résultats obtenus et 

permet de discuter de façon plus large de la fonction d’EpCAM sur l’organisation des cellules 

épithéliales, notamment de comment son impact sur la contractilité cellulaire y participe. À cette fin, 

les données non encore publiées sont présentées ici. J’y décris entre autres l’impact d’EpCAM sur les 

mécanismes de régulation de la contractilité via les voies d’endocytose, ainsi que des résultats 
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préliminaires concernant les mécanismes de régulation de RhoA en cellule unique et aux jonctions 

intercellulaires.  
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1. Organisation de l’épithélium intestinal 
 

1.1. Organisation tissulaire 
 

Les épithéliums sont des tissus présents à l’interface entre l’extérieur et le milieu intérieur. 

Ils sont donc responsables de deux fonctions principales : une fonction de barrière face à l’extérieur, 

et de régulation des échanges entre ces deux espaces. Les épithéliums simples, tels que l’épithélium 

intestinal ou l’épithélium rénal, sont formés d’une monocouche de cellules reposant sur une lame 

basale. L’épithélium intestinal est soumis à de nombreux stress, à la fois mécaniques, chimiques et 

biologiques, causés par la fonction digestive et la présence du microbiote. Afin de maintenir 

l’épithélium intact et fonctionnel, les cellules épithéliales sont soumises à un contrôle strict de leur 

prolifération, migration, différenciation et mort cellulaire. Le contrôle de ces processus, ou 

homéostasie, est notamment facilité par leur séparation dans deux compartiments distincts que 

sont la crypte et la villosité. La crypte est le compartiment dédié au renouvellement cellulaire, elle 

contient les cellules-souches intestinales. Les progéniteurs issus de la division des cellules-souches 

sortent de la crypte et se différencient lors de leur migration le long de la villosité, une structure en 

digitation permettant d’amplifier la surface capable d’absorber les nutriments. À l’apex de la 

villosité, les cellules les plus anciennes sont extrudées dans la lumière intestinale (Barker, 2014; 

Crawley et al., 2014) (Figure 1). 

 

Figure 1 : Organisation tissulaire de l’épithélium intestinal.  
Coupe schématique de l’épithélium intestinal, présentant sa structure avec la présence de replis nommés 
villosités. L’agrandissement montre l’organisation de l’axe crypte-villosité. Les cellules souches à la base des 
cryptes (1) sont maintenues dans un état prolifératif et indifférencié grâce aux cellules de Paneth. Elles 
produisent les progéniteurs des différents types cellulaires de l’intestin qui se différencient au cours de leur 
progression le long de la villosité (Ϯ). À l’extrémité de la villosité, les cellules les plus anciennes meurent et sont 
extrudées dans la lumière intestinale (3). Adapté de Crawley et al., 2014 ; Barker et al., 2014.  
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1.2. Organisation cellulaire 
 

Afin d’exercer leur fonction de transport dirigé, les cellules des épithéliums simples sont 

dites polarisées : elles s’organisent en deux domaines distincts selon l’axe apico-basal, chacun 

comprenant une composition lipidique et protéique différente. Au niveau du domaine apical, des 

enzymes et transporteurs permettent les échanges avec la lumière de l’organe, pour l’absorption de 

nutriments et d’eau pendant la digestion par exemple. Le domaine baso-latéral quant à lui, assure la 

cohésion des cellules à la fois entre elles, par les différents complexes d’adhérence cellule-cellule, 

ainsi qu’avec la lame basale en établissant des jonctions avec les protéines de la matrice 

extracellulaire (MEC). L’adressage des protéines vers un pôle ou l’autre dépend de modifications 

post-traductionnelles, telles que les N- ou O-glycosylations, ou de la présence de domaines 

protéiques particuliers, qui sont reconnus par des voies de trafic spécialisées vers l’une ou l’autre 

direction. La distribution polarisée des lipides est assurée par la régulation spatiale de l’adressage de 

kinases et de phosphatases des phosphoinositides (Rodriguez-Boulan and Macara, 2014).  

Le maintien de l’organisation de la cellule épithéliale selon l’axe apico-basal est dépendant 

de l’activité des complexes régulateurs de la polarité. Parmi ces complexes se trouvent le complexe 

Par (Par3, Par6, aPKC), le complexe Crumbs (Crb, PALS1, PATJ) localisé au cortex apical, et le 

complexe Scribble (Scrb, Dlg, Lgl) spécialisé dans la mise en place du domaine baso-latéral. Ces 

complexes, par leur action mutuellement exclusive, forment et maintiennent la séparation des deux 

domaines en terme de composition lipidique et protéique de la membrane plasmique (Figure 2). Par 

exemple, le recrutement de la kinase aPKC par Par6 ou via le complexe Crb permet la 

phosphorylation et donc l’exclusion des protéines basolatérales présentes dans le domaine apical 

(Rodriguez-Boulan and Macara, 2014).  

 

 

Figure 2 : Régulation de la polarité apico-basale.  
L’organisation d’une cellule épithéliale selon l’axe apico-basal 
dépend de l’activité des complexes régulateurs de la polarité. 
Le complexe Crumbs (Crb, PALS1, PATJ) recrute les kinases 
Par6 et aPKC au pôle apical (1). La phosphorylation des 
protéines du complexe basal Scribble (Scrb, Dlg, Lgl) et de 
Par1 conduit au recrutement de Par5 et à leur exclusion du 
cortex apical (2). Réciproquement, la phosphorylation de Par3 
l’exclue du cortex basal (ϯ). Chez les vertébrés, Par3 est 
recrutée aux jonctions serrées et participe au recrutement de 
aPKC au pôle apical (4). AJ, « adherens junction » ; MB, 
membrane basale ; TJ, « tight junction ». Inspiré de 
(Rodriguez-Boulan and Macara, 2014). 
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Les complexes de polarité participent également à la réorganisation des cytosquelettes 

d’actine et de microtubules selon l’axe de polarité, afin d’assurer le tri correct des protéines en 

fonction de leur domaine de destination. Ainsi, Par1b participe à la réorganisation des microtubules 

et donc au positionnement des endosomes de recyclage, particulièrement important pour le 

maintien du domaine apical (Rodriguez-Boulan and Macara, 2014). La perturbation des voies de 

recyclage apical conduit à la perte de l’identité des membranes apicales et du positionnement des 

protéines et structures associées. C’est par exemple le cas lors l’utilisation d’un dominant négatif de 

la GTPase associée aux endosomes de recyclage Rab11, qui est responsable de la perte de Crb du 

cortex apical de l’épiderme chez l’embryon de drosophile (Roeth et al., 2009). Enfin, Il est 

intéressant de noter que ces complexes participent aussi à la maintenance de l’intégrité physique de 

l’épithélium, par leur action sur la formation ou la stabilité des jonctions cellulaires (cf partie 2.2.c).  

Le type cellulaire différencié le plus abondant de l’intestin est l’entérocyte. Son domaine 

apical présente une architecture particulière, avec la présence d’une bordure en brosse c’est-à-dire 

un ensemble dense de replis membranaires en forme de doigts, les microvillosités, permettant 

d’augmenter la surface disponible pour la digestion enzymatique et les échanges de nutriments 

(Figure 3). Les microvillosités sont soutenues par la présence d’un faisceau de ϮϬ-30 filaments 

d’actine, organisés de manière parallèle grâce à différentes protéines capables de se lier et de 

réticuler les filaments d’actine (en anglais « Actin Binding Protein », ABP). Les ABPs présentes dans 

les microvillosités ont plusieurs fonctions, a) maintenir la rigidité du faisceau d’actine et sa longueur 

constante (telles que la villine, EPSϴ ou d’autres protéines de coiffe qui limitent la polymérisation de 

l’actine), b) maintenir une liaison entre le faisceau d’actine et la membrane (e.g. l’ezrine et la 

myosine-IA) et c) permettre l’ancrage du faisceau dans le « terminal web » (e.g. la plastine-1, la 

spectrine, …). Le « terminal web » est un réseau riche en éléments du cytosquelette, présent dans le 

cytoplasme apical, et composé essentiellement de filaments d’actomyosine et de filaments 

intermédiaires (notamment les kératines-8, -18, -19 et -20) qui permet de maintenir la structure des 

microvillosités et de leur fournir une résistance face aux stimuli mécaniques qu’elles subissent 

(Delacour et al., 2016).  
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Figure 3 : Spécialisation du pôle apical de l’entérocyte : la bordure en brosse 

La bordure en brosse est composée des microvillosités et de leur réseau d’ancrage ou « terminal web ». A la 
jonction entre la bordure en brosse et le domaine basolatéral se trouvent les complexes de jonctions serrées, 
jonctions adhérentes et desmosomes. L’organisation d’une microvillosité est détaillée en (ϭ). Les 
microvillosités sont maintenues en un ensemble compact par l’interaction directe des protocadhérines (Ϯ). Les 
flèches noires indiquent la tension exercée par la myosine-II, participant au maintien de la bordure en brosse. 
MLPCDH, mucin-like protocadherin ; CDHR2, cadherin-related family member 2 ; EB-3, microtubule-associated 
protein RP/EB family member 3. Adapté de Delacour et al., 2016. 
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2. Maintien de la cohésion épithéliale : les jonctions cellulaires 
 

Pour assurer l’intégrité et la cohésion de la monocouche épithéliale, les entérocytes forment 

de fortes jonctions intercellulaires, ainsi qu’avec la lame basale ou matrice extracellulaire (MEC). 

Dans un souci de concision, je me focaliserai ici davantage sur les jonctions auxquelles je me suis 

intéressée au cours de mon travail de thèse, à savoir les jonctions serrées et les jonctions adhérentes 

pour les jonctions intercellulaires, et les adhérences focales pour les jonctions avec la MEC. 

 

2.1. Jonctions serrées 
 

Les jonctions serrées (en anglais « Tight Junctions », TJs) sont des structures permettant de 

maintenir fermement en contact les membranes plasmiques de deux cellules adjacentes. 

L’apposition des membranes adjacentes dépend de la présence de protéines transmembranaires 

que sont les claudines et les protéines à domaine MARVEL (« MAL and related proteins for vesicle 

trafficking and membrane link ») à savoir l’occludine, la tricelluline (aussi nommée MARVELD2) et 

MARVELD3. Celles-ci s’organisent en réseau fibrillaire, visible en microscopie électronique (Staehelin 

et al., 1969), qui permet de limiter la diffusion des ions et petites molécules entre les cellules 

(diffusion paracellulaire). Leurs domaines intracellulaires s’associent à des protéines cytosoliques de 

la plaque jonctionnelle qui relie soit le cytosquelette d’actine, telles que Zonula Occludens (ZO-1, -2 

ou -3), soit les microtubules (Figure 4). Les jonctions serrées ont pour fonction de limiter la diffusion 

paracellulaire, mais aussi la diffusion des composants entre le domaine apical et le domaine 

basolatéral, pour cette raison elles sont considérées comme la barrière entre les deux domaines 

membranaires (Zihni et al., 2016). La formation des jonctions serrées et l’établissement de la polarité 

sont des événements liés ; ceci a été décrit notamment par des travaux ayant démontré l’influence 

du complexe Par3/Par6/aPKC sur le positionnement de la ceinture de jonctions serrées (Zihni et al., 

2014), ou encore par l’effet stabilisateur de PatJ sur la localisation de l’occludine et de ZO-3 aux 

jonctions serrées (Michel et al., 2005).  

Au point de contact entre les membranes de trois cellules, les composants des jonctions 

serrées établissent un contact au niveau apical qui s’étend ensuite le long de la jonction jusqu’au 

niveau basal, et forment alors des jonctions serrées particulières, appelées jonctions tricellulaires 

(« tricellular Tight Junctions », tTJs) (Furuse et al., 2014). La tricelluline ainsi que les protéines 

angulines sont spécifiquement associées aux jonctions tricellulaires et sont nécessaires à leur 

maintien et fonction. Ainsi, l’extinction de la tricelluline par interférence ARN diminue la résistance 

transépithéliale de monocouches de cellules de la glande mammaire et de l’intestin, des lignées 

Eph4 et Caco-2 respectivement (Ikenouchi et al., 2005; Raleigh et al., 2010). De même, l’extinction 
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de l’anguline-1 (ou lipolysis-stimulated lipoprotein receptor, LSR) conduit à la perte d’accumulation 

de tricelluline aux contacts tricellulaires et à la diminution de la résistance transépithéliale d’une 

monocouche de cellules Eph4 (Masuda et al., 2011).  

 

Figure 4 : Modèle des jonctions serrées bicellulaires et tricellulaires. Représentation schématique des 
jonctions serrées aux contacts bicellulaires (en vert) ou tricellulaires (en bleu) d’une monocouche épithéliale. 
L’agrandissement (ϭ) montre le positionnement des jonctions serrées au pôle apical comparativement aux 
jonctions adhérentes médiées par la E-cadhérine, ainsi que la structure en réseau des claudines, qui rejoignent 
le complexe central au niveau d’un contact tricellulaire (en bleu). Le (Ϯ) schématise la structure d’une jonction 
serrée. Les claudines ou protéines à domaine MARVEL sont associées aux protéines de la plaque jonctionnelle 
qui relient le cytosquelette et déclenchent des voies de signalisation (flèche violette). La structure en 4 
« passages » de la membrane plasmique correspond à celle de la claudine-15, telle que décrite dans (Zihni et 
al., 2016). Les flèches noires représentent le passage sélectif des ions. Chaque claudine possède une sélectivité 
propre ; la claudine-15 est permissive aux cations. À droite, (3) modélise l’agencement des angulines et de la 
tricelluline dans une jonction tricellulaire. TJ, « tight junction » ; AJ, « adherens junction » et paracell., espace 
paracellulaire. Adapté de (Higashi and Miller, 2017). 

 

2.2. Jonctions adhérentes 
a. Structure d’une jonction adhérente 

 

Les jonctions adhérentes (ou « Adherens Junctions », AJs) sont formées par l’interaction de 

protéines transmembranaires d’adhérence cellulaire (ou « Cell Adhesion Molecule », CAM) à la 

surface de deux cellules adjacentes. La CAM principalement exprimée par les cellules épithéliales est 

la E-cadhérine. Les domaines extracellulaires des E-cadhérines forment une liaison homophilique en 

trans, en présence de calcium. Lorsqu’une jonction adhérente se forme, la -caténine se lie au 
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domaine intracellulaire de la E-cadhérine et recrute l’-caténine qui s’associe ensuite au 

cytosquelette d’actine (Desai et al., 2013). Ce complexe minimal est suffisant pour initier la 

formation d’une jonction (Buckley et al., 2014). Cependant, l’-caténine peut aussi relier le 

cytosquelette d’actine via d’autres protéines, telles que la vinculine ou l’EPLIN, aussi nommée LIMA1 

(Watabe-Uchida et al., 1998; Abe and Takeichi, 2008) (Figure 5). De plus, les jonctions réalisées par 

la E-cadhérine sont régulées par de nombreuses autres protéines. Par exemple, la caténine p120 

participe à la stabilité de la E-cadhérine à la surface cellulaire en limitant son internalisation et sa 

dégradation (Davis et al., 2003). Une étude de l’association entre la cadhérine exprimée par les 

cellules endothéliales, VE-cadhérine, et la p120-caténine révèle que leur liaison masque un signal 

responsable de l’endocytose de la VE-cadhérine dans sa queue cytoplasmique. Ce signal 

d’endocytose est extrêmement conservé parmi les cadhérines et se trouve aussi dans les séquences 

de la N- et la E-cadhérine (Nanes et al., 2012).   

Enfin, il existe d’autres CAMs présentes aux jonctions adhérentes. Les nectines forment une 

famille de protéines transmembranaires dont le domaine extracellulaire comprend trois domaines 

de type immunoglobuline capables de former des cis-dimères et trans-dimères de manière 

indépendante du calcium. Le domaine intracellulaire des nectines comprend un motif qui se lie à 

l’ABP Afadine (Figure 5). Le complexe Nectine/Afadine est capable de d’interagir avec le complexe 

E-cadhérine/-caténine pour favoriser la formation de la jonction adhérente ou moduler les 

jonctions serrées (Tachibana et al., 2000; Takai and Nakanishi, 2003). 

 

Figure 5 : Modèle d’une jonction adhérente. Représentation schématique d’une jonction adhérente aux 
contacts bicellulaires d’une monocouche épithéliale. Les E-cadhérines forment des homodimères via leurs 

domaines extracellulaires. Dans le cytoplasme, la E-cadhérine est associée à la caténine p120 et la -caténine. 
Le complexe d’adhérence relie le cytosquelette d’actine par la présence de protéines capables de lier les 

filaments d’actine (i.e -caténine, vinculine, …). TJ, « tight junction » et AJ, « adherens junction ». 
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b. Dynamique des jonctions adhérentes 

 

La plasticité des jonctions adhérentes, i.e. leur capacité à s’adapter à l’environnement 

cellulaire, est une nécessité pour maintenir l’intégrité des épithéliums face aux différents processus 

biologiques (division, extrusion, migration cellulaire, …) qui tendent à la contrarier. Les modèles 

animaux utilisés pour l’analyse d’événements morphogénétiques en sont des exemples extrêmes ; 

lors de la convergence-extension qui résulte en l’intercalation des cellules de la bande germinale de 

la drosophile, les jonctions intercellulaires se réduisent jusqu’à former une intersection entre quatre 

cellules ou plus, avant que de nouvelles jonctions ne s’établissent (Lecuit and Yap, 2015). Il est 

maintenant clairement établi que les jonctions adhérentes ne sont pas des structures statiques, et 

que leurs composants font l’objet d’un renouvellement permanent, via les voies d’endocytose et de 

recyclage, indispensable à leur fonction (Takeichi, 2014; Brüser and Bogdan, 2017).  

Le trafic endosomal est organisé en différents compartiments, contrôlés par l’expression de 

GTPases spécifiques, nommées Rab (« Ras related protein »). De fait, l’enrichissement des Rab à la 

membrane des endosomes permet de déterminer leur identité et donc l’étape du trafic dont ils font 

partie. Par exemple, les endosomes précoces, à l’issue de l’endocytose, sont enrichis en Rabϱ ; les 

endosomes tardifs, dirigés vers les compartiments de dégradation, contiennent Rab7 ; et les 

endosomes destinés au recyclage sont associés à Rab4, Rab11 ou Rab35 suivant la voie considérée 

(Figure 6) (Stenmark, 2009). La perturbation de l’expression d’une Rab diminue donc l’étape de trafic 

à laquelle celle-ci est associée. Par exemple, l’utilisation d’une forme dominant-négative de Rab5 

(Rab5-DN) perturbe l’internalisation de protéines présentes à la membrane (Ulrich et al., 2005). 

L’étude menée par Song et al., a ainsi montré que l’emploi de Rab5-DN, conduisant au maintien de 

l’E-cadhérine et de p120-caténine à la membrane plasmique, limite la plasticité des jonctions 

adhérentes et arrête l’épibolie du poisson-zèbre (Song et al., 2013). De même, l’expression de 

Rab5-DN ou de Rab11-DN induit un délai, voire bloque totalement l’étape de fermeture dorsale chez 

la drosophile, suite à des défauts de remodelage des jonctions de l’amniosera et/ou de l’épiderme 

de l’embryon (Mateus et al., 2011). 
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Figure 6 : Localisation et fonction des Rab 
GTPases. Représentation schématique du 
transport vésiculaire d’une cellule épithéliale, 
avec la distribution d’une sélection des Rab 
GTPases associées aux différentes voies de 
transport. Rab 5, présent à la membrane 
plasmique et aux endosomes précoces participe à 
l’endocytose et la fusion des endosomes. Rabϰ 
marque les endosomes précoces et participe à la 
voie de recyclage rapide alors que Rab11 participe 
à une voie de recyclage plus lente, via les 
endosomes de recyclage. Rab35 marque aussi une 
voie de recyclage rapide. Rab7 marque les 
endosomes tardifs et promeut la dégradation de 
leur contenu en régulant la fusion de ceux-ci ave 
le lysosome. EE, « early endosome » ; LE, « late 
endosome » ; RE, « recycling endosome » ; Ret. 
Endo., réticulum endoplasmique et TGN, « Trans 
Golgi Network ». Inspiré de (Stenmark, 2009). 
 

 

 

La formation et le remodelage des jonctions adhérentes dépendent aussi très fortement du 

lien entre les cadhérines et le cytosquelette d’actine au cortex, ainsi que des mécanismes de 

régulation de la distribution et de l’activité de l’actomyosine. Ces points seront abordés en détail 

dans la partie 4.1. 

 

c. Interactions des jonctions adhérentes avec les complexes 

de polarité 

 

Au pôle apical des cellules épithéliales, les complexes de jonctions adhérentes forment une 

« ceinture » qui maintient une forte unité entre les cellules. Cette « ceinture », nommée Zonula 

Adherens (ZA), communique avec les complexes de polarité pour maintenir la séparation entre les 

domaines cellulaires mais assure également un rétrocontrôle de l’adhérence cellule-cellule par l’état 

de polarité cellulaire. Ainsi, la perte d’expression de déterminants de polarité modifie la force ou la 

localisation des jonctions adhérentes. Par exemple, l’extinction de PALSϭ diminue l’expression de la 

E-cadhérine en surface de cellules MDCK (Wang et al., 2007). De même, le criblage de mutants 

présentant des défauts de morphogénèse des épithéliums chez la drosophile a révélé que 

l’extinction de Scribble est responsable de la désorganisation de l’épiderme suite à la perte de 

polarité des marqueurs apicaux ; cette perte de polarité conduit au positionnement ectopique de la 

Zonula Adherens au niveau basolatéral (Bilder and Perrimon, 2000). Chez les mammifères, 
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l’extinction de Scribble conduit à la déstabilisation des caténines au cortex et donc à un 

affaiblissement des jonctions adhérentes (Qin et al., 2005). De même, l’analyse biochimique de 

cellules MDCK où l’expression de Par1b a été éteinte a montré que cette kinase participe à la liaison 

entre E-cadhérine et le cytosquelette d’actine ce qui renforce les jonctions adhérentes et participe à 

la mise en place de la polarité apico-basale des cellules épithéliales (Elbert et al., 2006). 

Les complexes de polarité perturbent non seulement l’ancrage des jonctions au 

cytosquelette mais aussi la dynamique de la E-cadhérine nécessaire à leur remodelage (Brüser and 

Bogdan, 2017). La E-cadhérine contient des sites de liaison à plusieurs protéines adaptatrices de 

l’endocytose clathrine-dépendante (telles que AP-2 ou Numb) qui sont des cibles des complexes de 

polarité. Par exemple, la phosphorylation de Numb par aPKC empêche son association au complexe 

E-cadhérine/p120-caténine et donc l’endocytose de celui-ci dans la lignée de cellules humaines 

MCF-7 (Sato et al., 2011).  

 

2.3. Autres jonctions intercellulaires 
a. Desmosomes 

 

Deux familles de cadhérines particulières, les desmocollines (Dsc) et desmogléines (Dsg), 

forment l’interface d’une jonction, nommée desmosome, rapprochant fortement les membranes de 

cellules adjacentes et reliant, du côté intracellulaire, le réseau de filaments intermédiaires. La liaison 

entre les cadhérines desmosomales et les filaments intermédiaires est réalisée par des protéines de 

la famille Armadillo, telles que les plakoglobines et les plakophilines, qui relient les plakines 

permettant d’ancrer les filaments intermédiaires (Kowalczyk and Green, 2013). L’ancrage des 

desmosomes aux filaments intermédiaires permet à ces jonctions de supporter un stress mécanique 

important sans se rompre ; elles sont particulièrement importantes dans les tissus soumis à de fortes 

déformations, tels que les épithéliums du cœur ou de la peau. La perte de fonction de la Dsg2, la 

Dsc2, la plakoglobine ou la desmoplakine entraîne des syndromes divers comprenant une 

cardiomyopathie (Stahley and Kowalczyk, 2015).  

 

b. Jonctions communicantes 

 

Les jonctions communicantes (ou « gap junction » en anglais) sont des canaux entre les 

cytoplasmes de deux cellules adjacentes, formés par l’apposition de deux semi-canaux formés par 

les protéines connexines dans la membrane plasmique. Ces canaux permettent aux cellules 

d’échanger des ions et petites molécules (< ϭkD), les différentes connexines ayant chacune une 

sélectivité pour des molécules particulières (Evans and Martin, 2002). Les jonctions communicantes 
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sont décrites comme participant à la synchronisation des cellules dans un tissu, par exemple pour le 

battement coordonné des cardiomyocytes (Danik et al., 2004). 

 

2.4. Jonctions avec la matrice extracellulaire : les adhérences 
focales 

a. Structure d’une adhérence focale 

 

Une cellule s’attache aux protéines de la matrice extracellulaire par l’intermédiaire 

d’intégrines ; ce sont des récepteurs transmembranaires composés de deux sous-unités  et , 

capables de reconnaitre plusieurs ligands. Une fois que les intégrines lient leur ligand, elles recrutent 

de nombreuses protéines au niveau de leur queue cytoplasmique, ce qui conduit à l’assemblage de 

l’adhérence focale (en anglais « Focal Adhesion », FA) et à sa connexion au cytosquelette d’actine. La 

structure et composition des adhérences au substrat sont toujours étudiées avec beaucoup 

d’intérêt, notamment en raison de l’implication de leurs composants cytoplasmiques dans de 

nombreuses voies de signalisation qui régulent la force de l’adhérence et la migration cellulaire, mais 

aussi l’organisation du cytosquelette et l’expression de nombreux gènes liés à la prolifération et la 

mort cellulaire (Vicente-Manzanares and Horwitz, 2011). Kanchanawong et al. ont déterminé 

l’organisation des adhérences focales dans des fibroblastes embryonnaires murins (cellules MEF ou 

Mouse Embryonic Fibroblasts) et des cellules humaines d’ostéosarcome U2OS, grâce à l’utilisation 

d’une technique d’imagerie super-résolutive (Figure 7). Ils ont ainsi mis en évidence la stratification 

des adhérences focales en quatre couches : au plus proche de la membrane plasmique se trouve la 

couche de signalisation des intégrines, contenant la queue cytoplasmique des intégrines ainsi que la 

paxilline et la Focal Adhesion Kinase (FAK), suivi d’une couche contenant les protéines responsables 

de la transmission de forces (telles que la taline ou la vinculine, …) puis des composants permettant 

la régulation de l’actine, directement reliés aux filaments du cytosquelette (Kanchanawong et al., 

2010).  

 

Figure 7 : Structure 
d’une adhérence 
focale Schéma 
modélisant 
l’architecture en 
couches 
fonctionnelles de 
l’adhérence focale. 
Modifié de 
(Kanchanawong et 
al., 2010).  
 

 



GASTON Cécile – Thèse de Doctorat - 2019 
 

30 

Il est important de noter que la taille des adhérences focales, qui varie entre < 1µm - 8µm, 

dépend de leur état de maturation et ne corrèle pas forcément avec la magnitude des forces que 

celles-ci transmettent ; de petites adhérences sont capables de transmettre des forces suffisantes 

pour la migration cellulaire (Beningo et al., 2001; Rape et al., 2011).  

 

b. Assemblage et maturation des adhérences focales 

 

Les adhérences au substrat naissantes, aussi nommées complexes focaux, s’assemblent dans 

le lamellipode et restent stables pendant environ 1 à 2 minutes avant de se désassembler ou de se 

stabiliser en adhérences focales plus matures (Zaidel-Bar et al., 2003) (Figure 8). En utilisant des 

constructions de protéines d’adhérence fluorescentes, Zaidel-Bar et al. ont comparé la composition 

des complexes focaux à celle des adhérences focales au cours du temps ; ils ont mis en évidence que 

la composition de ces complexes dépend de leur état de maturation (Zaidel-Bar et al., 2003). Ainsi, 

les complexes focaux sont riches en intégrines, taline, paxilline et signal phosphotyrosine, mais ne 

contiennent que peu de vinculine, FAK ou -actinine (ACTN) alors que toutes ces protéines sont 

présentes à de forts niveaux dans les adhérences focales. La zyxine est notablement absente des 

complexes focaux  (Humphries et al., 2007; Choi et al., 2008; Geiger et al., 2009). Cette étude met 

aussi en évidence une corrélation négative entre l’accumulation de protéines dans les adhérences 

focales et le degré de protrusion aux alentours. La paxilline et la taline s’accumulent plus dans les 

adhérences situées dans une région de faible activité protrusive. Le recrutement de la zyxine, donc 

le passage de complexe focal à adhérence focale, a lieu immédiatement après des événements de 

rétraction du lamellipode (Zaidel-Bar et al., 2003). Une étude similaire avec microscopie haute-

résolution confirme l’incorporation séquentielle des protéines, notamment celle plus tardive de la 

zyxine, mais décrit que le désassemblage se fait de manière simultanée pour l’ensemble des 

protéines des adhérences (Webb et al., 2004). Enfin, Choi et al. ont démontré que l’activité de 

polymérisation de l’actine dans le lamellipode est nécessaire pour la formation des complexes 

focaux. L’élongation de ces complexes pendant leur maturation nécessite l'activité  de réticulation 

des filaments d’actine, d’-actinine et de myosine-II, pour former un faisceau le long duquel 

l’adhérence peut s’étendre (Choi et al., 2008). L’activité contractile de la myosine-II est aussi 

largement impliquée dans la maturation des adhérences focales ; ce point est détaillé dans la partie 

5.1.  
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Figure 8 : Schéma décrivant la maturation des adhérences focales. Les adhérences naissantes se forment 
dans le lamellipode (en orange), où le flot d’actine est élevé (flèches bleues, 1). Lorsqu’elles se retrouvent à la 
bordure avec la lamelle, zone au flux d’actine plus faible, les complexes focaux se désassemblent sauf s’ils sont 
stabilisés par des faisceaux d’actine qui peuvent leur servir de matrice (Ϯ). Le grossissement des adhérences 
focales est couplé à l’activité de protrusion ; l’adhérence focale recrute des composants suite aux événements 
de rétraction du lamellipode (flèche grise). La tension appliquée par la myosine-II sur les fibres d’actine 
(flèches vertes) favorise aussi la maturation des adhérences (3). Les adhérences matures glissent le long des 
fibres d’actine ce qui entraine la rétraction du lamellipode alors que dans les régions avec protrusion de 
nouvelles adhérences se forment (4). LP, lamellipode ; LM, lamelle. Adapté de https://www.mechanobio.info/  
  

https://www.mechanobio.info/
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3. Cytosquelette d’actine et réseau d’actomyosine  
3.1. Bases moléculaires de l’actomyosine 

 

L’actine est présente sous deux formes dans la cellule, une forme globulaire (actine-G, en 

monomères) et une forme filamenteuse (actine-F). Les filaments d’actine se forment par la 

nucléation de monomères en un trimère d’actine, à partir duquel une polymérisation efficace peut 

avoir lieu. Les filaments d’actine sont des structures polarisées, les deux extrémités ayant des 

propriétés de polymérisation différentes. À l’extrémité barbée l’incorporation de monomères 

chargés d’ATP est plus rapide qu’à l’extrémité pointue (constante d’association de monomères de 

ϭϭ.ϲ μM−1·s−1 et 1.3 µM-1.s-1, respectivement (Pollard, 1986)), ce qui conduit à une élongation 

dirigée. La nucléation de nouveaux filaments ainsi que leur vitesse d’élongation peuvent être 

régulées par la présence des ABPs, telles que la profiline ou la formine. La profiline empêche la 

nucléation spontanée de trimères, qui n’est alors possible qu’en présence de facteurs de nucléation 

(e.g. Arp2/3). La formine favorise l’élongation de l’extrémité barbée et empêche celle de l’extrémité 

pointue. De nombreuses ABPs participent à la stabilisation des filaments simples ou à celle des 

structures de plus grande ampleur (faisceaux ou réseaux incluant de nombreux filaments) (Winder 

and Ayscough, 2005; Blanchoin et al., 2014). 

 

Le cytosquelette d’actine exerce dans la cellule aussi bien un rôle structurel (par exemple le 

maintien de la forme de la cellule) que fonctionnel, en participant à de nombreux processus 

cellulaires tels que la migration ou la création de l’anneau contractile pendant la cytocinèse. La 

création de tension au sein d’un faisceau d’actine est dépendante de la présence et de l’activation 

du moteur moléculaire myosine-II (non-muscle myosin-II, NM-II). NM-II est un hexamère composé 

de deux chaînes lourdes, deux chaînes légères essentielles et deux chaînes légères régulatrices 

(myosin regulatory light chain, MRLC). L’extrémité N-terminale de la chaîne lourde contient les sites 

de liaison à l’actine, ainsi qu’à l’ATP dont l’hydrolyse fournit l’énergie nécessaire au mouvement de 

la tête globulaire de la myosine-II le long du faisceau d’actine, vers l’extrémité barbée des filaments 

d’actine. L’extrémité C-terminale permet aux NM-IIs de s’assembler en minifilaments de façon 

antiparallèle, l’activité des deux têtes globulaires induisant la contraction du filament d’actine 

associé (Figure 9). Il existe trois isoformes de chaînes lourdes de NM-II chez les mammifères, 

nommées myosine-IIA (NM-IIA), myosine-IIB (NM-IIB) et myosine-IIC (NM-IIC), chacune ayant des 

propriétés d’hydrolyse de l’ATP et de liaison à l’actine différentes (Vicente-Manzanares et al., 2009). 

La NM-IIA a la plus forte activité ATPase, elle contracte donc plus rapidement les filaments d’actine. 

La NM-IIB est plus lente mais a un meilleur rapport cyclique, c’est-à-dire une plus longue durée 

d’état actif ; elle exerce une tension plus durable sur les filaments d’actine que la NM-IIA (Kovács et 
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al., 2003; Wang et al., 2003). La NM-IIC étant une isoforme exprimée à un niveau moindre dans de 

nombreux types cellulaires, il existe peu d’informations sur ses caractéristiques contractiles (Ma et 

al., 2010). 

 

 

Figure 9 : Schéma décrivant l’actomyosine. Les filaments de myosine sont maintenus en conformation inactive 
en absence de phosphorylation des chaînes légères régulatrices (1). Suite à ces phosphorylations, les filaments 
de myosine peuvent polymériser et s’associer sous forme de filaments bipolaires, capables d’exercer une 
tension (flèches rouges) sur les filaments d’actine (Ϯ). Adapté de Vicente-Manzanares et al., 2009. 
 

3.2. Voies de signalisation qui régulent l’activité de la myosine-II 
a. Phosphorylation des chaînes légères ou lourdes 

 

L’activité de la myosine-II est régulée par la phosphorylation des MRLCs sur la sérine 19 

(S19), qui modifie la conformation des têtes de myosine et permet d’augmenter leur activité ATPase 

donc l’activité contractile de la molécule (Craig et al., 1983). Une deuxième phosphorylation sur la 

thréonine 18 (T18) a été identifiée dans une expérience in vitro sur la myosine-II des muscles lisses 

(Ikebe et al., 1986) et a par la suite été décrite sur différentes lignées cellulaires en culture (Hirata et 

al., 2009; Vicente-Manzanares and Horwitz, 2010).La diphosphorylation des MRLCs influence 

également la capacité d’assemblage des myosines à l’actine (Scholey et al., 1980; Vicente-

Manzanares and Horwitz, 2010). Le travail de Watanabe et al., a mis en évidence que les 

événements de mono- et di-phosphorylation régulent différemment l’activité de la myosine-II ; la 

diphosphorylation est plus localisée et favorise l’activité contractile de NM-II sur les fibres de stress. 

Cette étude montre aussi que la déphosphorylation de la myosine-II est nécessaire pour le 

déplacement des myosines le long des câbles d’actine dans des cellules MDCK (Watanabe et al., 

2007). 

Plusieurs voies de signalisation conduisent à la phosphorylation des MRLCs, avec différentes 

kinases pour cibles, dont Myosin Light Chain Kinase (MLCK) ou Rho-associated coiled coil-containing 

kinase (ROCK). MLCK, la kinase spécifique des MRLCs, est activée par la calmoduline en présence de 

calcium (Holzapfel et al., 1983). Les autres kinases capables de réguler l’état de phosphorylation des 

MRLCs, telles que ROCK ou Citron Kinase, agissent aussi, et principalement, par l’inhibition de la 

phosphatase MLCP (« Myosin Light Chain Phosphatase »), ce qui contribue à maintenir la quantité de 
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MRLC phosphorylée (Figure 10).  L’activation des PAKs par Rac ou CdcϰϮ participent aussi à la 

phosphorylation directe des MRLCs ou à l’inhibition de la MLCP. Par exemple, PAK2 est capable de 

phosphoryler les MRLCs sur la Ser19 in vitro (Chew et al., 1998), et PAKϭ limite l’activité de la MLCP 

dans des cellules de muscle lisse de l’intestin (Chu et al., 2013). L’activité de la myosine-II peut aussi 

être négativement régulée par la phosphorylation des chaînes lourdes, qui déstabilise ou empêche 

l’association des myosines en filaments bipolaires (Vicente-Manzanares et al., 2009). Par exemple, 

l’association des filaments de myosine-IIA est ainsi limitée par la phosphorylation de la sérine 1943 

(Dulyaninova et al., 2005).  

 

 

Figure 10 : Régulation de l’activité de la myosine-II 
Les petites GTPases (RhoA, Rac, CdcϰϮ, …) ou la réponse au calcium (calmoduline) activent les kinases 
responsables de la phosphorylation des chaînes régulatrices de la myosine-II (1). Cette phosphorylation induit 
un changement de conformation de la myosine-II permettant l’accès aux domaines ATPase et de liaison à 
l’actine (Ϯ). L’activité de ROCK est double, car elle participe à la phosphorylation de la chaîne légère mais aussi 
à l’inhibition de la MLCP (3). La myosine-II phosphorylée sur les chaines légères est capable de s’associer à 
d’autres dimères pour former des filaments (ϰ). L’action des kinases des chaines lourdes empêche l’association 
des dimères de myosine-II en filaments bipolaires (5). Les différents inhibiteurs ou activateurs utilisés au cours 
de ma thèse sont indiqués en bleu. Modifié de (Lecuit et al., 2011). 
 

b. Régulation par les petites GTPases 

 

Les kinases PAK et ROCK sont activées en aval de la signalisation des petites GTPases, Rac1 

et RhoA, respectivement. Les petites GTPases sont considérées comme des interrupteurs 

moléculaires car elles passent d’une conformation active, chargée en GTP, à une forme inactive, 

chargée en GDP. Les RhoGEFs, « Guanine nucleotide Exchange Factors » (GEFs), catalysent l’échange 

de GDP en GTP alors que les RhoGAPs, « GTPase-activating proteins » (GAPs), favorisent l’hydrolyse 
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du GTP en GDP. RhoA peut également être maintenu sous sa forme inactive, séquestré dans le 

cytoplasme par les RhoGDIs « Rho-specific guanine nucleotide dissociation inhibitors » (Figure 11). 

De fait, la signalisation résultante des petites GTPases dépend autant de la localisation et de 

l’activité des GEFs et GAPs que de la localisation de la GTPase en elle-même (Hodge and Ridley, 

2016). 

 

Figure 11 : Cycle de RhoA Les RhoGEFs activent RhoA en catalysant l’échange de GDP en GTP (ϭ) et RhoA 
activé induit une cascade de signalisation vers ses effecteurs (Ϯ). Les RhoGAPs augmentent l’activité GTPase de 
Rho qui conduit à l’hydrolyse du GTP en GDP et inactive RhoA (ϯ). L’activité de RhoA peut aussi être régulée 
par l’action des RhoGDI qui le maintiennent sous forme inactive dans un compartiment cytoplasmique (ϰ). 
Adapté de (Hodge and Ridley, 2016). 
 

Les ROCKs sont des sérine/thréonine kinases, dont il existe deux isoformes chez les 

mammifères, ROCK1 et ROCK2. Les deux isoformes sont exprimées à des niveaux généralement 

identiques au cours du développement et dans la plupart des tissus, excepté le thymus et le sang où 

ROCK1 est fortement exprimée alors que ROCK2 est presque indétectable. Bien que leurs séquences 

et structures soient relativement proches, notamment pour le domaine kinase et le domaine de 

liaison à Rho (« Rho-binding domain », RBD), chaque ROCK présente des mécanismes de régulation 

différents. Les ROCKs sont activées soit par la liaison d’une Rho-GTPase active, qui empêche 

l’interaction entre le domaine kinase et le domaine d’auto-inhibition (« auto-inhibitory domain », 

AID) présent en C-terminal, soit par le clivage du domaine AID, sous l’action des caspases par 

exemple (Coleman et al., 2001; Julian and Olson, 2014). Un modèle pour l’activation de ROCKϮ a 

également été proposé, selon lequel son assemblage en dimère maintiendrait cette kinase en 

conformation étendue et constitutivement active. L’activation des effecteurs de ROCKϮ dépend de 

leur présence à la bonne distance (qui doit être identique à celle de la conformation étendue) et de 

la conservation de cette distance pour que ROCK2 atteigne ses substrats depuis son ancrage à la 

membrane (Truebestein et al., 2015). De plus, les deux ROCKs présentent des distributions 
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intracellulaires différentes, probablement dues au fait que seul ROCK2 est capable de se lier aux 

phospholipides (Yoneda et al., 2005).  

Identifiés comme partenaire de RhoA (Leung et al., 1995), les ROCKs ont rapidement été 

décrits comme participant à l’organisation du cytosquelette et à la formation des adhérences 

focales, grâce à une étude de surexpression dans les cellules HeLa (Leung et al., 1996). Les deux 

ROCKs ont cependant des effets différents sur le cytosquelette d’actine. L’extinction de ROCKϭ via 

interférence par ARN empêche la formation de fibres de stress dans des fibroblastes de rat, alors 

que celle de ROCKϮ conduit à l’étalement des cellules et la formation de longues extensions à 

l’arrière, mais sans effet sur les fibres de stress (Yoneda et al., 2005). Plus récemment, l’analyse des 

fonctions des ROCKs par l’utilisation d’ARNs interférant spécifiques a permis de mettre en évidence 

que ROCK1 stabilise la ceinture de jonctions adhérentes au pôle apical des cellules épithéliales. En 

diminuant la présence de p190-RhoGAP à la Zonula Adherens, ROCK1 stabilise RhoA et favorise son 

activité ; cela facilite le recrutement de la F-actine et de la myosine-IIA, et permet de réguler la 

tension au niveau des jonctions adhérentes (Priya et al., 2017). Dans cette étude, l’extinction de 

ROCKϮ n’a pas eu d’effet sur la stabilité de RhoA ou de l’actomyosine à la Zonula Adherens. Lisowska 

et al., ont également mis en évidence à la fois in vitro et in vivo que les deux isoformes ont des effets 

distincts sur les jonctions cellulaires et l’organisation de l’actine dans l’endothélium. La stabilisation 

du complexe ROCK2/VE-cadhérine/-caténine par la protéine-chaperone CCM1 (« cerebral 

cavernous malformation 1 ») favorise la formation des jonctions adhérentes et maintient l’intégrité 

de l’endothélium. Au contraire, l’activité de ROCKϭ promeut la formation de fibres de stress et la 

maturation des adhérences focales, et déstabilise les jonctions adhérentes (Lisowska et al., 2018). 

L’effet différentiel des ROCKs sur l’adhérence au substrat et la migration cellulaire a aussi été 

caractérisé par Peng et al. ; les auteurs ont observé que la perte de fonction des ROCKs par stratégie 

shARN empêche la réorganisation de l’actine et la maturation des adhérences focales par deux voies 

différentes. ROCK1 régule principalement le niveau de phosphorylation de MRLC alors que ROCK2 

phosphoryle la cofiline ; leur extinction limite la migration cellulaire, en empêchant la mise en place 

d’une polarité avant-arrière ou en perturbant la répartition des forces de traction, respectivement 

(Peng et al., 2019).  

De plus, les ROCKs participent aussi à la régulation de nombreuses autres fonctions. Par 

exemple, l’activation de ROCK1 par la caspase-3 est responsable de la formation de blebs 

membranaires, ainsi que de la fragmentation du noyau et de l’appareil de Golgi lors de l’apoptose. 

Les ROCKs ont aussi un effet sur la prolifération et le déroulement de la cytocinèse, mais cet effet 

semble variable suivant le contexte cellulaire (Julian and Olson, 2014).  
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L’importance de la contribution des ROCKs est généralement évaluée par l’effet de 

l’inhibiteur spécifique Y-27632 qui bloque l’activité de ROCKs en se liant au site catalytique de la 

kinase à la place de l’ATP (Uehata et al., 1997). Plus récemment plusieurs études ont permis 

d’identifier d’autres molécules inhibitrices plus efficaces (telle que DWϭϴϲϱ) ou spécifiques d’une 

isoforme particulière (Oh et al., 2013; Lee et al., 2014; Feng et al., 2016).  

 

Les p21-activated kinases (PAKs) sont des sérine/thréonine kinases, effectrices de Cdc42 et 

Rac1. Il en existe ϲ, répartis en deux groupes du fait de leur structure et modèles d’activation 

distincts. L’activité des PAKs de groupe I (PAK1-3) est régulée par l’homodimérisation de deux 

kinases suite à l’interaction entre leurs domaines d’auto-inhibition (AID) et leurs domaines kinase. 

Quand une petite GTPase active se lie à leurs domaines p21-biding-domain, le domaine AID et le 

domaine kinase se dissocient et PAK est alors active. Au contraire des PAKs de groupe I, les PAKs de 

groupe II (PAK4-6) sont constitutivement actives et ne possèdent pas de domaines AID. Le 

mécanisme de leur extinction n’est pas bien défini à ce jour (Kumar et al., 2017). La signalisation des 

PAKs est impliquée dans de nombreux processus (transcription, mitose, …) et particulièrement bien 

décrite dans le remodelage du cytosquelette d’actine. La filamine-A, Arpc1b (composant du 

complexe Arp2/3) ou encore LIM-kinase 1 (LIMK1) sont des substrats de PAK1 et leur 

phosphorylation modifie la nucléation ou la stabilité des filaments d’actine (Kumar et al., 2017). La 

signalisation due à PAK4 est aussi majoritairement liée au remodelage du cytosquelette d’actine ; en 

effet, la phosphorylation de LIMK1 par PAK4 induit la perte des fibres de stress et un défaut 

d’étalement dans les myoblastes CϮCϭϮ (Dan et al., 2001). Enfin, plusieurs articles ont montré une 

interaction entre PAK4 et des RhoGEFs. Sa liaison à la RhoGEF GEF-H1 limite la formation des fibres 

de stress et la migration cellulaire (Callow et al., 2005; Wells et al., 2010) ; son interaction avec 

PDZ RhoGEF limite l’activation de RhoA et la formation de fibres de stress, mais participe à la 

maturation des invadopodes de cellules de mélanome WM-115 (Barac et al., 2004; Nicholas et al., 

2019). 

 

3.3. Organisation et fonctions du réseau d’actomyosine dans la 
morphogénèse et l’homéostasie épithéliale 

 

Le réseau d’actomyosine participant à de nombreuses fonctions cellulaires, cette partie ne 

détaille que celles que je n’ai pas explorées en détail au cours de ma thèse. L’interaction entre le 

cytosquelette et les jonctions cellule-cellule, ainsi qu’au niveau des contacts entre la cellule et le 

substrat sont décrits dans les parties 4 et 5, respectivement. 
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a. Morphogénèse de l’épithélium 

 

Un tissu acquiert sa structure au cours du processus développemental nommé 

morphogénèse. Chaque tissu ayant une fonction propre, la morphogénèse recouvre de nombreux 

événements différents, comme la constriction apicale qui permet la courbure du tissu lors la 

fermeture du tube neural chez les vertébrés, ou encore le câble d’actine « en cordon de bourse », 

responsable de la fermeture dorsale de l’embryon de drosophile (Franke et al., 2005). 

L’actomyosine, par sa capacité à modifier les propriétés mécaniques des cellules et donc leur forme 

et leur organisation, est un composant majeur de ce processus. Par exemple, les mouvements de 

convergence-extension de la bande germinale chez la drosophile sont dépendants de la polarité des 

protéines Zipper et Squash (respectivement chaînes lourde et légère de la myosine-II chez la 

drosophile) aux jonctions apicales des cellules en cours d’intercalation. Le recrutement de Squash 

aux jonctions est drastiquement réduit suite à l’inhibition de Rok par Y-27632, conduisant au blocage 

de l’intercalation (Bertet et al., 2004). Les réarrangements cellulaires ayant lieu lors de l’élongation 

de l’aile de la drosophile sont aussi dépendants de la tension exercée au niveau des jonctions 

adhérentes. Celles-ci se réduisent jusqu’au contact entre six cellules, en motif de rosette, et se 

reforment perpendiculairement à leur position précédente. L’accumulation et la sur-activation de la 

myosine-II par Rok au niveau de la rosette, conduit à une instabilité des jonctions en formation et 

empêche leur élongation, ce qui maintient le tissu dans un état non-compact et avec des défauts de 

la forme cellulaire (Bardet et al., 2013). En outre, les travaux de A. Martin décrivent comment la 

répartition des forces de tension dans l’embryon de drosophile, induite par la forme allongée de 

l’œuf, et leur maintien par l’organisation de l’actomyosine, sont responsables de la mise en place de 

formes tissulaires différentes pendant le développement. Par exemple, les cellules des embryons de 

forme elliptique sont soumises à une tension plus forte selon l’axe le plus long de l’embryon (axe 

antéro-postérieur) que selon l’axe court. Cette différence de tension conduit à une accumulation 

anisotrope de la myosine-II et de ses régulateurs, qui est responsable de la constriction apicale 

anisotrope des cellules ventrales, provoquant leur ingression selon un sillon orienté (Chanet et al., 

2017). Cette équipe a également mis en évidence que la formation de ce sillon ventral est sensible à 

la répartition de l’activité de la myosine-II en un gradient autour du site d’ingression (Heer et al., 

2017) (Figure 12). 
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Figure 12 : Distribution et activité de la myosine-II pendant la formation du sillon ventral chez Drosophila 

melanogaster L’activité de la myosine-II est répartie selon un gradient le long de l’axe dorso-ventral (A). 
L’activité élevée de la myosine-II au niveau ventral, comparativement au niveau dorsal, induit la constriction 
apicale et l’invagination des cellules ventrales (B). Aucune différence de tension n’a lieu entre les cellules le 
long de l’axe antéro-postérieur (C), la tension élevée fait que les cellules ne se déforment que très peu dans 
cet axe. (D) vue en 3D du modèle.  Extrait de (Heer and Martin, 2017). 

 

Chez les vertébrés, l’importance de l’activité de la myosine-II et de ROCK a été 

particulièrement étudiée lors de la morphogénèse du tube neural (Figure 13). Nishimura et Takeichi 

démontrent que l’ABP Shroomϯ est capable de se lier à ROCK afin de le recruter aux jonctions 

apicales et ainsi permettre la constriction apicale nécessaire à la fermeture du tube neural 

d’embryons de poulet (Nishimura and Takeichi, 2008). L’extinction de la myosine-IIB est responsable 

d’un défaut de constriction apicale des cellules de la plaque neurale et des mouvements de 

convergence-extension nécessaire à la fermeture du tube neural du Xénope (Rolo et al., 2009). De 

même, la dérégulation de l’activité de RhoA empêche la constriction apicale et l’intercalation des 

cellules lors de la fermeture du tube neural chez la souris et le Xénope (Brouns et al., 2000; Itoh et 

al., 2014). 
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Figure 13 : Distribution et activité de la NM-II lors de la morphogénèse du tube neural. Le recrutement de 
ROCK aux jonctions apicales des cellules du neuro-épithélium est nécessaire pour l’activation de p-MLC et la 
fermeture du tube neural dans l’embryon de poulet. Les embryons Shroom3-KO ne recrutent pas ROCK-I et 
n’activent pas la myosine-II, ce qui résulte en un défaut de fermeture du tube. Extrait de (Nishimura and 
Takeichi, 2008). 

 

b. Division cellulaire 

 

L’activité contractile de l’actomyosine est impliquée dans la division cellulaire, lors de la mise 

en place de l’anneau contractile et de la contraction de cet anneau pour effectuer la cytocinèse. 

L’activation locale de RhoA dans le plan équatorial du fuseau mitotique promeut le recrutement des 

différents partenaires nécessaires à la formation de l’anneau contractile (formine, ROCK, Citron 

kinase, …) et contribue à la communication entre le fuseau mitotique et le cortex cellulaire pour le 

positionnement du sillon de division (Figure 14). Le rôle exact de la myosine-II dans la contraction de 

l’anneau d’actomyosine n’est pas clairement défini mais plusieurs modèles ont été proposés, soit de 

glissement des filaments d’actine grâce à l’activité contractile de la myosine-II, soit par son rôle de 

réticulation des filaments d’actine ou de promotion du désassemblage de ces filaments (Green et al., 

2012). 

La régulation de la polymérisation et dépolymérisation de l’actine-F est aussi directement 

responsable du déroulement de l’étape d’abscission, i.e la séparation entre les deux cellules-filles 

(Dambournet et al., 2011; Frémont et al., 2017). Si l’activité de polymérisation d’actine est trop 

importante, par exemple suite à un défaut de recyclage des régulateurs en amont, son accumulation 

au pont intercellulaire empêche l’abscission entre les deux cellules-filles (Dambournet et al., 2011). 

Un deuxième mécanisme de régulation consiste au recrutement de l’oxydo-réductase MICAL1, et à 
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son maintien sous conformation active par la Rab GTPase Rab35, pour accélérer la dépolymérisation 

de l’actine-F au niveau du site d’abscission (Frémont et al., 2017).  

 

 

Figure 14 : L’actomyosine pendant la division cellulaire. a. Une signalisation RhoA-dépendante permet de 
positionner l’anneau contractile. b. La contraction de cet anneau permet la cytocinèse. c. Zoom sur 
l’organisation moléculaire de l’anneau contractile. Extrait de (Green et al., 2012). 

 

c. Fermeture de blessure et extrusion cellulaire 

 

Dans le cas particulier de l’extrusion suite à la mort cellulaire, les tissus épithéliaux font face 

au problème de la maintenance de leur fonction de barrière, qui ne doit pas être compromise, alors 

qu’une cellule doit sortir du tissu. Rosenblatt et al. ont examiné cette situation dans une 

monocouche épithéliale de cellules MDCK, leur permettant de mettre en évidence la formation d’un 

câble d’actine par les cellules voisines. En se contractant, ce câble expulse la cellule apoptotique et 

force le mouvement des cellules voisines pour couvrir l’espace vide, et ainsi maintenir l’épithélium 

intact (Rosenblatt et al., 2001). Le processus d’extrusion résulte principalement en l’expulsion de 

cellules vers la lumière des organes, au niveau apical, cependant l’extrusion peut être basale dans 

certains cas. Par exemple, lors de la morphogénèse de la patte chez la drosophile, l’apoptose basale 

de cellules génère une tension qui déforme la surface de l’épithélium ce qui produit le repliement du 

tissu. La modélisation de la morphogénèse de l’épithélium en fonction des évènements d’apoptose 

et de la tension exercée aux jonctions cellulaires prédit que les événements d’apoptose doivent être 

précisément localisés pour générer la forme correcte du repli, ce qui a été confirmé par l’induction 

ectopique de repliement dans l’épithélium de l’aile (Monier et al., 2015). Chez les mammifères, 

l’apoptose basale est souvent décrite dans le contexte de la transition épithélio-mésenchymateuse. 

Des mutations sur-activant l’oncogène K-Ras sont responsables de l’extrusion basale des cellules, 
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possiblement via la réduction de la signalisation provenant du récepteur au sphingosine-1-

phosphate, S1P2, qui recrute normalement p115-RhoGEF et active RhoA au niveau basal (Gudipaty 

and Rosenblatt, 2017). La formation d’un câble d’actine contractile existe aussi au niveau 

multicellulaire : ce mécanisme participe à la fermeture dorsale de l’embryon de drosophile ou à la 

gastrulation du poisson-zèbre (Rodriguez-Diaz et al., 2008; Behrndt et al., 2012).  

Un deuxième mécanisme de fermeture de trou, non-exclusif, consiste en la mise en place 

d’une activité protrusive polarisée et de la couverture du trou par migration. Ainsi, Wood et al., ont 

mis en évidence que les deux mécanismes participent à la fermeture dorsale de l’embryon de 

drosophile, sous contrôle des GTPases RhoA et Cdc42, qui favorisent la formation du câble 

multicellulaire ou de filopodes, respectivement (Wood et al., 2002). 

L’activation de l’un ou l’autre des mécanismes est sensible aux contraintes physiques de 

l’environnement du trou dans la monocouche épithéliale. Il a récemment été montré que la densité 

cellulaire influence le mécanisme d’extrusion. En condition de faible densité, l’extrusion est 

préférentiellement réalisée par migration alors qu’en condition dense, où les cellules sont 

compactées, l’extrusion se fait par la contraction du câble d’actomyosine (Kocgozlu et al., 2016). Les 

études réalisées in vitro sur des substrats de différentes géométries ont aussi révélé que le 

mécanisme de fermeture dépend de la courbure formée par les cellules au bord du trou : les 

courbures négatives (convexes) induisent l’assemblage du câble d’actine et la fermeture du trou par 

contraction alors que les courbures positives (concaves) favorisent la migration (Ravasio et al., 2015; 

Begnaud et al., 2016).  

 

 

Figure 15 : Mécanismes d’extrusion. L’extrusion apicale de cellule vivante (ϭ) ou morte (Ϯ) est réalisée par la 

formation d’un anneau d’actomyosine dont l’activité contractile (flèches vertes) créé une tension vers le pôle 
apical (flèche rouge). L’extrusion basale est réalisée par l’accumulation d’actomyosine au pôle apical, ce qui 
entraine la constriction apicale de la cellule jusqu’à son extrusion. Ce type d’extrusion a lieu pendant le 
développement ou en cas de transformation cancéreuse. 
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4. Fonction et régulation de l’actomyosine aux jonctions 
intercellulaires 

 

La structure de base des jonctions intercellulaires qui composent la Zonula Adherens est 

décrite en partie 2 (p. 24). Cette partie a pour but de présenter le rôle du cytosquelette 

d’actomyosine et de la contractilité cellulaire dans l’établissement de ces jonctions, ainsi que leur 

maintien en homéostasie ou en condition de stress. 

 

4.1. Rôles du réseau d’actomyosine aux jonctions adhérentes 
a. Recrutement et stabilisation des cadhérines 

 

Lors de l’établissement d’une nouvelle jonction, les CAMs s’accumulent en clusters au 

niveau du contact entre les deux cellules. Suite à l’engagement des cadhérines et la réorganisation 

du cytosquelette, le point de contact va ensuite s’étendre pour former une jonction mature 

(Papusheva and Heisenberg, 2010). Ainsi que précédemment mentionné, la stabilisation des CAMs 

aux jonctions adhérentes est fortement dépendante du recrutement de leurs différents partenaires, 

tel que la p120-caténine pour la E-cadhérine, mais elle dépend aussi de la formation et stabilisation 

de la ceinture d’actine-F et de la génération de forces contractiles à la jonction. L’inhibition d’EPLIN, 

une protéine de liaison à l’actine, par interférence ARN conduit à la déstabilisation des filaments 

d’actine à la jonction adhérente et la E-cadhérine y parait alors en points irréguliers le long d’un 

contact en zigzag (Abe and Takeichi, 2008). Cet effet est dépendant de la liaison de l’EPLIN à 

l’-caténine ; l’importance de l’interaction entre -caténine et l’actine-F pour la formation des 

clusters d’E-cadhérine lors de la formation de la jonction adhérente a, par ailleurs, été formellement 

démontrée par l’utilisation de constructions chimères entre  la E-cadhérine et le domaine de liaison 

à l’actine de -caténine (Hong et al., 2013). Enfin, l’engagement des cadhérines induit un 

rétrocontrôle en activant l’activité de réticulation de l’actine de la protéine IQGAP1, un effecteur de 

Rac1 et Cdc42. L’actine-F ainsi formée stabilise les cadhérines à la jonction adhérente en limitant 

leur endocytose (Izumi et al., 2004). 

L’activité contractile de la myosine-II participe au recrutement et à la dynamique des 

clusters d’E-cadhérine aux jonctions adhérentes. L’utilisation de drogues modulant l’activité de 

l’actomyosine telles que la blebbistatine, ML-7 et Y-27632, démontre que le recrutement de la 

E-cadhérine est dépendant de l’activité contractile de la myosine-II, majoritairement via la 

signalisation de la voie ROCK qui induit la phosphorylation de la myosine-II aux contacts cellulaires. 

La myosine-II favorise la formation et/ou la stabilité de câbles d’actine proches de la jonction 

adhérente, et la E-cadhérine s’accumule en ces points (Shewan et al., 2005). L’interaction entre la 
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myosine-II et la E-cadhérine est à double sens ; en effet, si la myosine-II favorise l’accumulation de la 

E-cadhérine aux jonctions, la liaison des E-cadhérines conduit au recrutement de la myosine-II à la 

jonction en formation (Shewan et al., 2005). 

 

b. Elongation et renforcement de la jonction adhérente sous 

tension 

 

La maturation et l’élongation des jonctions adhérentes dépendent d’un contrôle précis de la 

tension qui s’y exerce. Liu et al. ont démontré, en tirant sur une cellule à l’aide d’une micropipette, 

que le recrutement de la VE-cadhérine augmente lorsque la jonction est sous tension (Liu et al., 

2010). Dans la cellule, cette tension étant normalement exercée par l’activité contractile de la 

myosine-II sous contrôle des ROCKs, les traitements à la blebbistatine ou au Y-27632 diminuent 

l’extension de la jonction adhérente et la compaction du contact entre les deux cellules (Yamada and 

Nelson, 2007; Liu et al., 2010). Ces deux articles confirment cependant la nécessité d’un équilibre 

entre les forces de tension dépendantes de RhoA et la signalisation promue par Rac1 pour 

l’élongation du contact cellulaire ; ainsi, une tension trop importante brise le contact en formation 

(Liu et al., 2010).  

En effet, les voies de signalisation antagonistes des petites GTPases (Rac/Cdc42 vs RhoA), 

localisées à différents points de la jonction adhérente, sont toutes les deux nécessaires à 

l’élongation de la jonction. Lors de la formation du contact initial entre les cellules, Rac1 et Cdc42 

favorisent la production de nombreuses protrusions dynamiques ce qui entraine le recrutement et 

l’accumulation de la E-cadhérine (Baum and Georgiou, 2011). Rac1 recrute et active également de 

nombreux facteurs de polymérisation, tels que le complexe Arp2/3 ou la formine-1 ; le réseau 

d’actine branchée résultant participe à soutenir et élargir la jonction en formation (Kovacs et al., 

2002; Kobielak et al., 2004; Verma et al., 2004). Par ailleurs, le complexe Mena/VASP, qui promeut 

aussi la polymérisation de l’actine aux jonctions adhérentes en formation (Vasioukhin et al., 2000), 

est recruté à la Zonula Adherens par la vinculine lorsque la jonction est sous tension (Leerberg et al., 

2014). Le recrutement de Mena/VASP et l’activité de polymérisation de l’actine participent 

également à un rétrocontrôle positif sur la contractilité de la jonction adhérente (Leerberg et al., 

2014). La signalisation contrôlée par la GTPase RhoA, présente aux extrémités du contact, active la 

myosine-II qui exerce la tension nécessaire à l’extension de la jonction (Yamada and Nelson, 2007). 

De plus, la tension exercée par le cytosquelette participe au recrutement et renforcement 

des complexes d’adhérence (Thomas et al., 2013; Yonemura et al., 2010). Ainsi, le changement de 

conformation de l’-caténine sous tension est nécessaire au recrutement de la vinculine, qui 

stabilise la forme ouverte d’-catenine à la jonction (Yao et al., 2014; Seddiki et al., 2018).  Le 
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recrutement et l’activation de la vinculine sous tension participe aussi au contrôle du 

positionnement d’autres ABPs à la jonction adhérente, telles que la zyxine ou VASP (Bertocchi et al., 

2017). Enfin, Ito et al. ont récemment montré que des jonctions adhérentes faibles formées par des 

cellules cancéreuses HTϮϵ peuvent être rétablies et renforcées suite à l’activation de ROCK1 qui 

permet de recruter la vinculine, et de stabiliser l’actine-F à la jonction en inhibant l’action de la 

cofiline (Ito et al., 2017).  

 

Figure 16 : Impact de la tension sur l’élongation des jonctions adhérentes. La signalisation des RhoGTPases 

est régulée de manière spatio-temporelle au cours de l’extension d’une jonction adhérente. Le contact initial 
est favorisé par l’activité de polymérisation et branchement de l’actine de Racϭ qui induit la formation de 
protrusions (flèches rouges). RhoA est responsable de la tension aux extrémités du contact (flèches vertes) qui 

participe à l’extension de la jonction adhérente (ϭ). Au fur et à mesure de l’extension de la jonction (flèches 

noires), RhoA induit le recrutement et l’activation de la myosine-II, et la jonction se renforce avec la formation 

de câbles d’actomyosine péri-jonctionnels et le recrutement de nouvelles ABPs, telle que la vinculine. L’activité 
de RhoA et Rac1 diminue à la jonction mature. Inspiré de (Papusheva and Heisenberg, 2010). 

 

c. Mécanotransduction aux jonctions adhérentes 

 

La structure même des jonctions intercellulaires, notamment grâce à leur lien au 

cytosquelette d’actine, en fait des points de réponse à l’environnement mécanique, soit en résistant 

soit en se remodelant en fonction des forces qui leur sont appliquées. La transformation de cette 

information mécanique en signal biochimique se nomme mécanotransduction (Figure 17). Plusieurs 

études ont ainsi montré que les jonctions adhérentes sont capables de répondre à différents stimuli 

mécaniques, tels que la rigidité du substrat (Ladoux et al., 2010) ou l’application d’une pression à 
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l’aide d’une bille (le Duc et al., 2010). L’application d’une force à l’aide d’une bille couverte d’une 

protéine recombinante Fc-E-cadhérine entraine la rigidification du contact entre la bille et la cellule 

au cours du temps, grâce au recrutement de la vinculine et l’activation de la myosine-II (le Duc et al., 

2010). La démonstration formelle du rôle de la E-cadhérine comme mécanosenseur provient de la 

génération du rapporteur de tension intracellulaire basé sur un couple de fluorophores de FRET 

(EcadTSMod). Borghi et al. ont ainsi montré que la transmission de l’information mécanique aux 

jonctions adhérentes dépend de la liaison entre le complexe E-cadhérine/-caténine et le 

cytosquelette d’actine (Borghi et al., 2012). 

L’intégration de l’information mécanique, réalisée par l’adaptation du cytosquelette ou des 

jonctions adhérentes elles-mêmes, est particulièrement importante lors des évènements de 

morphogénèse comme ceux décrits dans la partie 3.3. Cependant, elle participe aussi à 

l’homéostasie des épithéliums, par exemple pour la coordination des cellules lors de la migration 

collective en milieu confiné (Chen et al., 2018).  
 

 

Figure 17 : Mécanotransduction aux jonctions adhérentes. Quand la jonction se trouve sous tension élevée 
(> 5pN environ, par molécule d’alpha-caténine), les protéines mécanosensibles à la jonction changent de 

conformation, activant des voies de signalisation en aval (Ϯ). Par exemple, l’extension de l’-caténine permet 
le recrutement de vinculine. Inspiré de (Mège and Ishiyama, 2017). 

 

Enfin, la mécanotransduction aux jonctions adhérentes peut modifier le comportement 

cellulaire en agissant sur d’autres processus que les jonctions cellule-cellule (Yap et al., 2018). Par 

exemple, la transduction des forces s’exerçant aux niveau des jonctions adhérentes modifie le 

contrôle du cycle cellulaire (Benham-Pyle et al., 2015). En effet, les cellules quiescentes d’une 

monocouche de cellules MDCK entrent à nouveau dans le cycle cellulaire suite à l’application d’un 

étirement, par translocation et activation de Yap1 et -caténine dans le noyau. Cet effet de 
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l’étirement est dépendant de l’engagement des cadhérines dans la mesure où l’expression du 

mutant E-cadhérine T151 qui ne possède pas de domaine extracellulaire, n’induit ni la translocation 

et l’activité de la -caténine, ni la division des cellules (Benham-Pyle et al., 2015). 

 

4.2. Le réseau d’actomyosine aux jonctions serrées 
a. Impact de la contractilité sur la formation des jonctions 

serrées 

 

Par leur ancrage au cytosquelette, les jonctions serrées sont sensibles au stress mécanique, 

et celui-ci influence directement sur leur composition. Ainsi, les protéines ZO-1 et -2 changent de 

conformation sous tension, permettant le recrutement de l’occludine aux jonctions serrées (Spadaro 

et al., 2017). La localisation de l’anguline-1 aux jonctions tricellulaires est, elle aussi, sensible au 

niveau de contractilité qu’elles subissent (Kohno et al., 2017).  

 

b. Mécanotransduction aux jonctions serrées 

 

Tout comme pour les jonctions adhérentes, l’ancrage des jonctions serrées au cytosquelette 

d’actine, et leur proximité à la membrane plasmique où de nombreux régulateurs se situent, leur 

permet de répondre aux stress qu’elles reçoivent. Das et al. ont ainsi montré que la coordination de 

cellules épithéliales HaCaT ou MDCK pendant la migration collective dépend de la régulation de 

l’activité de la petite GTPase Racϭ, par le transport de la merline des jonctions serrées vers le 

cytoplasme, en réponse aux forces exercées sur les contacts cellule-cellule (Das et al., 2015). Les 

jonctions serrées régulent la tension dans la monocouche épithéliale, en interagissant avec 

différents régulateurs en amont de l’activité de myosine-II, tels que des GEFs (Benais-Pont et al., 

2003; Oda et al., 2014) et participent aussi au contrôle du niveau de tension appliqué aux jonctions 

adhérentes (Hatte et al., 2018). 

Les jonctions tricellulaires sont des points particuliers d’accumulation de la tension dans les 

monocouches épithéliales. L’extinction des protéines ZO-1/2 qui cause une augmentation de la 

tension à la Zonula Adherens, conduit à un enrichissement deux fois supérieur de la vinculine et de la 

forme sous tension d’-caténine aux jonctions tricellulaires. Choi et al. ont également mis en 

évidence un mécanisme de réponse à l’élévation de la tension dans l’épithélium dans lequel la 

protéine d’échaffaudage Afadine et l’ABP Shroom-3 régulent la contractilité causée par ROCK (Choi 

et al., 2016). En outre, l’extinction de la tricelluline est aussi responsable de la diminution de la 

tension qui s’exerce aux jonctions tricellulaires, ce qui conduit à des défauts de forme des cellules et 

à leur réarrangement avec les cellules voisines en motif de rosette autour d’une jonction 

multicellulaire (Oda et al., 2014). 
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5. Fonction et régulation du réseau d’actomyosine lors de 
l’adhérence au substrat et la migration cellulaire 

 

La majorité des études concernant l’adhérence au substrat, l’étalement et la migration cellulaire a 

été effectuée dans des types cellulaires non-épithéliaux, tels que les MEFs ou les U2OS. Sauf 

mention contraire, les informations présentées ici ne sont donc pas spécifiques de cellules 

épithéliales. 

 

5.1. Adhérence au substrat 
a. Mécanisme d’adhérence et étalement 

 

L’analyse détaillée de la dynamique des protrusions pendant l’étalement de fibroblastes a 

permis de mettre en évidence deux types d’étalement : (i) un étalement isotrope où l’ensemble de la 

périphérie cellulaire augmente, (ii) un étalement anisotrope où l’extension de l’aire cellulaire 

augmente graduellement par une série de protrusions séparées par des périodes d’inactivité. 

L’étalement d’un type ou l’autre ne semble pas dépendre de la densité de matrice extracellulaire 

disponible, et ne modifie pas la mise en place d’une polarité avant-arrière ou la migration cellulaire 

ayant lieu après l’étalement (Dubin-Thaler et al., 2004). Le modèle d’étalement isotrope a cependant 

été plus étudié quand il a été mis en évidence que l’événement pouvait alors être découpé en trois 

phases distinctes, comprenant une phase d’adhérence initiale, puis une séparation claire entre la 

phase de protrusion et celle dépendant de l’activité contractile (Döbereiner et al., 2004). 

La phase d’adhérence initiale correspond à l’engagement des intégrines à la MEC, et à leur 

accumulation en clusters, ce qui permet leur stabilisation et la poursuite du processus d’étalement. 

Les clusters d’intégrine entraînent la polymérisation de câbles d’actine et l’application de force à 

partir de ces points, induisant la maturation des complexes naissants en adhérences focales matures 

(Wolfenson et al., 2014). Une fois l’adhérence initiale réalisée, la cellule s’étale rapidement par 

l’utilisation de ses réserves de membrane plasmique, et l’activation de l’exocytose par 

l’augmentation de la tension membranaire participe à l’extension de l’aire de la cellule (Gauthier et 

al., 2011). Par la suite, l’étalement est plus lent car la cellule s’étend par des événements 

périodiques de protrusion/rétraction qui favorisent la création de clusters d’intégrine 3 et de 

paxilline, et sont dépendants de l’activité de MLCK. Il a été suggéré que cette étape de 

protrusion/rétraction cyclique permette à la cellule de favoriser l’étalement en réponse à la rigidité 

du substrat, de façon contrôlable par une signalisation locale provenant des ABP (Giannone et al., 

2004). 
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b. Effet de la dynamique de l’actine sur l’étalement 
 

La dynamique de l’actine, indépendamment de l’activité de la myosine-II, est importante 

pour la maturation des adhérences focales et l’étalement des cellules. L’analyse des étapes précoces 

de l’étalement des cellules a montré que l’engagement des intégrines dans une adhérence induit la 

polymérisation de l’actine à partir des clusters d’intégrines (Yu et al., 2011). De plus, le blocage de la 

polymérisation de la F-actine, par inhibition de l’activité des formines ou interférence par ARN de la 

formine FHOD1, conduit à la formation de protrusions instables et à la réduction de la maturation 

des adhérences focales. Ces défauts sont responsables de la perte de coordination des forces de 

traction exercées par la cellule, et donc à un étalement et une capacité de migration réduits 

(Iskratsch et al., 2013). L’activité de polymérisation d’actine au niveau des adhérences focales 

participe également à l’activation des kinases qui y sont présentes, telles que FAK ou Src, ce qui 

favorise l’adhérence au substrat et l’étalement des cellules (Zhang et al., 2013). 

 

c. Impact de la contractilité sur les adhérences focales 

 

L’utilisation d’interférence ARN contre la myosine-IIA, couplée à un traitement blebbistatine 

pour inhiber l’activité de la NM-IIA/B résiduelle, a permis de montrer que la formation des 

adhérences naissantes dans le lamellipode est indépendante de la contractilité générée par la 

myosine-II (Choi et al., 2008). En revanche, la maturation des complexes focaux en adhérences 

focales nécessite l’activité de la myosine-II. L’inhibition de la signalisation de ROCK par Y-27632 ou 

l’extinction de NM-IIA ou –B par interférence ARN inhibe l’élongation des adhérences, qui restent au 

stade de complexes focaux en périphérie de la cellule (Zaidel-Bar et al., 2003; Vicente-Manzanares et 

al., 2011). Ces deux articles montrent que la myosine-II est nécessaire à la maturation mais ne 

découplent pas son rôle de réticulant de l’actine (qui forme un faisceau d’actine que l’adhérence 

peut utiliser comme matrice) et celui de générateur de tension. Cette question est résolue par Oakes 

et al., qui montrent que la tension générée par la myosine-II stabilise les adhérences focales lors de 

leur maturation mais que le faisceau d’actine « matrice » est suffisant pour que celles-ci se forment 

(Oakes et al., 2012). L’analyse du protéome associé aux intégrines après traitement avec 

blebbistatine indique cependant que l’activité contractile de la myosine-II favorise le recrutement de 

la paxilline et la zyxine aux adhérences focales (Schiller et al., 2011). Enfin, Webb et al., ont montré 

qu’une signalisation FAK/Erk-dépendante active MLCK et favorise le désassemblage rapide des 

adhérences focales dans des MEFs en condition normale (Webb et al., 2004). Il apparait donc que 

l’activité contractile de la NM-II participe à la maturation des adhérences ainsi qu’à leur 

désassemblage.  
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d. Mécanotransduction aux adhérences focales 

 

De la même façon qu’aux jonctions cellule-cellule, le couplage entre la MEC et le 

cytosquelette d’actine au niveau des sites d’adhérence au substrat permettent aux cellules de 

détecter et répondre aux propriétés mécaniques de celui-ci (géométrie du substrat, rigidité, densité 

de MEC, …). Quand les intégrines ne sont pas engagées dans une liaison avec la MEC, les forces 

exercées par le flot d’actine au niveau du lamellipode ne sont alors pas transmises au substrat. Si les 

intégrines sont reliées à la MEC, le mouvement du flot d’actine génère alors une force de traction 

sur le substrat au niveau des adhérences focales (Figure 18). De plus, la polymérisation d’actine qui 

s’y exerce produit une protrusion à l’avant de la cellule en poussant la membrane plasmique (Sun et 

al., 2016). La description théorique de ce modèle d’embrayage (ou « molecular clutch » en anglais), 

initialement proposé par Mitchison et al. pour décrire la migration de cellules neurales, a ensuite été 

démontré au niveau moléculaire par l’équipe de P. Roca-Cusachs (Mitchison and Kirschner, 1988; 

Elosegui-Artola et al., 2016). Leurs travaux ont mis en évidence que la taline change de conformation 

à partir d’un seuil de tension, ce qui permet le couplage de l’adhérence focale au cytosquelette. En-

dessous de ce seuil, les intégrines relâchent la MEC avant que la taline ne change de conformation et 

il n’y a alors pas de transmission de l’information mécanique (Elosegui-Artola et al., 2016).  

 

Figure 18 : Modèle du « molecular clutch ». La polymérisation de l’actine dans le lamellipode créé un flot 
rétrograde (flèche bleue) mais si les intégrines ne sont pas engagées dans une adhérence alors les forces 
générées par ce flux, ainsi que la traction exercée par la myosine-II, ne sont pas transmises sur le substrat (1). 
Quand les adhérences focales se forment et que le cytosquelette d’actine est ancré, la polymérisation à l’avant 
de la cellule produit une force suffisante pour pousser la membrane plasmique vers l’avant (flèche rouge). De 
plus, les forces générées par l’actomyosine sont transmises en forces de traction sur le substrat via les 
protéines mécanosensibles taline et vinculine (2). Inspiré de : https://www.mechanobio.info/cytoskeleton-

https://www.mechanobio.info/cytoskeleton-dynamics/what-are-lamellipodia-and-lamella/how-do-focal-adhesions-act-as-molecular-clutches-in-lamellipodia/
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dynamics/what-are-lamellipodia-and-lamella/how-do-focal-adhesions-act-as-molecular-clutches-in-
lamellipodia/  

 

De nombreuses protéines présentes aux adhérences focales sont capables de déclencher 

des voies de signalisation en réponse à la rigidité ou la géométrie du substrat. Par exemple les 

facteurs de transcription YAP/TAZ sont transloqués dans le noyau en réponse à un substrat rigide ou 

si la cellule peut s’étendre, alors qu’ils sont séquestrés dans le cytoplasme de cellules sur substrat 

mou ou si la cellule est confinée (Dupont et al., 2011; Zhao et al., 2007). Ces réponses sont 

particulièrement importantes au cours du développement ; en effet, la rigidité du substrat est 

capable de déterminer la différenciation d’une cellule-souche dans un lignage ou un autre, ou 

encore de guider la migration de populations cellulaires pendant la morphogénèse (McBeath et al., 

2004; Engler et al., 2006; Barriga et al., 2018). 

 

5.2. Mécanisme de la migration cellulaire 
a. Processus de migration 

 

La migration cellulaire est généralement décrite en trois étapes : (i) la formation d’une 

protrusion à l’avant de la cellule, tel qu’un lamellipode ou filopode, accompagné de la formation de 

complexes focaux, (ii) la stabilisation et maturation des complexes focaux en adhérences à l’avant, et 

de leur dissolution à l’arrière, et (iii) la contraction de l’arrière pour propulser la cellule vers l’avant 

(Lauffenburger and Horwitz, 1996) (Figure 19). Afin de se déplacer efficacement, la cellule doit donc 

pouvoir définir un axe de polarité avant-arrière et maintenir ou modifier cette polarité au cours du 

temps en fonction des stimuli de l’environnement. Le maintien de cette polarité dépend de 

mécanismes de contrôle précis qui dirigent à la fois l’activité des RhoGTPases mais aussi 

l’organisation des cytosquelettes d’actine et de microtubules et l’axe du trafic vésiculaire, pour 

recycler de l’arrière vers l’avant les composants des adhérences focales par exemple. 

 

 

Figure 19 : Modèle de la migration cellulaire. La cellule définit un axe de polarité avant-arrière, et étend une 
protrusion à l’avant (flèche rouge) (ϭ). La signalisation Rac-dépendante favorise aussi l’assemblage de 
nouvelles adhérences à l’avant, alors que les adhérences plus anciennes à l’arrière sont défaites (2). La 
contraction de l’arrière (flèche verte) propulse le corps cellulaire vers l’avant (ϯ). 
 

  

https://www.mechanobio.info/cytoskeleton-dynamics/what-are-lamellipodia-and-lamella/how-do-focal-adhesions-act-as-molecular-clutches-in-lamellipodia/
https://www.mechanobio.info/cytoskeleton-dynamics/what-are-lamellipodia-and-lamella/how-do-focal-adhesions-act-as-molecular-clutches-in-lamellipodia/
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b. Mise en place de la polarité avant-arrière 

 

La polarité du cytosquelette qui s’établit est dépendante de la régulation spatiale des petites 

GTPases. Le modèle classique indique que les GTPases Cdc42 et Rac1 promeuvent la formation de la 

protrusion à l’avant alors que RhoA participe à la contraction de l’arrière de la cellule (Ridley et al., 

2003). Cao et al. ont récemment mis en évidence un mécanisme de double échange de partenaires 

protéiques, induit par la signalisation de l’EGF, qui conduit à l’activation de Racϭ à l’avant de la 

cellule alors que l’activité de RhoA est facilité à l’arrière par la séquestration de la RhoGAP DLC1 (Cao 

et al., 2015). L’action antagoniste de ces GTPases est d’autant plus forte que chacune peut réguler 

négativement les activateurs ou effecteurs de l’autre. Rac est ainsi capable d’activer pϭϵϬ-RhoGAP 

pour limiter l’activité de RhoA (Nimnual et al., 2003). 

La localisation et l’activité des RhoGTPases sont régulées par diverses modifications post-

traductionnelles, tel que l’ajout de groupes lipidiques par palmitoylation ou prenylation, qui 

favorisent leur ancrage à la membrane plasmique. La phosphorylation des GTPases elles-mêmes, ou 

de leurs GEFs, GAPs ou GDIs, est aussi capable de modifier leur localisation, ou leur activité (Hodge 

and Ridley, 2016). Par exemple, la phosphorylation de la RhoGEF GEF-H1 (aussi nommé ARHGEF2) 

sur la sérine 885 entraine sa liaison aux protéines 14-3-3 et sa relocalisation sur les microtubules 

(Zenke et al., 2004). La répartition polarisée des différentes kinases et phosphatases dépend des 

interactions et boucles de régulation entre les RhoGTPases et les complexes de polarité (Iden and 

Collard, 2008). Parϯ s’associe à la RacGEF TIAMϭ et permet de stabiliser le réseau de microtubules 

permettant une migration dirigée et la réponse chimiotactique de fibroblastes de souris (Pegtel et 

al., 2007). La phosphorylation de l’adaptateur Numb par aPKC est aussi responsable du recyclage 

correct des intégrines à l’avant de la cellule (Nishimura and Kaibuchi, 2007). 

 

c. Dynamique de l’actine 

 

La polymérisation de l’actine à l’avant de la cellule est promue par l’activité de Rac1 et 

CdcϰϮ à l’aide de nombreux effecteurs. Par exemple, IQGAPϭ/Ϯ en se liant à CdcϰϮ inhibe son 

activité GTPase ce qui maintient Cdc42 couplé au GTP et donc actif (Swart-Mataraza et al., 2002). 

IQGAP1 participe ensuite à la formation de faisceaux d’actine soit directement, soit en favorisant 

l’activité de ArpϮ/ϯ ou de la formine Diaϭ (Fukata et al., 1997; Watanabe et al., 2015), responsables 

de la polymérisation et réticulation de l’actine nécessaires pour la formation de lamellipodes ou 

filopodes. CdcϰϮ est aussi capable de s’associer à la formine FMNL2 permettant son activation au 

lamellipode et une dynamique correcte de la protrusion (Block et al., 2012). De plus l’activité de 

FMNLϮ et ϯ permise par CdcϰϮ renforce la structure et l’organisation des filaments d’actine dans le 
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lamellipode, lui permettant d’exercer des forces nécessaires à la migration cellulaire (Kage et al., 

2017). Il est également bien établi que Rac1 active les complexes WAVE et Arp2/3 pour produire des 

lamellipodes à l’avant de la cellule (Steffen et al., 2004; Koestler et al., 2013). Par ailleurs, l’actine-F 

exerce un rétrocontrôle positif sur l’activité de Racϭ via la RhoGEF PLEKHG3, ce qui permet de 

maintenir l’axe de polarité de la cellule et la polymérisation de l’actine à l’avant (Nguyen et al., 

2016). A l’arrière de la cellule, la signalisation induite par RhoA favorise la contractilité de la 

myosine-II, ce qui déstabilise les filaments d’actine. En effet, la tension exercée par la myosine-II 

peut courber le filament d’actine jusqu’à ce qu’il casse (Murrell and Gardel, 2012). 

 

d. Impact de la contractilité sur la migration cellulaire 

 

L’activité de la myosine-II n’est pas nécessaire à la dynamique de l’actine dans le lamellipode 

(Ponti et al., 2004), cependant la contractilité cellulaire participe à la migration des cellules. En effet, 

plusieurs études ont montré que l’inhibition de la contractilité de la myosine-II, par un traitement 

avec la blebbistatine ou par interférence à l’ARN, réduit fortement la polarisation et la migration 

cellulaire.  

Il est intéressant de noter que les isoformes de myosine-II sont réparties différemment au 

cours de la migration cellulaire ; la myosine-IIA est située vers l’avant et favorise la dynamique des 

protrusions alors que la myosine-IIB participe à la rétraction de l’arrière de la cellule (Vicente-

Manzanares et al., 2008, 2011; Kuragano et al., 2018). De plus, les deux isoformes participent aussi à 

la génération de tension au niveau des adhérences focales, qui facilite leur formation et/ou leur 

stabilisation, ainsi que précédemment mentionné en partie 5.1. Pasapera et al. ont récemment mis 

en évidence que la signalisation dépendante de Rac1 participe au recrutement et à la 

phosphorylation de la myosine-IIA aux adhérences focales, ce qui favorise leur assemblage et leur 

propriété de mécanosenseurs (Pasapera et al., 2015). La myosine-IIB est au contraire impliqué dans 

la stabilisation des adhérences focales et des structures d’actine à l’arrière de la cellule (Vicente-

Manzanares et al., 2011). L’analyse par microscopie ultra-résolutive a par ailleurs mis en évidence 

que les deux isoformes de myosine peuvent polymériser en hétérofilaments, cependant les deux 

isoformes sont généralement séparées au niveau cellulaire, sûrement à cause de leurs propriétés de 

liaison à l’actine différentes (Beach et al., 2014). 

 

5.3. Les fibres de stress 
 

Bien qu’elles aient été observées dès le début de la culture cellulaire in vitro (Buckley and 

Porter, 1967), l’existence de fibres de stress comme une structure pertinente et non un artéfact de 
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culture est bien plus récent, et leur fonction exacte est toujours sujet à controverse suivant le 

contexte cellulaire. Cette partie a pour objectif de synthétiser l’importante littérature concernant la 

structure, formation et fonction des fibres de stress, notamment pendant les processus d’étalement 

et de migration. 

 
a. Structure et nomenclature 

 

Les fibres de stress (en anglais « stress fibers », SFs) sont des faisceaux formés d’une 

vingtaine de filaments d’actine, liés entre eux par différentes ABP telles que la fascine, la filamine ou 

l’-actinine. Il existe trois types de fibres de stress, classifiées selon leur localisation, leur 

composition et leur lien avec les adhérences focales. Les fibres de stress ventrales (vSFs) sont liées à 

une adhérence focale à chaque extrémité, et décorées de myosine-II, ce qui leur permet d’exercer 

une tension sur le substrat. Les arcs transverses (en anglais « transverse arcs », TA), aussi décorés de 

myosine-II, sont capables d’activité contractile, mais ils ne sont pas directement reliés à la MEC. 

Enfin, les fibres radiales, aussi nommées dorsales (dSFs) sont orientées perpendiculairement au bord 

de la cellule et croissent à partir d’une adhérence focale vers la partie dorsale de la cellule (Figure 

20). Elles contiennent une forte quantité d’-actinine mais pas de myosine-II et ne sont donc pas 

capables d’exercer elles-mêmes une activité contractile. Cependant, elles transmettent la tension 

créée par la contraction des arcs transverses, ce qui génère des forces sur le substrat, et sont donc 

aussi catégorisées comme des fibres de stress (Tojkander et al., 2012; Lee et al., 2018). 

 

Figure 20 : Schéma des différents types de fibres de stress Les différents types de fibres de stress sont 
présentés en vue dorsale (à gauche) ou transverse (à droite). Les arcs transverses ainsi que les fibres ventrales, 
riches en myosine-II, sont capables d’activité contractile (flèches vertes) (ϭ, Ϯ). Les arcs transverses se forment 
par accumulation de filaments d’actine et de myosine due au flot rétrograde (flèches bleues) (ϯ). La 
polymérisation qui s’exerce au niveau des adhérences focales permet aux fibres dorsales de s’allonger jusqu’à 
relier les arcs transverses (ϰ). L’axe avant-arrière de la cellule est pointé par les flèches grises. La zone orange 
délimite le lamellipode. Inspiré de : https://www.mechanobio.info/cytoskeleton-dynamics/what-are-stress-
fibers/ 

https://www.mechanobio.info/cytoskeleton-dynamics/what-are-stress-fibers/
https://www.mechanobio.info/cytoskeleton-dynamics/what-are-stress-fibers/
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b. Formation des fibres de stress 

 

Une première étude analysant la formation des fibres de stress dans des cellules U2OS a 

décrit que les fibres dorsales grandissent à partir des adhérences focales, sous l’action de 

polymérisation de la formine mDia1 (Hotulainen and Lappalainen, 2006). Plus récemment, Kovac et 

al. ont montré que la formation des fibres dorsales dans les UϮOS dépend de l’activité de Racϭ à 

l’avant de la cellule et nécessite -actinine-1. Par ailleurs, les auteurs ont testé l’effet des inhibiteurs 

de l’activité de la myosine-II sur la formation des fibres dorsales, et concluent que celles-ci sont 

insensibles à une réduction de la contractilité cellulaire (Kovac et al., 2013). L’élongation et le 

renforcement des fibres dorsales est réalisé grâce au complexe VASP qui est recruté par la 

palladine ; celle-ci participe aussi à leur connexion correcte aux arcs transverses (Gateva et al., 

2014).  

L’observation des arcs transverses montrent qu’ils se forment par advection de 

minifilaments d’actine et de myosine-II entrainés par le flot rétrograde (Hotulainen and Lappalainen, 

2006). La formation des arcs transverses dépend de l’activité du complexe ArpϮ/ϯ et de la 

contractilité cellulaire (Hotulainen and Lappalainen, 2006). Par la suite, l’analyse du rôle des 

différentes isoformes de la tropomyosine a mis en évidence que la formine mDia2 produit une partie 

des minifilaments d’actine présents au lamellipode, qui s’associent ensuite à la tropomyosine-4. Les 

minifilaments décorés de tropomyosine-4 recrutent de la myosine-II, contrairement à ceux formés 

par mDia1, qui sont décorés d’-actinine. Les deux populations de filaments s’assemblent ensuite 

bout à bout à la frontière entre le lamellipode et la lamelle où ils s’accumulent, suite au 

ralentissement du flux causé par la présence des adhérences focales (Tojkander et al., 2011). La 

modélisation des stress exercés dans le lamellipode par la présence des adhérences focales à la 

frontière avec la lamelle suggère d’ailleurs que leur présence ralentit le flux et favorise l’organisation 

parallèle des filaments, ce qui faciliterait leur assemblage (Shemesh et al., 2009). Les fibres ventrales 

peuvent se former par la jonction de deux fibres dorsales. Lorsque plusieurs arcs transverses 

fusionnent, ceux-ci sont alors capables de générer une force suffisante sur les fibres de stress 

dorsales qui y sont liées pour stopper la polymérisation au niveau des adhérences focales et induire 

leur contraction (Tojkander et al., 2015) (Figure 21).  
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Figure 21 : Modèle de la formation des différents types de fibres de stress mDia2 et Arp2/3 polymérisent 
l’actine en réseau branché dans le lamellipode (ϭ). Les filaments générés par mDiaϮ se couvrent de 
tropomyosine. À la jonction entre le lamellipode et la lamelle, les adhérences focales ralentissent le flux 
rétrograde (flèches bleues). La différence de vitesse créée serait responsable de la formation de minifilaments 
suite à la cassure du réseau d’actine branchée. Les filaments couverts de tropomyosine recrutent la myosine-II 
dans la lamelle et l’ensemble des filaments se joint bout à bout pour former un arc transverse (Ϯ). Lorsque 
plusieurs arcs s’accumulent entre deux fibres dorsales, la contraction produite par la myosine-II (flèches 
vertes) est suffisamment forte pour joindre les deux fibres dorsales en une fibre ventrale (3). Les fibres 
dorsales se forment par élongation grâce à la formine mDia1 (4). La zone orange délimite le lamellipode. 
 

c. Organisation des fibres de stress pendant l’étalement 

 

L’étude des fibres de stress au cours de l’étalement cellulaire a rapidement mis en évidence 

que ces câbles présentent une dynamique importante, qui varie au cours du processus d’étalement 

et dépend de l’activité de la myosine-II (Senju and Miyata, 2009; Tee et al., 2015). Suite à l’analyse 

systématique des fibres de stress dans des fibroblastes confinés sur des motifs circulaires de 

fibronectine, Tee et al. décrivent la dynamique de ces câbles par étapes. D’abord, un faisceau 

d’actine circulaire se forme le long de la périphérie cellulaire, puis de nombreux câbles radiaux se 

forment à partir des adhérences en périphérie. Ces câbles, qui correspondent à des fibres de stress 

dorsales, facilitent le mouvement d’arcs transverses vers le centre de la cellule. Les fibres dorsales 

ayant une tendance à effectuer un mouvement de rotation, possiblement dû à leur croissance par 

les formines couplée à l’ancrage du filament d’actine par l’-actinine-1, celles-ci entrainent les arcs 

transverses à la mise en place d’une organisation chirale. La dernière étape consiste en l’alignement 

de l’ensemble des fibres de stress dans la cellule (Tee et al., 2015). Cette dynamique extrêmement 
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reproductible dans des cellules fibroblastiques n’est en revanche pas directement reproduite dans 

des cellules épithéliales. Les lignées épithéliales Caco-2, MDCK, MCF-7 ou HaCaT ne forment jamais 

ce type d’organisation des fibres de stress lorsqu’elles sont confinées sur ces motifs circulaires (Jalal 

et al., 2019). Seule l’induction d’une transition épithélio-mésenchymateuse par traitement à l’EGF, 

ou la modification de la dynamique de l’actine par traitement avec la latrunculine-A,  conduit à la 

réorganisation chirale des fibres de stress dans les kératinocytes (Jalal et al., 2019). Ces travaux 

montrent donc que la régulation de la dynamique de l’actine, ou l’effet du confinement, produit un 

comportement cellulaire spécifique dans les cellules épithéliales. 

 

d. Participation à la migration cellulaire 

 

La majorité des fibres de stress étant reliées aux adhérences focales, leur participation à la 

migration cellulaire a été très étudiée, dans les types cellulaires où elles sont présentes, mais le rôle 

exact de chaque population n’est toujours pas clairement établi à ce jour. En combinant des mesures 

de TFM et de la vidéomicroscopie, Oakes et al. ont ainsi montré que la présence des fibres dorsales 

dans la lignée U2OS était nécessaire à la stabilisation et maturation des adhérences focales mais 

dispensables pour la transmission de forces au substrat (Oakes et al., 2012). L’observation d’UϮOS en 

migration par microscopie résolutive SIM a cependant conduit Burnette et al. à proposer un modèle 

selon lequel le flux rétrograde des arcs transverses, couplé au lien entre les fibres de stress dorsales 

et les adhérences focales, force l’aplatissement de la lamelle pendant la migration (Burnette et al., 

2014). Il a aussi été montré que la tension générée par les fibres de stress est importante pour le 

remodelage de la MEC lors de la migration dans des matrices 3D (Rhee and Grinnell, 2006; Gateva et 

al., 2014; Owen et al., 2017). 

 

e. Les fibres de stress comme mécanotransducteurs 

 

Si la composition en myosine et protéines de réticulation des fibres de stress semble prédire 

des propriétés mécaniques différentes, ainsi qu’il a été suggéré à partir de données de TFM (Soiné et 

al., 2015), le travail de l’équipe Kumar l’a formellement démontré suite à l’ablation au laser de fibres 

de stress uniques. Leurs résultats permettent d’affirmer que ce sont les fibres ventrales qui 

supportent le plus de stress alors que les dorsales en subissent le moins (Lee et al., 2018). La réponse 

des fibres de stress à la tension est visible par leur changement de composition, par exemple le 

recrutement de zyxine sur les fibres en réponse à une pression exercée par AFM (Colombelli et al., 

2009), mais aussi par leur réorientation qui varie suivant l’axe de tension subie par la cellule et la 

fréquence de l’information mécanique. Les cellules endothéliales, qui sont soumises au flux sanguin 
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en permanence, alignent leurs fibres de stress dans le sens du flux. Au contraire, des cellules 

soumises à un stress cyclique ont tendance à réorienter leurs fibres de stress dans l’axe 

perpendiculaire à l’axe du stress (Hayakawa et al., 2001; Niediek et al., 2012).  

Les fibres de stress participent donc à la transmission de l’information mécanique de 

l’environnement en signal biochimique, principalement en agissant sur les protéines de signalisation 

présentes aux adhérences focales, mais aussi en modifiant leur propre composition et donc les 

propriétés mécaniques du cytosquelette (Oakes et al., 2017). L’ensemble de travaux concernant la 

participation des fibres de stress dans les mécanismes de réponse à l’information mécanique  

suggèrent que celles-ci jouent un rôle important dans les cellules épithéliales polarisées, qui en 

contiennent un très grand nombre (Burridge and Wittchen, 2013; Kassianidou and Kumar, 2015). 
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6. Epithelial Cell Adhesion Molecule (EpCAM) : une molécule 
d’adhérence pas comme les autres ?  

 

6.1. Structure et expression 
a. Structure 

 

EpCAM (Epithelial Cell Adhesion Molecule) est une protéine transmembranaire, exprimée 

spécifiquement par les cellules épithéliales dans les épithéliums non-stratifiés en conditions 

physiologiques. Elle est composée de 314 acides aminés, répartis en un long domaine extracellulaire 

« EpEX » (1-265), un domaine transmembranaire (266-288) et une petite queue cytoplasmique 

« EpIC » (289-314, voir Figure 22). Les 23 premiers acides aminés constituent le peptide signal, qui 

est clivé lors de son envoi à la membrane plasmique. La séquence d’EpCAM montre une bonne 

conservation parmi les vertébrés supérieurs, avec ϴϭ% de conservation entre l’Homme et la souris 

(Schnell et al., 2013). De plus, EpCAM contient plusieurs sites de modification post-traductionnelle 

par N-glycosylation, qui participent à la stabilité de la protéine à la membrane plasmique (Munz et 

al., 2008). 

 

Figure 22 : Structure et localisation d’EpCAM a. EpCAM est composée d’un domaine extracellulaire (EpEX, 
acides aminés 24-265), un domaine transmembranaire (TM, 265-288) et un court domaine intracellulaire 
(EpIC, 289-314). Les sites de N-glycosylation sont représentés par une barre noire. PS, peptide signal. Schéma 
réalisé à l’aide du programme IBS (Liu et al., 2015). b. Distribution d’EpCAM dans l’intestin grêle d’une souris 
sauvage à P0, extrait de (Lei et al., 2012). 

 

b. Expression en conditions physiologiques 

 

L’expression d’EpCAM apparait très tôt au cours du développement embryonnaire, visible 

dans la masse cellulaire interne et le trophoblaste de blastocystes de rat, et se maintient tout au 
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long du développement des épithéliums des différents organes. Chez l’adulte, EpCAM est exprimée 

uniquement à la membrane basolatérale des épithéliums non-stratifiés. Le côlon ainsi que l’intestin 

grêle présentent les plus hauts niveaux d’expression, mais EpCAM est aussi présent dans les 

épithéliums de l’appareil respiratoire (trachée et poumon), des appareils génitaux, et du rein.  

Il a été proposé que le niveau d’expression d’EpCAM dans l’épithélium du système digestif soit 

corrélé avec le niveau de différentiation des cellules épithéliales, EpCAM étant encore plus exprimée 

au niveau des cryptes que le long de la villosité (Balzar et al., 1999). Il existe un gène homologue à 

EPCAM, nommé TACSTD2, avec qui EPCAM partage ϰϵ% d’identité de séquence. La protéine 

résultante TROP-2 (Trophoblast cell surface antigen 2) est exprimée dans les tissus épithéliaux mais 

suivant un patron d’expression différent, non corrélé à celui d’EpCAM. Par ailleurs, les deux 

protéines participent à des fonctions différentes et ne peuvent se substituer (Goldenberg et al., 

2018). 

 

c. Expression d’EpCAM en conditions pathologiques 

 

Aussi connue sous le nom de Trop1 ou TACSTD1 (Tumor-associated calcium signal 

transducer 1), EpCAM a d’abord été identifiée comme un marqueur de surface de cellules 

cancéreuses lors d’un criblage à l’aide d’anticorps monoclonaux chez des souris immunisées par 

l’injection de cellules d’adénocarcinome colorectal (Herlyn et al., 1979). EpCAM est en effet souvent 

surexprimée dans les cellules cancéreuses d’origine épithéliale, et son haut niveau d’expression est 

associé à un mauvais pronostic de survie chez les patients atteints de cancer du sein, des ovaires ou 

de la vésicule biliaire. L’expression d’EpCAM est d’ailleurs toujours utilisée pour le diagnostic de 

tumeurs (Patriarca et al., 2012).  

En plus de son rôle dans la progression tumorale, des mutations dans le gène EPCAM sont 

associées au développement du Syndrome de Lynch, syndrome prédisposant au développement du 

cancer colorectal HNPCC (Hereditary Non-Polyposis Colorectal Cancer, ou cancer colorectal 

héréditaire sans polypose) qui représente 3 % des cancers colorectaux. En effet, la perte des 

derniers exons d’EPCAM est responsable de la transcription continue du gène et de l’inactivation du 

promoteur du gène voisin MSH2 (MutS protein Homolog 2, impliqué dans la réparation de 

mésappariements d’ADN), situé en aval sur le même chromosome (Ligtenberg et al., 2009; Lynch et 

al., 2015). 

Enfin, la perte d’expression d’EpCAM est directement responsable du développement de la 

Dysplasie Epithéliale Intestinale (DEI, ou en anglais « Congenital Tufting Enteropathy, CTE »). La CTE 

est une maladie rare, avec une incidence estimée de 1/100 000 en Europe, et responsable 

d’insuffisance intestinale sévère (Goulet et al., 2007). Elle se caractérise par l’apparition d’une 
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diarrhée chronique dès les premières semaines de vie, rapidement létale des suites de la 

déshydratation et de l’incapacité d’absorption de nourriture. Aucun traitement n’est disponible 

actuellement, hormis une transplantation intestinale. Les patients sont donc placés sous nutrition 

parentérale quotidienne, une procédure lourde et sujette à complications au niveau hépatique, mais 

qui permet de prolonger l’espérance de vie de quelques années (soit 10 à 20 ans pour les sujets sous 

nutrition parentérale). Cette maladie génétique est due pour 73% des patients à la transmission 

autosomale récessive de mutations non-sens dans le gène EPCAM qui conduisent donc à l’extinction 

de la protéine (Sivagnanam et al., 2008; Salomon et al., 2011, 2014). Cette entéropathie est 

caractérisée au niveau histologique par l’accumulation d’entérocytes en touffes de cellules (ou 

« tufts » en anglais) le long de la villosité, donnant un aspect pseudo-stratifié hétérogène à 

l’épithélium dysplasique (Figure 23). L’effet de la perte d’EpCAM au niveau cellulaire et moléculaire 

dans le cas de la DEI correspond à une partie de mon projet de thèse et sera détaillé dans le 

chapitre 3. 

 

 

Figure 23 : Organisation de l’épithélium intestinal de patients atteints de CTE. Schémas de l’organisation 
d’une villosité intestinale normale (a) ou d’un patient atteint de CTE (b). c. Coloration hématoxyline-éosine 
d’une villosité de patient CTE où les touffes sont visibles (flèches). Adapté de (Sivagnanam et al., 2008). 

 

6.2. EpCAM et les jonctions intercellulaires 
a. Adhérence cellulaire médiée par EpCAM 

 

Les premiers travaux concernant le rôle d’EpCAM au niveau cellulaire ont conduit à sa 

caractérisation comme molécule d’adhérence capable de former des jonctions cellulaires avec les 

cellules voisines, par liaison homotypique des domaines extracellulaires. En effet, la surexpression 

d’EpCAM dans des lignées de fibroblastes conduit à leur agrégation, et au tri entre les populations 

EpCAM-positives et EpCAM-négatives. Contrairement aux complexes formés par les cadhérines, la 

force d’adhérence des molécules EpCAM est indépendante de la présence de calcium (Litvinov et al., 
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1994). Comparativement aux jonctions E-cadhérine, les adhérences formées par EpCAM sont 

cependant relativement faibles (Litvinov et al., 1997). 

Bien que la fonction d’EpCAM comme molécule d’adhérence soit largement décrite dans la 

littérature, plusieurs études ont mis en évidence la participation d’EpCAM dans d’autres processus 

cellulaires (cf. partie 6.3). Enfin, l’obtention récente de la structure cristallographique d’EpEX ainsi 

que son analyse par diffusion des rayons X aux petits angles (ou Small Angle X-rays Scattering, SAXS) 

indique que le domaine extracellulaire d’EpCAM forme des cis-dimères mais aucun trans-dimère n’a 

été observé, ce qui limite la crédibilité de la fonction d’EpCAM comme une CAM classique (Pavšič et 

al., 2014; Gaber et al., 2018). De plus, la force d’adhérence entre deux domaines EpEX, mesurée par 

AFM, est extrêmement faible, à la limite d’un effet significatif (Tsaktanis et al., 2015). Ces récents 

résultats semblent donc fortement compromettre le rôle d’EpCAM comme étant une molécule 

d’adhérence intercellulaire per se. 

 

b. EpCAM et les jonctions adhérentes 

 

Il est rapidement apparu qu’EpCAM ne faisait pas partie des familles de CAM classiques, et 

qu’elle n’appartenait pas au même complexe que celui formé par la E-cadhérine. D’ailleurs, EpCAM 

et E-cadhérine ne co-immunoprécipitent pas dans une monocouche épithéliale polarisée (Wu et al., 

2013). De plus, l’expression d’EpCAM dans des fibroblastes murins exprimant la E-cadhérine conduit 

à la disparition des jonctions intercellulaires, en limitant l’association d’E-cadhérine et des - et -

caténines au cytosquelette d’actine (Balzar et al., 1998). Cet effet de l’expression d’EpCAM sur les 

jonctions cadhérine-dépendantes a aussi été observé dans une lignée de cellules humaines de la 

glande mammaire. L’expression d’EpCAM dans les cellules HBL-ϭϬϬ diminue la quantité d’- et 

-caténines aux jonctions, de façon PI3K-dependente. Une co-immunoprécipitation réalisée entre 

EpCAM et PIϯK révèle qu’EpCAM s’associerait à la sous-unité régulatrice de PI3K (Winter et al., 

2007). 

In vivo, chez les poissons-zèbre injectés avec un morpholino dirigé contre EpCAM, les 

cellules épithéliales de la couche enveloppante présentent un ralentissement des mouvements 

d’épibolie et une plus grande susceptibilité à l’infection, ce qui suggère également des défauts au 

niveau des jonctions adhérentes. De fait, la E-cadhérine ainsi que l’- et la -caténine sont moins 

recrutées aux membranes en absence d’EpCAM (Slanchev et al., 2009). De même, chez le xénope, 

l’extinction d’EpCAM conduit à la désintégration des embryons suite à d’importantes lésions de 

l’épiderme. De fait, la C-cadhérine est fortement déstabilisée des jonctions en absence d’EpCAM. 

Ces résultats ont aussi été validés dans la lignée Caco-2, où la déstabilisation de la E-cadhérine aux 

contacts cellule-cellule est observée en absence d’EpCAM (Maghzal et al., 2013). 
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c. EpCAM et les jonctions serrées 

 

En 2005, Ladwein et al. ont mis en évidence par co-immunoprécipitation une interaction 

entre EpCAM et la Claudine-7, un composant des jonctions serrées, dans des lignées cellulaires 

tumorales de rat et d’adénocarcinomes humains (Ladwein et al., 2005). La même équipe a par la 

suite identifié que le site de liaison entre EpCAM et la Claudine-7 se trouve dans le domaine 

transmembranaire d’EpCAM, et que cette interaction favorise le recrutement du complexe 

EpCAM/Claudine-7 dans les microdomaines enrichis en tétraspanines à la membrane plasmique, 

induisant une signalisation anti-apoptotique et le développement de tumeurs in vivo (Nübel et al., 

2009). Par ailleurs, leur analyse de l’adhérence intercellulaire dans des HEK transfectés avec EpCAM 

et la Claudine-ϳ indique que la formation de ce complexe empêche l’oligomérisation d’EpCAM, mais 

est sans conséquence sur l’adhérence des cellules entre elles. Ce résultat est aussi en accord avec 

l’hypothèse selon laquelle EpCAM ne serait pas, ou pas uniquement, une molécule d’adhérence 

cellulaire. 

La création d’un modèle murin EpCAM-KO a permis de mettre en évidence un lien entre 

EpCAM et les Claudines in vivo. L’analyse des jonctions serrées dans l’épithélium de souris 

EpCAM-KO par microscopie électronique a révélé que celles-ci étaient désorganisées par l’absence 

d’EpCAM, conduisant à une augmentation de la perméabilité paracellulaire de l’épithélium. 

L’hybridation in situ de différentes Claudines suggère que cette perméabilité accrue serait due à la 

perte d’expression des Claudines-2, -3, -7 et -15 dans les souris mutantes EpCAM-KO (Lei et al., 

2012). In vitro, Wu et al. ont également mis en évidence une interaction entre EpCAM et la 

Claudine-7, et leurs résultats indiquent qu’EpCAM protège les Claudines-7  et -1 de la dégradation et 

conduit à leur accumulation aux jonctions serrées. En revanche, la mesure de résistance électrique 

de la monocouche épithéliale réalisée dans le cadre de cette étude est contradictoire aux données 

obtenues in vivo. En effet, leur monocouches T84 et Caco-2 présentent une résistance 

transépithéliale plus forte après réduction de l’expression d’EpCAM (Wu et al., 2013). 

 

6.3. Autres fonctions attribuées à EpCAM 
a. Signalisation pro-proliférative 

 

Plusieurs études ont plus récemment mis en évidence d’autres fonctions pour les différents 

domaines d’EpCAM. La métalloprotéase ADAM17 est responsable du clivage de EpEX, qui est 

relargué dans le milieu extracellulaire, puis la -sécrétase PS-2 clive le domaine intracellulaire. EpIC 

s’associe ensuite à -caténine et FHL2, et ce complexe transloque dans le noyau pour initier la 
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transcription de gènes-cibles tels que que CycD1, cMYC, OCT-4, NANOG, SOX2, et KLF4 qui favorisent 

la prolifération cellulaire (Maetzel et al., 2009).  

Le domaine extracellulaire d’EpCAM a quant à lui été impliqué dans la signalisation du 

récepteur à l’EGF (Pan et al., 2018). EpEX est capable de se lier à EGFR et induit l’activation des 

kinases Erk en aval, ce qui promeut la prolifération. En revanche, contrairement à l’EGF, l’activation 

d’EGFR par EpEX diminue l’expression de facteurs de transcription responsables de l’EMT.  

 

b. EpCAM et la pluripotence 

 

L’expression d’EpCAM dans les cellules souches embryonnaires humaines ou de souris est 

associée à l’état non-différencié (Lu et al., 2010). De plus, parmi les cibles de la signalisation Wnt 

induite par EpCAM se trouvent de nombreux facteurs de transcription régulant la pluripotence 

(Nanog, Octϰ, SoxϮ, …) et il a récemment été montré qu’EpCAM augmente l’efficacité de 

reprogrammation de MEFs en cellules-souches pluripotentes induites, voire peut se substituer à 

certains facteurs, tels que Sox2 et Nanog (Kuan et al., 2017). L’expression d’EpCAM est d’ailleurs 

utilisée pour l’identification de cellules-souches cancéreuses des cancers du poumon (Herreros-

Pomares et al., 2018).  

 

c. EpCAM et la migration cellulaire 

 

Considérant la surexpression d’EpCAM dans un grand nombre de cancers, l’effet de sa 

surexpression ou de son extinction a été particulièrement analysé dans le contexte de la migration 

cellulaire. Les résultats sont cependant contradictoires. In vivo, l’extinction d’EpCAM diminue la 

migration de cellules dendritiques chez la souris (Gaiser et al., 2012) et limite les mouvements 

d’épibolie lors du développement embryonnaire du poisson-zèbre (Slanchev et al., 2009). Au 

contraire, la perte d’EpCAM augmente la vitesse de migration de cellules MDCK et OVCAR4 (Barth et 

al., 2018; Fan et al., 2015) mais n’a pas d’effet sur la migration de monocouches de cellules Caco-2 

(Wu et al., 2013). De même, la surexpression d’EpCAM ne fait pas consensus. Elle conduit à une plus 

grande migration de cellules MCF-7 (Gao et al., 2015) mais diminue celle de la lignée 

d’adénocarcinome du poumon Aϱϰϵ (Zhang et al., 2015). L’ensemble de ces résultats suggère 

qu’EpCAM participe à la migration cellulaire mais son rôle exact est surement fortement dépendant 

du contexte cellulaire. 
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6.4. EpCAM est une protéine majeure de l’intégrité épithéliale 
 

L’étude de plusieurs modèles animaux confirme son importance dans le maintien de 

l’intégrité épithéliale. Chez le xénope, la perte d’expression d’EpCAM induit l’arrêt du 

développement suite aux défauts de formation de l’épiderme (Maghzal et al., 2013). Les mutants de 

perte de fonction d’EpCAM chez le poisson-zèbre présentent une épibolie ralentie et, bien qu’ils se 

développent, leur épiderme est compromis (perte de cellules épithéliales, plus grande susceptibilité 

aux infections). Au niveau cellulaire, l’analyse des jonctions a révélé la perte d’E-cadhérine des 

jonctions et l’extension du complexe de jonction apical vers le pôle basal des cellules. De plus, les 

cellules des embryons EpCAM-KO disposent d’une capacité de protrusion réduite, avec la formation 

de protrusions larges mais plus courtes que celles des embryons sauvages. La ré-introduction 

d’E-cadhérine dans les embryons mutants ne parvenant pas à restaurer le phénotype normal, il est 

apparu que le mécanisme impliqué était plus complexe qu’un simple défaut d’adhérence cellulaire 

(Slanchev et al., 2009). Un modèle murin EpCAM-KO, établi par Guerra et al., présente également 

des défauts d’organisation de l’épithélium intestinal, conduisant à la mort précoce des souris 

nouveau-nés des suites d’une diarrhée hémorragique et de l’insuffisance intestinale, de façon 

similaire aux patients atteints de CTE (Guerra et al., 2012). Comme chez le poisson-zèbre, la perte de 

fonction d’EpCAM conduit à l’accumulation cytoplasmique d’E-cadhérine et la disparition des 

jonctions adhérentes. 

 

6.5. EpCAM module la contractilité cellulaire 
 

Le concept contre-intuitif qu’une molécule décrite comme participant à de l’adhérence 

intercellulaire favorise la migration, et que son extinction conduise à des défauts de l’épibolie 

pendant le développement du poisson-zèbre (Slanchev et al., 2009) ont conduit Maghzal et al. à 

analyser plus en détail le rôle d’EpCAM dans ce processus. Ils ont validé l’effet de la perte 

d’expression d’EpCAM sur l’épibolie du modèle xénope, dont le développement est arrêté par de 

nombreuses lésions de l’épiderme lors de l’utilisation de morpholinos anti-EpCAM (EpCAM-MO) 

(Maghzal et al., 2013). En utilisant des explants d’ectoderme pour étudier la fonction d’EpCAM au 

niveau cellulaire, ils ont ainsi mis en évidence que la perte d’intégrité de l’épiderme chez le xénope 

est due à une plus forte contractilité cellulaire induite par la signalisation dépendant de nPKC et 

conduisant à l’internalisation de C-cadhérine. L’augmentation de la contractilité (par le niveau de 

MRLC phosphorylée) ainsi que la suractivation de la voie Erk ont aussi été validées dans la lignée 

Caco-2. L’impact d’EpCAM sur la contractilité cellulaire semble donc clair. Cependant, la voie de 

signalisation Erk n’est sûrement pas l’unique mécanisme impliqué puisque l’utilisation d’un 
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dominant négatif de RhoA (dnRhoA), ou un traitement Y-27632, sont également capables de 

restaurer un phénotype normal dans les explants EpCAM-MO. Etant donné les nombreux 

rétrocontrôles présents dans la régulation de la contractilité cellulaire, le mécanisme moléculaire 

reliant EpCAM à la contractilité mérite donc d’être plus finement analysé. 
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 Chapitre 2 – Projet de thèse 
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En synthétisant l’ensemble des travaux concernant la fonction d’EpCAM, il apparait que 

cette protéine participe à de nombreux processus cellulaires dans les épithéliums (adhérence 

intercellulaire, migration, prolifération, …). La majorité de ces résultats ayant été obtenus dans des 

systèmes différents, il est prévisible d’observer des variations entre les études de différentes 

équipes. Cependant la quantité de fonctions proposées tend à faire penser que soit EpCAM serait 

régulée de manière spécifique en fonction de l’épithélium dans lequel elle est exprimée, soit que sa 

fonction impacte un système qui regroupe l’ensemble des différents rôles proposés, auquel cas 

l’impact d’EpCAM sur le cytosquelette d’actine, tel que décrit par Maghzal et al., semble avoir le plus 

de sens. Mon projet de thèse consistait donc à comprendre les mécanismes d’action d’EpCAM dans 

des cellules épithéliales différenciées. 

Chez l’Homme, la perte de fonction d’EpCAM est associée au développement de la maladie 

rare CTE dont les patients atteints développent une déficience intestinale aigüe associée à des 

diarhées sévères. Au niveau histologique, l’absence d’EpCAM provoque une désorganisation 

tissulaire sévère de l’épithélium intestinal, avec la présence de lésions en touffes caractéristiques, le 

long de la villosité intestinale (Patey et al., 1997; Delacour et al., 2016). Toutefois au début des 

travaux sur la CTE, l’origine de ces défauts physiologiques et de la formation des lésions n’était pas 

connue. Plusieurs hypothèses pouvaient être envisagées : 

- L’organisation apico-basale des cellules serait défectueuse 

- L’adhérence des cellules à la lame basale serait compromise 

- La migration des cellules le long de la villosité serait défectueuse 

- Les cellules se multiplieraient de façon anarchique tout au long de la villosité au lieu de se 

diviser dans les cryptes 

- Les cellules s’extruderaient anormalement le long de la villosité 

Afin d’analyser les fonctions d’EpCAM au plus proche d’un contexte physiologique, le 

laboratoire a mis en place une collaboration avec le département de gastro-entérologie pédiatrique, 

dirigée par le Pr Olivier Goulet, de l’Hôpital Necker-Enfants Malades. Cela nous a permis d’analyser 

chez l’Homme l’effet de la perte d’EpCAM sur l’intégrité tissulaire à partir de biopsies de patients 

atteints de la CTE. De plus, pour avoir accès à plus de matériel et pouvoir tester des hypothèses au 

niveau cellulaire et moléculaire, deux lignées de cellules où l’expression d’EpCAM a été éteinte par 

stratégie shARN ont été établies, à partir de la lignée Caco-2. Cette lignée a été particulièrement 

choisie car il s’agit de cellules humaines d’adénocarcinome colique dont le phénotype cancéreux est 

très faible et qui, par ailleurs, présente une importante capacité de polarisation apico-basale et de 

formation d’une bordure en brosse représentative d’entérocytes sains.  
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Au cours de mon M2 et la première partie de ma thèse j’ai donc cherché à caractériser les 

conséquences de la perte d’EpCAM pour valider l’une des hypothèses de travail, et décrire en détail 

le mécanisme moléculaire dont EpCAM est responsable dans les cellules épithéliales. 

Sur les biopsies de patients, la lame basale ne présentait pas de défauts structurels 

évidents ; en revanche il est vite apparu que l’architecture de la bordure en brosse était gravement 

affectée. Par conséquent, nous avons orienté nos premières analyses sur l’étude de la polarité apico-

basale des cellules épithéliales différenciées. Ceci nous a permis de mettre en évidence que la perte 

d’EpCAM induit un défaut de distribution et d’activité de la contractilité cellulaire, responsable de la 

perte de polarité apico-basale d’entérocytes en monocouche. Ce travail est présenté dans le 

chapitre 3 (p. 67) et a été publié en 2017, dans un article où je suis co-premier auteur. De plus, ce 

travail a fait l’objet d’une revue publiée dans Médecine/Sciences en ϮϬϭϳ, pour laquelle je suis 

premier auteur, disponible en annexe. 

 

Les résultats de notre première étude laissaient supposer une action d’EpCAM sur le réseau 

d’actomyosine de façon plus générale, et interroge sur les autres processus dépendants de ce 

système. EpCAM régule-t-elle la contractilité cellulaire dans le contexte de l’adhérence au substrat 

et de la migration des cellules épithéliales ? Dans la seconde partie de ma thèse, je me suis donc 

concentrée sur cette question. J’ai d’abord montré la présence de défauts d’adhérence au substrat 

et de migration des cellules épithéliales en absence d’EpCAM. De façon surprenante, ces défauts 

sont observables aussi bien en monocouche qu’en cellule unique. L’impact d’EpCAM sur un système 

où aucun contact cellulaire n’est présent était, à ce moment-là, inattendu et permettrait de valider 

de façon claire et définitive qu’EpCAM n’est pas, ou pas uniquement, une molécule d’adhérence 

intercellulaire. J’ai donc poursuivi l’étude de l’impact d’EpCAM sur le cytosquelette d’actine et la 

contractilité cellulaire en cellule unique. Ce travail m’a permis de mettre en évidence qu’EpCAM est 

requise pour la régulation de l’actomyosine, par la modulation du turnover de RhoA au cortex des 

cellules épithéliales. Les résultats obtenus sont présentés dans le chapitre 4, ils sont actuellement en 

cours de rédaction pour soumission d’un article dans lequel je serai premier auteur. 
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 Chapitre 3 – EpCAM conditionne l’organisation du domaine 

apical de l’entérocyte en modulant la contractilité cellulaire : 

conséquences sur l’architecture et la physiologie de 

l’épithélium intestinal 
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1. Présentation des résultats 
 

Bien que la CTE ait été décrite pour la première fois au milieu des années 90 (Reifen et al., 

1994; Goulet et al., 1995), la première description de mutations à l’origine de la maladie n’a été 

apportée qu’en ϮϬϬϴ (Sivagnanam et al., 2008). La corrélation entre données cliniques et analyse 

génétique n’a été établie qu’en ϮϬϭϰ (Salomon et al., 2014). Les maladies rares responsables 

d’atrophie microvillositaire sont raisonnablement décrites du point de vue clinique et histologique, 

mais très peu d’entre elles ont été étudiées dans le champ de recherche de la biologie cellulaire. Le 

mécanisme le plus détaillé concerne le développement de la maladie des inclusions microvilositaires 

(MVID), une maladie rare apparentée à la CTE (Delacour et al., 2016). Des mutations dans le gène 

MYO5B, responsables de la perte d’expression de la myosine non-conventionnelle 5b, conduisent à 

l’adressage incorrect des protéines apicales au niveau de la bordure en brosse (Roland et al., 2011). 

Au début de ma thèse, aucune donnée alors disponible ne permettait d’expliquer les défauts induits 

par la perte d’EpCAM sur l’organisation épithéliale et la fonctionnalité des entérocytes chez les 

patients atteints de CTE. Nous avons donc débuté cette étude par une analyse fine des biopsies de 

patients mutés pour EPCAM.  

Grâce aux connaissances et à l’expertise apportées par le Dr Julie Salomon, spécialisée en 

gastro-entérologie pédiatrique, qui réalisait sa thèse pendant mon M2, et aux compétences de notre 

laboratoire en biologie cellulaire et techniques de microscopie, nous avons pu décrire les 

mécanismes cellulaires impliqués et les relier aux observations histologiques de la CTE. L’utilisation 

de techniques d’analyses et de microscopie pointues (microscopie confocale, microscopie résolutive 

SIM ou microscopie électronique à balayage) ainsi que des techniques de microfabrication 

développées dans le laboratoire, nous a permis de mettre en évidence un défaut d’organisation des 

entérocytes en absence d’EpCAM, d’EpCAM à la fois dans des biopsies duodénales de patients 

atteints de CTE et mutés pour EpCAM, et en utilisant des clones de cellules épithéliales intestinales 

humaines (CacoϮ) dans lesquels l’expression d’EpCAM est éteinte par shRNA.  

Notre travail rapporte : (i) l’affaiblissement des jonctions adhérentes dépendantes de la 

E-cadhérine (fig. 2b, d, e), ainsi qu’il a été montré dans plusieurs modèles animaux EpCAM-KO 

(Slanchev et al., 2009; Maghzal et al., 2013), mais surtout (ii) la présence de défauts jamais détectés 

jusqu’à présent suite à l’absence d’EpCAM, à savoir une distorsion de la ceinture de jonctions 

serrées et la déformation des contacts tricellulaires (fig. 3f-k). Enfin, (iii) nous démontrons que ces 

défauts sont couplés à une perturbation atypique de la polarité apico-basale, associée à une 

atrophie microvillositaire sévère (fig. 1f-i). 
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Comme décrit précédemment (Patey et al., 1997; Goulet et al., 2007), la perte d’EpCAM 

conduit à l’accumulation de cellules en touffes le long des villosités chez les patients atteints de CTE 

(fig. 1a, b). L’utilisation de cellules CacoϮ EpCAM-KO nous a permis de valider les défauts de 

distribution des protéines des jonctions et de la polarité apicale visibles sur les biopsies de patients 

(fig. 1-3), mais les monocouches de cellules en culture 2D classique ne reproduisaient pas les lésions 

tissulaires présentes sur les biopsies. Nous avons donc mis en place un système de culture en 3D, sur 

des substrats synthétiques reproduisant la géométrie des villosités intestinales. Sur ces villosités 

synthétiques, nos cultures EpCAM-KO formaient des touffes similaires aux lésions visibles sur les 

biopsies de patients (fig. 8). Nos résultats démontrent que l’ensemble de ces défauts, à la fois au 

niveau cellulaire et au niveau tissulaire, proviennent d’une dérégulation de la contractilité cellulaire 

produite par l’actomyosine. Une étude précédente avait déjà relié EpCAM à la contractilité cellulaire, 

en montrant que les mouvements d’épibolie lors du développement du poisson-zèbre étaient 

contrôlés par l’inhibition des PKCs dont la voie de signalisation en aval favorisait la phosphorylation 

de la myosine-II (Maghzal et al., 2013). Nos résultats soulignent non seulement l’importance du 

niveau d’activité de la myosine-II mais surtout l’impact de la distribution de cette activité. En effet, 

les cellules EpCAM-KO présentent une contractilité globale réduite comparativement aux cellules 

contrôles (fig. 5g, h), mais c’est l’accumulation de l’actomyosine aux points de contacts tricellulaires, 

et donc la suractivité contractile localisée (fig. 5i-q), qui est responsable de la redistribution du 

domaine apical en 2D (fig. 6), et de la formation des touffes en 3D (fig. 9). Ce travail met aussi en 

exergue l’effet de la géométrie du tissu sur la répartition des forces générées par l’actomyosine, et 

les conséquences qui en découlent suite aux dérégulations du cytosquelette dans un contexte 

pathologique (fig. 7 et 8). L’ensemble de ces résultats, et le mécanisme qui s’en dégage, est 

synthétisé sous forme de schéma en fig. 10. 

Ce travail a donné lieu à une publication, que je vous présente ici. 

 

2. Contractile forces at tricellular contacts modulate epithelial 
organization and monolayer integrity 
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Monolayered epithelia are composed of tight cell assemblies that ensure polarized exchan-

ges. EpCAM, an unconventional epithelial-specific cell adhesion molecule, is assumed to

modulate epithelial morphogenesis in animal models, but little is known regarding its cellular

functions. Inspired by the characterization of cellular defects in a rare EpCAM-related human

intestinal disease, we find that the absence of EpCAM in enterocytes results in an aberrant

apical domain. In the course of this pathological state, apical translocation towards tricellular

contacts (TCs) occurs with striking tight junction belt displacement. These unusual cell

organization and intestinal tissue defects are driven by the loss of actomyosin network

homoeostasis and contractile activity clustering at TCs, yet is reversed by myosin-II inhibitor

treatment. This study reveals that adequate distribution of cortical tension is crucial for

individual cell organization, but also for epithelial monolayer maintenance. Our data suggest

that EpCAM modulation protects against epithelial dysplasia and stabilizes human tissue

architecture.
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C
onstitutional dysmorphology of enterocytes leads to
rare human congenital enteropathies. The MicroVillous
Inclusion Disease (MVID) and the less studied Congenital

Tufting Enteropathy (CTE) have both the common characteristic
of being responsible for chronic diarrhoea, persistent during
digestive rest and exacerbated by food uptake. MVID and
CTE diseases are distinct from inflammatory bowel diseases, such
as Crohn disease or autoimmune enteropathy that results from
immune dysregulation1–3.
The CTE (MIM #613217), alternatively named intestinal

epithelial dysplasia, leads to intestinal insufficiency soon
after birth. No curative treatment is available, and the pathology
is rapidly lethal unless palliative care, namely daily parenteral
nutrition (that is, intravenous feeding, bypassing eating
and digestion processes)1,2. CTE has an incidence estimated
to 1/50,000–100,000 in Western Europe4. CTE intestinal
epithelium displays unique morphological abnormalities,
materialized by formation of aberrant focal stacks of
pseudo-multilayered enterocytes on the villus, named
‘tufts’5 (Fig. 1a,b). At late stages, tufts can affect up to 70% of
the villi1,5. CTE disease has been associated with pathogenic loss
of function mutations of the EPCAM gene in 73% of the
patients3,6,7.
EpCAM (Epithelial-Cell Adhesion Molecule) is a transmem-

brane glycoprotein that is expressed in various epithelia.
Often used as an epithelial cancer marker in clinical studies,
it has been primarily described as an unconventional
Ca2þ -independent homophilic CAM protein8,9, but clear
molecular mechanisms for how EpCAM may regulate
epithelium architecture are still lacking. Diverse models of
EpCAM signalling functions have been proposed. The
best characterized function of EpCAM concerns cell
proliferation. Gires and colleagues10 showed that proteolytic
cleaved intracellular fragment of EpCAM and its nuclear
translocation is capable of directly modulating transcription
factors. Moreover, EpCAM deprivation or overexpression
has been proposed to influence bulk actin organization in
epithelial thymic cells11. However, precise mechanisms mediating
this effect remains to be found. EpCAM has also been reported
to exhibit a-actinin-binding sites9, but these observations
have not been pursued. In addition, whether EpCAM belongs
to a well-described adhesion complex or constitutes an
independent adhesion complex is unknown. A functional
)connection* between EpCAM and E-cadherin has been
proposed, with no direct physical interaction12,13. Several
studies suggested a potential interplay between EpCAM
and E-cadherin-based cell contact sites. Overexpression of
EpCAM interferes with E-cadherin-based cell adhesion, and
EpCAM has been considered as an antagonist of intercellular
adhesion12. Knockdown of EpCAM in Zebrafish and Xenopus
epidermis caused perturbations of E-cadherin stabilization
at adherens junctions (AJs)14,15. Recently, EpCAM has been
reported to be dispensable for direct cell–cell adhesion or
cell-substrate adhesion per se16. Thus EpCAM functions are
probably very different from what was assumed,
and, importantly, no mechanism for how EpCAM deficiency
may lead to enterocyte dysfunction has been proposed to date.
Here we characterize cellular defects related to EpCAM loss

in CTE intestinal biopsies and in EpCAM-depleted Caco2
cells. We find that the absence of EpCAM causes unusual
epithelial individual cell organization defects, together
with perturbation of the monolayered intestinal epithelium.
We show that these abnormalities stem from an inappropriate
actomyosin activity at tricellular contacts (TCs), thus providing
a new function for EpCAM in contractile force patterning
in epithelium.

Results
EpCAM is required for intestinal brush border integrity.
To understand EpCAM role(s), we first analysed EPCAM
mutated CTE enterocytes. Since EpCAM is distributed at lateral
membranes in human enterocytes (Fig. 1c,d), we first focused
on the distribution of cell–cell adhesion complexes. While no
difference was observed for the Naþ /Kþ -ATPase ionic pump
(Fig. 1e), E-cadherin were barely detected at lateral membranes,
but instead appeared at numerous cytoplasmic-positive
compartments in EPCAM-mutated patients (Fig. 1e). Weakened
cell–cell contacts and numerous cellular interdigitations at lateral
membranes were also noticed (Supplementary Fig. 1A), indicat-
ing a loss of stability of E-cadherin-based cell adhesion complexes
at CTE lateral membranes, as previously reported in the Zebrafish
skin14, in Xenopus15 and in EpCAM mutant mice17. In addition,
lateral membrane distribution of claudin-7, a component of the
paracellular barrier permeability18, was impaired in
CTE enterocytes (Fig. 1e), as seen in EpCAM mutant mice19.
This suggests defects in barrier permeability in CTE epithelium,
as previously described in EpCAM-silenced cells or EpCAM
mutant mice19,20. Moreover, distribution of the tight junction
associated protein ZO-1 revealed that tight junction belts were
present, but displayed a distorted shape in CTE cells (Fig. 1e).
At apical membranes, CTE brush border exhibited microvillus
rarefaction (Fig. 1f,g), variable microvillous atrophy (Fig. 1f,h), as
well as length increase and contraction of actin rootlets
(Figs 1f(b,c) and 1i and Fig. 1f(c), respectively), resulting in a
fan-like shaped brush border. Brush border structural
components, such as villin and ezrin, partially disappeared from
the brush border and accumulated in the terminal web
area (Fig. 1j, white arrowheads). Terminal web cytoskeletal
elements, such as cytokeratins, were severely displaced from the
apical cortex (Fig. 1j). In addition, abnormal presence of
numerous intracellular organelles was noted in the terminal
web area (Supplementary Fig. 1Ba,b, white arrowheads), as well as
apical plasma membrane herniations (Supplementary Fig. 1Bc,
black stars). Altogether, these data show that the brush border is
destructured on EpCAM loss of function in CTE intestines.
As a result, the brush border-associated lactase phlorizin
hydrolase became accumulated intracellularly in CTE biopsies
compared with control samples (Supplementary Fig. 1C). These
results show that EpCAM loss of function impairs the integrity of
the entire brush border organelle and consequently the functional
enterocyte terminal differentiation in human intestine. Although
tight junction distribution was in favour of a conservation of
the apico-basal barrier per se in human CTE biopsies, brush
border components were massively relocated at lateral
membranes in CTE biopsies (Fig. 1j), suggesting that epithelial
organization was affected in an unusual manner. These
data suggest that EpCAM plays a major role in maintaining
epithelial integrity.

EpCAM silencing causes apical domain expansion at TCs.
To further study EpCAM cellular function(s), we generated
stable human Caco2 clones silenced for EpCAM (Fig. 2a;
Supplementary Fig. 2A–B). We first analysed cell–cell adhesion
complexes. E-cadherin ladder-like patterns were noticed
at bicellular lateral membranes (Fig. 2b), and apical AJ belt
appeared punctuated in EpCAM-deprived cells (Fig. 2d,e, white
arrowheads). EpCAM loss led to the presence of cell adhesion
fractures at lateral membranes. To test specifity of these
abnormalities, we performed rescue experiments by transfecting
an EpCAM-GFP short hairpin RNA (shRNA)-resistant construct
in EpCAM-depleted cells. Green fluorescent protein (GFP)
construct has been used in parallel as a control (Supplementary
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Fig. 3A,B). EpCAM re-expression in EpCAM-silenced cells
caused the disappearance of cell adhesion fractures
(Supplementary Fig. 3A,B). Moreover, E-cadherin staining
revealed that honeycomb-like cell shape was lost in absence
of EpCAM in epithelial cells (Fig. 2f,g), and strongly suggested

that an epithelial disequilibrium occurs within EpCAM mutated
monolayers21,22. In addition to E-cadherin-based defects, the
expression level of claudin-7 strongly decreased (Supplementary
Fig. 2A,D), and its subcellular distribution was significantly
modified on EpCAM loss (Fig. 2h). These results show that
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cell–cell adhesion is compromised in EpCAM-mutated
cells. Nevertheless, basal polarity was not perturbed since
Scribble, a component of the basolateral protein complex
Scribble/Lethal Giant larvae/Disc large23, remained laterally
located in the absence of EpCAM (Fig. 2c). In conclusion, in
spite of the presence of discrete adhesion fractures and cell shape
changes, bonafide basolateral determination was not grossly
affected.
Moreover, we tested tight junction integrity in absence

of EpCAM. Tight junction belts were present at apical-sides,
but appeared deformed at bicellular contacts on EpCAM silencing
(Fig. 2i,j), as observed in CTE biopsies (Fig. 1e). An increase of
occludin expression occurred in EpCAM-deprived cells
(Supplementary Fig. 2A,C), and an intriguing enrichment of
tight junction components took place at TCs (Fig. 2i,j). The tight
junction belt was distorted toward basal-side at TCs, creating a
regular tube (Fig. 2k). EpCAM rescue caused the disappearance of
tight junction belt distortion at TCs, and restored cortical tight
junction belt positioning (Supplementary Fig. 3C,D). These
results show that tight junction belt positioning was severely
compromised on EpCAM loss.
In parallel, we investigated apical polarity on EpCAM loss.

Apical polarity players Crb3, aPKC and Par3 (ref. 23; Fig. 3a–c),
and microvillous core components, such as villin and actin
(Fig. 3d,e), were barely detectable at the apical domain of
EpCAM-silenced cells, but instead massively relocated laterally at
TCs. However, neither Par3 nor microvillous component ezrin
expression was significantly perturbed on EpCAM loss
(Supplementary Fig. 2A,E–F). Accordingly, with apical marker
mislocalization, microvilli were formed along TC vertices
(Fig. 3f). At higher resolution, tight junction and apical protein
populations were not intermixed at TCs, where tight junction
components rather embraced apical protein pools (Fig. 3g–k).
Hence an apico-basal border protein complex did still exist in
EpCAM-deprived enterocytes, but was aberrantly distorted
towards atypical TC vertices with the consecutive appearance of
extended apical domains (EADs). On EpCAM-GFP transfection
in EpCAM-depleted cells, Par3 and villin were not anymore
located at TCs and relocated at the apical membrane,
showing that EADs faded away and cortical apical domain
was recovered after EpCAM rescue (Supplementary Fig. 4).
Altogether, these results suggest that EpCAM loss of function
impairs tight junction complex and apical domain positioning,
and that EpCAM is required for proper epithelial cell
organization.

Loss of tricellulin does not recapitulate EpCAM silencing.
TCs have been recently described as narrow tubes at the contact
of three neighbouring cells, and we wondered whether a pertur-
bation of TCs might be responsible of EAD formation. We first
tested the distribution of tricellulin, a major component of these

junctions24,25. In EpCAM-silenced cells, tricellulin puncta were
aberrantly displaced towards the bottom of tubes embraced by
tight junction components at TCs (Fig. 4a–d), suggesting
an impairement of TC positioning. This result prompted us
to test a putative functional interaction between EpCAM
and tricellulin. We first tested the expression level of tricellulin,
and we did not observe a significant change in tricellulin amounts
on EpCAM loss (Fig. 4e,f). We also analysed their interaction
by immunoprecipitation followed by western blot (WB). We
found that tricellulin does not co-immunoprecipitate with
EpCAM, and vice versa (Fig. 4g), demonstrating that EpCAM
and tricellulin may not physically interact. We
next analysed cellular defects induced by tricellulin silencing
(Supplementary Fig. 5A,B). While rosette formation occurred
as previously reported26, EpCAM and E-cadherin localization
were not grossly affected (Fig. 4h,i). The same observation was
made for the tight junction component occludin and the
apical polarity player Crb3, although a decrease of apical
signal and a slight increase of cytosolic staining could be
observed in tricellulin-silenced cells (Fig. 4j,k). Moreover, villin
immunostaining was less regular at the apical domain and actin
became less present in microvilli, but instead enriched at lateral
borders (Fig. 4l,m). Tricellulin silencing also led to massive
redirection of actin cytoskeleton along lateral membranes
(Fig. 4m). Importantly, no EAD was formed in absence
of tricellulin (Fig. 4j,m). No significant change in the expression
of the hallmark proteins we analysed was noticed after tricellulin
deprivation (Supplementary Fig. 5). These results demonstrate
that tricellulin silencing in Caco2 cells does not significantly affect
the global organization of individual cells, but causes
a perturbation of the brush border structure and a relocation of
the actin network along lateral membranes. We conclude
that tricellulin depletion does not mimic EpCAM loss in
Caco2 cells.

Local hypercontractility occurs at TCs on EpCAM loss.
How might EpCAM act at the molecular level? The large panel of
observed defects (that is, brush border contraction, tight junction
belt irregularity, TC displacement, cell shape defects) converged
to a possible participation of EpCAM in the cortical contractility
generated at cell junctions27–29. On the inner surface of lateral
membranes, actin filaments are associated with E-cadherin-based
cell adhesion complexes and generate most of the intracellular
mechanical forces generated through their interaction with the
motor proteins myosin-IIa and IIb (ref. 30). We tested if
perturbation of the actomyosin activity could account for cellular
defects observed in EpCAM-deprived cells. Strikingly, in
EpCAM-silenced cells, we found that the homogeneous lateral
distribution of myosins-IIa and -IIb was lost and that those motor
isoforms were massively redirected to atypical TC vertices
(Fig. 5a–d), where they covered the EADs (Fig. 5e,f). Proper

Figure 1 | Cell organization defects occur in the intestinal epithelium of CTE patients. (a,b) Histological analysis of hematoxylin–eosin stained paraffin

sections of duodenal biopsies from control (a) and CTE patients (b). Scale bars, 10mm. For each condition, a corresponding scheme of the epithelial

organization is presented. CTE intestinal epithelium displays tufts (black arrowheads). (c,d) Confocal microscopy analysis of EpCAM distribution in duodenal

control biopsy (c) or in Caco2 cells (d). Intestinal epithelium baseline is demarcated by dotted white line (c). Scale bars, upper panel 50mm (c), lower panel

10mm (c) and 10mm (d). (e), Confocal microscopy analyses of Naþ/Kþ-ATPase, E-cadherin, claudin-7 and ZO-1 distribution in control or CTE biopsies.

N(Control)¼ 6 biopsies, N(CTE)¼ 6 biopsies. Scale bars, 10mm. (f) Transmission electron microscopy (TEM) ultrastructural analysis of enterocyte apical

membranes in control (a) and CTE (b,c) biopsies, showing actin rootlets (black arrowheads). Scale bars, 5mm. N(Control)¼ 3 biopsies, N(CTE)¼ 3 biopsies.

(g) Statistical analysis of microvillus density in control and CTE enterocytes. t test, *Po0.0004. (h) Statistical analysis of microvillus length in control

and CTE enterocytes. Control(MV length)¼ 1.35±0.007mm, CTE(MV length)¼ 1.001±0.009mm. t-test, *P-valueo0.0001. N(Control)¼ 3 biopsies,

n(Control)¼ 352 microvilli, N(CTE)¼ 3 biopsies, n(CTE)¼400 microvilli. (i) Statistical analysis of the actin rootlet length in control and CTE enterocytes.

Control(length)¼0.416±0.006mm, CTE(length)¼0.596±0.01mm. N(Control)¼ 3 biopsies, n(Control)¼ 309 actin rootlets, N(CTE)¼ 3 biopsies, n(CTE)¼ 394

actin rootlets. t-test, *Po0.0001. Values are mean±s.e.m. (j) Confocal microscopy analyses of villin, ezrin and cytokeratins distribution in control or CTE

biopsy sections. N(Control)¼ 12 biopsies, N(CTE)¼ 6 biopsies. Scale bars, 10mm. Nuclei were detected by Hoechst 33342 staining (blue).
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cortical and lateral localization of myosin-IIa and -IIb was
restored on EpCAM rescue (Supplementary Fig. 6A–D). The
ability of the relocated actomyosin to generate cell contractility in
mutant cells was further probed by analysing the phosphorylation
state of the myosin regulatory light chain (P-MLC2)31.
Using both biochemical and immunofluorescence approaches,
we observed that the amount of P-MLC2 was markedly
reduced in absence of EpCAM (Fig. 5g–j). The same tendency
was observed using an antibody directed against double-
phosphorylated MLC2 (Supplementary Fig. 7). However, a
local concentration of the remaining pool of P-MLC2 was
observed at TCs in mutant Caco2 cells (Fig. 5i,k). Re-expression
of an EpCAM-GFP shRNA-resistant construct could restore
amounts of P-MLC2 comparable to those measured in control
cells (Supplementary Fig. 8A,B), and suppressed P-MLC2
accumulation at TCs (Supplementary Fig. 8C,D). Similar
mislocalization and accumulation of myosin-II isoforms
and P-MLC2 at TCs were observed in CTE biopsies

(Fig. 5l–q). Thus, the absence of EpCAM may lead to a local
hypercontractility at TCs in epithelial cells, suggesting that
the proper patterning of the actomyosin network at cell–cell
contacts depends on EpCAM.

Actomyosin perturbation drives apical domain mispositioning.
To determine whether perturbation of the cell contractility
pattern could be responsible for cellular defects described above,
we reduced myosin-II activity in EpCAM-silenced clones using
blebbistatin32. Strikingly, blebbistatin-treated EpCAM-depleted
cells recovered P-MLC2 location at bicellular junctions (Fig. 6a).
We next tested the presence of EADs after blebbistatin treatment
at the ultrastructural level using scanning electron microscopy
(SEM; Fig. 6b,d,e). Brush borders regularly appeared at the apical
surface of the monolayer in dimethylsulphoxide (DMSO)-treated
control cells (Fig. 6b). The apical surface of DMSO-treated
EpCAM-deprived cells displayed irregular or even non-existent
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Figure 2 | EpCAM silencing leads to unusual tight junction positioning defects at tricellular junctions. (a) Western blot analysis of the EpCAM

expression level in control (Caco2 shNT) or EpCAM-deprived (Caco2 shEpCAM #1 and Caco2 shEpCAM #2) clones. GAPDH was used as loading control.

(b,c) Confocal microscopy analysis of E-cadherin (b) and Scribble (c) on the apical or lateral sides in control and EpCAM-depleted cells. Scale bars, 5 mm.

Nuclei were detected with Hoechst 33342 staining (blue). (d,e) 3D-SIM microscopy analysis of E-cadherin localization in control (d) and EpCAM-deprived

(e) cells. Scale bars, 2 mm. (f) Cell shape analysis after E-cadherin immunostaining in control or EpCAM-deprived cells. Scale bars, 5 mm. (g), Statistical

analysis of polygonal shape in control or EpCAM-deprived cells. Three independent experiments were carried out. N (Caco2shNT)¼ 517 cells,

N (Caco2shEpCAM#1)¼ 550 cells, N (Caco2shEpCAM#2)¼427 cells. Caco2 shNT cells with two cell edges¼0%, three cell edges¼0.455±0.787%,

four cell edges¼ 8.673±3.406%, five cell edges ¼48.154±11.123%, six cell edges¼ 35.652±8.888%, more than six cell edges¼ 7.067±3.851 cells%.

Caco2 shEpCAM#1 cells with two cell edges¼ 1.822±0.733 cells%, three cell edges¼ 22.031±5.906%, four cell edges¼46.061±3.851%, five cell

edges¼ 24.728±4.344%, six cell edges¼ 5.027±2.210%, more than six cell edges¼0.330±0.572%. Caco2 shEpCAM#2 cells with two cell

edges¼0.966±0.848%, three cell edges¼ 12.542±5.942%, four cell edges¼46.739±8.082%, five cell edges¼ 32.319±4.777%, six cell

edges¼ 6.098±3.412%, more than six cell edges¼ 1.336±1.261%. Unpaired t-tests, *Po0,0001. Values are mean±s.e.m. (h–j) Confocal microscopy

analysis of claudin-7, ZO-1 and occludin on the apical or lateral sides in control and EpCAM-depleted cells. (k) Confocal analysis of occludin (red) location

at TCs in EpCAM-deprived cells, 3D rendering of z-stacks. Tilted bottom view is presented. Scale bars, 5 mm. Nuclei were detected with Hoechst 33342

staining (blue).
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Figure 3 | Apical domain is unusually displaced at tricellular junctions through EpCAM silencing. (a–e) Confocal microscopy analysis of Crb3 (a), aPKC

(b), Par3 (c), villin (d) and actin (e) on the apical or lateral sides in control (Caco2 shNT, left panels) and EpCAM-depleted (Caco2 shEpCAM, right panels)

cells. xy and xz views are presented showing the relocated apical markers at tricellular junctions. Scale bars, 5mm. (f) TEM ultrastructural analysis of

tricellular contacts in control (Caco2 shNT, left) and EpCAM-depleted (Caco2 shEpCAM, right) cells, showing microvilli at tricellular contacts.

Arrowheads point to TJs. Longitudinal (xy) and transversal views (xz) are presented. BC, bicellular contact, N, nucleus. Scale bars xy, 1mm and xz, 2 mm.

(g–k) Confocal microscopy analysis of double immunostainings for Crb3 (green) and occluding (red) (g), Crb3 (green) and E-cadherin (red) (h), villin

(green) and occluding (red) (i), villin (green) and E-cadherin (red) (j), and E-cadherin (green) and occluding (red) (k) on the apical or lateral sides in

EpCAM-depleted (Caco2 shEpCAM) cells. xy and xz views are presented. Scale bars, 5 mm; high magnifications, 2 mm. Nuclei were detected with Hoechst

33342 staining (blue).
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brush border. Instead, we observed microvilli in vortex assemblies
at TCs, likely EAD structures (Fig. 6b, yellow arrowheads).
The particular arrangement of microvilli in EADs at TCs was
further confirmed by actin staining of DMSO-treated mutant cells
and three dimensional (3D) rendering of confocal z-stacks
(Fig. 6c–d). Blebbistatin treatment caused the disappearance
of EADs in EpCAM-silenced cells, and microvilli could be
distinguished at the apical surface again (Fig. 6b,c,e).
Furthermore, time course analysis showed that microvilli
were progressively observed at cell corners under 5 and 50 mM

blebbistatin treatment for 2 h (Fig. 6f,g, yellow arrowheads)
and an impressive cortical restoration of the brush border
was obtained on a 2 h treatment with 50 mM blebbistatin (Fig. 6f).
In addition, time-lapse imaging of lateral membranes on
blebbistatin treatment showed that bicellular junctions arose
from EADs at TCs (Fig. 6h, yellow arrowheads). Moreover,
xz views highlighted the progressive reduction of the EADs from
the basal-side to the apical-side (Fig. 6h, yellow arrowheads).
These data suggest that a myosin-II-dependent inward pulling
force may be produced at TCs in EpCAM-depleted cells, from
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Figure 4 | Tricellulin silencing does not lead to apical domain displacement at tricellular junctions. (a) Confocal microscopy analysis of tricellulin

distribution on the apical (Apical, upper panels) or lateral (Lateral, lower panels) side in control (Caco2 shNT, left panels) and EpCAM-depleted

(Caco2 shEpCAM, right panels) cells. xy and xz views are presented. Scale bars, 5 mm. (b) 3D-SIM microscopy analysis of tricellulin localization in control

(Caco2 shNT) and EpCAM-deprived (Caco2 shEpCAM) cells. While tricellulin was focused at the most apical part of the tricellular junctions in control cells,

it was instead concentrated at the bottom of aberrant tricellular junctional tubes in the absence of EpCAM (white arrows). Scale bars, 2 mm. (c,d) Confocal

microscopy analysis of double immunostainings for E-cadherin (green) and tricellulin (red) (c), occludin (green) and tricellulin (red) (d), on the basal or

apical sides in EpCAM-depleted (Caco2 shEpCAM) cells. xy and xz views are presented. Scale bars, 2 mm. (e) Western blot analysis of the level of tricellulin

expression in control (Caco2 shNT) or EpCAM-deprived (Caco2 shEpCAM #1 and Caco2 shEpCAM #2) clones. a-tubulin was used as loading control.

(f) Statistical analysis of tricellulin amounts relative to a-tubulin amounts in control (Caco2 shNT) or EpCAM-deprived (Caco2 shEpCAM #1 and Caco2

shEpCAM #2) clones. The analysis was performed based on three independent experiments. Percentage of tricellulin expression in control cells¼ 100%,

in Caco2 shEpCAM#1 cells¼ 121.8±0.18%, and in Caco2 shEpCAM#2¼96.8±0.20%. Three independent experiments were used, and statistical

significance was determined one-way analysis of variance and Tukey’s multiple comparison tests. (g) Western blot detection of tricellulin (upper panel) or

EpCAM (lower panel) after immunoprecipitation of EpCAM or tricellulin from control Caco2 cell extracts. (h–m) Confocal microscopy analysis of EpCAM,

E-cadherin, occluding, Crb3, villin and actin distribution on the apical (Apical, upper panels) or lateral (Lateral, lower panels) side in control (Caco2 shNT,

left panels) and tricellulin-depleted (Caco2 shTricellulin, right panels) cells. xy and xz views are presented. Scale bars, 5 mm. Nuclei were detected with

Hoechst 33342 staining (blue).
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the apical-side to the basal-side, plausibly in a similar manner of
what has been proposed for extruding apoptotic cells
and epithelial tissue bending33. In addition, enrichment of
actomyosin and apical markers was not observed anymore
at TCs after blebbistatin treatment of EpCAM-silenced cells

(Supplementary Fig. 9A–C). Brush border was partially restored
at the cortical surface (Fig. 6f; Supplementary Fig. 9B). Occludin
recovered a correct junctional distribution at the apical surface,
in spite of a dotty pattern, possibly as a consequence of
myosin inhibition (Supplementary Fig. 9D). Tricellulin was
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not detected anymore at tricellular lateral membranes
(Supplementary Fig. 9E). Cell adhesion fractures were
not observed, and honeycomb-like cell shape was progressively
restored in blebbistatin-treated EpCAM-depleted cells
(Supplementary Fig. 9F,G). These data show that
the translocation of the apical compartment and EAD
formation result from excessive contractile activity at TCs and
consecutive shrinking of bicellular junctions on EpCAM loss.

Actomyosin disorganization causes loss of monolayered state.
At the tissue level, modifications of the contractile properties
at TCs in the absence of EpCAM may be at the origin of
the development of tufts in CTE patients. Since tuft-like struc-
tures were not visualized in conventional two-dimensional (2D)
cultures, we hypothesized that this may be attributed to the
topological properties of the cell environments. Along this line,
we first tested 3D Matrigel cultures. Under such conditions,
classical cyst organization was disrupted in EpCAM-silenced
cells, with increased amounts of multi-layered, unshaped and/or
multilumenal cysts (Fig. 7a). Moreover, weakening of E-cadherin-
based cell adhesion was highlighted by adhesion fractures
(Fig. 7b(b,c)), as well as enrichment of lateral E-cadherin
at basal sides (Fig. 7b(d), white arrowheads). Supranumerous
lumens contained the microvillous components actin and
ezrin, as well as the apical polarity player Crb3 (Fig. 7c–e).
Interestingly, we observed E-cadherin enrichments at the
most basal part of the lateral membranes (Fig. 7b(d)), as well as
ectopic appearance of apical hallmarks along basal membranes
(Fig. 7c–e, white arrowheads). Global apico-basal polarity
was thus compromised in mutant cells, with the appearance
of inverted polarity cysts (Fig. 7a). Moreover, double immunos-
tainings for villin and ZO-1, or E-cadherin and ezrin revealed that
apical domain engulfments took place from central lumens
in absence of EpCAM (Fig. 7f,g). Even though these data
demonstrate that collective epithelial organization in 3D is
impaired on EpCAM loss of function, tuft-like structures were
not detected in 3D Matrigel cysts. We hypothesized that these
cultures might not be appropriate to fully reproduce intestinal
epithelial behaviour. We therefore used photolithography
approaches to generate 3D elastomeric substrates that mimic
villous physical constraints34 (Fig. 8a–c). When grown on
synthetic villi, control cells formed regular monolayers
(Fig. 8d,e). In contrast, EpCAM-deprived cells displayed
frequent tuft-like structures (Fig. 8d,e). Moreover, the absence
of EpCAM caused a drastic perturbation of hallmark proteins
controlling epithelial organization, including Par3, villin,

actin, E-cadherin and occludin, with the frequent appearance of
apical domains engulfments (Fig. 8f, yellow arrows). These results
demonstrate that EpCAM-deprived cells cultured on 3D synthetic
villi can phenocopy CTE cellular and tissue defects. Remarkably,
treatment with the cell contractility inhibitor blebbistatin
caused the concomitant disappearance of tuft-like structures
and recovery of a polarized monolayer undistinguishable from
controls (Fig. 9a). This result demonstrates that
local hyperactivation of the contractile apparatus was at the
origin of the tuft formation.
Finally, we asked why the defects of the contractile

apparatus were materialized by tuft formation in 3D synthetic
villus cultures, but not in 2D cultures nor in 3D Matrigel
cultures. One explanation could be the differences of epithelial
topology in these cell culture systems. Indeed, apical-
sides are located outside in 3D synthetic villi, but inside in
3D Matrigel cultures. To test this point, we performed hanging
drop cultures to generate spheroids where apical-sides are
outside35. Whereas regular spheroids were formed in 97% of
control cells, 97% of the spheroids were irregularly shaped
and displayed tuft-like cell assemblies on the apical-side in
the absence of EpCAM (Supplementary Fig. 10). These
data show that an epithelial topology with the apical-
side outside may favour tuft formation in EpCAM-mutated
cells. Another explanation came from the analysis of
the contractile network in the different culture systems. In
3D synthetic villi, myosin-IIa, -IIb and P-MLC2 are mainly
located at the apical-side (Fig. 9b–d), as they are in 2D cultures
and in human intestines (Fig. 5a,b,i,l–n, respectively). In contrast,
in 3D Matrigel cultures, the contractile network is located at
the basal-side facing the Matrigel, with only a small fraction
detected at the apical-side (Fig. 9b–d), as previously described36.
This suggests distinct functions of the contractile network in
3D morphogenesis according to the epithelial topology. While
required for the overall cyst shaping in basal-side outside
topologies36, it may be dedicated to the apical domain
maintenance in apical-side outside topologies. On EpCAM
loss, the contractile apparatus was severely disturbed in
3D synthetic villi, but kept its main distribution at the
basal-side in 3D Matrigel cultures (Fig. 9b–d). Although the
small proportion of myosin-IIa, -IIb and P-MLC2, normally
located at the apical-side, was mislocalized in absence of EpCAM.
Thus, EpCAM loss impacts the cortical contractile network
when located at the apical-side, but not at the basal-side.
Altogether, these results demonstrate that epithelial tufts
associated with EpCAM loss-of-function originate from defects
in the spatial organization of the contractile properties in the

Figure 5 | Exacerbation of contractile forces at TCs on EpCAM loss. (a,b) Distribution of myosin-IIa and -IIb in control and EpCAM-depleted cells. Scale

bars, 5 mm. (c,d) Distribution of E-cadherin and myosin-IIa, or E-cadherin and myosin-IIb in EpCAM-depleted cells. Scale bars, 5 mm. (e,f) 3D-SIM analysis

of E-cadherin and myosin-IIb, or Crb3 and myosin-IIa in EpCAM-deprived cells. Scale bars, 5 mm. (g) Western blot analysis of MLC2 and P-MLC2

amounts in control and EpCAM-depleted cells. GAPDH was used as loading control. (h) Quantification of P-MLC2 amount relative to MLC2 in control and

EpCAM-depleted cells. One-way ANOVA with Dunnett’s test, *Po0.01. Caco2shNT¼ 1, Caco2shEpCAM#1¼0.11±0.2, Caco2shEpCAM#2¼0.42±0.2.

(i) Distribution of P-MLC2 in control or EpCAM-silenced cells. Scale bars, 5 mm. (j) Quantification of total P-MLC2 immunofluorescence intensity relative to

MLC2 immunofluorescence intensity in control or EpCAM-depleted cells. One-way analysis of variance test with Dunnett’s test, *P¼0.007, **P¼0.002.

n(Caco2shNT)¼ 30 cells, n(Caco2shEpCAM#1)¼ 30, n(Caco2shEpCAM#2)¼ 30. Caco2shNT¼ 1, Caco2shEpCAM#1¼0.4±0.05, Caco2shEpCAM#2¼0.52±0.07.

(k) Quantification of P-MLC2 immunofluorescence intensity at TCs relative to immunofluorescence intensity at bicellular junctions (BJs) in control

or EpCAM-depleted cells. One-way analysis of variance with unpaired t-test, *P¼0.0001. n(Caco2shNT)¼ 30 cells, n(Caco2shEpCAM#1)¼ 28,

n(Caco2shEpCAM#2)¼ 30. Caco2shNT¼ 1, Caco2shEpCAM#1¼6.01±1.24, Caco2shEpCAM#2¼4.1±0.33. (l–n) Distribution of myosin-IIa, -IIb and

P-MLC2 in control or CTE biopsies. Scale bars, 5 mm. N(Control)¼ 3 biopsies, N(CTE)¼ 3. (o–q) Quantification of myosin-IIa, -IIb or P-MLC2

immunofluorescence intensity at TCs relative to immunofluorescence intensity at BJs in control or CTE biopsies. N(Control)¼ 3 biopsies, N(CTE)¼ 3. Unpaired

t-test, (o) *Po0.0001, (p) *P¼0.0062, (q) *P¼0.0016. n(Control myosin-IIa)¼ 37 cells, n(CTE myosin-IIa)¼ 29, n(Control myosin-IIb)¼ 14, n(CTE myosin-IIb)¼ 14,

n(Control P-MLC2)¼ 15, n(CTE P-MLC2)¼ 21. Myosin-IIa(Control)¼ 1±0.04, myosin-IIa(CTE)¼ 5.86±0.54, myosin-IIb(Control)¼ 1±0.08, myosin-

IIb(CTE)¼ 2.27±0.39, P-MLC2(Control)¼ 1±0.07, P-MLC2(CTE)¼ 3.25±0.62. For quantification, three independent replicates have been performed.

Values are mean±s.e.m. Nuclei were stained with Hoechst 33342.
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monolayer, and result in perturbation of cellular arrangements
that emerge only in the particular 3D intestinal tissue
environment.

Discussion
Mechanical modulation of an epithelial layer has been reported
to ensure cell adhesion, cell migration and more recently
epithelial homoeostasis37–40. A direct correlation between cell
contractility and front-to-back polarity in migrating cells
has been shown41, highlighting a close relationship between
polarity determinants and actomyosin activity. In Drosophila,

deprivation of PTEN, a polarity master regulator in epithelia,
caused defects in polygonal cell shape and heterogeneous
distribution of the actomyosin apparatus, similarly to
EpCAM silencing. However, no connection was made
with the state of apico-basal epithelial organization at that
time42. To our knowledge, few reports made a link between
spatial regulation of epithelial contractile properties and
apico-basal organization. Takeichi and colleagues43 showed
that Par3 inhibits ROCK by recruiting aPKC and Par6
to the zonula adherens. In addition, aPKC inhibits the
junctional actin assembly through the action of Lulu2
(refs 44,45).
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Importantly, our study highlights an intriguing correlation
between the homoeostasis of the actomyosin apparatus, the
cohesion of the understudied TCs and apico-basal organization.
Actomyosin clustering and excess of cortical forces at
TCs generates local deformation of tight junctions and displace-
ment of tricellular proteins, which are easily reversed on myosin
activity inhibition, thus showing an unexpected plasticity of these
particular junctions. To date, very few studies analysed
the importance of TCs in epithelial organization26,46,47. Notably,
Furuse and colleagues demonstrated instability of tight junction
belt and actomyosin network under tricellulin silencing26. Because
of the specific formation of EADs at TCs (Fig. 3)
and tricellulin displacement after EpCAM removal (Fig. 4a–d), it
would have been tempting to functionally connect EpCAM and
tricellulin. However, EpCAM and tricellulin do not appear to
physically interact (Fig. 4g), and neither apical-to-basal distortion
of the tight junction belt nor EAD formation was observed in
tricellulin-silenced cells in our hands (Fig. 4h–m). Tricellulin
displacement at TCs could passively follow the tight junction
distortion, since tricellulin interacts with the Cdc42 GEF Tuba,
a ZO-1-binding protein48.
Expansion of apical membrane and ectopic appearance of the

brush border at TCs in EpCAM-mutated cells explain chronic
intestinal absorption incapacity and pathological diarrhoea in
CTE patients. The marked perturbation of the brush border
absorptive structure on EpCAM silencing clearly explains the
constitutional inability of CTE patients to absorb any luminal
nutrients. Concomitantly, defective cell–cell interactions occur in
EpCAM-mutated enterocytes. A decrease of transepithelial
resistance has been demonstrated in EpCAM-silenced human
intestinal T84 cells and EpCAM mutant mice19,20. Our analyses
show weakened E-cadherin-based cell–cell adhesion, with the
appearance of cell adhesion fractures (Fig. 1e; Supplementary
Fig. 1A; Fig. 2b,d,e). In addition, claudin-7 mislocalization to
TCs and expression level decrease occurs in EpCAM-deprived
cells (Figs 1e and 2h, Supplementary Fig. 2) and EpCAM mutant
mice, as previously reported19. Claudin-7 association with tight
junctions remains controversial18, but claudin-7 loss causes
incorrect paracellular barrier permeability49,50. Moreover,
the apical-to-basal distortion of tight junctions at tricellular
corners and TC mislocalization strongly suggest that tight
junction belt integrity may be compromised. Accordingly,
freeze-fracture electron microscopy analyses revealed
less-organized tight junction strands in the intestinal epithelium
of EpCAM mutant mice19. Epithelial permeability induced by
this large panel of cell adhesion abnormalities could well explain

the occurrence of continuous liquid leaks that correspond
clinically to chronic diarrhea persisting at bowel rest in
CTE patients4. Nevertheless, such barrier defects would also
be expected to favour an increased mucosal inflammation
in response to permeability to pathogens. Conversely, though
very low inflammation has been described in a few early human
intestinal biopsies, epithelial inflammation is far from being part
of the histological characteristics observed in CTE patients. Filling
of intercellular spaces with biological material such as ectopic
microvilli might constitute a physical obstacle to progression of
pathogens, preventing such inflammatory evolution. Altogether,
epithelial and cellular defects reported in our study contribute to
explain clinical symptoms observed in CTE patients.
Alteration of epithelial contractile patterning is correlated

to the development of tissue lesions characteristic of a rare human
congenital epithelial disorder. Tuft-like structures only appear
on EpCAM-deprived synthetic villi, testifying of an enhanced
mechanical stress provided by the particular topography of
the monolayer substrate. We assume that different parameters
may account for tuft formation: aberrant TCs, actomyosin
tension distribution, epithelial organization and substrate topo-
graphy (Fig. 9e). Tufts could be the result of the abnormal
presence of apical domains at TCs and defective cell arrange-
ments. Cortical forces repartition at multicellular contacts may
be critical for epithelial monolayer behaviour on tissue topo-
graphy, and tufts could be caused by exacerbated distortions
of TCs on 3D substrates on EpCAM silencing. Moreover, in
control cells cultured in 2D or 3D synthetic villus cultures,
cortical tensile forces are homogeneously distributed tangentially
to the tissue plane and allow for the maintenance of
the monolayer cohesion51. EpCAM loss leads to a net
modification of the actomyosin distribution and consequent
contractile forces organization. Inward-pulling forces may now
be locally generated at TCs, perpendicular to the 2D substrate
plane. An epithelial instability is revealed in 3D synthetic
villi. The geometry of 3D synthetic villi causes changes in
the distribution of inward-pulling forces, which are now radially
oriented with the substrate. Their convergence may provoke
monolayer bending in 3D synthetic villi33, and may result in
cell displacement apically from the monolayer, in a similar
manner to what occurs during cell extrusion52,53. Tight junctions
and actomyosin apparatus relocation takes place along lateral
membranes during cell extrusion52, whereas EpCAM silencing
causes their displacement solely along TCs (Fig. 2h–j; Fig. 3e).
We hypothesize that EpCAM-deprived cells could undergo some
form of incomplete cell extrusion and be blocked in

Figure 6 | Apical domain positioning is restored on cell contractility decrease. (a) Quantification of P-MLC2 immunofluorescence intensity at

TCs relative to immunofluorescence intensity at BJs in control, EpCAM-depleted or 2h-blebbistatin-treated EpCAM-depleted cells. One-way analysis of

variance with unpaired t-test, *Po0.05. n(Caco2shNT)¼ 30 cells, n(Caco2shEpCAM#1)¼ 28, n(Caco2shEpCAM#2)¼ 30, n(Caco2shEpCAM#1þBlebbistatin 50mM)¼ 31,

n(Caco2shEpCAM#2þBlebbistatin 50mM)¼ 30. Caco2shNT¼ 1, Caco2shEpCAM#1¼ 6.01±1.24, Caco2shEpCAM#2¼4.1±0.33, Caco2shEpCAM#1þ

Blebbistatin 50mM¼ 1.57±0.17, Caco2shEpCAM#2þ Blebbistatin50 mM¼0.91±0.06. (b) SEM analyses of apical surfaces of DMSO-treated control,

EpCAM-depleted or EpCAM-depleted cells treated with blebbistatin for 2 h. Scale bars, 4 mm. (c) Confocal analysis and 3D rendering of z-stacks of actin

location at TCs in DMSO-treated control, EpCAM-depleted or EpCAM-depleted cells treated with blebbistatin for 2 h. Scale bars, 4 mm. (d) High

magnifications of EADs from SEM or confocal and 3D rendering analyses. Scale bars, 1 mm. (e) Quantification of EADs on DMSO or blebbistatin treatment

in Caco2shNT or shEpCAM cells. One-way ANOVA with Tukey’s test, ****Po0.0001. n(Caco2shNTþDMSO)¼ 107 cells, n(Cao2shEpCAM#1þDMSO)¼ 105,

n(Caco2shEpCAM#2þDMSO)¼91, n(Caco2shEpCAM#1þ Blebbistatin)¼96, n(Caco2shEpCAM#2þ Blebbistatin)¼81. EAD-positive Caco2shNT cells¼0%, EAD-positive

Caco2shEpCAM#1þDMSO cells¼87.41±1.64%, EAD-positive Caco2shEpCAM#1þDMSO cells¼ 91.98±4.21%, EAD-positive Caco2shEpCAM#1þ

blebbistatin cells¼9.55±5.46%, EAD-positive Caco2shEpCAM#1þDMSO¼ 18.43±1.83%. (f) Confocal analysis of actin distribution and brush border

formation in Caco2shEpCAM cells. Cells were treated for 2 h with DMSO, or for 10min or 2 h with 5 or 50mM of blebbistatin. Scale bars, 5mm.

(g) Quantification of EADs on DMSO or blebbistatin treatment in Caco2 shEpCAM cells. N(2 h, DMSO)¼ 5,467 cells, N(10min, 5mM)¼ 3,598,

N(10min, 50mM)¼4,032, N(2 h, 5 mM)¼ 289, N(2 h, 50mM)¼4,416. t-test, Po0.0001. (h) Analysis of lateral membrane behaviour in

EpCAM-deprived Caco2 cells during 50mM blebbistatin treatment and time-lapse acquisitions. Lateral membranes have been stained with SirActin

labelling. Scale bars, 10mm. For quantification, three independent replicates have been performed. Values are mean±s.e.m. Nuclei were stained with

Hoechst 33342.
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a ‘pre-extruded state’, thus producing the formation of tuft
structures.
In addition, differences observed between 2D cultures

and synthetic villi may be attributed to local changes of the
curvature in the latter. Tuft formation takes place along the villus,
and the particular shape of the villus per se may also account
for these morphological defects. Indeed, curvature is not

homogeneous when progressing from the bottom to the top of
the 3D substrates since the radius varies from 75 (villus bottom)
to 35 mm (villus top). Cell contractility has been reported
to depend on substrate-induced curvature during epithelial
closure for gaps of similar dimensions54. Along this line,
villus topography may induce changes in the cortical
contractility along the orthoradial direction from the bottom
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Figure 7 | Epithelial organization in 3D Matrigel cultures is perturbed on EpCAM loss. (a) Statistical analysis of cyst morphology in Caco2 shNT (white),

Caco2 shEpCAM#1 (grey) and Caco2 shEpCAM#2 (black) cells. Three independent experiments were performed. N(Caco2shNT)¼ 779 cysts,

N(Caco2shEpCAM#1)¼ 1,049 cysts, N(Caco2shEpCAM#2)¼ 1,686 cysts. Unpaired t-tests, ****Po0.0001, ***Po0.001, **Po0.01, *Po0.1. Percentage of

Caco2shNT cells with multilumen cysts¼4.5±2.5%, no lumen cysts¼0.13±0.2%, multilayered cysts¼0.9±1.7%, unshaped cysts¼4.1±3.0% and

reversed polarity cysts¼0.2±0.2%. Percentage of Caco2shEpCAM#1 cells with multilumen cysts¼ 28.6±4.9%, no lumen cysts¼0.2±0.3%,

multilayered cysts¼ 10.9±3.0%, unshaped cysts¼ 16.7±4.5% and reversed polarity cysts¼ 9.6±2.2%. Percentage of Caco2shEpCAM#2 cells with

multilumen cysts¼ 26.6±8.5%, no lumen¼ 3.0±1.1%, multilayered cysts¼ 18.5±6.3%, unshaped cysts¼ 15.8±1.5% and reversed polarity

cysts¼ 16.1±4.7%. Values are mean±s.d. (b–e) Confocal analysis of E-cadherin (b), actin (c), ezrin (d) and Crb3 (e) in 21 days 3D Matrigel cultures of

control (Caco2 shNT) and EpCAM-silenced (Caco2 shEpCAM) cells. (b(c)) Arrowheads point toward weakened E-cadherin-based cell adhesions.

(b(d)) Arrowheads point toward basal redirection of lateral E-cadherin. (d–e) Arrowheads point toward apical marker mislocalization on the outer side of

the cysts, reflecting the loss of apico-basal polarity in shEpCAM cells. Nuclei were detected with Hoechst 33342 staining (blue). Scale bars, 10 mm.

(f,g) Confocal analysis of double immunostainings for villin (green) and ZO-1 (red) (f), or E-cadherin (green) and ezrin (red) (g) in 21 days 3D Matrigel

cultures of control (Caco2 shNT) and EpCAM-silenced (Caco2 shEpCAM) cells. Higher magnifications on EADs are presented in the lower panels. Nuclei

were detected with Hoechst 33342 staining (blue). Scale bars, 20mm.
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to the top, whereas cortical contractility remains isotropic on
2D substrates. We thus speculate that these changes of
cell contractility may also promote tuft formation in absence
of EpCAM, and further studies including various villus
dimensions may help to clarify this point.
Tissue-scale changes also took place when EpCAM-silenced

cells were grown in 3D Matrigel system, although of a different
nature. Supranumerous lumens were formed and likely as a result
of the mislocalization of tight junctions and of minor pool of
apical actomyosin in the intrinsic physical confinement of
cysts (Fig. 7). However, since the actomyosin majority at basal-
side was not obviously perturbed on EpCAM loss, it still allowed
cysts to keep a correct shape, and no tuft-structure was noticed.
How is the contractile apparatus recruited either to the apical-
or to the basal-side? Myosin distribution and epithelial topology
seem to be intermingled, which suggest a physical modulation

of myosin patterning and/or activation dictated by lumen
positioning and substrate curvature at the tissue scale.
EpCAM increasingly appears as a key factor in

tissue organization14,15. Its molecular mode of action at cell
adhesion sites might be indirect and could in part go through
actomyosin network at lateral membranes. Interestingly, EpCAM
has been proposed to regulate bulk organization of the
actin cytoskeleton in epithelial thymic cells11. Recently, myosin-
II activity has been reported to be indirectly controlled
by EpCAM in Xenopus epidermis and in non-polarized Caco2
cells, where the absence of EpCAM would lead to exacerbated
cell contractility15. Our data revealed that, in fully differentiated
human enterocytes, stable deprivation of EpCAM triggers
global contractile activity reduction at cellular level, but leads to
reshaping of actomyosin apparatus and local tricellular activation
of myosin-II at subcellular level. In addition, the heterogeneity
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Figure 8 | Generation of PDMS culture inserts that mimic villus topography, and highlighting of tuft-like structures in cultures EpCAM-silenced on

synthetic villi. (a) Schematic representation of the synthetic polydimethylsiloxane (PDMS) villus inserts. (b,c) Scanning electron microscopy analyses of

villus PDMS culture inserts: top (b) and side (c) views are presented. Scale bars, 50mm (b) and 100mm (c). (d,e) Confocal microscopy analysis of

E-cadherin distribution in control (Caco2 shNT, upper panels) and EpCAM-silenced (Caco2 shEpCAM, lower panels) cells that were grown on 3D villus-like

micropatterned PDMS inserts for 21 days. After z-stack acquisitions, 3D rendering was generated. White arrowheads point on tuft-like structures.

Scale bars, 50mm. (f) Confocal microscopy analysis of Par3, villin, actin, E-cadherin and occludin distribution in control (Caco2 shNT) and EpCAM-silenced

(Caco2 shEpCAM) cells that were grown on villous PDMS inserts for 21 days. Transversal xy views are presented. Par3, villin, actin and occludin display

abnormal lateral membrane localization in the absence of EpCAM (yellow arrows). Scale bars, 50mm.
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in the distribution of tensile forces according to the culture
system on EpCAM loss suggests that its modulation of the
actomyosin homoeostasis may be spatially restricted to the apical
cortex (Fig. 9). Actomyosin network association with AJs is
considered crucial for their formation and vice versa, and tension
generation at lateral membranes has been reported to be required
for junction disassembly27,28. Moreover, actomyosin distribution
and activity are directly modulated by tight junction proteins,
and silencing of ZO-1 in MDCK cells increases actomyosin
association with AJs and the level of contractility generated55,56.
Taking published data into account, three scenarios could
be considered for EpCAM function in actomyosin homoeostasis
at lateral membranes. Absence of EpCAM could impact
E-cadherin complexes and may consequently destabilize
the actomyosin network. Conversely, loss of EpCAM may
impair homoeostasis of the actomyosin apparatus and impacts

AJ integrity. Alternatively, tight junction belt disturbance may
also account for actomyosin perturbation. Using high-resolution
microscopy, Peifer and colleagues56 demonstrated that actin
cables anchor at TCs. Contrary to tight junction loss in MDCK
cells56, increased tight junction protein levels together with tight
junction remodelling may have provoked actomyosin
destabilization at AJs and its subsequent accumulation and
activation at TCs. However, knowledge of the spatial activation of
myosin-II and related kinases is fragmented, and distribution
of the kinases responsible for myosin-II activation, taking into
account the geometry of a columnar epithelial cell, remains to be
clearly established.
Our data support a requirement for EpCAM in the regulation

of tension homeostasis within epithelial monolayer. EpCAM
loss leads to a general decrease of MLC phosphorylation within
fully differentiated epithelial cells, but triggers an unusual

15

10

5

0

N
u
m

b
e
r 

o
f 
tu

ft

p
e
r 

v
ill

u
s

* *

C
ac

o2
 s
hN

T

C
ac

o2
 s
hE

pC
AM

C
ac

o2
 s
hE

pC
AM

+ 
Ble

bb
is
ta

tin
 5

0 
µ
M

Myosin-llA Myosin-llA

3D synthetic villi 3D synthetic villi

Myosin-llB Myosin-llB

Caco2 shNT Caco2 shEpCAM Caco2 shNT

3D Matrigel cultures

Myosin-llA Myosin-llA

Caco2 shNT Cac02 shEpCAM Caco2 shNT Caco2 shEpcAM

3D Matrigel cultures

Myosin-llB Myosin-llB

3D synthetic villi

P-MLC2 P-MLC2

Caco2 shEpCAMCaco2 shNT

3D Matrigel cultures

P-MLC2 P-MLC2

Caco2 shNT Caco2 shEpCAM

Caco2 shNT cells

Tilted xy view xz view

Transversal view

2
D

 c
u

lt
u

re
s

3
D

 s
y
n

th
e

th
ic

 v
ill

i
Tilted xy view xz view

Longitudinal viewLongitudinal view Transversal view

3
D

 M
a

tr
ig

e
l 
c
u

lt
u

re
s

Caco2 shEpCAM cells

a

b c

d e
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local activation of cortical myosin-II at TCs. Thus, the proper
balance of cortical tension within epithelial tissues provides the
link between tissue integrity and intercellular adhesion.
Since cellular defects and tissue-scale changes are reversible
under cell contractility inhibition, this study may open
therapeutic perspectives for CTE patients (Fig. 10).

Methods
Human biopsies and preparation of tissue samples. Tissue samples of
EPCAM mutated CTE children were provided by Necker-Enfants Malades, Robert
Debré and Trousseau hospitals (Paris, France) and were collected either from the
Necker Paediatric Anatomo-Pathology Department for retrospective analyses, or
from the Gastroenterological functional exploration Departments for prospective
studies. Genetic characterization of the CTE patients included here had been
conducted in a previous study (Salomon et al.7). The patient cohort analysed here
comprised N¼ 6 CTE patients mutated for EPCAM and aged 4 months to 17 years,
as well as N¼ 12 controls (non CTE patients: N¼ 2 patients with Crohn’s disease,
N¼ 1 patient with hyperinsulinemia, N¼ 1 patient with duodenal atresia, N¼ 2
patients with auto-immune enteropathies, N¼ 2 patients with gastro-oesophageal
reflux, and N¼ 4 patients with coeliac disease) aged 9 months to 14 years, who
underwent duodenal endoscopy for routine explorations. The CTE patients
displayed typical CTE epithelial abnormalities in intestinal biopsies and parenteral
nutrition dependency, and presented EPCAM loss-of-function mutations.
Duodenal biopsies were collected during endoscopic procedures for diagnosis
and/or monitoring of CTE and control infants. All parents signed informed
consent forms approved by our local ethics committee for DNA and biopsy
exploitation (Unité de Recherche Clinique (URC) of Necker Hospital, URC).

Tissue sample preparation. N(Control)¼ 12 biopsies and N(CTE)¼ 6 biopsies
were prepared for immunohistochemical analyses. Biopsies were fixed for 2 h in
either 4% formaldehyde or by successive 1 h incubations in cold 70, 90 or 100%
methanol solutions and then stored at � 20 �C in methanol. The samples were
then paraffin embedded. A measure of 5 mm sections were de-waxed in a xylene
bath, rehydrated in isopropanol and in solutions with decreasing ethanol
concentrations, and were processed for either immunohistochemistry or
immunostaining. For immunohistological analyses, classical hematoxylin/eosin
staining procedure was used. For immunostaining, de-waxed tissue sections were
blocked in 1.5% donkey serum (Sigma-Aldrich, St Louis, Missouri, USA) for
1 h. Primary antibody incubations were performed at 4 �C overnight and secondary
antibody incubations at room temperature for 2 h, both in 1.5% donkey serum

solution. Hoechst 33342 staining (Life Technologies, Paisley, UK) was used to
detect nuclei. Tissue sections were mounted in home-made Mowiol 488 solution.

Cell cultures. Caco2BBE cells were kindly provided by Dr S. Robine
(Curie Institute, Paris). Cells were routinely grown in DMEM 4.5 g l� 1 glucose,
20% fetal bovine serum, 10% penicillin–streptomycin (Gibco, Thermo Fischer
Scientific, Waltham, MA, USA). The culture medium was renewed every day.
Fully polarized cells were obtained after 21 days. For 3D cultures in Matrigel,
trypsinized Caco2 cells were resuspended in pure Matrigel (BD Biosciences,
Franklin Lakes, NJ, USA) at a final concentration of 2.104 cellsml� 1. A measure of
30 ml of Matrigel cell suspensions were laid onto precooled 12mm coverslips.
Caco2 cysts were grown for at least 2 weeks and medium was daily renewed.

EpCAM reduction was carried out by lentiviral delivery of shRNA constructs
directed against human EPCAM (shEpCAM#1: TRCN0000073734 50-CCGGG
CCGTAAACTGCTTTGTGAATCTCGAGATTCACAAAGCAGTTTACG
GCTTTTTG-30 , and shEpCAM#2 : TRCN0000073737 50-CCGGCGCGTTAT
CAACTGGATCCAACTCGAGTTGGATCCAGTTGATAACGCGTTTTTG-30)
designed and cloned into the lentiviral pLKO.1 puromycin resistant vector Mission
shRNA lentiviral Transduction particle (Sigma Aldrich).

Tricellulin reduction was carried out by lentivral delivery of shRNA constructs
directed against human MARVELD2 (shTricellulin#1: TRCN0000072634
50-CCGGGCTGCAATGATCTTCCTGTTTCTCGAGAAACAGGAAGA
TCATTGCAGCTTTTTG-30 , and shTricellulin#2: TRCN0000072636
50-CCGGCGCAGCCATAGTCTATGTGAACTCGAGTTCACATAGACTATGG
CTGCGTTTTTG-30).

Control Caco2 clones (shNT) were generated using pLKO.1-puro non-target
shRNA control transduction particles SHC016V (50-CCGGGCGCGATAGCGCT
AATAATTTCTCGAGAAATTATTAGCGCTATCGCGCTTTTT-30).
Clone generation was perfomed in DMEM supplemented with 20% FBS,
10% penicillin/streptomycin and 2 mgml� 1 puromycin (Invivogen, San Diego,
CA, USA) and selected clones were routinely maintained in 1 mgml� 1 puromycin.
Efficiency and specificity of EpCAM reduction was assessed by WBs.

shRNA-resistant EpCAM sequence (shEpCAM#1 resistant: 50-ATGG
CGCCCCCGCAGGTCCTCGCGTTCGGGCTTCTGCTTGCCGCGGCGACGGC
GACTTTTGCCGCAGCTCAGGAAGAATGTGTCTGTGAAAACTACAAGCTG
GCTGTGAATTGTTTCGTCAACAATAATCGTCAATGCCAGTGTACTT
CAGTTGGTGCACAAAATACTGTCATTTGCTCAAAGCTGGCTGCCA
AATGTTTGGTGATGAAGGCAGAAATGAATGGCTCAAAACTTGGG
AGAAGAGCAAAACCTGAAGGGGCCCTCCAGAACAATGATGGG
CTTTATGATCCTGACTGCGATGAGAGCGGGCTCTTTAAGGCCAAG
CAGTGCAACGGCACCTCCATGTGCTGGTGTGTGAACACTGCTGG
GGTCAGAAGAACAGACAAGGACACTGAAATAACCTGCTCTGA
GCGAGTGAGAACCTACTGGATCATCATTGAACTAAAACACAAAGCA
AGAGAAAAACCTTATGATAGTAAAAGTTTGCGGACTGCACTTCAGAAG
GAGATCACAACGCGTTATCAACTGGATCCAAAATTTATCACGAGTATT
TTGTATGAGAATAATGTTATCACTATTGATCTGGTTCAAAATTCTTCTC
AAAAAACTCAGAATGATGTGGACATAGCTGATGTGGCTTATTATTTT
GAAAAAGATGTTAAAGGTGAATCCTTGTTTCATTCTAAGAAAATGG
ACCTGACAGTAAATGGGGAACAACTGGATCTGGATCCTGGTCAAACTT
TAATTTATTATGTTGATGAAAAAGCACCTGAATTCTCAATGCAGGGTCT
AAAAGCTGGTGTTATTGCTGTTATTGTGGTTGTGGTGATAGCAGTTGTT
GCTGGAATTGTTGTGCTGGTTATTTCCAGAAAGAAGAGAATGGCA
AAGTATGAGAAGGCTGAGATAAAGGAGATGGGTGAGATGCATAGGG
AACTCAATGCATAA-30) was provided by Invitrogen and cloned into a pEGFP-
N1 backbone using the following primers (Eurofins genomics): Forward:
50-aattctgcagtcgacggtaccATGGCGCCCCCGCAGGTC-30 , Reverse: 50-caccatggtggc
gaccaggtggatcccgggTGCATTGAGTTCCCTATGCATCTCA-30 . shEpCAM#1-
resistant Caco-2 clones were generated by transfection with Lipofectamine
2000 (Sigma Aldrich) and selection in DMEM supplemented with 20% FBS,
10% penicillin/streptomycin, 2 mgml� 1 puromycin and 0.5mgml� 1 geneticin
(Life Technologies).

Hanging drop cultures were used to generate 3D spheroids57. A measure of
10 ml drops of single cell suspension (concentration 2� 106 cellsml� 1) were
deposited on the inverted lid of a 60mm culture dish. The lid was placed back, and
5ml of phosphate-buffered saline (PBS) was placed in the bottom of the dish to
create a wet chamber. After 48 h, spheroids were imaged using Keyence VHX
2000E microscope.

Western blots. WBs were performed as follows. Cells were lysed for 30min
with lysis buffer, that is, 50mM Tris per HCl pH 8.0, 150mM NaCl, 1mM DTT,
0.5% NP-40, 2mM EGTA, 1mM sodium orthovanadate with complete protease
inhibitor cocktail (Roche, Basel, Switzerland). Insoluble debris were removed by
centrifugation at 13,000g for 15min and supernatants were used as cell lysates.
Protein amounts were determined by Bradford assay. For each condition,
50 mg of proteins were loaded per well in Novex Tris-Glycine pre-cast gels
(Thermo Fischer) and transferred on nitrocellulose membranes using iBlot Dry
blotting system (Thermo Fischer). Proteins were detected with either horseradish
peroxidase-linked goat anti-mouse IgG antibody (dilution 1:10,000; Sigma-Aldrich)
or horseradish peroxidase-linked donkey anti-rabbit IgG antibody (dilution
1:10,000, GE Healthcare, Buckinghamshire, UK), and SuperSigna West Femto
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Loss of brush border integrity

Apical domain expansion at tricellular junctions

Pathological tuft formation

– EpCAM

– Cell contractility at

tricellular junctions
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Brush border recovery
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Figure 10 | Schemes showing the effects of EpCAM deprivation and the

reverse effects obtained by inhibition of the local hypercontractility using

myosin-II inhibitors. Cellular distribution of actin (blue) and myosin-II (red)

network is shown.
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Maximum Sensitivity Substrate (Thermo Fischer Scientific) and visualized on
ImageQuant LAS4000 (GE-Healthcare). Signal quantification was performed
using Fiji software. Uncropped scand of WBs can be found in Supplementary
Figs 11–14.

Antibodies and reagents. Mouse monoclonal antibody directed against villin
(clone ID2C3, immunofluorescence (IF) dilution 1:100), rabbit polyclonal antibody
directed against ezrin (IF dilution 1:200, WB dilution 1:500) and mouse
monoclonal antibody directed against lactase phlorizin hydrolase
(IF dilution 1:100) were kindly provided by Dr S. Robine (Curie Institute, Paris).
Mouse monoclonal antibody directed against Crb3 (IF dilution 1:100) was
kindly provided by Dr A. Le Bivic (IBDM, Luminy, France). Mouse monoclonal
(#AM00558PU-N, IF dilution 1:100) and rabbit polyclonal (#ab71916, IF dilution
1:100, WB dilution 1:1,000) antibodies directed against EpCAM were from Acris
(Herford, Germany) and Abcam (Cambridge, MA, USA), respectively. Mouse
monoclonal antibodies directed against E-cadherin (#610181, IF dilution 1:100)
and aPKC (#610207 clone 41, IF dilution 1:100) were from BD Biosciences
(Rockville, MD, USA). Mouse monoclonal antibody directed against pancytoker-
atin (#SRE0061, clone PCK-26, IF dilution 1:100) was from Sigma Aldrich.
Rabbit polyclonal antibodies directed against Naþ /Kþ -ATPase (#ab76020, IF
dilution 1:100) and occludin (#TA306787, IF dilution 1:100, WB dilution 1:1,000)
were from Abcam (Cambridge, UK) and Acris (Herford), respectively. Rat
monoclonal antibody directed against occludin (clone MOC37, IF dilution 1:50)
was a gift from Sylvie Robine. Rabbit polyclonal antibodies directed against tri-
cellulin (#48-8400, IF dilution 1:100, WB dilution 1:1,000), ZO-1 (#40-2300,
IF dilution 1:200), Par3 (#PA5-33529, IF dilution 1:100, WB dilution 1:500) and
claudin-7 (#34-9100, IF dilution 1:200, WB dilution 1:1,000) were from Life
Technologies. Rabbit polyclonal antibody directed against Scribble (#sc-28737,
IF dilution 1:100) was from Santa Cruz Biotechnology (Santa Cruz, CA, USA).
Rabbit polyclonal antibodies directed against myosin-IIA (#909801, clone
Poly19098, IF dilution 1:200) and myosin-IIb (#909901, clone Poly19099,
IF dilution 1:200) were from Biolegend (formely Covance, Princeton, NJ, USA).
Rabbit polyclonal antibody directed against MLC2 (#3672, WB dilution 1:1,000)
was from Cell Signaling (Danvers, MA, USA). Rabbit polyclonal antibody directed
against P-MLC2 (S19/S20, #600-401-416, IF dilution 1:100, WB dilution 1:500)
was from Rockland (Limerick, PA, USA). Rabbit polyclonal antibody directed
against phosphomyosin light chain (P-MLC2; T18/S19, #3674, WB dilution 1:500)
was from Cell Signaling (Danvers, MA, USA). Monoclonal antibody directed
against GAPDH (#60004-1-Ig, clone 1E6D9, WB dilution 1:500) was from
Proteintech (Chicago, IL, USA). Monoclonal antibody directed against
GFP (#11814460001, clones 7.1 and 13.1, WB dilution 1:1,000) was from Roche
(Basel, Switzerland). Anti-mouse Alexa-488 and anti-rabbit Alexa-568 secondary
antibodies (dilution 1:250) were from Life Technologies. Phalloidin-FITC and
phalloidin-598 were from Sigma-Aldrich and Life Technologies, respectively.

Immunofluorescence and electron microscopy analyses. For immuno-
fluorescence, cells grown on solid supports or on Matrigel matrix were fixed either
in 4% formaldehyde for 15min or 1 h, respectively, or in � 20 �C precooled
methanol for 5 or 30min, respectively. Cell permeabilisation was perfomed by
incubating the cells in 0.02% saponine (Sigma-Aldrich) in PBS, and saturation in
PBS containing 0.025% saponine, 1% BSA. Primary antibody incubations were
performed in PBS containing 0.025% saponine and 1% BSA at 4 �C for
12 h for 2D cultures or 24 h for Matrigel suspensions. Secondary antibodies
(Life Technologies) were incubated 1 h for 2D cultures or 12 h for Matrigel
suspension. Nuclei were detected by Hoechst 33342 staining (Life Technologies).
Cells were mounted in Mowiol 488 solution (Calbiochem, Merck, Darmstadt,
Germany).

Confocal images were acquired on a Leica TCS SP5, Leica TCS SP8 and
Zeiss LSM780 microscopes with � 40 or � 63 water planapochromat lenses
(Leica Microsystems, Wetzlar) and processed with ImageJ. For 3D microfabricated
device imaging, SP8 acquisitions were processed for 3D rendering provided by the
Leica software package.

Quantifications of P-MLC2 and MLC2 fluorescence were performed on a
LEICA TCS SP8 using hybrid detector. Image stacks were acquired using counting
mode setup with identical acquisition settings (laser power, objectives and
magnifications) for each acquired image and condition. Fluorescence
quantifications were done using Fiji software. To determine total fluorescence
per cell, single cell was manually delimitated on phalloidin treated cells for cell edge
determination. For each experiment set, the mean P-MLC2 fluorescence per cell
was reported on the mean MLC2 fluorescence per cell. To determine fluorescence
intensity at TCs versus bicellular contacts, cell edges were visualized on phalloidin
treated cells. Tricellular and bicellular contacts were manually delimitated. For each
cell, the total pixel intensity of TCs was reported on the total pixel intensity of
bicellular contacts.

3D-SIM images were acquired on the Nikon N-SIM system using a � 100 APO
TIRF objective in the NIKON Imaging Center at the Curie Institute (Paris, France).
The images reconstruction based on the Gustafsson methods58 were performed on
the NIS-Elements Ar software.

N(Control)¼ 3 biopsies, N(CTE)¼ 3 biopsies were used for transmission electron
microscopy analyses. Biopsies were immersion-fixed in 2.5% glutaraldehyde

(Electron Microscopy Sciences (EMS), Hatfield, PA, USA) in 0.1M cacodylate
buffer (pH 7.4; Sigma-Aldrich) for 2 h at 4 �C and then in 1% osmic acid (EMS) in
0.1M cacodylate buffer for 1 h. Standard procedures for dehydration and
embedding in Epon-Araldite (EMS) were used. Same procedure was used for
Caco2 monolayer samples. Ultrathin sections were stained with uranyl acetate and
lead citrate (Sigma-Aldrich) solutions before examination using a Tecnai T12
microscope (FEI, Eindhoven, Netherlands).

For SEM analyses, cells were fixed overnight at 4 �C in 2.5% glutaraldehyde
in cacodylate buffer. They were dehydrated in a graded series of ethanol
solutions, then dried by the CO2 critical-point method using Emcpd300
(Leica microsystems). Samples were mounted on an aluminium stub with a
silver lacquer and sputter coated with a 5–10 nm platinum layer using
Emace600 (Leica microsystems). Acquisitions were performed using a
GeminiSEM 500 (Zeiss).

Blebbistatin treatment. Cells were incubated in 5 or 50 mM blebbistatin
(Sigma-Aldrich) in DMSO for 10min or 2 h, then washed out with PBS and fixed
for immunostaining. Cells were incubated for 2 h in DMSO as controls.

For live cell imaging, actin cytoskeleton was stained using SiR-Actin
(Spirochrome, Stein am Rehein, Stwitzerland). Cells were incubated 30min with
1 mM SiR-Actin and maintained in 100 nM SiR-Actin in cell culture medium along
the image acquisitions. Before acquisitions, blebbistatine was added in culture
medium at 50mM final concentration. Time-lapse acquisitions were performed on
a Leica TCS SP8, using a � 40 numerical aperture 1.3 oil objective. Images were
acquired every 3min and analysed using Fiji software.

Biomimetic cell culture inserts and tuft quantifications. Silicon wafers were
patterned with arrays of cylindrical pits that mimic intestinal villus topography
using soft photolithography and deep etching process59. Wafers were silanized with
tridecafluoro-trichlorosilane to facilitate elastomer layer release after curing.
Liquid silicone prepolymer, that is, polydimethylsiloxane (PDMS; Sylgard
182þ 184, Dow-Corning, Auburn, MI, USA), was poured over the wafer, cured at
65 �C overnight and peeled off. After release from the mold, the PDMS patterned
replica was cut into subunits for cell culture, ioxidized and sterilized in an air
plasma (Harrick, Ithaca, NY, USA) for 5min. The cells were then cultured on the
PDMS patterns in Petri dishes.

For tuft quantification, shNT and shEpCAM Caco2 cells were cultured
on PDMS microdevices until full polarization, then immunostained for E-cadherin
and stained with Hoechst33342 for nucleus detection. Three independent
experiments were used and five separate fields of 42 micropillars were analysed for
each cell type. The number of tufts on each pillar was collected and compared using
Dunn’s multiple comparison tests (Kruskal–Wallis statistics, GraphPad Prism
software, GraphPad Software, Inc.).

Data availability. The data that support the findings of this study are available
from the corresponding author on request.
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Supplementary Figure 1: Cell-cell adhesion and terminal web defects occur in CTE patients. (A), TEM 

ultrastructural analysis of lateral membranes in control (a) and CTE (b) biopsies. Arrows point at 

interdigitations on lateral membranes. N (Control) = 3 biopsies, N (CTE) = 3 biopsies. Scale bars, 5 µm. (B), TEM 

ultrastructural analysis of enterocyte apical cortex in CTE biopsies. Ba-b, White arrowheads point at abnormal 

accumulation of electron dense vacuoles in the terminal web in CTE samples. Bc, Black stars show plasma 

membrane herniations. N (Control) = 3 biopsies, N (CTE) = 3 biopsies. Scale bars Ba-b, 1 µm; scale bar Bc, 2 µm. 

(C), Confocal microscopy analyses of LPH distribution after immunostaining on control (upper panel) or CTE 

(lower panel) biopsy paraffin sections. In CTE epithelia, LPH was accumulated in perinuclear compartments 

(white arrowheads). N (Control) = 12 biopsies, N (CTE) = 6 biopsies. Scale bars, 10 µm. 
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Supplementary Figure 2: Expression levels in EpCAM-depleted cells. (A) Western blot analysis of the 

level of the expression of EpCAM, occludin, claudin-7, ezrin and Par3 in control (Caco2 shNT) or EpCAM-

deprived (Caco2 shEpCAM#1 and Caco2 shEpCAM#2) clones. α-tubulin was used as loading control. (B-F) 

Statistical analysis of EpCAM, occludin, claudin-7, ezrin or Par3 amounts relative to loading control amounts 

in control (Caco2 shNT) or EpCAM-deprived (Caco2 shEpCAM #1 and Caco2 shEpCAM #2) clones. The 

analysis was performed based on three independent experiments. Statistical significance was determined using 

one-way ANOVA and Tukey’s multiple comparison tests. ***, P-value < 0.0001. Percentage of EpCAM 

expression in control cells = 100 %, in Caco2 shEpCAM#1 cells = 1.08 ±  0.0009 %, and in Caco2 

shEpCAM#2 = 0.72 ± 0.003 %. Percentage of occludin expression in control cells = 100 %, in Caco2 sh 

EpCAM #1 cells = 1081 ±383 %, and in Caco2 sh EpCAM #2 = 449.1 ±399  %. Percentage of claudin-7 

expression in control cells = 100 %, in Caco2 sh EpCAM #1 cells = 11.71 ±0.03 %, and in Caco2 sh EpCAM 

#2  = 8.34 ±0.03 %. Percentage of ezrin expression in control cells = 100 %, in Caco2 sh EpCAM #1 cells = 

88.75 ± 0.12 %, and in Caco2 sh EpCAM #2 = 90.31 ± 0.26 %. Percentage of Par3 expression in control cells 

= 100 %, in Caco2 sh EpCAM #1 cells = 84.62 ± 0.08 %, and in Caco2 sh EpCAM #2 = 87.43 ± 0.28 %. 

Values are mean ± s.e.m.  
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Suppplementary Figure 3: Recovering of cell-cell adhesion integrity and tight junction belt positioning 
after EpCAM rescue in EpCAM-mutant cells.  Confocal microscopy analysis of immunostainings for E-

cadherin (red) (A-B) and occludin (red) (C-D), on the apical (Apical) and lateral (Lateral) sides in EpCAM-

depleted cells transfected with plasmids coding for GFP (A and C) or shRNA resistant EpCAM-GFP (B and 

D) constructs. xy and xz views are presented. Scale bars, 5 µm. Nuclei were detected with Hoechst 33342 

staining (blue).   
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Supplementary Figure 4: Recovering of correct apical domain positioning after EpCAM rescue in 
EpCAM-mutant cells.  Confocal microscopy analysis of immunostainings for Par3 (red) (A-B) and villin 

(red) (C-D), on the apical (Apical) and lateral (Lateral) sides in EpCAM-depleted cells transfected with 

plasmids coding for GFP (A and C) or shRNA resistant EpCAM-GFP (B and D) constructs. xy and xz views 

are presented. Scale bars, 5 µm. Nuclei were detected with Hoechst 33342 staining (blue).  
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Supplementary Figure 5: Expression levels in tricellulin-depleted cells. (A) Western blot analysis of the 

level of the expression of tricellulin, EpCAM, occludin, villin and Par3 in control (Caco2 shNT) or tricellulin-

deprived (Caco2 shTricellulin #1 and Caco2 shTricellulin #2) clones. α-tubulin was used as loading control. 

(B-F) Statistical analysis of tricellulin, EpCAM, occludin, villin or Par3 amounts relative to α-tubulin amounts 

in control (Caco2 shNT) or tricellulin-deprived (Caco2 shTricellulin #1 and Caco2 shTricellulin #2) clones. 

The analysis was performed based on three independent experiments. Statistical significance was determined 

using one-way ANOVA and Tukey’s multiple comparison tests. *, P-value < 0.1, **, P-value < 0.01, ***, P-

value < 0.001. Percentage of tricellulin expression in Caco2shNT cells = 100 %, in Caco2 shTricellulin#1 cells 

= 39.28 ±0.15 %, and in Caco2 shTricellulin#2 = 20.79 ±0.09 %. Percent age of EpCAM expression in 

Caco2shNT cells = 100 %, in Caco2 shTricellulin#1 cells = 135 ±0.34 %, and in Caco2 shTricellulin#2 = 162 

±0.65 %. Percentage of occludin expression in Caco2shNT cells = 100 %, in Caco2 shTricellulin#1 cells = 

76.56 ±0.11 %, and in Caco2 shTricellulin#2 = 72.65 ±0.12 %. Percentage of villin expression in Caco2shNT 

cells = 100 %, in Caco2 shTricellulin#1 cells = 64.69 ±0.29 %, and in Caco2 shTricellulin#2 = 67.64 ±0.34 %. 

Percentage of Par3 expression in Caco2shNT cells = 100 %, in Caco2 shTricellulin#1 cells = 71.26 ±0.23 %, 

and in Caco2 shTricellulin#2 = 30.51 ±0.09 %. Values are mean±s.e.m.  
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Supplementary Figure 6: Recovering of correct actomyosin positioning after EpCAM rescue in 
EpCAM-mutant cells.  Confocal microscopy analysis of immunostainings for myosin-IIa (red) (A-B) and 

myosin-IIb (red) (C-D), on the apical (Apical) and lateral (Lateral) sides in EpCAM-depleted cells transfected 

with plasmids coding for GFP (A and C) or shRNA resistant EpCAM-GFP (B and D) constructs. xy and xz 

views are presented. Scale bars, 5 µm. Nuclei were detected with Hoechst 33342 staining (blue). 
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Supplementary Figure 7: P-MLC2 amounts are decreased in EpCAM-mutant cells Western blot analysis 

of P-MLC2 amounts in control (Caco2 shNT) or EpCAM-depleted (Caco2 shEpCAM#1 and Caco2 

shEpCAM#2) cells, using antibodies directed against either P-MLC2 (T18/S19) or P-MLC2 (S19/S20). α-

tubulin was used as loading control. 
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Supplementary Figure 8: Restoration of proper P-MLC2 amounts and distribution after EpCAM rescue 
in EpCAM-mutant cells. (A) Western blot analysis of P-MLC2 amounts in control (Caco2 shNT) or EpCAM-

depleted (Caco2 shEpCAM#1) cells, transfected either with GFP (Caco2 shEpCAM#1+GFP) or EpCAM-GFP 

(Caco2 shEpCAM#1+EpCAM-GFP) constructs. (B) Statistical significance was determined using one-way 

ANOVA and Tukey’s multiple comparison tests. The analysis was performed based on three independent 

experiments. *, P-value < 0.1, **, P-value < 0.01. Percentage of P-MLC2 expression in Caco2shNT cells = 

100 %, in Caco2 shEpCAM#1 cells = 11.89 ±9.74 %, in Caco2 shEpCAM#1+GFP = 16.21 ±4.45 % and in 

Caco2 shEpCAM#1+EpCAM-GFP = 59.5±4.34 %. Values are mean±s.e.m. (C-D) Confocal microscopy 

analysis of immunostainings for P-MLC2 (red) on the apical (Apical) and lateral (Lateral) sides in EpCAM-

depleted cells transfected with plasmids coding for GFP (C) or shRNA resistant EpCAM-GFP (D) constructs. 

xy and xz views are presented. Scale bars, 5 µm. Nuclei were detected with Hoechst 33342 staining (blue). 
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Supplementary Figure 9: Recovery of correct epithelial organization upon blebbistatin treatment. (A-F) 
Confocal microscopy analysis of myosin-IIb (A), villin (B), Crb3 (C), occludin (D), tricellulin (E) and E-

cadherin (F) localization in Caco2 shEpCAM cells without or with 50 µM blebbistatin treatment for 2 h. Scale 

bars, 5 µm. (G) Statistical analysis of polygonal shape in control (Caco2 shNT, white) and 2h 50 µM 

blebbistatin-treated EpCAM-deprived cells (Caco2 shEpCAM#1 + blebbistatin, gray, and Caco2 shEpCAM#2 

+ blebbistatin, black). Three independent experiments were performed. N (Caco2shNT) = 517 cells, N 

(Caco2shEpCAM#1+blebbistatin) = 732 and N (Caco2shEpCAM#2+blebbistatin) = 688. Percentage of Caco2 shNT cells with 2 cell 

edges = 0 %, with 3 cell edges = 0,455±0,455 %, with 4 cell edges = 8,673±1,967 %, with 5 cell edges = 

48,154±6,422 %, with 6 cell edges = 35,652±5,131 %, with more than 6 cel l edges = 7,067±2,224 %.  

Percentage of Caco2 shEpCAM#1 cells with 2 cell edges = 0,391±0,391 %, with 3 cell edges = 3,697±0,129 

%, with 4 cell edges = 21,010±0,419 %, with 5 cell edges = 47,228±1,419 %, with 6 cell edges = 27,263±0,913 

%, with more than 6 cell edges = 0,411±0,014 %. Percentage of Caco2 shEpCAM#2 cells with 2 cell edges = 

0,149±0,149 %, with 3 cell edges = 1,480±0,547 %, with 4 cell edges = 20,509±0,313 %, with 5 cell edges = 

41,156±0,648 %, with 6 cell edges = 35,811±1,889 %, with more than 6 cell edges = 0,896±0,518 %. Unpaired 

t tests, * P-value <0,01. Values are mean ± s.e.m. 
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Supplementary Figure 10: Spheroid organization defects in hanging drop cultures of EpCAM-deprived 
cells. (A) Analyses of control (Caco2 shNT) or EpCAM-depleted (Caco2 shEpCAM) cells in hanging drop 

cultures for 48 hours. Scale bars, 1mm. (B) Statistical significance was determined using one-way ANOVA 

and Tukey’s multiple comparison test. ****, P-value < 0.0001. Percentage of spheroids with tuft-like 

structures in Caco2shNT cells = 3.2 ±2.1 %, in Caco2 shEpCAM#1 c ells = 97.2 ±1.5 %, and in Caco2 

shEpCAM#2 = 97.1 ±1.4 %. Values are mean±s.e.m. 
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Supplementary Figure 11: Uncropped original gels shown in the main manuscript. Western blots 

correspond to those shown in Figures 2A, 4E, 4G and 5G. 
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Supplementary Figure 12: Uncropped original gels shown in the in the Supplementary Information. 
Western blots correspond to those shown in Supplementary Figure 2A. 
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Supplementary Figure 13: Uncropped original gels shown in the Supplementary Information. Western 

blots correspond to those shown in Supplementary Figure 5A. 
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Supplementary Figure 14: Uncropped original gels shown in the Supplementary Information. Western 

blots correspond to those shown in Supplementary Figures 7 and 8. 

 

 



GASTON Cécile – Thèse de Doctorat - 2019 
 

 
109 

3. Discussion 
 

Cette première étude participe à la meilleure compréhension des fonctions d’EpCAM dans 

une monocouche épithéliale polarisée. Tout d’abord, nous avons validé la participation d’EpCAM au 

maintien des jonctions adhérentes dépendantes de la E-cadhérine, ainsi qu’il avait été observé par 

d’autres équipes sur des modèles animaux (Slanchev et al., 2009; Maghzal et al., 2013). De plus, 

nous mettons en évidence qu’EpCAM est requise pour une organisation correcte de la ceinture de 

jonctions serrées ; en son absence celles-ci sont distordues. Une interaction entre EpCAM et la 

Claudine-7 avait été décrite auparavant, au niveau des jonctions serrées (Ladwein et al., 2005; Lei et 

al., 2012). Selon nos données, dans l’épithélium intestinal la Claudine-ϳ n’est pas spécifiquement 

enrichie aux jonctions serrées (fig. 2h) mais répartie de manière homogène le long des membranes 

latérales, son expression est cependant effectivement réduite dans les cellules EpCAM-KO (fig. supp. 

2A, D). Nous n’avons pas pu mettre en évidence une interaction directe entre EpCAM et Claudine-7 

au cours de nos expériences. Il est donc possible que cette interaction dépende du type cellulaire 

analysé, ou puisque nous observons un effet sur son niveau d’expression, qu’elle soit indirecte dans 

notre système. 

 

De manière intéressante, nos résultats apportent également une nouvelle vision de la 

protéine EpCAM en établissant un lien entre EpCAM et les points de contacts tricellulaires. Les 

jonctions tricellulaires sont spécifiquement touchées par la perte d’EpCAM, qui provoque la 

redistribution de la tricelluline au niveau basal des puits formés par l’activité ectopique de la 

myosine-II, et entraîne l’ensemble du domaine apical de l’entérocyte en ces points particuliers. Nous 

n’avons pas détecté d’interaction entre la tricelluline et EpCAM (fig. 4g), et bien que l’extinction de 

la tricelluline ne reproduise pas les défauts observés en absence d’EpCAM (fig. 4), il est surprenant 

de constater la concentration de l’actomyosine et des éléments régulateurs de la polarité apicale à 

cette localisation précise. Les jonctions tricellulaires apparaissent cependant comme des points 

particuliers de régulation de l’actomyosine. En effet, l’extinction de la tricelluline réduit la formation 

de fibres d’actine dans une monocouche de cellules MTD-1A (Oda et al., 2014). Ce travail indique par 

ailleurs un enrichissement de la RhoGEF Tuba, un régulateur de Cdc42 aux jonctions tricellulaires 

(Oda et al., 2014), supportant aussi l’hypothèse d’une régulation particulière du cytosquelette 

d’actine à ce niveau. L’effet d’EpCAM sur la structure des jonctions tricellulaires est donc très 

probablement indirect, et dépend de la régulation d’EpCAM sur l’actomyosine. EpCAM pourrait 

jouer un rôle de régulateur de la distribution et/ou l’activité contractile de la myosine-II aux 

jonctions cellulaires. En effet, en son absence l’activité de la myosine-II est redistribuée des jonctions 

bicellulaires vers les jonctions tricellulaires (Figure 24). 
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Figure 24 : Schéma de l’effet d’EpCAM sur la distribution de l’activité contractile aux jonctions. 
Représentation récapitulative des hypothèses de l’action d’EpCAM sur la tension et la structure des jonctions 
cellulaires. EpCAM maintient l’activité de l’actomyosine homogène aux jonctions bi- et tri-cellulaires. En son 
absence, le déséquilibre entre les forces exercées aux deux types de jonctions affaiblit leurs structures. 
 

L’activité contractile aux contacts bicellulaires participe au recrutement des cadhérines et au 

renforcement des jonctions adhérentes maintenues par E-cadhérine (Yamada and Nelson, 2007; Liu 

et al., 2010; Yonemura et al., 2010). Cette idée permettrait donc d’expliquer l’affaiblissement des 

jonctions adhérentes maintenues par la E-cadhérine aux contacts bicellulaires suite à l’extinction 

d’EpCAM. De même, les composants des jonctions serrées sont dépendants du niveau de tension 

aux contacts bicellulaires (Spadaro et al., 2017) ; la redistribution de l’activité contractile aux points 

de contacts tricellulaires expliquerait la distorsion et donc la défaillance des jonctions serrées. 

Beaucoup d’études ont décrit l’importance d’un niveau de tension aux jonctions, notamment pour le 

maintien de l’intégrité épithéliale (Acharya et al., 2018; Pinheiro and Bellaïche, 2018), cependant 

peu d’entre elles ont considéré les mécanismes de régulation en amont. Nos résultats mettent en 

lumière un point important et pour l’instant peu exploré : comment est régulée l’activité de la 

myosine-II aux jonctions ? Existe-il une différence au niveau spatial de cette régulation ? Ou au 

niveau temporal ? Les kinases et phosphatases régulatrices de la myosine-II sont-elles différemment 

réparties suivant les jonctions ? Et si tel est le cas, comment cette information spatiale est-elle 

conservée ou ré-établie au cours de la dynamique des épithéliums qui remodèlent régulièrement 

leurs jonctions face à des stress ou en homéostasie (division, intercalation, …) ? 

La restauration du phénotype contrôle suite au traitement à la blebbistatine des 

monocouches EpCAM-KO (fig. 6f-h) indique que, bien que le niveau global de contractilité soit faible, 

une hyperactivation localisée est responsable de la perturbation de l’ensemble de la monocouche. 

Ce résultat met en lumière l’importance de la composante spatiale de la régulation qui pour l’instant 

n’est pas suffisamment considérée par rapport au niveau d’activation global de la contractilité. Il est 

probable que l’organisation des cellules épithéliales et leur réponse au stress soient fortement 

dépendante d’un équilibre de la tension qui s’exerce aux jonctions.  

L’actomyosine tient également une place centrale dans le processus de migration cellulaire, 

à la fois aux jonctions cellulaires pour la coordination des cellules pendant la migration collective, 

mais aussi au niveau des jonctions avec le substrat. Il serait donc également intéressant d’analyser le 

cytosquelette d’actine des cellules EpCAM-KO pendant la migration afin de caractériser la présence 
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possible de défauts de distribution de l’actomyosine et donc des forces de traction nécessaires au 

déplacement. 

 

La caractérisation détaillée de l’épithélium dysplasique des patients CTE que nous avons 

effectuée permet de relier la structure désorganisée de l’épithélium des patients avec les 

disfonctionnements liés à la pathologie. Ce résultat démontre pour la première fois qu’un défaut 

d’activité contractile au niveau cellulaire est responsable du développement d’une maladie rare chez 

l’Homme. La perturbation de la polarité apico-basale des entérocytes, avec l’accumulation du 

domaine apical et de la bordure en brosse aux jonctions tricellulaires, explique l’insuffisance 

intestinale des patients puisque les enzymes digestives sont majoritairement présentées à la 

bordure en brosse. En outre, nos résultats démontrent définitivement l’importance du réseau 

d’actomyosine pour la mise en place et la stabilisation de la bordure en brosse ; cette idée avait été 

émise par Mark Mooseker dans les années 1980 (Keller et al., 1985), et reprise par l’équipe du Pr 

Wedlich-Soldner. Ils ont montré dans des cellules MDCK que le réseau d’actomyosine serait requis 

pour le déplacement latéral des microvillosités au pôle apical (Klingner et al., 2014). Nos résultats 

permettent d’affirmer qu’en effet, une activité contractile est requise au pôle apical pour le maintien 

de l’architecture de la bordure en brosse.  

De plus, la distorsion des jonctions serrées, ainsi que la déstabilisation des contacts 

tricellulaires, laisse présager de faiblesses aux jonctions tricellulaires. Il existe une littérature 

abondante sur la fonction de barrière de la diffusion paracellulaire des jonctions serrées, à la fois aux 

contacts bicellulaires et tricellulaires (Masuda et al., 2011; Furuse et al., 2014; Zihni et al., 2016). La 

déformation de ces jonctions explique possiblement les symptômes de diarrhée persistante des 

patients atteints de CTE. Enfin, la déstabilisation de la E-cadhérine dans le cytoplasme des cellules 

EpCAM-KO (fig. 1e et fig. 2b, d, e) qui fragilise les jonctions adhérentes est une piste intéressante 

pour la formation des lésions tissulaires en forme de touffes. Les jonctions E-cadhérine sont des sites 

importants de mécanotransduction (Ladoux et al., 2015), leur affaiblissement rend donc  

probablement la monocouche épithéliale plus sensible aux stress mécaniques ; d’ailleurs, le défaut 

de stabilisation de la E-cadhérine est plus sévère lorsque les cellules EpCAM-KO sont cultivées sur 

substrats 3D qu’en ϮD, avec apparition d’E-cadhérine dans des compartiments intracytosplamiques 

(fig. 8f). La diminution de l’activité contractile globale de la monocouche qui serait responsable de la 

déstabilisation de la E-cadhérine pourrait expliquer, en plus de la répartition aberrante des forces de 

tension au sein de la monocouche, l’apparition des touffes dans l’épithélium EpCAM-KO face à la 

géométrie des villosités synthétiques, phénomène qui ne se produit pas dans le système de culture 

en 2D.  
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Jusqu’à présent, la majorité des études concernant la mécanotransduction s’est concentrée 

sur la réponse des cellules à la rigidité du substrat, souvent dans le contexte de la migration et en 

cellule unique (Trichet et al., 2012; Kurniawan et al., 2016; Gupta et al., 2016). En comparaison, très 

peu d’études ont entrepris de caractériser l’effet d’une géométrie en ϯD sur le comportement 

cellulaire, en particulier dans les monocouches épithéliales (Xi et al., 2017). Grâce aux techniques de 

microfabrication disponibles au laboratoire, nous avons pu mettre en place des cultures 3D et 

analyser le comportement épithélial sur ces substrats. L’analyse des épithéliums sur une géométrie 

en 3D était alors novatrice dans notre champ de recherche. Nous avons observé que les cellules 

EpCAM-KO ne parviennent pas à s’organiser en monocouche épithéliale. Ce résultat montre que 

l’action d’EpCAM sur l’activité contractile des jonctions est requise pour que l’épithélium s’adapte 

aux contraintes physiques de son environnement, ici la géométrie du substrat.   

 

Pour résumer, cette étude m’a permis de mettre en évidence d’EpCAM est requise pour 

stabiliser différents types de jonctions cellulaires et pour maintenir la polarité apico-basale des 

cellules épithéliales, et ce via la régulation spatiale de la distribution de l’actomyosine. Cette action 

d’EpCAM est cruciale pour maintenir l’intégrité tissulaire épithéliale. 
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 Chapitre 4 – Impact d’EpCAM sur la distribution et l’activité de 
RhoA 
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1. Présentation des résultats 
 

La découverte d’EpCAM dans les années ϳϬ par plusieurs équipes différentes, par crible 

d’antigènes présents à la surface de cellules cancéreuses, a conduit à lui donner un grand nombre de 

noms (e.g. CD326, 17-1A, TROP-1, etc…). Depuis ϮϬϬϳ, en référence à sa présence aux contacts 

cellulaires et sa capacité à induire l’adhérence cellulaire (Litvinov et al., 1994), il a été convenu 

d’uniformiser la nomenclature de cette protéine sous le nom EpCAM (Baeuerle and Gires, 2007). Le 

modèle proposé de l’adhérence cellule-cellule par EpCAM consiste en la formation de cis-dimères 

par deux molécules d’EpCAM à la membrane d’une cellule, puis de l’interaction de deux dimères en 

un tétramère qui relierait les cellules voisines (Trebak et al., ϮϬϬϭ; Pavšič et al., ϮϬϭϰ). Au début de 

ma thèse, l’ensemble des travaux concernant cette protéine étaient donc focalisés sur sa 

participation directe, ou indirecte par signalisation, aux jonctions intercellulaires.  

Notre première étude démontre clairement que la perte d’EpCAM modifie la distribution et 

l’activité de l’actomyosine, avec un impact important sur le maintien de la polarité apico-basale des 

cellules épithéliales. Si l’on considère en parallèle, la ré-expression d’EpCAM dans de nombreux 

cancers et les données indiquant sa participation à la migration cellulaire, ces résultats interrogent 

sur la possibilité d’un effet plus large d’EpCAM sur le cytosquelette d’actine et les autres processus 

qui en dépendent, tels que l’adhérence cellule-substrat, la migration ou la division cellulaire.  

Dans le contexte d’une monocouche épithéliale polarisée, le domaine baso-latéral des 

entérocytes ne semblait pas perturbé de façon évidente. Cependant, pour obtenir des domaines 

apicaux différenciés, avec la présence d’une bordure en brosse bien établie, les cellules Caco-2 

étaient ensemencées à forte densité et maintenues en culture pendant 21 jours. Les cellules 

prennent alors une forme colonnaire et forment une monocouche compacte, ce qui laisse peu de 

possibilité de mouvement. Il est donc possible que des défauts au niveau basal, qui perturberaient la 

migration cellulaire, ne soient pas visibles dans ce système de culture. Les études réalisées in vivo 

tendent à favoriser cette hypothèse. En effet, celles-ci décrivent un ralentissement, voire un arrêt 

total, des mouvements morphogénétiques dans les embryons de Xénope où l’expression d’EpCAM 

est éteinte (Maghzal et al., 2010, 2013). L’analyse en microscopie électronique à transmission des 

cellules épithéliales lors de l’épibolie du poisson-zèbre révèlent que les cellules des embryons 

EpCAM-MO forment des protrusions plus petites mais plus larges que celles des embryons sauvages, 

résultant en une migration ralentie (Slanchev et al., 2009). Afin de clarifier la relation entre la 

protéine EpCAM et l’actomyosine, nous avons entrepris d’analyser l’effet de son extinction sur le 

potentiel d’adhérence et de migration cellulaire.  

Mes premières expériences de migration collective ont montré que le déplacement de la 

monocouche épithéliale était ralentit en absence d’EpCAM. Ce résultat se rajoute aux données 
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contradictoires concernant l’effet d’EpCAM sur la migration cellulaire, tantôt positif in vitro en 

monocouche de cellules MDCK (Barth et al., 2018), tantôt négatif in vivo (Slanchev et al., 2009). De 

façon surprenante j’ai noté que, même en cellule unique, les cellules EpCAM-KO présentent des 

défauts de migration cellulaire (fig. supp. 1a-c). Ce résultat étonnant m’a poussé à continuer 

l’analyse des effets de l’extinction d’EpCAM sur le cytosquelette en cellule unique. J’ai donc utilisé 

les techniques de biologie cellulaire et l’expertise en mécanobiologie du laboratoire pour 

caractériser le phénotype des cellules EpCAM-KO dans le contexte de l’adhérence au substrat et la 

migration.  

Ce défaut de migration est aussi visible en cellule unique et s’explique probablement par le 

phénotype le plus marquant, à savoir l’absence de polarité avant-arrière (fig. 1e-h). L’analyse par 

western blot et immunofluorescence de la présence d’EpCAM en cellule unique montrant qu’EpCAM 

est présente et autant exprimée dans cette condition qu’en monocouche polarisée (fig. 1a-d), j’ai 

donc entrepris de caractériser le phénotype EpCAM-KO en cellule unique. Mes résultats montrent 

que la perte d’EpCAM est responsable de la désorganisation du cytosquelette d’actine, définie par le 

blocage de la maturation des fibres de stress (fig. 2), suite à une sur-activation ectopique de la 

GTPase RhoA. En absence d’EpCAM, RhoA activé est maintenu à la membrane d’une population 

d’endosomes de recyclage (fig. 8). Le suivi par vidéomicroscopie de RhoA activé démontre que la 

dynamique de cette GTPase est nécessaire à la mise en place de la polarité avant-arrière des cellules 

Caco2, puisqu’elle est bloquée en absence d’EpCAM (fig. 6). L’analyse des différentes voies de trafic 

a permis de montrer l’existence d’un transport commun d’EpCAM et RhoA activé via la voie de 

recyclage rapide dépendante de Rab35 et EHD1 (fig. 7).  

Prises ensemble, les données que j’ai obtenues montrent pour la première fois : 

(i) La dynamique de la GTPase RhoA pendant l’adhérence et la polarisation avant-arrière de 

cellules épithéliales 

(ii) La participation d’EpCAM à cette dynamique et son importance pour l’organisation et 

l’activité de l’actomyosine pendant l’adhérence et la migration cellulaire 

(iii) Un rôle pour EpCAM en cellule unique 

Ces résultats sont regroupés dans un article prêt pour soumission et provisoirement intitulé 

« Spatio-temporal modulation of cortical RhoA zone conditions actomyosin activity in epithelial 

cells » que je vous présente ci-dessous. 

 

2. Spatio-temporal modulation of cortical RhoA zone conditions 
actomyosin activity in epithelial cells 
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Summary 

 

Actomyosin organization and force-generating property are the basis of spreading and cell migration 

behavior. While these processes are often studied in fibroblastic cells, very little is known about the 

regulators of actomyosin distribution and activity in epithelial cells. EpCAM, an epithelial specific 

protein described as a cell adhesion molecule, was shown to regulate cell contractility but the 

molecular mechanism involved is still incompletely understood. In this study we report that EpCAM 

is responsible for the correct organization and contractility of actin fibers in epithelial cells, through 

the modulation of RhoA dynamics. EpCAM depletion induces the accumulation of an intracellular 

active RhoA pool at endosomal membranes, and increases actomyosin activity, leading to tensile 

regulation failure. Our results reveal that EpCAM participates to RhoA dynamics, by directing the 

endosomal pathways followed by the GTPase for its recycling. The inability to remodel this 

intracellular RhoA cortical zone in absence of EpCAM prevents epithelial cells to reorganize their 

actomyosin cytoskeleton and hinder spreading, front-rear polarity establishment and cell migration. 

Our data demonstrate that EpCAM achieve this regulation in single cell, and therefore we propose 

that EpCAM function as a cell adhesion molecule is revised to that of a cortical cell contractility 

regulator. 
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Introduction 

 

Biological processes as diverse as cell division, extrusion, maintenance of cell shape or 

morphogenetic movements rely on the proper regulation of the actomyosin cytoskeleton 

distribution and activity  (Rosenblatt et al., 2001; Green et al., 2012; Munjal and Lecuit, 2014; Munjal 

et al., 2015; Heer and Martin, 2017). These cellular processes are driven by the development of 

internal forces (Yamada and Nelson, 2007; Abe and Takeichi, 2008; Papusheva and Heisenberg, 

2010).  Being subjected to the most acute remodeling events, epithelial tissues are especially 

sensitive to any cues affecting their tensional homeostasis. 

Tension generation relies on the presence and the activity of the non-muscle myosin-II motor. 

Phosphorylation of its regulatory light chain MRLC on serine 19 (S19) and threonine (T18) favors 

myosin-II ATPase activity and assembly with actin filaments (Craig et al., 1983; Watanabe et al., 

2007; Vicente-Manzanares and Horwitz, 2010). In addition, myosin-II dephosphorylation is required 

for the motor displacement along actin fibers (Watanabe et al., 2007). Several signaling pathways 

modulate myosin-II phosphorylation, targeting different target kinases, among which Myosin Light 

Chain Kinase (MLCK) is the most specific (Holzapfel et al., 1983; Vicente-Manzanares et al., 2009). 

Rho-associated coiled coil-containing kinases (ROCK) promotes contractility by MRLC 

phosphorylation but also by inactivating the Myosin Light Chain Phosphatase (MLCP) (Amano et al., 

2000; Vicente-Manzanares et al., 2009). The small GTPase RhoA mediates ROCK stimulation (Julian 

and Olson, 2014), therefore its distribution and activity levels must be tightly controlled to ensure 

the correct contractile response within the cell (Agarwal and Zaidel-Bar, 2019). RhoGTPases are 

described as molecular switches, as they transition between an activated (GTP-loaded) and 

inactivated (GDP-loaded) state. This cycling between inactive and active form, promoted by the 

sequential action of its guanine nucleotide exchange factors (GEFs) that promote GTP-loading, and 

GTPase-activating proteins (GAPs) that favor GTP hydrolysis (Rossman et al., 2005; Bos et al., 2007; 

Hodge and Ridley, 2016), is important for the maintenance of active RhoA zones. RhoA cycling would 

occur near the plasma membrane, where the majority of its GEFs and GAPs are located. Moreover, 

RhoA activation facilitates its translocation to the plasma membrane (Michaelson et al., 2001). It is 

now clear that RhoA inactivation is as important as its activation, since it enables a pulsatile behavior 

of myosin-II activity needed for efficient contractility (Mason et al., 2016; Teo and Yap, 2016).  

Current research efforts particularly focus on understanding the upstream controlling mechanisms 

of this canonical contractility regulator.  

EpCAM (Epithelial Cell Adhesion Molecule) is a transmembrane protein, exclusively expressed in 

epithelial cells in physiological conditions. Although it was primarily described as a Ca2+-
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independent cell-cell adhesion molecule (Litvinov et al., 1994; Balzar et al., 1998), its conflicting 

functional interaction with E-cadherin and recent structural analyses tend to challenge this 

statement (Litvinov et al., ϭϵϵϳ; Winter et al., ϮϬϬϯ, ϮϬϬϳ; Pavšič et al., ϮϬϭϰ; Gaber et al., ϮϬϭϴ). 

Recent studies reveal that EpCAM behaves as an intriguing player in the regulation of actomyosin 

contractility (Maghzal et al., 2013). In agreement with this hypothesis, we demonstrated that loss of 

EpCAM triggers inappropriate distribution and magnitude of contractility, with a major impact on 

the apico-basal polarity maintenance  and epithelial monolayer integrity, leading to the 

development of tissue lesions characteristics of a rare human disease (Salomon et al., 2017). 

Here we analyzed the role of EpCAM in contractility homeostasis of unpolarized, isolated cells and its 

impact on their migratory properties. We report the existence of an intracellular active RhoA zone at 

the cell cortex. There, EpCAM potentiates active RhoA recycling back to plasma membrane through 

endosomal compartments, and thus ensures proper contractility for stress fiber maturation in 

epithelial cells. We propose that EpCAM function as a cell adhesion molecule is revised to a more 

general role of cortical cell contractility regulator.  

 

Results 

  

EpCAM is required for cell polarity independently of cell-cell contacts 

We first determined the expression of EpCAM in epithelial Caco2 cells cultured on collagen-coated 

substrates at different culture times, i.e. either as 21-days monolayers or 2-days post-plating at very 

low density to obtain a vast majority of single cells. Unexpectedly, western blot analysis showed that 

EpCAM is already expressed in single cells at a level comparable to monolayers (Figure 1a-b). The 

relation between EpCAM and cell-cell contacts is widely reported (Schnell et al., 2013; Mueller et al., 

2014; Herreros-Pomares et al., 2018), therefore we questioned its distribution in isolated cells. 

Labelling of endogenous EpCAM, or detection of an exogenous EpCAM-GFP construct, revealed that 

it localizes in dynamic vesicular and tubular structures which are enriched at the apical cortex of 

individual epithelial cells (Figure 1c-e; Supplementary video 1). This distribution suggested an active 

function in single cells and prompted us to test the requirement of EpCAM in isolated cells by 

morphological and dynamical analyses. For that purpose, we used stable control and EpCAM-

silenced Caco2 clones that we previously established (Salomon et al., 2017). The impact of EpCAM 

silencing on individual cell behavior was first assessed by time-lapse imaging of cell spreading and 

migration. 2 hours after spreading, control cells already exhibited front-rear polarity and an active 

lamellipodial activity concomitant with motile behavior (Supplementary video 2; Figure 1e ; 

Supplementary Figure 1a, c). In sharp contrast, EpCAM-depleted spread cells showed an isotropic 
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organization, a circular or “fried-egg” shape, characteristic of unpolarized single cells (Figure 1f).  In 

addition, EpCAM-KO cells displacement on the substrate was less extensive, showing a loss of 

directionality and reduced protrusion activity (Supplementary video 3; Supplementary Figure 1b-c, d-

f). 2 days after spreading, follow-up quantifications, by the measure of cell shape and nucleus 

position, demonstrated that the spreading and polarization of EpCAM-depleted cells was indeed 

blocked and not only delayed (Figure 1g, h). 

 

Stress fiber maturation relies on EpCAM expression in epithelial cells 

Adhesion and motile activity are sustained by actin cytoskeletal reorganization, and accordingly we 

assessed actin dynamics in LifeAct-GFP transfected control and EpCAM-KO cells during spreading 

and polarity acquisition. Imaging of the actin network revealed that in control cells, actin cables 

dynamically reorganize while the cell spreads and acquires its polarized shape. First, circular arcs 

form, at the boundary between lamellipodium and lamella, coupled with the appearance of radial 

fibers, which then give rise to tangential fibers, as previously described in fibroblasts (Shemesh et al., 

2009; Burnette et al., 2011, 2014) (Figure 2a, Supplementary video 4). EpCAM-KO cells formed the 

circular arcs and radial fibers but, contrary to control cells, kept this cable organization in a 

seemingly frozen state during the 3 hours course of the experiment (Figure 2b, Supplementary video 

5). To further probe the extent of the actin cytoskeleton immobilization upon EpCAM depletion, we 

analyzed the actin network architecture 24h after spreading. We coupled this analysis to the 

distribution of focal adhesion marker paxillin, in order to properly characterize the fiber content in 

each condition. According to literature, actin fiber subtypes can be distinguished according to their 

protein composition and dynamics, and their symmetric or asymmetric association with focal 

adhesions (FAs) (Tojkander et al., 2012). Ventral stress fibers, connected at both ends to FAs and 

decorated with myosin-II, constitute the force generating fibers (Burridge and Wittchen, 2013). 

Circular arcs exert contractile forces that are collectively transmitted to radial fibers, which in turn 

passively transmit tension from the center of the cell to the FA anchoring them (Burnette et al., 

2014). As such, radial fibers bear greater stress but exert low forces on the substrate (Soiné et al., 

2015; Lee et al., 2018). While control cells display a majority of tangential ventral stress fibers (Figure 

2c-d), EpCAM-silenced cells exhibit very few ventral fibers, instead containing longer radial fibers 

compared to control cells and a dense central network of circular arcs (Figure 2c, d-g). These results 

show that stress fiber maturation is blocked in EpCAM-depleted cells. Coincidently, as the major 

fibers in EpCAM-KO cells are radial, the connected FAs are radially oriented and mainly located in a 

5µm belt at the cell periphery (Figure 2c, e). The analysis of several other FA components 

demonstrated the striking modification of FA distribution upon EpCAM loss (Supplementary Figure 
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2). β1-integrin and the tension-sensitive proteins talin and vinculin were still located at FAs of 

EpCAM-depleted cells, organized in the same radially-oriented pattern than paxillin. Zyxin, used a 

proxy for the maturity of focal adhesions, was also detected in EpCAM-depleted cells 

(Supplementary Figure 2). Thus, we concluded that EpCAM is not involved in focal adhesion 

formation or maturation per se but rather participates in their centripetal sliding. To test the 

specificity of these abnormalities, we performed rescue experiments by transfecting an EpCAM-GFP 

shRNA-resistant construct in EpCAM-depleted cells, and we observed that correct FA distribution 

was recovered after EpCAM rescue (Supplementary Figure 3a). Of note, similar mis-arrangement of 

FAs and actin cables was observed in EpCAM-KO cell islands, showing that the impact of EpCAM on 

cell-substrate adhesion and actin organization also takes place when cell-cell contacts are formed 

(Supplementary Figure 3b). 

EpCAM is expressed in several simple epithelia, and we wondered whether its impact on stress fiber 

organization could be generalized to other cell types. Therefore, we probed the stress fiber 

organization of other EpCAM-expressing or non-expressing cell types. We used the renal epithelial 

MDCK cells, which display an EpCAM expression level comparable to control Caco2 cells, and 

osteosarcoma U2OS cells and endometrial epithelial HeLa cells, showing similar lack of EpCAM 

expression than EpCAM-depleted Caco2 clones (Figure 3a, b). Whereas MDCK cells exhibit ventral 

fibers, their formation is impaired upon EpCAM-siRNA silencing (Figure 3c; Supplementary Figure 4). 

Conversely, while U2OS and HeLa cells display a vast majority of radial and circular arcs, as 

previously reported (Burridge and Wittchen, 2013), the introduction of an EpCAM-GFP construct 

induced a remodeling towards ventral stress fibers, demonstrating that ectopic EpCAM expression is 

sufficient to drive the formation of contractile stress fibers in EpCAM non-expressing cells (Figure 3d-

e). Altogether, these results emphasize that: i) EpCAM is able to play a role in single cells, 

independently of cell-cell contacts, and ii) the absence of EpCAM provokes changes in the actin 

network and associated FAs, leading to cell morphology defect early during spreading, and the 

maintenance of an unpolarized state that impinges on the cell migratory behavior. We conclude that 

EpCAM participates to a cell-autonomous general regulatory mechanism for cell polarity, and is 

instrumental for stress fiber maturation in epithelial cells. 

 

Loss of EpCAM results in impaired epithelial cell mechanics 

Given the stress fiber subtypes differences in tension-bearing and force generation properties (Lee 

et al., 2018), we reasoned that the distinct actin organization could account for a modification of the 

cell mechanical properties, that would explain the lesser migratory behavior of EpCAM-KO cells 

compared to controls. Atomic force microscopy experiments showed that similar rigidity was 
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detected in the central region containing the nucleus, i.e. in cell heights range comprised between 2 

and 5m, in control and mutant cells. However, as expected, different rigidities were measured in 

the cell protrusion, considered as the area where the cell height is below 2m (two-fold increase in 

Young’s modulus for EpCAM-KO cells in the cell area under 2µm in height), demonstrating that 

EpCAM depletion resulted in a stiffer lamella. This difference is most likely due to the higher density 

of stiff fibers in the EpCAM-KO cells that are nicely resolved by the AFM nanoindentation.  (Figure 

4a-d). Moreover, traction force microscopy (TFM) experiments (Trepat et al., 2009) allowed 

measurement of the impact of the actin remodeling in EpCAM-KO cells on their ability to generate 

traction forces on the substrate. The data revealed that EpCAM-depleted cells exerted lower traction 

forces on the substrate than the control cells from spreading time, up to 24h of observation (mean 

of 388.1 ± 75.0 Pa and 577.4 ± 49.9 Pa, respectively) (Figure 4e, f). Additionally, timelapse analysis of 

TFM data showed that control cells generate traction in a dynamic manner, probing the substrate, 

while EpCAM-KO lower forces are maintained throughout the experiment (Supplementary Figure 

2a). The data demonstrate that EpCAM deprivation modifies the mechanical properties of epithelial 

cells, most likely due to the fact that the arrangement of underlying actin cytoskeleton is altered in 

mutant cells.  

 

Aberrant contractile activity is at the origin of stress fiber maturation failure 

Several mechanisms were put forward to explain SFs maturation. A first study by Hotulainen and 

colleagues demonstrated that radial fibers grow by formin-mediated actin polymerization at FAs, 

and that ventral stress fibers arise from the fusion of radial fibers and associated-transverse arcs 

following the arcs contraction during the retrograde flow of the SF network (Hotulainen and 

Lappalainen, 2006; Tojkander et al., 2015). Another study reported the existence of stress fibers 

assembly de novo from the concatenation of short actin filaments (Machesky and Hall, 1997; 

Vallenius, 2013). Stress fiber formation and dynamics have been actively scrutinized in fibroblasts 

and mesenchymal cells, but very few studies took place in epithelial cells.  

Symmetry breaking and acquisition of front-rear polarity, as well as stress fiber maturation requires 

α4-actinin and contractility (Hotulainen and Lappalainen, 2006; Prager-Khoutorsky et al., 2011; Roca-

Cusachs et al., 2013). The striking requirement of EpCAM in these cellular processes prompted us to 

investigate the participation of α4-actinin and myosin-IIA in the development of the EpCAM-KO 

phenotype. We therefore tested α4-actinin and myosin-IIA distribution to evaluate these processes 

in epithelial cells. Stress fibers in control cells are cross-linked by a periodic distribution of α4-actinin 

that alternates with myosin-IIA, generating the classical sarcomeric appearance of ventral stress 

fibers (Figure 5a). By contrast, in EpCAM-KO cells, α4-actinin accumulates on radial fibers devoid of 
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myosin-IIA, which is enriched along circular arcs (Figure 5a), in agreement with the canonical radial 

fibers and circular arcs previously described (Cai et al., 2010; Burridge and Wittchen, 2013). α4-

actinin was previously reported in literature as an EpCAM binding partner (Balzar et al., 1998), 

therefore we first hypothesized that EpCAM depletion would prevent correct a4-actinin dynamics 

and its reorganization needed for stress fibers maturation. However, in our hands, no interaction 

between EpCAM and α4-actinin was detected using co-immunoprecipitation (Supplementary Figure 

5a). In addition, α4-actinin silencing by siRNA was not able to restore the presence of ventral stress 

fibers in the EpCAM-KO cells (Supplementary Figure 5b-c).  

We thus focused on cell contractility mechanisms to determine whether they are involved in the 

development of the EpCAM-KO phenotype. As shown in Figure 5a, myosin-IIA remains associated 

with circular arcs in mutant cells. Several studies described that the intensity and distribution of cell 

contractility were modulated by EpCAM in epithelial monolayers (Maghzal et al., 2013; Salomon et 

al., 2017). To assess the contractile ability of myosin-IIA, we performed an immunostaining against 

the phosphorylated form of the myosin regulatory light chain (P-MLC2). In absence of EpCAM, the P-

MLC2 signal intensified and was concentrated along circular arcs in comparison to control cells 

(Figure 5b-d). This result was confirmed by Western blot, where P-MLC2 levels increased relative to 

the total amount of MLC2 in comparison with control cells (Figure 5e-f). These data demonstrate 

that actomyosin activity is increased but restricted to circumferential actin arcs in EpCAM-silenced 

cells, creating a uniform hypercontractile ring at the cell cortex. 

The degree of P-MLC2 along circular arcs and ventral stress fibers is preferentially regulated by ROCK 

and MLCK (Tanner et al., 2010; Kassianidou et al., 2017a, 2017b). To test whether the local 

hypercontractility at circular arcs was at the origin of stress fibers and FA abnormalities, we 

submitted single EpCAM-KO cells to treatment with blebbistatin or Y-27632 to reduce myosin-II 

ATPase activity and ROCK activity, respectively (Figure 5g). Incubation with 10μM blebbistatin led to 

total disappearance of radial fibers and circular arcs, as previously described (Supplementary Figure 

6); (Burnette et al., 2014; Tee et al., 2015). However, treatment with 2 μM blebbistin provoked a 

decreased number of circular arcs, the swirling of actin cables with the development of a few ventral 

stress fibers, as well as more numerous and more centrally distributed FAs (Figure 5g). Similarly, 

treatment with 10 μM Y-2763 totally abolished the formation of radial fibers and circular arcs 

(Supplementary Figure 6), but a lower dose (0,5 μM) led to the disappearance of radial stress fibers, 

the formation of linear ventral stress fibers, the reduction of FA size and their distribution within the 

cell body (Figure 5g). Partial and full recovery of the stress fibers maturation using blebbistatin and 

Y-27 treatment respectively, pointed toward RhoA signaling. To assess the upstream RhoA 

involvement, we used a RhoA activator (CN03). Over-activation of RhoA worsens the phenotype 
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(Figure 5g), suggesting RhoA participation to the EpCAM-dependent mechanism. Formins are well-

known effectors of RhoA, and along this line, we tested their activity in EpCAM-depleted cells using 

the SMIFH2 inhibitor. SMIFH2 low-dose treatment reduced the size of the radial fibers, as well as the 

cell protrusion depth (Supplementary Figure 6). These results are reminiscent of the work of 

Bershadsky and colleagues, and demonstrate that mild adjustments of circular arcs contractility 

levels trigger actin reorganization from radial to chiral and linear SFs in epithelial cells seeded on 

non-patterned substrates / unconstrained conditions (Tee et al., 2015). Moreover, Arp2/3 or MLCK 

inhibition, through CK666 or ML-7 treatment, respectively, had no effect on EpCAM-silenced cells 

(Supplementary Figure 6). We concluded that actomyosin hyperactivity is at the core of the defects 

on stress fibers maturation induced by the silencing of EpCAM. Since the inhibition of both ROCK and 

formin activities counteracts the EpCAM-KO phenotype, we hypothesized that EpCAM may act 

upstream of the actomyosin apparatus activity, likely at the level of RhoA signaling. 

 

Active RhoA dynamics during epithelial cell spreading and polarity acquisition is impaired in 

EpCAM-KO cells 

Though typical transitions in cytoskeletal remodeling during cell spreading and polarity acquisition 

are described, a global spatial and temporal analysis of the contractility signaling is still missing. We 

thus monitored the spatiotemporal dynamics of GTP-loaded form of RhoA during cell polarization 

and stress fiber maturation using the location biosensor derived from the C-terminus of anillin, 

AHPH (Tse et al., 2012; Priya et al., 2015). mCherry-tagged AHPH partially co-distributes with total 

Rho-GFP (Supplementary Figure 7a) and overlaps significantly with the location biosensor based on 

the RhoA-GTP binding domain of ROCK1 (ROCK1-GBD-GFP) or with the location biosensor based on 

the GTP-RhoA binding domain of mDia (mDia-GBD-GFP) (Supplementary Figure 7b-c, respectively) 

(Budnar et al., 2019). These data testify of the specificity of AHPH-tagged for RhoA-GTP signal and 

confirm that it can be faithfully used to probe RhoA-GTP dynamics. In control Caco2 cells, AHPH-GFP 

localizes in discrete vesicles in the cell protrusion and close to plasma membrane, as previously 

reported in neuronal and epithelial cells (Bisi et al., 2013; Braun et al., 2015; Vassilev et al., 2017). 

Interestingly enough, the RhoA location biosensor displays a drastic change of its distribution from 

cell seeding to final cell spreading (Figure 6a). Within the first 15 minutes post-seeding, whereas no 

clear actin cable can be distinguished yet, RhoA-GTP-positive vesicles are perinuclearly located in still 

round-shaped cells. While spreading intensifies with the clear expansion of protrusions in circular 

shaped cells, RhoA-GTP concentrates in a central ring and co-distributes with an intense actin worms 

meshwork. The time of 30-minutes post-seeding is characterized by the appearance of concentric 

actin arcs at the level of the RhoA-GTP central ring, suggesting that RhoA-GTP central ring and 



GASTON Cécile – Thèse de Doctorat - 2019 
 

126 

subsequent signaling might be required for the formation of TAs during cell spreading. Starting from 

1 hour after initiation of spreading, RhoA-GTP distribution is remodeled, causing the disappearance 

of the central ring, concomitantly with the acquisition of a polarized cell shape. At 2-hour post-

seeding, control cells display a final spreading state and exhibit scattered and homogeneous RhoA-

GTP vesicular distribution throughout the cytoplasm. Accumulation of RhoA-GTP is observed from 

cell to cell. These kinetics show an evolution of active RhoA distribution during epithelial cell 

spreading. Moreover, the generation of a RhoA-GTP central ring precedes the formation of 

concentric actin arcs. Maturation of actin cables and efficient cell spreading are concomitant with 

rearrangement of the central ring and the acquisition of a homogeneous patterning of RhoA-GTP in 

the spread cell. Similar rearrangement of total Rho-GFP was observed during cell spreading (not 

shown). 

RhoA-GTP distribution was then assessed in EpCAM-deprived cells. Whereas in control cells AHPH-

mCherry probe displays scattered vesicles throughout the cytoplasm when cell spreading is 

accomplished, EpCAM-KO cells displayed an accumulation of active RhoA signal in vesicular and 

larger tubular compartments within the lamella (Figure 6b-c). Similar data were obtained for total 

Rho-GFP (Supplementary Figure 8). These AHPH-positive compartments concentrate right above the 

circular arcs (Figure 6d). The accumulation of AHPH probe suggests that the absence of EpCAM may 

impinge on RhoA-GTP dynamics. To test this hypothesis, we imaged GTP-RhoA using AHPH-mCherry 

reporter in control and EpCAM-KO cells (Supplementary videos 6-7). We found that AHPH-GFP-

positive vesicles exhibited a complex and fast intracellular trafficking in control cells (Supplementary 

video 6). Measure of the vesicle movement revealed movement majorly directed to and from the 

cell protrusion (Figure 6e). In the absence of EpCAM, however, RhoA-GTP-positive vesicles 

movement was blocked and led to subsequent enrichment at the level of TAs (Figure 6e; 

Supplementary video 7). These data led us to conclude that EpCAM may participate to the dynamics 

of RhoA-GTP within cell protrusions. Altogether, the dynamics and dissolution of the active RhoA 

ring in control cells compared to its maintenance in EpCAM-KO cells allowed us to conclude that the 

reorganization of the active RhoA cortical ring allows the remodeling of actin fibers, which is blocked 

in absence of EpCAM. These results demonstrate that EpCAM is required for remodeling the RhoA-

GTP zone and the subsequent reorganization of actin fibers during cell spreading.  

 

EpCAM ensures turnover of active RhoA at the cortex of the cell protrusion 

How does EpCAM ensure proper cell spreading? In the light of afore described data, we 

hypothesized that EpCAM may participate in the remodeling of the active RhoA zone during 

spreading. Thus, we analyzed EpCAM distribution together with the RhoA-GTP location biosensor 
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(Figure 7a-f). We found that a subpopulation of endogenous EpCAM- or EpCAM-GFP-positive 

intracellular compartments co-distributes with AHPH-GFP or AHPH-mCherry, respectively. This 

colocalization takes place in unpolarized cells and continues when cells acquire front-rear 

polarization (Figure 7a and 7d, respectively).  We used fluorescently tagged Rab GTPases as a proxy 

for organelle identity to characterize the intracellular compartments where EpCAM and active RhoA 

colocalized. We identified the recycling endocytic pathway as the preferential location for RhoA-GTP 

and EpCAM. In fact, RhoA-GTP and EpCAM co-distribute at 90% in Rab35-positive and at 60% in C-

terminal Eps15 homology domain-1 (EHD1)-positive compartments (Figure 7g-h and 7i-j, 

respectively). Contrary to the work on neural crest cells published by M. Takeichi (Vassilev et al., 

2017), the recycling marker Rab11 showed only 15% colocalization with AHPH-positive 

compartments (Supplementary Figure 9). Noteworthy, EpCAM and RhoA were only barely detected 

in Rab5-, EEA1-, Rab7-, Rab8- and Rab4-positive organelles (not shown). These results support the 

fact that RhoA-GTP and EpCAM colocalization specifically takes place in a fast recycling pathway and 

lead us to suggest that EpCAM may play a direct role in the cycling of RhoA-GTP through its recycling 

at the cell cortex. 

In line with this idea, we first evaluated the effect of EpCAM silencing on the recycling of RhoA-GTP. 

We found that RhoA-GTP remained sequestered and accumulated in EHD1- and Rab35-containing 

compartments in EpCAM-KO cells (Figure 8a-d), showing that the cortical accumulation of the AHPH 

probe we observed in the absence of EpCAM reflect a block of RhoA-GTP in recycling compartments.  

To provide further evidence that the endosomal recycling is required for turnover of RhoA-GTP and 

stress fiber maturation, we used dominant negative mutant forms of either EHD1 (mutation of 

glycine 65 to arginine in the P-loop domain of EHD1 which renders EHD1 cytosolic, i.e. EHD1G65R-

GFP) (Naslavsky and Caplan, 2011) or Rab35 (Rab35S22N-GFP) (Figure 8e). Overexpression of the 

mutant forms in control cells led to the accumulation of the AHPH location biosensor in a circular 

manner within the cell protrusion, nicely mimicking the effect of EpCAM silencing on RhoA-GTP 

distribution. Interestingly, concomitant perturbation of the epithelial cell shape was observed after 

EHD1G65R-GFP or Rab35S22N-GFP expression (Figure 8e). However, although transfected cells 

exhibit modified arrangement of actin cables and focal adhesions, the phenotype resulting from the 

expression of recycling mutants differed from the one of EpCAM-KO cells (Figure 8f), suggesting that 

EpCAM does not block the recycling pathway per se but rather the progression of Rho-GTP there. In 

conclusion, our results demonstrate that active RhoA is recycled along with EpCAM via the fast 

endosomal recycling mediated by Rab35, and this RhoA-GTP recycling is required to ensure epithelial 

cell spreading. Moreover, EpCAM potentiates RhoA-GTP progression through the recycling 

endosomes for proper turnover.  
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Discussion 

Biochemical studies, coupled with the use of C3 toxin and mutant constructs, showed that RhoA 

participates to stress fibers formation and myosin-II-dependent contractility (Nobes and Hall, 1995; 

Chrzanowska-Wodnicka and Burridge, 1996). Thereafter came the canonical view of RhoGTPases 

describing Rac1 and Cdc42 at the cell leading edge to support protrusive activity whereas RhoA 

promoted contraction at the cell rear (Raftopoulou and Hall, 2004). Although these studies were 

essential to our understanding of RhoGTPases functions, their tools only allowed for a fixed image of 

their activity at a given time, and their dynamics were missing. The development and use of FRET 

probes by Machacek et al., showed that RhoA was actually highly activated in a 2 µm wide band at 

the leading edge of migrating cells and participated to protrusive activity while Rac1 and Cdc42 

stabilized the protrusion for directed motion (Machacek et al., 2009). Our experiments revealed that 

a cortical ring of active RhoA forms and grows as cell spreads, and finally disperse while the cells 

polarize, to form a gradient along the front-rear axis (Figure 6a). In sharp contrast, as EpCAM-KO 

cells maintain this cortical ring of active RhoA and are unable to break symmetry to polarize 

normally, we argue that a tight spatio-temporal regulation of this pool of RhoA is necessary for the 

correct initiation of polarity in migrating epithelial cells. This result is in agreement with several 

studies, that showed the importance of proper balance of contractile forces for spreading and 

polarization in fibroblasts cells (Prager-Khoutorsky et al., 2011; Trichet et al., 2012). To our 

knowledge, this is the first report RhoA dynamics during epithelial cell spreading and polarity 

acquisition. 

Active RhoA is actually evenly distributed in the control cells once they polarized in a front-rear axis. 

RhoA cycling between its active and inactive state depends on its GEFs and GAPs activity. Recent 

works and reviews pointing towards the same surprising distributions of active GTPases proposed 

that the patterns of RhoA activity relied on the subcellular distribution of GEFs and GAPs in function-

oriented domains, rather than the GTPase’s location in itself (Fritz and Pertz, 2016). More than 80 

RhoGEFs and GAPs are reported in the human genome (Lawson and Ridley, 2018), suggesting that 

the RhoGTPases cycling is more specifically regulated than a simple ON-OFF switch. The control of 

these GEFs and GAPs in combination would grant an extreme precision for the tuning of RhoA. For 

instance, in Drosophila, RhoGEF2 and Cumberland-GAP coordinate to promote pulsatile ROCK and 

myosin-II activity that are necessary for apical constriction during ventral furrow formation (Mason 

et al., 2016). If each subcellular location is indeed determined by a subset of GEFs and GAPs 

dependent on the function exerted in the area, the maintenance of the active RhoA pool in absence 

of EpCAM could be explained by its anomalous dynamics. In the control cells where recycling 
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progress as expected, RhoA never accumulates in the cortical area where a GEF, or the absence of a 

GAP, would maintain the GTPase abnormally activated. The careful screening of GEFs and GAPs 

responsible for these defects still remain an important subject of study. 

Many studies highlighted that RhoA activity led to stress fibers formation in fibroblastic cell lines, but 

few analyzed it in epithelial cells. We show that the ectopic RhoA activity present at the cortex of 

EpCAM-depleted cells negatively impacts stress fibers’ maturation. Our work contrasts with the data 

presented by Jalal et al., however the many differences in our approaches could account for the 

discrepancies in the results. First, they could reflect the differences in cell lines or ECM protein 

coating we used, that probably rely on or triggers different signaling pathways, respectively. Second, 

their experiments were made using circular patterns. Though it allows easier reading and 

reproducibility of actin fibers dynamics, the spreading of Caco-2 cells is limited and they never 

formed all the described fibers subtypes that we observed in unconstrained conditions (Jalal et al., 

2019). One possibility is that confinement prevented the Caco-2 cells to properly organize their 

cytoskeleton, and that is likely a general property of epithelial cells as confined MDCK cells did not 

form radial fibers either. Another inherent effect to the use of circular pattern is the inability of cell 

to undergo symmetry-breaking. If the control of polarity and stress fiber maturation are temporally 

related in epithelial cells, it is possible that their setup conditions prevented the appearance of 

ventral stress fibers in these cell types.   

While transmembrane receptor trafficking (such as integrins or cadherins) has been under intense 

scrutiny in the context of cell migration and cancer metastasis (Mellman and Yarden, 2013; Paul et 

al., 2015; Kajiho et al., 2018), the link between traffic and RhoGTPases is only now coming to the 

fore. It was recently shown that Rab11 and its partner FIP3 promote the recycling of Rac1, that is 

necessary for Rac1 activity upon the actin cytoskeleton for the spreading and activation of T-cells 

(Bouchet et al., 2016). Cdc42 transport to the cell front is mediated by Rab6-positive vesicles, and 

Rab6 is able to regulate Cdc42 activity to promote U2OS cell spreading (Vestre et al., 2019). Vassilev 

et al. recently showed that, in neural crest cells, RhoA trafficking seems to be mediated by 

Rab11-positive recycling pathway (Vassilev et al., 2017). We demonstrated that active RhoA and 

EpCAM colocalize at the membrane of endosomal recycling compartments, however our results 

show that, even though a small proportion of active RhoA was indeed carried by Rab11-positive 

vesicles (Figure 7), the major recycling pathway for RhoA in our cells is mediated by 

Rab35/EHD1-positive endosomes. Nevertheless, even if the pathways differ in both studies, our 

result further emphasizes the importance of trafficking in the regulation of RhoA activity. 

We previously established that EpCAM depletion led to decreased contractility at bicellular, but not 

tricellular, junctions of epithelial tissue (Salomon et al., 2017). Several reports pointed out the 



GASTON Cécile – Thèse de Doctorat - 2019 
 

130 

importance of RhoA activity for the maintenance of myosin-II activity and junctional integrity (Arnold 

et al., 2017; Priya et al., 2017). We now provide evidence that EpCAM participates to RhoA recycling 

and the spatial control of its activity in single cell, with striking effect on myosin-II recruitment and 

activity. Analysis of EpCAM and RhoA recycling to and from the cellular junctions should prove 

especially informative concerning the control of junctional contractility and the maintenance of 

epithelial integrity. 

In summary, our results demonstrate that active RhoA accumulates in an intracellular pool on the 

membranes of Rab35-positive endosomes, in EpCAM-depleted cells. This ectopic RhoA activity is 

responsible for incorrect cell contractility distribution and activity in epithelial cells, leading to 

symmetry-breaking, migration and stress fibers defects in absence of EpCAM. In light of these 

results, we propose that EpCAM function as a cell adhesion molecule is revised to a more general 

role as a cell contractility regulator.  
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Materials & Methods 

 

Cell culture 

Caco2BBE cells were kindly provided by Dr. S. Robine (Curie Institute, Paris). Cells were routinely 

grown in DMEM 4.5 g/l glucose, 20% fetal bovine serum, 10% penicillin-streptomycin (Gibco, 

Thermo Fischer Scientific, Waltham, MA, USA). The culture medium was renewed every day. 

EpCAM reduction was carried out by lentiviral delivery of shRNA constructs directed against human 

EPCAM  

shEpCAM#1: TRCNϬϬϬϬϬϳϯϳϯϰ ϱ’-

CCGGGCCGTAAACTGCTTTGTGAATCTCGAGATTCACAAAGCAGTTTACGGCTTTTTG-ϯ’, and 

shEpCAM#2: TRCNϬϬϬϬϬϳϯϳϯϳ ϱ’-

CCGGCGCGTTATCAACTGGATCCAACTCGAGTTGGATCCAGTTGATAACGCGTTTTTG-ϯ’ designed and 

cloned into the lentiviral pLKO.1 puromycin resistant vector Mission shRNA lentiviral Transduction 

particle (Sigma Aldrich).  

shRNA-resistant EpCAM sequence (shEpCAM#ϭ resistant : ϱ’- 

ATGGCGCCCCCGCAGGTCCTCGCGTTCGGGCTTCTGCTTGCCGCGGCGACGGCGACTTTTGCCGCAGCTCAGG

AAGAATGTGTCTGTGAAAACTACAAGCTGGCTGTGAATTGTTTCGTCAACAATAATCGTCAATGCCAGTGTAC

TTCAGTTGGTGCACAAAATACTGTCATTTGCTCAAAGCTGGCTGCCAAATGTTTGGTGATGAAGGCAGAAATG

AATGGCTCAAAACTTGGGAGAAGAGCAAAACCTGAAGGGGCCCTCCAGAACAATGATGGGCTTTATGATCCT

GACTGCGATGAGAGCGGGCTCTTTAAGGCCAAGCAGTGCAACGGCACCTCCATGTGCTGGTGTGTGAACACT

GCTGGGGTCAGAAGAACAGACAAGGACACTGAAATAACCTGCTCTGAGCGAGTGAGAACCTACTGGATCATC

ATTGAACTAAAACACAAAGCAAGAGAAAAACCTTATGATAGTAAAAGTTTGCGGACTGCACTTCAGAAGGAG

ATCACAACGCGTTATCAACTGGATCCAAAATTTATCACGAGTATTTTGTATGAGAATAATGTTATCACTATTGA

TCTGGTTCAAAATTCTTCTCAAAAAACTCAGAATGATGTGGACATAGCTGATGTGGCTTATTATTTTGAAAAAG

ATGTTAAAGGTGAATCCTTGTTTCATTCTAAGAAAATGGACCTGACAGTAAATGGGGAACAACTGGATCTGGA

TCCTGGTCAAACTTTAATTTATTATGTTGATGAAAAAGCACCTGAATTCTCAATGCAGGGTCTAAAAGCTGGTG

TTATTGCTGTTATTGTGGTTGTGGTGATAGCAGTTGTTGCTGGAATTGTTGTGCTGGTTATTTCCAGAAAGAAG

AGAATGGCAAAGTATGAGAAGGCTGAGATAAAGGAGATGGGTGAGATGCATAGGGAACTCAATGCATAA – 

ϯ’) was provided by Invitrogen and cloned into a pEGFP-N1 backbone using the following primers 

(Eurofins genomics): Forward: ϱ’- aattctgcagtcgacggtaccATGGCGCCCCCGCAGGTC -ϯ’,  

Reverse: ϱ’- caccatggtggcgaccaggtggatcccgggTGCATTGAGTTCCCTATGCATCTCA –ϯ’. shEpCAM#ϭ-

resistant Caco-2 clones were generated by transfection with lipofectamine 2000 (Sigma Aldrich) and 

selection in DMEM supplemented with 20% FBS, 10% penicillin/streptomycin, 2 µg/ml puromycin 

and 0.5 mg/ml geneticin (Life Technologies). 
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Caco-2 paxillin-GFP and Lifeact-GFP were obtained by transfection lipofectamine 2000 (Sigma 

Aldrich) and selection in DMEM supplemented with 20% FBS, 10% penicillin/streptomycin, 2 µg/ml 

puromycin and 1 mg/ml geneticin (Life Technologies). For all experiments cells were plated on 

collagen-coated substrates, obtained by adsorption of collagen I (Sigma) that was incubated at room 

temperature for 1h at 50 µg/mL in 0.02N acetic acid, and washed with PBS before cell seeding. 

 

Transfection 

Plasmid and siRNA transient transfections were performed using Lipofectamine 2000 (Thermo Fisher 

Scientific), according to the manufacturer’s instructions. ACTNϰ silencing was carried out using two 

siRNA targeting human ACTN4 mRNA, from Sigma Aldrich. 

siRNA ACTNϰ #ϭ: ϱ’- CUUCUCUGGUGCCAGAGAA[dT][dT]-ϯ’ 

siRNA ACTNϰ #Ϯ: ϱ’- GACAUGUUCAUCGUCCAUA[dT][dT] – ϯ’ 

EpCAM reduction in MDCK cells was carried out using two siRNA targeting dog EpCAM mRNA, 

purchased from Invitrogen: 

siRNA EpCAM #ϭ: ϱ’- UUCAUAACCAAACAUUUGGUUGCCA -ϯ’ 

siRNA EpCAM #Ϯ: ϱ’ – UGAUUGAGAGCUGCCUUUCUAUUUA -ϯ’ 

EpCAM-GFP was purchased from Origene (NM_002354, CAT# RG201989). Rab11 dominant negative 

mutant was purchased from Addgene (# 12678). AHPH-GFP and AHPH-mCherry constructs were a 

kind gift from Dr. A.Yap (Brisbane University, Australia). GFP-Rho wt was a gift from Dr Anne Blangy 

(CRBM, Montpellier, France). Rab5a-mCherry and Rab11-GFP constructs were a gift from Dr. L. 

Johannes (Curie Institute, France), Rab4, Rab8 were gift from Dr. G. Montagnac (Gustave Roussy 

Institute, France). Paxillin-GFP was provided by Dr. M. Coppey (Jacques Monod Institute, France). 

EHD1-GFP and EHD1-G65R-GFP were a gift from Dr S. Caplan. Rab35-RFP and Rab35-S22N-RFP were 

provided by Dr A. Echard (Pasteur Institute, Paris, France).  

 

Antibodies and reagents 

Rabbit polyclonal antibody directed against EpCAM (#ab71916, IF dilution, 1:100) was from Abcam. 

Mouse monoclonal antibodies directed against paxillin (# 5H11, IF dilution, 1:100) and talin (#TA205, 

IF dilution, 1:100) were from Merck Millipore. Rat monoclonal antibody against activated 1-integrin 

was from BD Biosciences (#, IF dilution: 1/100). Rabbit polyclonal antibody against vinculin (# V4139, 

IF dilution, 1:100) was from Sigma-Aldrich. Rabbit polyclonal antibody directed against MLC2 (#3672, 

WB dilution 1:1,000) was from Cell Signaling (Danvers, MA, USA). Rabbit polyclonal antibody 

directed against P-MLC2 (S19/S20, #600-401-416, IF dilution 1:100, WB dilution 1:500) was from 

Rockland (Limerick, PA, USA). Rabbit monoclonal antibody directed against ACTN4 was from Life 
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Technologies (#42-1400, IF dilution, 1:100). Monoclonal antibody directed against GAPDH (#60004-

1-Ig, clone 1E6D9, WB dilution, 1:500) was from Proteintech (Chicago, IL, USA). 

 

Biochemical analysis 

Cell lysates were made 1 or 21 days after plating, for single cells or polarized monolayer respectively. 

Cells were lysed for 30 min using the following lysis buffer: 50 mM Tris/HCl pH 8.0, 150 mM NaCl, 1 

mM DTT, 0.5% NP-40, 1% Triton X-100, 1 mM EGTA, 1mM EDTA, with complete protease inhibitor 

cocktail and phosphatase inhibitor PhosSTOP (Roche, Basel, Switzerland). Insoluble debris were 

removed by centrifugation at 13,000 g for 15 min. Total protein content was measured by Bradford 

assay. 

 

Immunostaining 

Cells were grown on collagen-coated glass coverslips, fixed using 4% paraformaldehyde for 15 min, 

then permeabilized using 0.02% saponin solution in PBS for 20 min. 0.02% saponin/1% BSA solution 

was used for a 30min blocking step, before proceeding to incubation with the primary antibody at 

4°C overnight. The next day, secondary antibody was added after 3 washing steps, and left to 

incubate for 2h at RT. Except for SIM analysis where Vectashield medium was used, all stainings 

were mounted in Mowiol. 

 

Immunoprecipitation 

Cells were lysed as described above. Lysates were precleared with protein A–Sepharose beads for 1 

h, incubated with antibodies overnight at 4°C, and incubated with newly prepared protein A–

Sepharose beads the next day, for 2 h. The beads were washed three times with the lysis buffer. 

Precipitates were separated by SDS-PAGE and analyzed by immunoblotting. 

 

Live imaging 

Live cell spreading and migratory assays were performed with the Biostation (Nikon) using the 20x 

objective. Time-lapse images were taken every 10 min for 2 to 4 hours. Cell were treated with 

mitomycin C (10 µg/mL) for 1h to prevent division, before seeding on collagen-coated glass bottom 

fluorodishes (World Precision Instruments, #FD35-100). Cell tracks measurements and graphs were 

obtained using MATLAB. 

Cell edge protrusive activity was analyzed using kymographs from 10 min time-lapse movies with 5s 

frame rate, obtained on a wide field microscope (DMI6000, Leica) using x100/1.4NA Plan 

apochromatic oil objective. Briefly, four lines per cell normal to a free cell edge were used to 
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generate kymographs from which protrusion and retraction rates, time of protrusion and retraction, 

amplitude and period were measured with ImageJ. 

Actin dynamics experiments were performed using an inverted DMI8 Leica microscope equipped 

with a CSU-W1 spinning disk head (Yokogawa - Andor), using a x100 1.4 NA oil objective. Images 

were acquired every 5min for 2-4h. Active RhoA dynamics were followed on the same microscope, 

for 2min with a 5s frame rate. 

 

Structured Illumination Microscopy 

3D-Structured Illumination Microscopy (SIM) was performed on a Zeiss Elyra Microscope coupled to 

an optovar 1.6, 63X objective and a camera EM CCD Andor SIM.  During z-stack acquisition, 5 

rotations were applied. Deconvoluted structured illumination images were generated by Zen 

software, and images were merged in ImageJ.  

 

Atomic force microscopy 

Cells were cultured in DMEM, 20% FBS, 1
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Traction Force Microscopy 

Soft polydimethylsiloxane (PDMS) substrates of 15kPa rigidity containing red 200nm fluorescent 

beads (Life technologies) were prepared by mixing CY52-276 kit components (Dow Corning Toray) at 

1:1 ratio and letting it spread and cure on glass bottom fluorodishes overnight. Collagen I (Sigma) 

was adsorbed on the surface on the substrate as described above. Cells were plated on the substrate 

and imaged for 22-24h, at a 6 min interval in the Biostation (Nikon) using the x20 objective. Images 

were aligned to compensate for experimental drift before analysis of the beads displacement was 

performed, using Particle Imaging Velocimetry (PIV) script in MATLAB. From the displacement data, 

Fourrier transform traction cytometry (FTTC) plugin in ImageJ (available at 

https://sites.google.com/site/qingzongtseng/tfm) was used to estimate the traction forces exerted 

on the substrate. The total traction force exerted by cells was calculated by summing the 

magnitudes of the traction vectors under and near the cell of interest and multiplying by the area 

covered by those vectors. 

 

Statistical analysis 

All statistical analyses were performed using GraphPad (PRISM). Unless otherwise stated, 

experiments were replicated 3 times independently and comparison between samples were done 

without Gaussian distribution assumption of the data, meaning comparisons were carried out using 

Mann-Whitney test for two conditions comparison, or Kruzkal-Wallis test and Dunn’s multiple 

comparison tests for three and more conditions. P-values met the following criteria * p < 0.05, ** p < 

0.01 and *** p < 0.001. 

Triple colocalization was analyzed using a Matlab-based custom program. Briefly, fluorescence was 

first segmented in each channel using local thresholding (Phansalkar method; Phansalkar et al., 

2011), and a local 2-D median filter with user-defined 135 neighborhood size was applied to remove 

noise. Colocalization was then measured using the Manders split coefficients M1 and M2 (Manders 

et al., 1992) as such:  �1 = ∑ �1�,������∑ �1��   and 2 = ∑ �2�,������∑ �2��  , where S1i,coloc = S1i if S1i > 0 AND S2i > 0, and S2j,coloc = 

S2j if S2j > 0 AND S1j > 0. The Matlab Code or the standalone user interface can be shared upon 

request. 

 

Data availability 

The data that support the findings of this study are available from the corresponding author upon 

request. 
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Figure legends 

Figure 1: EpCAM is required for single cell front-rear polarization and migration. (a-b) Western blot 

analysis (a) and statistical analysis (b) of the EpCAM expression in Caco2 21-days monolayers or 

single cells spread on collagen-coated petri dishes and coverslips, respectively. α-tubulin was used as 

a loading control. Three independent experiments were carried out. (c-d) 3D-SIM microscopy 

analysis of EpCAM distribution in Caco2 single cells. xy (c) and xz (d) views are presented. Scale bar, 

5μm. (e-f) Phase contrast representative images of control (e) or EpCAM-depleted (f) 2-days post-

spreading Caco2 single cells. Scale bar, 5μm. (g-h) Statistical analysis of the aspect ratio (g) and the 

distance between the nucleus and the centroid (h) in control (Caco2 shNT) or EpCAM-deprived 

(Caco2 shEpCAM #1 and #2) cells. Three independent experiments were carried out. N > 30 cells for 

each condition. Kruzkal-Wallis test and Dunn’s multiple comparison test, P<Ϭ.ϬϬϬϭ. Values are mean 

± s.e.m.  

 

Figure 2: EpCAM participates in the maturation of ventral stress fibers in Caco2 cells. (a) Time-

lapse images of actin cable rearrangement during cell spreading and polarity acquisition in control 

and EpCAM-KO cells. Scale bar, 5μm. (b) Confocal analysis of actin (green) and paxillin (magenta) 

distributions in control (Caco2 shNT) and EpCAM-silenced (Caco2 shEpCAM) cells. Accumulated z-

stack are presented. Scale bar, 5μm. (c) Analysis of the distribution of focal adhesions according to 

their size in control (Caco2 shNT) and EpCAM-depleted (Caco2 shEpCAM#1 and #2) cells. (d) 

Statistical analysis of FA density in the delimited 2µm, 5µm or center area. N (Caco2 shNT) = 31 cells, 

N (Caco2 shEpCAM#1) = 30 cells, N (Caco2 shEpCAM #2) = 30 cells. Kruzkal-Wallis test and Dunn 

multiple comparison test, **P <0.01, ***P<0.001. Values are mean ± s.e.m. Three independent 

experiments were carried out. (e) Statistical analysis if the number of ventral stress fibers (VSFs), 

radial fibers (RSFs) and transverse arcs (TAs) in control and EpCAM-depleted cells. Values are mean ± 

s.e.m. Three independent experiments were carried out. (f) Statistical analysis of the length of radial 

fibers in control and EpCAM-silenced cells. N (Caco2 shNT) = 36 cells, N (Caco2 shEpCAM#1) = 35 

cells, N (Caco2 shEpCAM #2) = 43 cells, n>160 dorsal fibers for each condition. ****P<0.0001. Values 

are mean ± s.e.m. Three independent experiments were carried out.  

 

Figure 3: EpCAM expression triggers the formation of stress fibers. (a) Western blot analysis of 

EpCAM expression in control Caco2 (Caco2 shNT), MDCK, EpCAM-silenced (Caco2 shEpCAM#1 and 

#2), U2OS and HeLa cells. α-tubulin was used as a loading control. (b) Quantification of EpCAM 

expression in control Caco2 (Caco2 shNT), MDCK, EpCAM-silenced (Caco2 shEpCAM#1 and #2), U2OS 

and HeLa cells. Values are mean ± s.e.m. Three independent experiments were carried out. (c-e) 
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Confocal analysis of actin and paxillin in control and EpCAM siRNA-treated MDCK cells (c), in GFP- 

and EpCAM-GFP-transfected U2OS cells (d), and in GFP- and EpCAM-GFP-transfected HeLa cells (e). 

Accumulated z-stack are presented. Scale bar, 5μm.  

 

Figure 4: Loss of EpCAM provokes cell mechanical changes. (a) Representative maps showing the 

cell topography (top) and local Young's modulus (bottom) for a representative control cell (left) and 

shEpCAM cell (right). (b) Average pixel stiffness versus local pixel height for the different conditions. 

All force-indentation curves (n > 150000 for each condition, merged from 2 experiments) are binned 

according to the pixel height in 200 nm increments and the average Young's modulus is taken in 

each bin and plotted. (c) Average Young's modulus in the region of height < 2 μm for each cell 

(Control n=13, shEpCAM #1 n=14, and shEpCAM #2 n=13, merged from 2 experiments). Plots show 

the median 



GASTON Cécile – Thèse de Doctorat - 2019 
 

170 

Figure 6: Active RhoA distribution is impaired in the absence of EpCAM. (a) Confocal analysis of the 

distribution of AHPH-mCherry (magenta) and actin in control cells during cell polarization and 

maturation of stress fibers from 0 to 2 hours. AHPH-mCherry intensity maps are presented in the 

bottom panel. Scale bar, 5μm. (b) AHPH-GFP intensity maps were generated in control and EpCAM-

depleted cells with LUT table Physics from ImageJ and are presented in the bottom panel. Max 

intensity z-projection of substacks are presented. (c) Statistical analysis of the volume of AHPH-GFP-

positive structures in control (Caco2 shNT) and EpCAM-silenced (Caco2 shEpCAM #1 and #2) cells. N 

(Caco2 shNT) = 10 cells, N (Caco2 shEpCAM#1) = 5 cells, N (Caco2 shEpCAM #2) = 10 cells. One-way 

ANOVA with unpaired t-test, **** P-value < 0.0001. (d) Confocal analysis the distribution of AHPH-

GFP (green) and actin (magenta) within the cell protrusion in EpCAM-silenced Caco2 cells. Scale bar, 

5μm. 

 

Figure 7: EpCAM and active RhoA co-evolve in recycling endosomes. (a-d) 3D-SIM microscopy 

analysis of EpCAM-GFP (magenta) and AHPH-mCherry (green) in unpolarized single cells during cell 

spreading (a-b) and polarity acquisition (c-d) in the xy plane (a,c) or the xz plane (b,d). Collagen 

substrate is delimited by an orange dotted line. Arrows point on colocalizations. Scale bar, 5μm. (e) 

Quantification of the Manders overlap coefficient between AHPH-mCherry versus endogenous 

EpCAM, AHPH-mCherry versus EpCAM-GFP, endogenous EpCAM versus AHPH-mCherry, and EpCAM-

GFP versus AHPH-mCherry in polarized single Caco2 cells. (f) 3D-SIM microscopy analysis of EpCAM 

(magenta), AHPH-GFP (yellow) and Rab35-RFP (blue) in polarized single cells. Arrows point on 

colocalizations. Scale bar, 5μm. (g) Quantification of the the Manders overlap coefficient between 

AHPH-GFP versus Rab35-RFP, Rab35-RFP versus AHPH-GFP, AHPH-GFP+endogenousEpCAM versus 

Rab35-RFP, and Rab35-RFP versus AHPH-GFP +endogenousEpCAM in polarized single Caco2 cells. (h) 

3D-SIM microscopy analysis of EpCAM (magenta), AHPH-mCherry (yellow) and EHD1-GFP (blue) in 

polarized single cells. Arrows point on colocalizations. Scale bar, 5μm. (i) Quantification of the the 

Manders overlap coefficient between AHPH-mCherry versus EHD1-GFP, EHD1-GFP versus AHPH-

mCherry, AHPH-mCherry+endogenousEpCAM versus EHD1-GFP, and EHD1-GFP versus AHPH-

mCherry +endogenousEpCAM in polarized single Caco2 cells.  

 

Figure 8: Active RhoA is blocked in recycling endosomes in the absence of EpCAM. (a) Confocal 

analysis of the distribution of EHD1-GFP (magenta) and AHPH-mCherry (green) in control and 

EpCAM-silenced cells. (b) Quantification of the Manders overlap coefficient between AHPH-mCherry 

versus EHD1-GFP or EHD1-GFP versus AHPH-mCherry in control or EpCAM-depleted cells. Values are 

mean ± s.e.m. (c) Confocal analysis of the distribution of Rab35-RFP (magenta) and AHPH-GFP 
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(green) in control and EpCAM-silenced cells. (d) Quantification of the Manders overlap coefficient 

between AHPH-GFP versus Rab35-RFP or Rab35-RFP versus AHPH-GFP in control or EpCAM-depleted 

cells. Values are mean ± s.e.m. (e) Confocal analysis of EHD1G65R-GFP (magenta) and AHPH-

mCherry (green) (upper panel), or Rab35S22N-RFP (magenta) and AHPH-GFP (green) (lower panel) in 

control Caco2 cells. (f) Confocal analysis of actin and paxillin distribution after EHD1G65R-GFP 

transfection in Caco2 cells. Scale bar, 5μm. 

 

Figure 9: Scheme showing the active RhoA dynamics in control and EpCAM-KO cells during 

spreading. Active RhoA zone remodeling is prevented in absence of EpCAM leading to polarization 

and migration defects. (a-b) Inserts depicting the RhoA recycling pathway in control (a) or EpCAM-

KO cells (b). (a) EpCAM promotes the RhoA-GTP fast recycling via Rab35/EHD1-positive endosomes. 

(b) In the absence of EpCAM, RhoA is not recycled specifically though Rab35 pathway and RhoA-GTP 

accumulates in the recycling endosomes. EE, early endosome; fRE, fast recycling endosome; sRE, 

slow recycling endosome. The width of the arrows indicates the use of the pathway. 
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Supplementary Figures 

 

Supplementary Figure 1: (a-b) Color map of cell tracks in control (Caco2 shNT) (a) and EpCAM-

depleted (Caco2 shEpCAM) (b) cells. (c) Statistical analysis of the distance traveled by control and 

EpCAM-silenced cells within 2 hours. N (Caco2 shNT) = 65 cells, N (Caco2 shEpCAM#1) = 22 cells, N 

(Caco2 shEpCAM #2) = 31 cells. ANOVA test, P-value=0,012. Values are mean ± s.e.m. Three 

independent experiments were carried out. (d) Representative kymograph of lamellipodial activity in 

control and EpCAM-silenced cells. (e-f) Statistical analyses of the protrusion time (e) and the 

protrusion speed (f). Protrusion amplitude (Caco2shNT) = 1,39±0,081 µm (n=94 events analysed), 

protrusion amplitude (Caco2shEpCAM#1) = 1,70±0,118 µm (n=52), protrusion amplitude 

(Caco2shEpCAM#2) = 1,45±0,261 µm (n=25). Protrusion speed (Caco2shNT) = 0,069±0,0042 µm/s 

(n=84), protrusion speed (Caco2shEpCAM#1) = 0,041±0,0033 µm/s (n=50), protrusion speed 

(Caco2shEpCAM#2) = 0,020±0,0025 µm/s (n=Ϯϯ). Values are mean ± SEM. Dunn’s multiple 

comparison test. ** P-value <0.01, *** P-value <0.001. Three independent experiments were carried 

out. 
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Supplementary Figure 2: Confocal analysis of the distribution of β1-integrin, talin, vinculin and zyxin 

in control and EpCAM-silenced cells. Accumulated z-stacks are presented. Scale bar, 5μm. 
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Supplementary Figure 3: (a) Confocal analysis of EpCAMr-GFP and paxillin in control and EpCAM-

GFP cells. Accumulated z-stacks are presented. Scale bar, 5μm. (b) Confocal analysis of actin and 

paxillin distribution in control and EpCAM-depleted cell islands. Accumulated z-stacks are presented. 

Scale bar, 5μm. 
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Supplementary Figure 4: (a) Western blot analysis of EpCAM expression in control or EpCAM siRNA-

treated MDCK cells. α-tubulin was used as a loading control. (b) Statistical analysis of EpCAM 

expression in control and siRNA-treated MDCK cells. Three independent experiments were carried 

out. 
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Supplementary Figure 5: (a) Western blot detection of 4-actinin (upper panel) and EpCAM (lower 

panel) after immunoprecipitation of 4-actinin or EpCAM from control Caco2 cell extracts. (b) 

Western blot analysis of 4-actinin expression in control (Luciferase siRNA) or 4-actinin-deprived 

(4-actinin siRNA) Caco2 shNT and Caco2 shEpCAM cells. GAPDH was used as loading control. (c) 

Confocal analysis of 4-actinin, actin and paxillin distribution in 4-actinin-depleted Caco2shNT cells 

(upper panel) or in 4-actinin-depleted Caco2 shEpCAM cells (lower panel). Scale bar, 10μm. 
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Supplementary Figure 6: Confocal analysis of paxillin (magenta) and actin (green) in EpCAM-

depleted cells upon DMSO, blebbistatin 10 μM, Y-27632 10 μM, CK666 50 μM or ML-7 10 μM 

treatment for 1 hour. Scale bars, 5μm. 
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Supplementary Figure 7: (a-c) Confocal analysis of total RhoA (Rho-GFP) (a), RhoA-GTP binding 

domain of ROCK1 (ROCK1-GBD-GFP) (b) or RhoA-GTP binding domain of mDia (mDia-GBD-GFP), 

together with GTP-RhoA (AHPH-mCherry). Scale bar, 5 m. 
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Supplementary Figure 8: Confocal analysis of RhoA (Rho-GFP) and RhoA-GTP (AHPH-mCherry) 

distribution in control (Caco2 shNT) and EpCAM-depleted (Caco2 shEpCAM) cells. Scale bars, 5m. 
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Supplementary Figure 9: (a) Confocal analysis of RhoA-GTP (AHPH-GFP) and Rab11-mCherry in 

Caco2 cells. Scale bar, 5μm. (b) Quantification of the Manders overlap coefficient between AHPH-

GFP versus Rab11-mCherry in Caco2 cells.  
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3. Discussion 
 

Comme je l’ai précédemment indiqué, les premiers travaux concernant EpCAM, et son nom 

même la désignant comme une molécule d’adhérence cellule-cellule per se, ont orienté les 

recherches concernant cette protéine depuis les années 90. Le travail de l’équipe de François 

Fagotto a permis de proposer un rôle indirect pour EpCAM dans la régulation de la contractilité via la 

voie de signalisation des PKCs atypiques (aPKCs). Cette voie visant la MLCK conduit à la 

déstabilisation des jonctions de E-cadhérine (Maghzal et al., 2013). Deux articles parus pendant ma 

thèse s’appuient sur des données structurales pour remettre en cause la participation d’EpCAM à un 

complexe d’adhérence (Tsaktanis et al., 2015; Gaber et al., 2018). Nos données étant obtenues en 

cellule unique, elles démontrent clairement qu’EpCAM possède une fonction indépendante de sa 

présence aux contacts cellulaires. Ces résultats nous permettent d’assigner à EpCAM une position de 

régulateur en amont de la GTPase RhoA, et décrivent les conséquences de son extinction au niveau 

fonctionnel dans les cellules épithéliales. 

 

Les résultats obtenus au cours de ma thèse démontrent que l’hypothèse reliant EpCAM et 

les aPKCs décrite dans leur article (Maghzal et al., 2010, 2013), n’est pas l’unique voie reliant EpCAM 

à la contractilité cellulaire. D’ailleurs, la contribution de la signalisation dépendante de RhoA a été 

présenté dans leur article, en figure supplémentaire, mais non retenue dans leur modèle final 

(Maghzal et al., 2013). Pourtant, ces données supplémentaires montrent clairement que l’utilisation 

d’un mutant dominant-négatif de RhoA (RhoA-DN) ou de Y-ϮϳϲϯϮ restaure l’intégrité des explants 

d’ectoderme de manière similaire à l’inhibiteur de PKC employé à forte dose (5 µM). Si la dose 

d’inhibiteur de PKC est intermédiaire (2 µM), RhoA-DN est même plus efficace, indiquant un rôle 

prépondérant de RhoA pour le maintien de l’intégrité des épithéliums. 

Dans notre étude, grâce à l’utilisation de la sonde développée par le laboratoire de M. 

Glotzer (Piekny and Glotzer, 2008), et reprise par le laboratoire d’Alpha Yap (Priya et al., 2015), nous 

avons analysé la distribution de RhoA activé en dynamique pendant l’adhérence au substrat et 

l’acquisition de la polarité avant-arrière des cellules épithéliales. Lorsque la cellule n’est pas encore 

étalée, RhoA-GTP est réparti de manière homogène, puis lorsqu’elle adhère au substrat et 

commence à s’étaler, un anneau de RhoA actif se forme au cortex. Au fur et à mesure de 

l’étalement, RhoA-GTP se disperse dans la cellule jusqu’à former un gradient croissant d’activité de 

l’avant de la cellule vers l’arrière (fig. 6a). En l’absence d’EpCAM, l’anneau de RhoA actif est 

maintenu, la dynamique de RhoA est très fortement réduite (fig. 6b), et la majorité des cellules 

EpCAM-KO ne parviennent pas à briser la symétrie pour établir un axe avant-arrière (fig. 6b et fig. 

1e-h). Ce résultat montre directement l’importance de la dynamique de RhoA pour l’étalement des 
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cellules et l’organisation du cytosquelette d’actine, ce qui n’a jamais été décrit ni dans les cellules 

épithéliales, ni dans quelque modèle cellulaire que ce soit.  

 

Contrairement à l’étude publiée par M. Takeichi (Vassilev et al., 2017), nous montrons que le 

trafic intracellulaire de RhoA passe majoritairement par la voie de recyclage dépendante de Rab35, 

et implique EHD1, une protéine responsable de la fission des vésicules à partir des endosomes de 

recyclage (fig. 7, 8) (Kouranti et al., 2006; Naslavsky and Caplan, 2011; Kobayashi and Fukuda, 2013). 

Le remodelage du cytosquelette varie suivant l’environnement cellulaire et implique un degré de 

plasticité au niveau temporel et spatial dans sa régulation. La composante spatiale est 

particulièrement visible dans les cellules neuronales où la répartition des RhoGEFs et RhoGAPs se 

distingue entre le corps cellulaire et l’axone (Galic et al., 2014; Fritz and Pertz, 2016). De même, le 

maintien de la polarité avant-arrière lors de la migration dépend d’une régulation différente entre 

les deux régions cellulaires. Il n’est donc pas surprenant que l’interaction entre les RhoGTPases et les 

mécanismes de trafic intracellulaire recueille de plus en plus d’attention (Wu and Horowitz, 2011; 

Bisi et al., 2013).  

Rab35 contrôle une voie de recyclage rapide, importante dans de nombreux processus 

cellulaire, notamment pour la division (Kouranti et al., 2006; Klinkert and Echard, 2016). L’extrémité 

C-terminale de Rab35 est riche en acides aminés basiques dont la charge globale positive lui confère 

la propriété intéressante de former des interactions électrostatiques avec les lipides chargés 

négativement du feuillet interne de la membrane plasmique (Kulakowski et al., 2018). MICAL1, une 

oxydoréductase recrutée par Rabϯϱ permet à l’abscission de progresser en induisant la 

dépolymérisation des filaments d’actine présent dans le midbody (Frémont et al., 2017). Parmi les 

effecteurs de Rab35 à la membrane des endosomes de recyclage, MICAL-L1 recrute EHD1, est une 

protéine capable de réaliser la fission des tubules de recyclage (Naslavsky and Caplan, 2011; 

Kobayashi and Fukuda, 2013). De plus en plus d’articles mettent en évidence la participation de 

Rabϯϱ à l’organisation du cytosquelette d’actine, soit en s’associant directement avec des protéines 

de réticulation de l’actine telle que la fascine (Zhang et al., 2009), soit en modulant l’activité de 

régulateurs du cytosquelette. Plusieurs études ont révélé une colocalisation entre Rab35 et les 

GTPases Cdc42 et Rac1 (Chevallier et al., 2009; Shim et al., 2010; Klinkert and Echard, 2016). 

L’activation de CdcϰϮ par son interaction avec Rabϯϱ est nécessaire pour la formation de filopodes 

et promeut l’extension de neurites dans des cellules de neuroblastome. Les auteurs ont aussi noté 

une colocalisation avec la GTPase RhoA mais sans effet apparent sur la formation de neurites 

(Chevallier et al., 2009).  
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EpCAM, RhoA activé et Rab35 colocalisent dans les cellules Caco2 (fig. 7). L’absence 

d’EpCAM ne semble pas modifier le recrutement de RhoA activé aux endosomes Rabϯϱ-positifs. De 

plus, la colocalisation d’EHDϭ avec les vésicules AHPH-positives est augmentée en absence d’EpCAM 

(fig. 8b). Le mutant EHD1-GϲϱR, qui a perdu sa capacité de liaison à l’ATP, phénocopie le blocage du 

recyclage de RhoA visible dans les cellules EpCAM-KO. Cela suggérerait qu’EpCAM favorise l’activité 

d’EHDϭ en temps normal (fig. 8e). La présence de tubules EHD1-positifs qui semblent légèrement 

plus longs en absence d’EpCAM tend à favoriser cette hypothèse. Comment EpCAM influencerait 

l’activité d’EHDϭ ? Il est possible que l’absence d’EpCAM empêche le recrutement de facteurs qui 

faciliterait l’activité d’EHDϭ, ou au contraire favorise le recrutement de partenaires ayant un effet 

négatif sur son activité. De plus, l’accumulation de RhoA activé à ce niveau pourrait exercer un 

rétrocontrôle sur la fission à partir des endosomes de recyclage.  

 

Une autre question intéressante concerne le mécanisme d’activation de RhoA à la 

membrane des endosomes. La vision canonique des GTPases décrit leur activation à la membrane 

plasmique à l’aide de GEFs et leur inactivation puis maintien dans le cytoplasme sous l’action des 

GAPs et des GDIs. Des études précédentes laissaient sous-entendre la possibilité de l’activation de 

RhoA dans un pool intracellulaire, et non à la membrane plasmique (Braun et al., 2015; Vassilev et 

al., 2017). Ces travaux soulèvent un point intéressant et pour l’instant inexploré. Comment le cycle 

des GTPases est-il couplé à leur trafic ? Maintiennent-elles leur activité quelle que soit la membrane 

à laquelle elles sont incorporées et dans ce cas, par quel moyen ? Nos résultats montrent que RhoA 

est activé dans les endosomes de recyclage. Il est possible que des GEFs soient recrutées à la surface 

des endosomes par d’autres protéines du cargo, ou redistribuées aux endosomes suite à la 

déstabilisation des réseaux de cytosquelette. L’accumulation de RhoA activé dans les cellules 

EpCAM-KO amène aussi un deuxième point : RhoA est-il activé par la présence d’une GEF dans cette 

nouvelle localisation ou est-il bloqué dans les endosomes à cause de son activation ? Une hypothèse 

possible serait que RhoA doit être désactivé pour pouvoir poursuivre son recyclage. Cette question 

pourrait être résolue par l’analyse fine en vidéomicroscopie de RhoA et de son état d’activation en 

fonction de son trafic à l’aide des marqueurs du recyclage. Ces futures expériences, à la fois en 

cellule unique mais aussi sur des monocouches polarisées, seront extrêmement informatives sur ce 

point pour l’instant inexploré.  

 

La dynamique des fibres de stress observée dans les cellules Caco2 et MDCK correspond à ce 

qui a été décrit pour les fibroblastes, à savoir la formation des arcs transverses à la frontière entre le 

lamellipode et la lamelle, puis celles des fibres ventrales à partir des fibres dorsales (Hotulainen and 
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Lappalainen, 2006; Tee et al., 2015). Nos résultats contrastent avec l’analyse de Jalal et al., qui 

n’observent pas de transition des fibres dorsales aux fibres ventrales dans les cellules épithéliales 

(Jalal et al., 2019) ; cependant, cette différence peut s’expliquer par la présence du confinement 

circulaire dans leurs expériences. En effet le confinement contraint le type de fibres de stress qu’une 

cellule peut établir, ainsi que leur connexion avec d’autres éléments du cytosquelette et leur 

dynamique (Kassianidou et al., 2017b; Lee et al., 2018). D’autre part, la forme en cercle maintient la 

cellule dans un état symétrique qui n’est probablement pas propice à l’établissement de la polarité 

avant-arrière, et peut-être à la maturation des fibres ventrales en cellules épithéliales. 

La perturbation de RhoA conduit au blocage de la maturation des fibres de stress. Le fait que 

RhoA impacte ces structures n’est pas surprenant puisque qu’il s’agit des premiers résultats 

concernant les fonctions régulées par cette GTPase (Nobes and Hall, 1995; Chrzanowska-Wodnicka 

and Burridge, 1996). En plus de la contractilité cellulaire, les -actinine-1 et -4 sont décrites comme 

étant requises pour la maturation des fibres de stress (Peterson et al., 2004; Hotulainen and 

Lappalainen, 2006; Feng et al., 2013). Ayant écarté la possibilité que l’-actinine-1 (non présente sur 

les câbles d’actine dans les cellules CacoϮ, résultat non publié) et l’-actinine-4 participent à ce 

processus (fig. 5a et fig. supp. 5), nous nous sommes concentrés sur le niveau de contractilité 

présent au niveau des arcs transverses. En absence d’EpCAM, la quantité de myosine II phosphorylée 

est bien plus élevée qu’en condition contrôle (fig. 5b-e), et la majorité se situe sur les arcs 

transverses (fig. 5b). En considérant que l’activité contractile doit être comprise dans une gamme de 

valeurs raisonnables pour être efficace, une tension trop faible ou trop forte pourrait expliquer le 

défaut de maturation des fibres de stress. Les résultats obtenus après traitement des cellules 

EpCAM-KO par des drogues qui modulent l’activité contractile confirment cette idée. En effet, 

l’application de blebbistatine ou de Y-27 à des doses faibles (2µM et 0,5µM, respectivement, fig. 5f) 

permettent de rétablir la formation de fibres de stress, alors que des doses plus importantes et plus 

classiquement utilisées (ϭϬµM) n’ont aucun effet (résultat non publié). 

 Les résultats concernant la myosine-II suggèrent que la tension exercée sur les câbles d’actine 

est excessive en absence d’EpCAM. Cependant, il apparait là un paradoxe au regard des données 

obtenues par TFM, qui indiquent que les cellules EpCAM-KO exercent des forces très faibles sur le 

substrat (fig. 4e, f). Plusieurs hypothèses pourraient expliquer ce phénomène : 

- Les adhérences focales ne sont pas correctement reliées cytosquelette  

- La contraction des arcs n’est pas bien transmise au substrat au niveau de la connexion entre 

les arcs transverses et les fibres dorsales 

- Bien que la myosine-II soit phosphorylée, son action est réduite 

- Le type de fibres de stress en soi est moins efficace pour transmettre des forces au substrat 
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Le marquage de différents composants des adhérences focales ne nous a pas permis 

d’identifier une protéine manquante, parmi celles connues pour la transmission de l’information 

mécanique (fig. supp. 2). En revanche, la distribution de la zyxine est particulièrement intéressante. 

En absence d’EpCAM, celle-ci est recrutée très fortement sur les fibres dorsales (fig. supp 2). Il a été 

montré que la zyxine participe à un mécanisme de réparation des fibres de stress quand celles-ci se 

cassent ou se déforment. La zyxine est recrutée aux sites de cassure des fibres de stress et recrute 

l’-actinine et le complexe VASP pour stabiliser et réparer la fibre afin de restaurer son activité de 

mécanotransducteur (Smith et al., 2010; Hoffman et al., 2012). Les fibres dorsales des cellules 

EpCAM-KO sont très enrichies en zyxine et en ACTNϰ, ce qui laisse penser qu’elles seraient fragilisées 

et/ou en processus de réparation. 

Pour évaluer la connexion entre les fibres dorsales et les arcs transverses, j’ai analysé la 

présence de la palladine (PLLD). Cette protéine est capable de se lier aux filaments d’actine, et son 

extinction cause la réduction des fibres dorsales, ainsi que des défauts de connexion entre celles-ci 

et les arcs transverses dans des cellules U2OS (Gateva et al., 2014). L’immunomarquage de la 

palladine montre que cette protéine est présente dans les cellules EpCAM-KO (Figure 25). Même si 

le signal est assez diffus, elle est enrichie au niveau des fibres d’actine (flèches) et son intensité ne 

semble pas différente de celle visible dans les cellules contrôles. 

 

Figure 25 : Distribution de la palladine (PLLD) dans les cellules contrôles et EpCAM-KO. PLLD est enrichie au 
niveau des arcs transverses (flèches). Barre d’échelle, ϭϬ µm. 
 

Concernant l’activité de la myosine-II en regard de sa phosphorylation, la quantité de chaine 

légère régulatrice totale n’étant pas différente entre les cellules contrôles et les cellules EpCAM, il 

semblerait que la quantité de myosine soit identique entre les deux conditions. De façon 

intéressante, l’équipe d’A. Martin a démontré que, dans le contexte de la constriction apicale chez la 
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drosophile, une activation constitutive de RhoA augmente en effet l’activité de la myosine-II mais ne 

produit pas de contractilité efficace pour autant (Mason et al., 2016). Les auteurs proposent que la 

pulsatilité de l’activité de la myosine-II, entraînée par le cycle de RhoA entre les états activé et 

inactivé, est essentielle pour le développement de la contractilité. Ainsi, l’inactivation de RhoA est 

nécessaire, au même titre que son activation. Dans la mesure où RhoA reste bloqué sous forme 

activée dans les cellules EpCAM-KO, le caractère pulsatile de la myosine-II pourrait être perdu, la 

rendant incapable de générer une contractilité raisonnable. En outre, l’analyse de la distribution des 

isoformes myosine-IIA et myosine-IIB montre un co-recrutement important de la myosine-IIA et -IIB 

de façon aberrante aux arcs transverses en absence d’EpCAM (Figure 26). L’activité ATPase de la 

myosine-IIB est plus faible que celle de la myosine-IIA, il est donc possible que l’action des myosines 

soit effectivement moins efficace pour produire une tension en absence d’EpCAM. 
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Figure 26 : Distribution des myosines-IIA et -IIB dans les cellules contrôles et EpCAM-KO. En microscopie 
confocale (panneau du haut, barre d’échelle, ϭϬ µm) et en microscopie super-résolutive SIM (panneau du bas, 
barre d’échelle, Ϯϱ µm).  
 

De plus, une activité moins productive des myosines permettrait aussi d’expliquer le 

phénotype de migration de la proportion de cellules EpCAM-KO capables de briser la symétrie après 

l’étalement, qui ressemble plus au mode de migration des kératocytes (cellules en forme de « C », 

avec une lamelle très étendue) qu’à celui des cellules contrôles (Figure 27).  
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Figure 27 : Etalement des cellules EpCAM-KO et brisure de symétrie. (a) Brisure de symétrie d’une cellule 
Caco-2 EpCAM-KO. (b) Quantification des deux phénotypes (non-polarisé ou forme en « C ») des cellules 
EpCAM-KO. 
 

Parmi les mécanismes décrits comme responsables de la brisure de symétrie dans les 

kératocytes se trouvent : la répartition asymétrique des adhérences focales et/ou des forces de 

tension, ou encore des variations de vitesse du flot d’actine. Ces fluctuations sont capables de 

générer la mise en place d’une polarité avant-arrière, laquelle est ensuite maintenue par la 

réorganisation du cytosquelette (Yam et al., 2007; Prager-Khoutorsky et al., 2011; Trichet et al., 

2012; Barnhart et al., 2015). Les adhérences focales des cellules EpCAM-KO sont réparties tout 

autour de la cellule de manière radiale (fig. 2b), donc ne sont probablement pas la source 

d’asymétrie responsable de la formation des cellules « en C ». En revanche, la diminution de 

l’activité contractile à l’aide de Y-27632, ou de blebbistatine, perturbe l’étalement de fibroblastes et 

conduit à l’apparition du phénotype en « C » (Cai et al., 2010). L’analyse de l’initiation de la 

migration des kératocytes supporte également l’idée selon laquelle la brisure de symétrie nécessaire 

à l’initiation d’un mouvement dépend de l’équilibre entre la force d’adhérence de la cellule au 

substrat et celle de la tension créée par la myosine-II. Les kératocytes peuvent migrer, même en 

présence d’une activité de la myosine-II réduite, si l’adhérence au substrat est également faible 

(Barnhart et al., 2015). Les expériences de TFM, ainsi que l’analyse de l’adhérence au substrat des 

cellules EpCAM-KO, montrent que celles-ci sont en effet faiblement adhérentes (Figure 28). Enfin, la 

dynamique de l’actine étant perturbée en absence d’EpCAM, la réorganisation nécessaire au 

maintien de cette polarité avant-arrière ne serait pas possible, et expliquerait l’arrêt rapide du 

mouvement. 
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Figure 28 : Quantification de l’adhérence et l’étalement des 
cellules sur collagène. N > 100 cellules par condition. 
 

 

 

 

 

 

Pour résumer, cette deuxième étude m’a permis de mettre en évidence qu’EpCAM possède 

une fonction de régulation de l’activité de l’actomyosine, laquelle est indépendante des contacts 

cellule-cellule. Son activité de régulateur, qui s’exerce sur le contrôle de la dynamique de la GTPase 

RhoA, est requise pour la dynamique correcte du cytosquelette d’actine et donc pour l’adhérence au 

substrat, l’établissement de la polarité avant-arrière et la migration cellulaire. Ces résultats sont 

schématisés dans le modèle présenté dans l’article (fig. 9) et la Figure 29. 
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Figure 29 : Schéma récapitulatif. a. EpCAM favorise la dynamique de RhoA nécessaire à la maturation des 
fibres de stress ventrales. En son absence RhoA est bloqué et activé dans une zone circulaire à la membrane 
des endosomes de recyclage. b. En condition contrôle, RhoA est internalisé et recyclé par la voie Rab35. Le 
mécanisme de son internalisation (et la participation potentielle d’EpCAM à ce niveau) est inconnu (1). RhoA 
activé et EpCAM colocalisent dans les endosomes de recyclage Rab35-positifs (Ϯ). L’état d’activation de RhoA 
au cours du recyclage vers la membrane plasmique, ainsi que le transport ou co-transport d’EpCAM, sont 
inconnus (3). b'. En absence d’EpCAM, RhoA activé est accumulé dans les endosomes de recyclage. Son état 
d’activation est possiblement régulé à ce niveau par la présence d’une RhoGEF ou l’absence d’une RhoGAP 
suite à l’extinction d’EpCAM (1). En absence d’EpCAM, l’activité d’EHDϭ est potentiellement perturbée (Ϯ). RE, 
« recycling endosome ». 
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1. Résumé des travaux 
 

Au cours de ma thèse, j’ai d’abord mis en évidence l’existence d’un mécanisme de régulation de 

la contractilité dépendant d’EpCAM dans les monocouches épithéliales, et l’importance de cette 

relation pour le maintien de la polarité apico-basale des entérocytes. EpCAM contrôle le niveau 

d’activité et la distribution de la myosine-II au niveau des jonctions cellulaires. En son absence, 

l’activité de la myosine-II est globalement réduite, conduisant à la déstabilisation des complexes 

E-cadhérine et des jonctions serrées. L’activité contractile restante est relocalisée aux jonctions 

tricellulaires, créant un déséquilibre entre les forces de tension exercées sur les jonctions 

bicellulaires et tricellulaires, qui est responsable du positionnement ectopique du domaine apical de 

l’entérocyte au niveau des jonctions tricellulaires. Cette caractérisation réalisée au niveau cellulaire 

sur les cellules Caco2 EpCAM-KO en 2D a été considérée en parallèle de l’étude des biopsies de 

patients atteints de CTE. Cela nous a permis de réaliser l’importance des contraintes liées à la 

géométrie du tissu intestinal et de dresser un portrait du mécanisme à l’œuvre responsable des 

lésions tissulaires caractéristiques présentes chez les patients atteints de CTE.  

Dans un deuxième projet, afin de déterminer l’étendue de la régulation exercée par EpCAM sur 

le cytosquelette d’actine, nous avons analysé l’effet de l’extinction d’EpCAM sur les processus 

d’adhérence au substrat et de migration cellulaire. Nos résultats rapportent que la régulation de 

l’activité de la myosine-II exercée par EpCAM dépendent de la participation de celle-ci au recyclage 

de la GTPase RhoA. Dans les cellules EpCAM-KO, RhoA activé est maintenu à la membrane 

d’endosomes de recyclage Rabϯϱ-positifs, et la dynamique des câbles d’actine est bloquée en un 

système limitant la capacité des cellules à acquérir une polarité avant-arrière et à migrer (Figure 30). 

Ce travail démontre également qu’EpCAM exerce cette fonction en cellule unique, ce qui valide, et 

démontre au niveau fonctionnel, les récentes observations structurelles d’EpCAM qui suggéraient 

qu’elle ne se comportait pas comme une CAM classique.  
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Figure 30 : Schéma récapitulatif de l’ensemble des résultats. BJ, jonction bicellulaire ; tTJ, jonction 
tricellulaire.  
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2. Perspectives et travaux en cours 
2.1. Localisation de RhoA activé aux membranes des endosomes  

 

En cellule unique, le blocage de la dynamique de RhoA suite à l’extinction d’EpCAM se 

traduit par un défaut de l’organisation et de l’activité du cytosquelette d’actomyosine. Il est 

intéressant de noter que même si la GTPase est activée, le fait qu’elle soit mal localisée conduit à un 

mauvais comportement cellulaire. Les premiers travaux concernant les GTPases Rac1 et RhoA ont 

établi un modèle de la migration cellulaire selon lequel les GTPases Rac1 et RhoA activent des voies 

de signalisation antagonistes, l’une favorisant la formation de protrusions à l’avant de la cellule alors 

que l’autre serait responsable de la contraction de l’arrière (Ridley et al., 2003). Le développement 

de sondes FRET a ensuite nuancé cette vision binaire, en montrant que les RhoGTPases sont en 

réalité extrêmement dynamiques, et de manière surprenante, que RhoA est fortement activé dans 

une bande restreinte de Ϯ µm à l’avant des cellules en migration (Pertz et al., 2006). Par la suite, il 

est apparu que l’activation de RhoA à l’avant de la cellule est synchronisée avec la progression de la 

protrusion alors que Racϭ et CdcϰϮ sont exprimées à l’arrière de la zone de RhoA avec un délai et 

servent à maintenir la protrusion pour garantir la directionalité du mouvement (Machacek et al., 

2009). Le fait que, suivant sa localisation, la même GTPase favorise des comportements cellulaires 

différents a conduit plusieurs revues récentes à suggérer que les domaines d’activation de RhoA 

dépendent plus de domaines délimités par la distribution de différentes RhoGEFs, RhoGAPs et 

effecteurs, que de la localisation de la GTPase en elle-même (Fritz and Pertz, 2016). Il existe environ 

ϴϬ GEFs et GAPs chez l’Homme, ce qui sous-entend que la régulation des GTPases est effectivement 

plus finement contrôlée que la vision simple de l’interrupteur moléculaire. L’analyse de la 

distribution et de l’activité de RhoA au cours de la division supporte cette idée. RhoA est en effet 

recruté dans la zone limitée au plan équatorial d’une cellule en division et participe à l’ingression du 

sillon de division. La restriction de RhoA au plan équatorial est dépendante de la coordination entre 

la RhoGEF Ect2 et la RhoGAP CYK-ϰ, et l’extinction de ces régulateurs conduit à la diffusion de RhoA 

activé sur une plus grande surface, ce qui perturbe la division (Yüce et al., 2005). Si chaque région 

subcellulaire contient un ensemble variable de RhoGEFs et GAPs en fonction de l’activité qui doit s’y 

exercer, le maintien de l’anneau de RhoA actif pourrait s’expliquer par la dynamique réduite de 

RhoA en absence d’EpCAM. Dans les cellules contrôles, où le trafic de RhoA est correct, la GTPase ne 

s’accumule pas aux endosomes de recyclage. Ainsi, on peut supposer que le cycle 

d’activation/inactivation de RhoA est intimement lié à son trafic intracellulaire ; la présence d’une 

RhoGEF, ou l’absence d’une RhoGAP, au niveau des endosomes de recyclage pourrait être 

responsable du bloccage de RhoA activé dans les cellules EpCAM-KO (Figure 29).  
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Compte tenu du nombre important de GEFs et GAPs, nous avons décidé dans un premier 

temps d’explorer la distribution de trois GEFs (pϭϭϰ-RhoGEF, p115-RhoGEF et GEF-H1) et une GAP 

(p190-RhoGAP) décrites comme participant aux processus mécanotransducteurs dans les 

épithéliums   (Acharya et al., 2018; Héraud et al., 2019). Les distributions de p114-RhoGEF et 

p190-RhoGAP ne présentent pas de différence entre les cellules contrôles et les cellules EpCAM-KO 

(données non montrées). En revanche, p115-RhoGEF et GEF-Hϭ s’accumulent dans la zone péri-

nucléaire proche des arcs transverses en absence d’EpCAM (Figure 31). La perte d’EpCAM modifie 

donc la distribution de RhoGEFs, bien qu’il soit pour l’instant difficile de savoir s’il s’agit de GEFs en 

amont ou d’un rétrocontrôle de l’activation de RhoA. L’analyse de leur niveau d’activité serait 

nécessaire pour le confirmer, mais il est possible que ces GEFs soit responsables de l’état bloqué en 

RhoA activé, en absence d’EpCAM. 

 

 

Figure 31 : Distribution de p115-RhoGEF en microscopie confocale dans les cellules Caco2 contrôle ou 
EpCAM-KO. Barre d’échelle, ϭϬ µm. 
 

2.2. Cycle de RhoA et trafic intracellulaire 
 

Comme indiqué précédemment, les données obtenues concernant le recyclage de RhoA 

activé soulèvent de nombreuses questions. Nos résultats montrent qu’EpCAM et RhoA transitent en 

majorité par la voie Rab35, cependant une portion de ces molécules utilisent la voie Rab11 comme 

décrit dans l’article de M. Takeichi (Vassilev et al., 2017). Néanmoins, dans nos mains, seul 15% 

d’AHPH se localisent dans les endosomes de recyclage Rabϭϭ-positifs (fig. supp. 9), alors qu’il 

colocalise à 60% et 40 % avec les endosomes de recyclage Rab35-positifs et EHD1-positifs, 

respectivement. Comment RhoA et EpCAM sont-ils dirigés suivant l’une ou l’autre des voies et 

quelles conséquences cela produit en terme d’interaction avec différents partenaires ? En absence 

d’EpCAM, la majorité des molécules de RhoA activé transitent via la voie Rabϭϭ (60%, données 
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préliminaires), ce qui indique qu’EpCAM est probablement responsable du recyclage de RhoA par la 

voie Rab35. L’impact d’un passage via les voies Rabϯϱ ou Rabϭϭ sur le cycle d’activation/inactivation 

de RhoA, la périodicité de ce cycle, et les répercussions sur l’arrangement du réseau d’actomyosine 

et la contractilité cellulaire restent des points en suspens. 

 Enfin, considérant le nombre croissant d’études montrant l’activité de RhoA hors de la 

membrane plasmique, il serait intéressant de suivre la dynamique de RhoA total et RhoA activé avec 

une haute résolution spatiale et temporelle, pour s’assurer de la corrélation entre son activation et 

sa présence à la membrane, et corriger la vision classique du cycle de RhoA si nécessaire. 

 

2.3. Processus d’activation de RhoA aux jonctions 
 

Un mécanisme d’activation aberrant de RhoA pourrait également être à l’œuvre dans les 

monocouches polarisées au niveau des jonctions bicellulaire et/ou tricellulaires. Il serait donc 

également intéressant d’analyser la dynamique de RhoA activé, et le cycle de RhoA en général, dans 

les cellules en monocouches polarisées, et d’évaluer, dans le cas où elle serait défectueuse, 

l’importance de cette dynamique avec la formation et le maintien des jonctions cellule-cellule. En 

première intention, j’ai analysé la distribution de RhoA activé aux jonctions cellulaires d’une 

monocouche (Figure 32). Les structures RhoA-positives sont notablement plus larges en absence 

d’EpCAM, ce qui suggèrerait un défaut dans la vésiculation ou fission des endosomes en absence 

d’EpCAM, de façon similaire aux défauts visibles en cellule unique.  

 

 

Figure 32 : Distribution de RhoA activé à la jonction de cellules Caco2 contrôles ou EpCAM-KO.  
 

D’ailleurs, un mécanisme similaire de recyclage de RhoA activé à proximité des jonctions bicellulaires 

est attendu, à la vue des premiers résultats que j’ai pu obtenir (Figure 33).  
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Figure 33 : Distribution de RhoA activé, EpCAM et Rab11 aux jonctions bicellulaires de cellules Caco2 
contrôles, en microscopie confocale. Barre d’échelle, ϭϬ µm. 
 

2.4. Effet de l’extinction d’EpCAM sur les autres cytosquelettes 
  

Les résultats obtenus suite à l’utilisation des inhibiteurs de ROCKs et des formines nous ont 

permis d’établir un lien entre RhoA et EpCAM, en observant son impact sur l’actomyosine. 

Cependant, il est clair que l’effet de l’hyperactivité de RhoA sur le cytosquelette d’actine n’explique 

pas l’entièreté du phénotype EpCAM-KO puisque aucun traitement ne restaure la polarisation avant-

arrière visible dans les cellules contrôles. Il est clairement établi que les trois systèmes de 

cytosquelettes, à savoir l’actine, les microtubules et les filaments intermédiaires, interagissent et 

s’entre-régulent (Hohmann and Dehghani, 2019). La littérature concernant l’effet de RhoA sur les 

microtubules est abondante et expliciterait les défauts de forme et de trafic intracellulaire visibles 

dans les cellules EpCAM-KO (Palazzo et al., 2001; Meiri et al., 2012; Wojnacki et al., 2014; Sandí et 

al., 2017). D’autre part, GEF-H1 ou p115-RhoGEF se trouvent parfois associées aux microtubules 

pour limiter l’activité de RhoA (Meiri et al., 2012; Slattum et al., 2009). Ces éléments permettent de 

poser plusieurs hypothèses : EpCAM contrôlerait-elle la distribution et l’activité de RhoA par un effet 

sur les microtubules ? ou en modulant l’adressage de GEFs ou GAPs via les microtubules ?  

Le marquage des microtubules avec l’-tubuline montre effectivement que ceux-ci sont 

réorganisés, et possiblement déstabilisés (Figure 34). Cela pourrait suggérer qu’EpCAM serait plutôt 

un stabilisateur de l’organisation des microtubules, et que son extinction en perturbant le réseau de 

microtubules conduirait à la relocalisation de RhoA. L’utilisation des mutants de Rabϯϱ et EHDϭ dans 

les cellules contrôles phénocopie l’extinction d’EpCAM alors que celles-ci conservent a priori un 

réseau de microtubules intact. Il est donc probable que l’action d’EpCAM sur RhoA ait lieu en amont 
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de l’effet sur les microtubules, mais une étude plus approfondie serait nécessaire pour évaluer son 

impact sur la polarisation cellulaire et les défauts observés de l’organisation du cytosquelette 

d’actine.  

 

 

Figure 34 : Distribution de l’-tubuline en cellule Caco2 contrôle ou EpCAM-KO. Barre d’échelle, ϭϬ µm. 
 

 La distribution particulière de p115-RhoGEF et de GEF-H1 (Figure 31), qui ne semblait pas 

correspondre aux microtubules, nous a poussé à analyser l’organisation des filaments 

intermédiaires. Les filaments intermédiaires sont principalement connus comme éléments de 

structure des cellules et de résistance aux perturbations mécaniques via leur ancrage aux 

desmosomes et hémi-desmosomes (Herrmann and Aebi, 2016; Kowalczyk and Green, 2013). Dans 

les épithéliums, les filaments intermédiaires sont représentés majoritairement par les tonofibrilles 

de kératines qui se forment par association de dimères entre kératines de type I et de type II. Les 

épithéliums simples tels que l’intestin expriment principalement les couples kératine-8/kératine-18 

(K8/K18) et kératine-7/kératine-19 (K7/K19) (Loschke et al., 2015). Bien qu’un rapport indique une 

élongation des desmosomes dans les souris EpCAM-KO (Mueller et al., 2014), nous n’avons pas 

observé d’effet notable de l’extinction d’EpCAM sur les desmosomes dans nos cellules (données non 

montrées).  La distribution de la keratine-19 (K19) dans les cellules EpCAM-KO correspond 

effectivement à celle des deux RhoGEFs (Figure 35). L’association de pϭϭϱ-RhoGEF et GEF-H1 aux 

microtubules conduit à leur inactivation, leur présence sur les filaments intermédiaires indique au 

moins qu’ils ne sont pas nécessairement inactifs dans les cellules EpCAM-KO, et de fait ils sont 

relocalisés très proches des câbles d’actine où la myosine est phosphorylée, ce qui tend à indiquer 

qu’ils seraient actifs. Il existe très peu de données concernant les RhoGEFs et les filaments 
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intermédiaires. Une équipe a récemment montré que la RhoGEF Solo (aussi nommée ARHGEF-40) 

est capable de se lier aux filaments de Kϴ/Kϭϴ et que l’extinction de la RhoGEF est responsable de la 

désorganisation du réseau de kératines et des fibres de stress (Fujiwara et al., 2016, 2019). Il serait 

donc extrêmement intéressant d’analyser la distribution et l’activité de Solo dans nos cellules 

EpCAM-KO. Approfondir le lien entre EpCAM, RhoA et les filaments intermédiaires est d’autant plus 

important que leur déstabilisation participe sûrement à la fragilisation des cellules EpCAM-KO face 

au stress mécanique.  

 

 

Figure 35 : Distribution de p115-RhoGEF et de la kératine-19 (K19) en cellule Caco2 contrôle ou EpCAM-KO. 
P115-RhoGEF est relocalisé aux filaments intermédiaires en absence d’EpCAM. Barre d’échelle, ϭϬ µm. 

 
 

2.5. Transport d’EpCAM et impact pour l’intégrité des épithéliums 
 

EpCAM est présente à la surface cellulaire et participe au recyclage de RhoA, mais qu’en est-il de 

sa propre dynamique ? En effet, il n’existe pour l’instant aucune donnée concernant le trafic 

intracellulaire d’EpCAM, ni en monocouche ni en cellule unique. Cela nous fournirait des 

informations intéressantes par exemple sur la durée ou l’impact de son co-transport avec RhoA sur 

l’état d’activation de la GTPase.  

D’autre part, l’utilisation du modèle simplifié de la cellule unique nous a permis de démontrer 

que l’action d’EpCAM sur le cytosquelette est indépendante des contacts cellulaires, mais le fait 
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qu’EpCAM participe au recyclage de RhoA doit être replacé dans le contexte de l’épithélium. La 

géométrie de l’épithélium intestinal créé un stress au niveau des jonctions cellulaires, auquel les 

cellules contrôles répondent en réorganisant leurs jonctions pour maintenir l’intégrité du tissu. Le 

fait que les cellules EpCAM-KO n’y parviennent pas suggère que l’action d’EpCAM sur la dynamique 

de RhoA pourrait être requise pour le remodelage des jonctions face à la géométrie du tissu 

intestinal. EpCAM pourrait, par exemple, constituer un signal de la tension présente dans la 

membrane plasmique et favoriser la dynamique de RhoA pour le renforcement des jonctions en cas 

de variation de tension dans l’épithélium.  
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L’épithélium intestinal, 
une monocouche épithéliale polarisée 
dynamique
Une monocouche épithéliale est sujette 

au remodelage lors du développement 

ou d’événements de réparation tissu-

laire ; un renouvellement cellulaire, des 

réarrangements ainsi que des phéno-

mènes d’extrusion adviennent constam-

ment pour maintenir l’homéostasie 

de cette monocouche. Un épithélium 

doit donc stabiliser son organisation et 

s’adapter de façon globale, pour main-

tenir son état polarisé et cohésif.

L’épithélium intestinal constitue un très 

bon modèle pour étudier différentes 

questions d’organisation tissulaire et 

cellulaire. La monocouche de cellules 

épithéliales qui tapisse l’intestin grêle 

présente une architecture simple et 

régulière, où les cellules prolifératives 

et les cellules différenciées sont distri-

buées dans des compartiments tissu-

laires différents : respectivement, les 

« cryptes » et les « villosités ». Tandis 

que les entérocytes évoluent le long de 

la villosité, les cellules suivent un pro-

cessus d’organisation spécifique, appelé 

différenciation terminale, avec la for-

mation d’une structure fonctionnelle 

au cortex apical, la bordure en brosse 

des microvillosités ; celle-ci expose les 

enzymes intestinales, augmente la sur-

face membranaire au pôle apical et 

potentialise ainsi l’absorption de nutri-

ments à l’interface entre la lumière de 

l’intestin et l’épithélium [1, 2].

EpCAM, un acteur clé dans le maintien 
de la monocouche épithéliale intestinale
Les entéropathies congénitales pré-

sentent des perturbations de l’organi-

sation de l’épithélium intestinal le long 

de l’axe crypto-villositaire et sont, pour 

la plupart, responsables d’insuffisance 

intestinale. Deux d’entre elles sont par-

ticulièrement sévères : l’atrophie micro-

villositaire (AMV) et la dysplasie épi-

théliale intestinale (DEI en français, CTE 

pour congenital tufting enteropathy, en 

anglais) [3].

La DEI a été décrite pour la première fois 

en 1994 [4] et plus en détail en 1995 [5]. 

Cette entéropathie est moins fréquente 

que l’AMV, avec une incidence estimée 

à 1/200 000 en Europe. La DEI est histo-

logiquement définie par un épithélium 

dysplasique caractéristique, prenant de 

façon hétérogène un aspect pseudo-

stratifié où les entérocytes s’accumulent 

sous forme de houppettes ou « tufts » 

[6], qui touchent jusqu’à 70 % des villo-

sités à un stade avancé [6].

The CXCL12/CXCR4 signaling pathway 
in the control of human papillomavirus 
infection: new susceptibility factors in 
viral pathogenesis
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de DEI, exprimant une protéine EpCAM 

mutée, ont révélé une désorganisation 

des entérocytes : la perte d’une protéine 

EpCAM normale engendre en effet un 

affaiblissement de l’adhérence cellule-

cellule, un défaut de polarisation et 

une perte de la bordure en brosse ; les 

éléments structuraux de la bordure en 

brosse tels que la villine et l’ezrine sont 

spécifiquement délocalisés le long des 

membranes latérales.

Afin d’affiner l’étude des fonctions 

d’EpCAM dans l’entérocyte humain, nous 

avons généré, par une approche d’inter-

férence par l’ARN, des clones de cellules 

de la lignée intestinale humaine Caco-2 

dans lesquels l’expression d’EpCAM est 

stablement réprimée (cellules EpCAM-

marqueur pour la détection et le suivi 

des tumeurs épithéliales [9, 10].

EpCAM a été initialement décrite comme 

une molécule d’adhésion cellulaire [8], 

mais, malgré un rôle évident dans le 

maintien de l’intégrité épithéliale, ses 

mécanismes d’action précis dans les 

cellules épithéliales ont été peu décrits.

EpCAM préserve l’organisation 
apico-basale des entérocytes
Un travail récent, réalisé dans notre 

laboratoire, a apporté de nouvelles 

informations sur le rôle d’EpCAM dans 

l’épithélium intestinal [11] (➜). Les 

analyses de biop-

sies duodénales de 

patients atteints 

La preuve directe de la participa-

tion d’EpCAM (epithelial cell adhe-

sion molecule) dans le maintien de la 

monocouche épithéliale intestinale a 

été fournie par une récente étude cli-

nique où des mutations faux-sens ou 

non-sens du gène EPCAM, conduisant 

respectivement à la perte d’expression 

ou à des formes tronquées de la pro-

téine, ont été corrélées au développe-

ment de la DEI chez 73 % des patients 

[7]. EpCAM est une protéine spécifi-

quement exprimée dans les épithéliums 

monostratifiés [8]. Des défauts de 

son expression perturbent l’homéos-

tasie des tissus épithéliaux ; elle est 

par ailleurs surexprimée dans de nom-

breux carcinomes, et représente un 

Apical

Latéral Latéral Latéral

Cellules contrôles

Cellules EpCAM-KO Cellules EpCAM-KO Cellules EpCAM-KO

Cellules contrôles Cellules contrôlesFusion

Fusion

OccludineCRB3

OccludineCRB3

Apical Apical

Figure 1. Distribution de Crb3 (Crumbs protein homolog 3, protéine de polarité apicale, en vert) et de l’occludine (protéine des jonctions serrées, 

en rouge) dans les cellules contrôles ou n’exprimant plus EpCAM (EpCAM-KO). Sont présentés les plans focaux dans lesquels les deux protéines 

sont majoritairement distribuées, côté apical dans les cellules contrôles ou côté latéral dans les cellules EpCAM-KO. Les noyaux ont été colorés 

par du Hoechst 33342 et apparaissent en bleu (microscopie confocale, barre d’échelle : 10 m). EpCAM : epithelial cell adhesion molecule ; KO : 

knock-out.

(➜) Voir la Nouvelle 
d’O. Gires, m/s n° 5, 
mai 2009, page 449
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jonctions cellule-cellule. Décrit initia-

lement dans le muscle strié, le réseau 

d’actomyosine est formé par l’associa-

tion de fibres d’actine avec la protéine 

motrice myosine-II. La myosine-II acti-

vée peut se déplacer entre les fibres 

d’actine, faire glisser ces fibres les unes 

par rapport aux autres, et ainsi générer 

un phénomène de contraction du cytos-

quelette. Dans les cellules épithéliales, 

l’actomyosine est nécessaire pour stabi-

liser leur forme cylindrique [12].

Dans des cellules contrôles, le réseau 

d’actomyosine est majoritairement 

localisé de façon homogène à la face 

interne des membranes cellulaires au 

cortex apical. En l’absence d’EpCAM, il se 

redistribue le long des contacts tricel-

lulaires. De plus, l’activation de la myo-

sine-II diminue au sein des entérocytes 

contenant des molécules EpCAM mutées ; 

l’activité résiduelle se concentre alors 

néanmoins de façon aberrante au niveau 

des contacts tricellulaires. Cet accrois-

sement local de la contractilité cellulaire 

génère des forces de tension ectopiques 

aux contacts tricellulaires, orientées vers 

l’intérieur de la monocouche.

Le traitement des cellules n’exprimant 

pas EpCAM par la blebbistatine, une 

molécule capable d’inhiber l’activité de 

la myosine-II, permet de contrecarrer 

les forces contractiles anormalement 

distribuées, et de relocaliser la bordure 

en brosse et ses composants à la face 

luminale, démontrant l’origine biomé-

canique des défauts causés par la perte 

d’EpCAM [11].

La géométrie du tissu intestinal 
influence la répartition des forces 
de tension
Bien que l’étude des cellules EpCAM-KO 

nous ait permis de caractériser le méca-

nisme responsable des défauts cellu-

laires, la présence de lésions tissulaires, 

caractéristiques de l’entéropathie DEI, 

n’a pu être observée sur les cellules 

cultivées en monocouche.

Les études in vivo sur des modèles ani-

maux sont très restreintes dans le cas 

de cette pathologie : les modèles murins 

rocytes, sont bouleversées en l’absence 

d’EpCAM, ce qui permet d’expliquer, au 

moins en partie, l’incapacité d’absorption 

des nutriments rencontrée par les patients 

atteints de DEI. De plus, la déformation 

des jonctions serrées et la fragilisation 

des jonctions cellule-cellule contribuent 

très probablement aux diarrhées chro-

niques persistantes au repos digestif que 

connaissent les patients [11].

L’absence d’EpCAM modifie l’intensité 
et la répartition des forces de tension 
dans l’épithélium intestinal
Nous avons émis l’hypothèse que la pro-

téine EpCAM participerait au maintien 

des forces contractiles générées par le 

réseau d’actomyosine et exercées aux 

Knock-Out ou « EpCAM-KO »). Outre les 

défauts cellulaires déjà observés sur les 

biopsies de patients atteints de DEI, une 

modification de la morphologie des jonc-

tions serrées est visible dans les cellules 

EpCAM-KO : ces cellules présentent des 

jonctions serrées déformées aux contacts 

tricellulaires. Au lieu de maintenir la 

cohésion du pôle apical, elles s’étirent 

vers le pôle basal, formant un « puits 

de jonction » dans lequel des compo-

sants du domaine apical s’accumulent 

et engendrent ainsi la formation de 

domaines apicaux ectopiques (Figure 1).

Cette étude démontre que l’intégrité de 

la bordure en brosse, la localisation des 

hydrolases intestinales associées, et donc 

la différenciation terminale des enté-

A

B

a b

Cellules contrôles Cellules EpCAM-KO

Insert microfabriqué
Vue de côté

Insert microfabriqué
Vue de dessus

Figure 2. Substrats en 3-dimensions (3D) dans des inserts en polydiméthylsiloxane (PDMS) 

imitant les villosités. A. Analyse en microscopie électronique à balayage. Sont présentées des 

vues de côté (a) ou de dessus (b). Barre d’échelle, 100 m. B. Analyse en microscopie confo-

cale de l’intégrité de la couche épithéliale intestinale constituée par les cellules contrôles ou 

n’exprimant plus EpCAM (EpCAM-KO) lorsqu’elles sont cultivées sur un substrat de PDMS en 

3D, à géométrie semblable aux villosités. Les cellules ont été immuno-marquées pour détecter 

la E-cadhérine (en vert) et les noyaux ont été révélés par du Hoechst 33342 (en bleu) (barre 

d’échelle : 100 m).
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caractéristiques de la muqueuse alté-

rée observées dans la DEI (Figure 2B). 

Ces lésions sont éliminées lorsque les 

cellules EpCAM-KO sont traitées avec 

la blebbistatine. Les lésions tissulaires 

présentes chez les patients souffrant 

de dysplasie épithéliale intestinale ont 

donc pour origine le défaut de répar-

tition des forces de tension, comme 

observé sur les cultures en monocouche. 

Ces défauts cellulaires sont exacerbés 

par la géométrie du tissu intestinal.

Conclusion et perspectives
Les retombées de ce travail sont mul-

tiples, tant dans le domaine de la biolo-

gie fondamentale que dans le domaine 

médical. L’ensemble de ces résultats 

plaide en faveur d’une participation de 

la protéine EpCAM à l’adaptation des 

cellules aux propriétés géométriques du 

substrat et à la régulation de l’intégrité 

de la couche épithéliale intestinale. Ces 

données suggèrent que les signaux topo-

graphiques émanant du microenvironne-

ment tissulaire pourraient être traduits et 

influencer l’organisation épithéliale.

Ces résultats font, en outre, progresser 

la compréhension des signes cliniques 

caractéristiques de la dysplasie épi-

théliale intestinale. Ils sont ainsi très 

encourageants pour le développement 

de traitements fondés sur la modulation 

de l’activité contractile de l’entérocyte 

pour ces patients exprimant une pro-

téine EpCAM mutée. ‡

The congenital tufting enteropathy, or 
when the intestine is under low cellular 
tension
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 disponibles, dans lesquels le gène EPCAM 

a été invalidé, conduisent très rapide-

ment à la mort des animaux et ne per-

mettent pas, par conséquent, d’analyses 

approfondies. En 2009, le travail d’Hans 

Clevers a cependant révolutionné le 

champ de recherche en gastroentérologie 

avec la génération de cultures primaires 

sous la forme d’organoïdes intestinaux 

in vitro [13]. Toutefois, cette technique 

présente un désavantage intrinsèque 

majeur pour l’étude de la dysplasie 

épithéliale intestinale : les organoïdes 

intestinaux ne forment pas de villosités et 

le comportement des entérocytes le long 

de la villosité ne peut être étudié.

Les techniques de microfabrication per-

mettent de générer des surfaces struc-

turées de petite échelle qui peuvent être 

utilisées comme des substrats modèles, 

de géométrie et de composition contrô-

lées. De telles approches sont appliquées 

pour générer des environnements de 

culture en 3-dimensions (3D) et pour 

réaliser des études en conditions physio-

logiques. Nous avons mis en place un tel 

système de culture 3D, qui fait appel à des 

techniques alliant la microfabrication et 

la matière molle. Des moules maîtres de 

silice sont produits par photolithographie, 

dans lesquels des inserts en polydiméthyl-

siloxane (PDMS) sont ensuite polymérisés, 

constituant ainsi les substrats 3D sur 

lesquels les entérocytes sont directement 

cultivés (Figure 2A) [11].

Les cellules Caco2, cultivées sur ces 

substrats villositaires en 3D, acquièrent 

une géométrie semblable aux villosités 

des entérocytes. Elles se polarisent et 

se différencient en formant une bordure 

en brosse similaire à celle qui est for-

mée dans l’intestin natif. Les cellules 

EpCAM-KO, lorsqu’elles sont cultivées 

dans ces conditions, forment des points 

focaux d’empilements multicellulaires 

qui miment les lésions épithéliales 
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