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I. Depuis une cellule œuf jusqu’à un organisme entier en quelques mots 

1. L’embryon subit quatre étapes majeures au cours de son développement 

Dès l’Antiquité, l’humanité a cherché à déterminer comment s’effectue la génération de nouveaux 

organismes. Il y a presque deux siècles, la théorie cellulaire est formulée par le botaniste allemand Mathias 

Schleiden chez les végétaux, puis étendue aux animaux par le zoologiste allemand Theodor Schwann. En 

1839, ce dernier publie un livre « Recherches microscopiques sur les similarités de structure et de 

développement entre les animaux et les plantes ». Il démontre que tous les organismes vivants sont 

formés de cellules, qui est depuis lors considéré comme l’unité du vivant.  

Du nématode à l’être humain, de très nombreuses recherches effectuées depuis des décennies 

montrent que les processus de développement reposent essentiellement sur des activités cellulaires 

fondamentales. La formation d’un embryon, puis un adulte, à partir d’une seule cellule-œuf nécessite que 

les cellules prolifèrent, communiquent entre elles, s’informent mutuellement de leur position au sein de 

l’embryon, subissent des changements de forme, se déplacent, se regroupent, se différencient et dans 

certains cas, entrent en apoptose qui correspond à la mort cellulaire programmée. L’ensemble de ces 

activités cellulaires est coordonné spatialement et dans le temps de manière fine et sous le contrôle de 

gènes du développement.  

Le développement embryonnaire peut se découper en quatre étapes majeures : la fécondation, la 

segmentation, la gastrulation et l’organogenèse. Chacune de ces étapes est marquée par l’émergence 

d’évènements cellulaires et moléculaires qui ne peuvent se dérouler qu’à la condition que les étapes 

précédentes aient été réalisées normalement. Le développement d’un embryon nécessite la mise en place 

de polarités définissant des axes embryonnaires le long desquels vont s’organiser les futures parties de 

l’organisme. Ainsi, les embryons peuvent acquérir un avant et un arrière (axe antéro-postérieur, A-P), un 

ventre et un dos (axe dorso-ventral, D-V) et des côtés droit et gauche (axe droite-gauche, D-G) (Sardet et 

al. 2004). L’organogenèse repose sur une expression du génome zygotique propre à chaque espèce. Elle 

fait également intervenir un processus de différenciation cellulaire conduisant à la réalisation du plan 

d’organisation final.  

La biologie du développement consiste à décrire comment chacune de ces étapes se réalise. Elle 

étudie les mécanismes moléculaires qui font que chacun des feuillets embryonnaires primordiaux 

(endoderme, mésoderme, ectoderme) s’agence avec précision en fonction des axes de polarité antéro-

postérieur, dorso-ventral ou gauche-droite. Les études effectuées dans le domaine de la biologie du 
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développement permettent, à titre d’exemple, de déterminer comment chacun des feuillets 

embryonnaires évolue au cours du développement pour donner les 50 000 milliards de cellules et les 350 

types cellulaires qui constituent l’être humain.  

La fécondation correspond au processus de fusion entre un gamète haploïde mâle et un gamète 

haploïde femelle. Cette fusion conduit à la formation d’un zygote diploïde. Les toutes premières études 

portant sur la fécondation ont été effectuées dans les années 1870 sur des espèces marines à fécondation 

externe tels que l’oursin.  

Le zygote subit ensuite une étape de segmentation pour former successivement un embryon 

constitué de deux, quatre, huit cellules, puis seize cellules, couramment appelé morula chez les 

mammifères. Les premières divisions de l’embryon, nommées clivages, aboutissent à la formation de 

blastomères. Ces divisions sont très rapides car il n’existe pas de phase de croissance entre les divisions 

successives. Ainsi, il ne s’agit que d’une alternance entre des phases de réplication de l’ADN (phases S) et 

des phases de mitose (phases M). Ces divisions n’entraînent pas de croissance de l’embryon : elles 

partitionnent le cytoplasme de l’embryon dont les cellules deviennent de plus en plus nombreuses mais 

également de plus en plus petites. Les produits de ces clivages sont appelés les blastomères. Au début du 

développement embryonnaire, la transcription du génome zygotique est activée faiblement et plus ou 

moins tardivement selon les espèces (Tadros and Lipshitz 2009). Ainsi, à ce stade, la synthèse protéique 

de tous les facteurs nécessaires pour ces clivages est médiée par les ARN messagers transcrits au cours de 

l’ovogenèse et les protéines enrichis dans l’ovocyte et qui perdurent au cours de l’embryogenèse précoce. 

Ce stade développemental repose donc sur la contribution maternelle en déterminants du 

développement.  

Une fois que la vitesse de division mitotique ralentit via l’incorporation de phases de croissance 

dans le cycle cellulaire, les blastomères entrent dans une phase de mouvements cellulaires appelée 

gastrulation. Les blastomères vont ainsi changer de positions dans l’embryon les uns par rapport aux 

autres. Ce processus développemental convertit la « boule » de cellules en une structure constituée de 

trois couches cellulaires, appelée gastrula. Ces mouvements morphogénétiques impliqués dans la 

gastrulation varient selon l’espèce. Toutefois, ils conduisent fondamentalement à la formation de trois 

feuillets tissulaires embryonnaires : l’ectoderme, le mésoderme et l’endoderme. La couche externe 

correspond à l’ectoderme qui forme ensuite la peau et le système nerveux ; la couche intermédiaire est le 

mésoderme qui produit notamment les muscles et le tissu conjonctif ; et la couche interne correspond à 

l’endoderme qui formera ensuite l’épithélium intestinal.  
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Dès lors que ces trois feuillets embryonnaires sont établis, les cellules interagissent entre elles et 

se réarrangent au sein de l’embryon pour produire les tissus et les organes. Ce processus est appelé 

organogenèse. De nombreux organes contiennent des cellules issues de plus d’un feuillet embryonnaire. 

Il n’est pas rare que la couche externe d’un organe provienne d’un feuillet et la couche interne d’un feuillet 

différent. Par exemple, la couche externe de la peau (épiderme) est issue de l’ectoderme tandis que la 

couche interne de la peau (le derme) provient du mésoderme. Au cours de l’organogenèse, certaines 

cellules subissent de longues migrations depuis leur place originelle jusqu’à leur localisation finale. C’est 

le cas notamment des cellules sanguines ou des gamètes.  

2. Les cellules se différencient progressivement 

Le développement de cellules spécialisées est appelé différenciation. Cette étape définitive est 

précédée d’un processus progressif pour que chaque cellule adopte in fine une identité cellulaire (fig. 1).  

La première étape est appelée spécification. Le destin d’une cellule est dit spécifié quand la cellule 

est capable de se différencier de manière autonome lorsqu’elle est isolée et placée dans un 

environnement neutre. A ce stade, la cellule n’exprime pas encore les gènes qui lui permettront d’exercer 

une fonction spécialisée. On distingue parfois la spécification de la détermination. Dans ce cas, la 

spécification, qui précède la détermination, est considérée comme un processus réversible : le destin 

d’une cellule spécifiée peut varier suite à des modifications de l’environnement. Au contraire, une cellule 

est dite déterminée quand elle est capable de se différencier de manière autonome quel que soit son 

environnement, par exemple même lorsqu’elle est placée dans une région différente de l’embryon. La 

détermination est donc un processus irréversible. Enfin, la cellule déterminée va adopter son identité 

cellulaire terminale : c’est la différenciation. Cela correspond à l’acquisition d’une fonction et d’une 

morphologie spécialisée définitive. Une cellule différenciée exprime alors un répertoire de gènes 

spécifiques de son type cellulaire. 

Il existe trois types de spécification : autonome, syncytiale ou conditionnée.  

Dans le cas de la spécification autonome, si les blastomères acquièrent leur identité 

indépendamment d’interactions cellulaires. Dans ce cas, si un blastomère est isolé d’un embryon au cours 

de son développement précoce, alors il est capable de produire les mêmes types cellulaires que s’il faisait 

toujours partie intégrante de l’embryon. De plus, l’embryon dans lequel ce blastomère a été enlevé est 

capable de se développer : il ne présentera pas les tissus normalement produits par le blastomère isolé. 

Cette spécification autonome donne naissance à un développement mosaïque, au cours duquel la perte 
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d’une cellule ne peut être compensée par les autres blastomères. Dans ces organismes, des déterminants 

morphogénétiques, tels que des protéines ou des ARN messagers, sont enrichis à différentes régions du 

cytoplasme de l’œuf et sont ségrégés asymétriquement dans les différentes cellules à mesure que 

l’embryon se divise. Ces déterminants morphogénétiques spécifient le type cellulaire. Les divisions 

asymétriques sont alors essentielles pour le devenir cellulaire. De nombreux invertébrés ont un 

développement de type mosaïque. Chez le nématode Caenorhabditis elegans, la spécification est 

essentiellement autonome grâce à la répartition asymétrique précoce de déterminants 

morphogénétiques (Maduro 2010). Elle est cependant également modulée par les interactions entre 

 

Figure 1 : Paysages épigénétiques de Waddington publiés en 1957. 

Ce schéma historique montre le processus de différenciation cellulaire. La balle représente une cellule. Les vallées 

montrent les chemins possibles pour le destin cellulaire ; les collines correspondent à la difficulté de changer de 

chemin. Au tout début de son parcours de différenciation, le zygote est totipotent : tous les devenirs cellulaires 

sont possibles. La cellule peut s’engager dans une voie en préservant sa capacité à changer de voie cellulaire : 

elle est alors spécifiée. Au fur et à mesure qu’elle progresse dans son parcours de différentiation, ce nombre de 
possibilités diminue. Schéma tiré de (Waddington C.H. 1957). 
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certains blastomères. Ces interactions ne permettent néanmoins pas de compenser la perte d’un 

blastomère, le développement de C. elegans est donc considéré comme mosaïque.  

Le deuxième mode de spécification est dit conditionnel. Il implique l’interaction entre les cellules 

voisines au sein de l’embryon. Dans ce type de spécification, chaque cellule a initialement la capacité 

d’adopter n’importe quel type cellulaire. Cependant, les interactions de la cellule avec d’autres cellules 

voisines restreignent son devenir cellulaire à une seule ou quelques possibilités seulement. Ainsi, la 

spécification conditionnelle correspond au fait que le destin d’une cellule dépend des conditions dans 

laquelle la cellule se trouve. Ce type de spécification génère un développement régulatif qui est observé 

dans de nombreux embryons de vertébrés. Dans ce type de développement, la perte d’un blastomère peut 

être compensée par la spécification d’autres cellules.   

Enfin, chez de nombreux insectes, la spécification est dite syncytiale. Lorsque les embryons 

précoces se divisent, la division cellulaire n’est pas complète. Les noyaux se divisent au sein du cytoplasme 

de l’œuf, créant ainsi la présence de nombreux noyaux dans une seule grande cellule. Il s’agit d’un 

syncytium. Toutefois, le cytoplasme de l’œuf n’est pas uniforme : son pôle antérieur est distinct de son 

pôle postérieur. Ainsi, la spécification ne se déroule pas entre les cellules, mais entre les différentes parties 

d’une seule cellule. Chez la drosophile, des morphogènes ont été mis en évidence. Ils correspondent à des 

protéines synthétisées à partir des déterminants maternels ségrégés asymétriquement au sein de 

l’ovocyte. Ainsi, au pôle antérieur de l’embryon, il existe un gradient de la protéine Bicoid. A l’opposé, au 

pôle postérieur de l’embryon, il s’agit d’un gradient de la protéine Nanos. La concentration de la protéine 

Bicoid est la plus élevée au pôle antérieur puis décroit vers le pôle postérieur, et réciproquement pour 

Nanos. A mesure que les noyaux se divisent et entre dans différentes régions du cytoplasme du syncytium, 

ils reçoivent une instruction de spécification en fonction du ratio Bicoid:Nanos selon leur position le long 

de l’axe antéro-postérieur. Ainsi, les noyaux dans les régions avec un niveau élevé de Bicoid et bas de 

Nanos activeront les gènes nécessaires à la formation de la tête. A l’inverse, les noyaux dans les régions 

avec un niveau bas de Bicoid et élevé de Nanos activeront les gènes qui généreront l’abdomen.  

3. L’organisme modèle Caenorhabditis elegans 

Le nématode C. elegans est un organisme modèle invertébré qui est étudié par de nombreux 

biologistes du développement. En effet, son lignage cellulaire a été décrit : il est stéréotypé et invariant 

d’un organisme à un autre (Sulston et al. 1983). Par ailleurs, ce nématode, et ses embryons, sont 
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transparents ce qui facilite son observation au microscope. Il est alors possible d’observer en temps réel 

son développement et les processus cellulaires sous-jacents.  

Son développement embryonnaire précoce est caractérisé par des divisions asymétriques 

essentielles pour que les cellules se spécifient correctement et adoptent leur identité cellulaire. Ces 

divisions asymétriques permettent la ségrégation de déterminants cytoplasmiques et corticaux, issus 

d’une contribution maternelle, spécifiquement dans certaines cellules.  

 

Au cours de ma thèse, j’ai utilisé cet organisme modèle afin d’étudier le rôle de la protéine kinase 

PAR-4/LKB1 lors de la formation de l’intestin. Puisque cet organe est produit de façon clonale à partir d’un 

seul blastomère, mon projet de recherche a consisté à caractériser la fonction de PAR-4 depuis la 

spécification intestinale jusqu’à l’organogenèse et l’organisation de l’épithélium intestinal. 
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II. Modèle d’étude : l’intestin de Caenorhabditis elegans 

1. A quoi ressemble l’épithélium intestinal du nématode adulte ? 

a. Organisation des cellules intestinales 

Chez C. elegans, le tractus digestif se compose de trois tubes épithéliaux : le pharynx, l’intestin et 

le rectum (fig. 2A). Ces tubes s’organisent avec un nombre étonnamment faible de cellules. Ainsi, le 

pharynx contient 95 cellules, l’intestin contient 20 cellules tandis que 11 cellules composent le rectum 

(Kormish, Gaudet, and McGhee James D. 2010; Sulston et al. 1983). L’intestin du nématode est flanqué de 

la valve pharyngale-intestinale et du rectum. Situées à la jonction entre le pharynx et l’intestin, les trois 

cellules pharyngales de la valve s’organisent en anneaux et s’orientent vers une ligne médiane centrale, 

créant ainsi un tractus digestif continu et régulier (Cote and Feldman 2022; Shaye and Soto 2021).  

Les vingt cellules intestinales, ou entérocytes, s’organisent pour former un tube creux. Ainsi, 

l’intestin du nématode est un épithélium très simple, représentant de ce fait un système d’étude propice 

à l’analyse de la polarisation épithéliale se déroulant lors du processus d’organogénèse.  

Les cellules intestinales s’agencent en une série antéro-postérieure d’anneaux intestinaux (fig. 2A-

C) (Asan, Raiders, and Priess 2016; Leung, Hermann, and Priess 1999). Le premier anneau intestinal – le 

plus antérieur le long du tube – est constitué de quatre entérocytes tandis que tous les autres sont 

composés de deux cellules chacun (fig. 2B). Ainsi, les cellules intestinales entourent la lumière au sein de 

laquelle seront véhiculés les nutriments issus de la nourriture. L’organisation en anneaux intestinaux 

s’effectue de telle sorte que la membrane apicale des entérocytes fait face à la lumière intestinale. Les 

cellules intestinales sont reliées entre elles par des jonctions, maintenant l’intégrité de l’épithélium 

(fig. 2B,D). Ces jonctions s’organisent selon un motif rectiligne d’échelle caractéristique, induit par 

l’agencement des anneaux intestinaux (fig. 2D).  

Les anneaux intestinaux, ou « int », sont numérotés en fonction de leur position le long de l’axe 

antéro-postérieur, avec les int 1 et 9 étant respectivement les plus antérieur ou postérieur (fig. 2A-C). Les 

entérocytes constituant un anneau intestinal proviennent de lignages cellulaires symétriques selon l’axe 

gauche-droite. De plus, ces entérocytes adoptent une forme cellulaire similaire au sein d’un même anneau. 

Toutefois, les anneaux intestinaux ne sont pas tous équivalents le long de l’axe antéro-postérieur. Par 

exemple, les cellules de l’int 5 sont associées spécifiquement aux deux cellules précurseurs de la lignée 

germinale (fig. 2A). Il existe également des différences quant à l’expression de certains gènes. A titre 

d’illustration, seules les cellules des int 3 à int 9 expriment la phosphatase acide PHO-1 qui est ainsi absente 
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des deux premiers anneaux intestinaux (Fukushige et al. 2005). Les mécanismes exacts sous-jacents à cette 

 

Figure 2 : Organisation de l’intestin chez les larves et adultes C. elegans. 

(A) Schéma du tractus digestif complet chez une jeune larve : pharynx, intestin et rectum. Une couleur distincte 

est utilisée pour chaque anneau intestinal et nuancée entre le côté gauche (R) et le côté droit (L). L’int5 est 
spécifiquement associé aux deux cellules précurseurs de la lignée germinale (G). (B) Schéma représentant les neuf 

anneaux intestinaux, nommés « int » et numérotés le long de l’axe antéro-postérieur. L’int1 est constitué de 
quatre entérocytes, les autres de deux chacun. En haut à gauche, les flèches indiquent les différents axes du corps 

du nématode (l : gauche, r : droite, d : dorsal, v : ventral, a : antérieur, p : postérieur). Certains anneaux ont subi 

une rotation : dans le sens des aiguilles d’une montre pour les anneaux int2, int3 et int4 (flèches bleues), et dans 
le sens inverse pour les anneaux postérieurs int7, int8 et int9 (flèches orange). La membrane apicale est dessinée 

en rouge foncé, avec la lumière intestinale au centre et les jonctions apicales l’entourant sont représentées en 
rose. (C-C’) Images de jeunes larves exprimant des transgènes fluorescents permettant la visualisation des 

membranes des cellules intestinales en vert et de toutes les membranes du nématode en rouge. Barre d’échelle : 

5 µm. (C) Plan optique au niveau du centre de l’intestin en vue sagittale. L’encadré montre un seul anneau 
intestinal sur lequel la lumière est visible. Les membranes autour de la lumière apparaissent plus épaisses que les 

membranes latérales dû à la présence des nombreuses microvillosités développées par la membrane apicale.  (C’) 
Plan optique proche de la surface de l’intestin montrant le tissu du côté gauche. (D) Schéma focalisé sur les int3, 

int4 et int5. La cellule 4R est retirée pour exposer les surfaces cellulaires internes, la lumière intestinale et les 

jonctions apicales qui entourent la lumière. Sur le schéma, la surface apicale est aplatie ou fermée. Schémas 

adaptés de (Asan et al. 2016).   

 



 
10 

 

expression différentielle ne sont pas connus, mais semblent impliquer la voie Wnt (Fukushige et al. 2005).  

Au cours du développement de l’épithélium intestinal, certains anneaux intestinaux subissent une 

rotation. Si nous observons l’intestin depuis son côté antérieur, les rotations s’effectuent dans le sens des 

aiguilles d’une montre pour les anneaux int 2, int 3 et int 4, et dans le sens inverse pour les anneaux 

postérieurs int 7, int 8 et int 9 (fig. 2A-C ; (Asan et al. 2016)). De plus, les limites antérieures et postérieures 

de deux anneaux symétriques ne sont pas strictement alignées (encadré fig. 2C).  

b. Polarité apico-basale des entérocytes 

i. L’épithélium intestinal 

Comme précisé succinctement ci-dessus, l’intestin du nématode, comme celui des mammifères, 

est un tissu épithélial.  

Les tissus épithéliaux tapissent la surface du corps, les cavités internes et les organes creux. Ils 

forment une barrière entre deux milieux de natures différentes : le milieu extérieur et les tissus sous-

jacents. Les épithélia remplissent diverses fonctions, comme la protection mécanique de l’épiderme ou 

celle, chimique, de l’épithélium gastrique. Ils sont constitués par des cellules fortement cohésives entre 

elles via des systèmes de jonctions cellulaires. De plus, les cellules épithéliales sont caractérisées par leur 

polarité apico-basale, essentielle au bon fonctionnement des tissus qu’elles composent. Pour assurer leur 

fonction, certaines cellules épithéliales peuvent, sous le contrôle de protéines de polarité, développer des 

protrusions à leur surface apicale qui permettent d’amplifier leur surface pour promouvoir par exemple la 

transduction sensorielle ou faciliter l’absorption de nutriments ou de solutés. Ainsi, les cellules vibratiles 

de la cochlée sont recouvertes de cils apicaux dont la mise en mouvement par une onde sonore permet la 

libération de neurotransmetteurs. Les stéréocils de l’épididyme favorisent quant à eux le transport des 

spermatozoïdes. Les microvillosités, caractéristiques des cellules intestinales et des cellules du tube 

proximal du rein, favorisent l’absorption des nutriments, de l’eau ou encore des solutés (Apodaca 2018). 

Ainsi, les cellules intestinales, comme toutes les cellules épithéliales, sont polarisées selon leur 

apico-basal. Leur domaine apical se situe en face de la lumière intestinale tandis que leur domaine 

basolatéral est en contact avec les tissus sous-jacents (fig. 3A,B ; (Leung et al. 1999)). Le pôle apical des 

cellules intestinales est déterminé par la présence du module PAR-3/PAR-6/PKC-3aPKC (fig. 3A). 

J’expliquerai en détails dans la partie 2f. comment les entérocytes se polarisent au cours du 

développement du tissu intestinal chez le nématode. A l’opposé, le pôle basolatéral est marqué par la 
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présence de la protéine LET-413Scribble chez C. elegans, essentielle au maintien de la polarité apico-basale 

intestinale (fig. 3A). Les jonctions apicales délimitent les deux pôles cellulaires. Alors que la protéine 

Crumbs est essentielle à la formation des microvillosités dans les entérocytes chez la souris, elle n’est pas 

requise pour l’établissement de la polarité chez C. elegans ou la drosophile (Chen et al. 2018; Waaijers et 

al. 2015; Whiteman et al. 2014). Essentiel à la survie des animaux, l’intestin permet d’absorber les 

nutriments qui proviennent de la nourriture ingérée et circulent dans la lumière intestinale. Il le fait 

principalement grâce aux microvillosités développées à la membrane apicale des entérocytes (fig. 3A,B). 

Le maintien de cette polarité est également crucial pour la bonne localisation des transporteurs exprimés 

aux pôles apical et basolatéral.  

ii. Les microvillosités 

Afin de maximiser l’absorption des nutriments issus de la lumière intestinale, les entérocytes 

augmentent leur surface d’échange avec ces nutriments en développant des prolongements 

membranaires à leur pôle apical. Chacune des extensions de la membrane apicale est nommée 

microvillosité. Ensemble, elles forment une structure intestinale spécialisée dans l’absorption des 

nutriments : la bordure en brosse. Ainsi, chez l’être humain, des estimations basées sur des observations 

en microscopie électronique et optique suggèrent que les microvillosités amplifient la surface intestinale 

d’échange avec les nutriments d’un facteur de 9 à 16 (Helander and Fändriks 2014). Les microvillosités 

sont des extensions cellulaires, mais les villosités et les repliements du tissu présents chez les vertébrés 

maximisent également la surface apicale à l’échelle du tissu.  

La surface spécialisée du pôle apical des cellules intestinales épithéliales a été pour la première 

fois décrite par Jacob Henle en 1837 chez le lapin (Henle Jakob 1837). Sujet à controverse, deux hypothèses 

principales étaient alors évoquées au sein de la communauté scientifique de l’époque. Ces striations 

pouvaient représenter soit des cils membranaires, soit des pores membranaires (BAKER 1942). La nature 

striée de la bordure en brosse intestinale a été confirmée par des observations en microscopie 

électronique en 1950 chez le rat (fig. 4A ; (Granger and Baker 1950)). Son ultrastructure n’a été 

caractérisée que quelques dizaines d’années plus tard, dans les années 1970 chez la souris et le poulet 

grâce à des observations en MET (fig. 4B,C ; (Mooseker and Tilney 1975; MUKHERJEE and STAEHELIN 

1971)).  
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Tout d’abord, la taille des microvillosités est très remarquablement uniforme au sein de la bordure 

en brosse. Chez l’être humain adulte, les microvillosités mesurent environ 100 nm de largeur et de 1 à 3 

µm de longueur selon la région du tractus intestinal concerné. De plus, ces protrusions membranaires 

présentent une disposition très ordonnée de sorte que lorsque la bordure en brosse est observée de face, 

des réseaux hexagonaux de microvillosités sont visibles (fig. 4C ; pour revue : (Crawley, Mooseker, and 

Tyska 2014)). Chez les jeunes adultes C. elegans, les microvillosités mesurent environ 120 nm de largeur 

et 900 nm de longueur (fig. 4B,D ; (Bidaud-Meynard et al. 2021)). De plus, la densité de microvillosités a 

été caractérisée : environ 5 protrusions se développent par micromètre de membrane apicale (Bidaud-

Meynard et al. 2021). De façon similaire à ce qui a été décrit chez l’être humain, les microvillosités de 

C. elegans s’organisent en réseaux hexagonaux visibles en vue longitudinale (fig. 4D ; (Bidaud-Meynard et 

al. 2021)). Je détaillerai la formation de la bordure en brosse chez C. elegans dans la partie 2g. 

 

Figure 3 : Polarité apico-basale des entérocytes chez C. elegans. 

(A) Schéma d’un anneau intestinal en vue transversale. Sur les neufs anneaux, huit sont constitués par deux 
cellules intestinales organisées en face à face, reliées par des jonctions (rose) et entourant la lumière centrale. 

De forme centrosymétrique chez le nématode, les entérocytes sont polarisés selon leur axe apico-basal. Leur 

membrane apicale (rouge) est située face à la lumière intestinale tandis que leur membrane basolatérale 

(magenta) est reliée aux tissus sous-jacents. Des déterminants de polarité sont exprimés sur chacun des deux 

pôles cellulaires : le module PAR-3, PAR-6, PKC-3 en apical et la protéine LET-413 en basolatéral. Les cellules 

intestinales ont la particularité de développer des prolongements membranaires à leur pôle apical, nommées 

microvillosités, élaborant ensemble la bordure en brosse. (B) Image obtenue en microscopie électronique à 

transmission (MET) montrant la bordure en brosse intestinale d’un jeune adulte C. elegans. La lumière intestinale 

est bordée par les jonctions apicales. Le réseau terminal (terminal web : TW) est sous-jacent aux microvillosités. 

Barre d’échelle : 2 µm. Réalisée par Ophélie Nicolle. 

Schéma d’un anneau intestinal en vue transversale. Sur les neufs anneaux, huit sont constitués par deux 

d’un jeune adulte 

Barre d’échelle
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L’actine filamenteuse est le composant de base du squelette des microvillosités (Bretscher and 

Weber 1978; MUKHERJEE and STAEHELIN 1971). Toutefois, un seul filament d’actine ne suffirait pas à 

déformer la membrane et former une protrusion stable. Ainsi, les microvillosités contiennent plusieurs 

filaments d’actine parallèles, environ 30-40 chacune chez les vertébrés, reliés entre eux (Ohta et al. 2012). 

Ces derniers forment ainsi un faisceau d’actine d’environ 50-60 nm de diamètre. Tous les filaments 

d’actine au sein de chaque microvillosité adoptent la même orientation (Mooseker and Tilney 1975). Ainsi, 

le faisceau d’actine s’attache à la membrane plasmique de la pointe de la protrusion. Il s’étend ensuite sur 

toute la longueur de la microvillosité et s’étire encore davantage en subapical pour rejoindre la région du 

réseau terminal (fig. 4C ; (Mooseker and Tilney 1975) ; détaillé dans la partie iv). La partie basale des 

filaments d’actine localisée au sein du réseau terminal est nommée « racines d’actine ». Je détaillerai plus 

en détails la structure du réseau terminal des cellules intestinales dans la partie iv.  

Dans les microvillosités, chaque filament d’actine constituant le faisceau est polarisé. En effet, une 

caractérisation détaillée de l’organisation de l’actine a montré que les taux d’association et/ou de 

dissociation des monomères d’actine diffèrent à chaque extrémité des microfilaments (Pollard and 

Mooseker 1981). Des expériences d’isolation de bordure en brosse ont montré que la croissance des 

filaments d’actine s’effectue préférentiellement à la pointe des microvillosités (Mooseker, Pollard, and 

Wharton 1982; Pollard and Mooseker 1981), l’ajout de monomères ayant lieu à la pointe des 

microfilaments d’actine, appelée extrémité barbue ou extrémité (+). A l’inverse, les monomères d’actine 

sont désassemblés à la base des microvillosités, au sein du réseau terminal, appelée extrémité pointue ou 

extrémité (-), correspondant ainsi à la région de dépolymérisation (Mooseker et al. 1982; Pollard and 

Mooseker 1981). Il existe donc un équilibre dynamique entre la polymérisation et la dépolymérisation des 

monomères d’actine qui maintient une longueur constante pour chaque microfilament (Pollard and Borisy 

2003). 

Comme décrit ci-dessus, les microvillosités sont principalement constituées par des filaments 

d’actine. Chez C. elegans, l’actine ACT-5, est spécifiquement exprimée dans l’intestin et localisée au pôle 

apical des entérocytes (fig. 5 ; (Macqueen et al. 2005)). Il a été montré que l’ACT-5 est un composant 

majeur des microvillosités. En effet, sa déplétion induit une absence totale de microvillosités, ayant pour 

conséquence directe une létalité larvaire (fig. 5 ; (Macqueen et al. 2005)). Par ailleurs, la déplétion d’ACT-

5 entraîne également l’apparition d’une lumière intestinale arrondie (fig. 5).  
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Je détaillerai dans les parties suivantes les structures et protéines caractéristiques de la polarité 

apicale des cellules intestinales (microvillosités, réseau terminal et jonctions) mais aussi de leur polarité 

basolatérale. Le système intestinal a été décrit très largement chez les mammifères, mais il est désormais 

connu que la majeure partie des protéines impliquées est conservée chez le nématode. De plus, les 

microvillosités et la bordure en brosse intestinale du nématode adoptent une structure globale très 

 

Figure 4 : La bordure en brosse est une structure apicale spécialisée conservée. 

(A-D) Observations en microscopie électronique à transmission de la bordure en brosse chez différents 

organismes modèles : le rat (A), la souris (B), le poulet (C) et C. elegans (D). Images tirées Granger and Baker, 

1950 (A), Mukherjee and Staehelin, 1971 (B), Mooseker and Tilney, 1975 et Crawley et al., 2014 (C), Bidaud-

Meynard et al., 2021 (D). (C) Barre d’échelle : 200 nm. (D) Image réalisée par Ophélie Nicolle chez le nématode. 

Barre d’échelle : 200 nm. (B,D) Le réseau terminal (TW : terminal web) est sous-jacent aux microvillosités. (B-D) 

Les flèches magenta indiquent la zone dense aux électrons localisée à la pointe des microvillosités. Les 

microfilaments d’actine (F) s’ancrent au niveau du réseau terminal. (C-D) Les encadrés représentent une coupe 

de la bordure en brosse selon l’axe longitudinal, montrant l’organisation hexagonale des microvillosités en rouge.  
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similaire à celle des vertébrés. Ainsi, dans ma thèse, je focaliserai mon propos sur la description de la 

polarité épithéliale des entérocytes essentiellement chez C. elegans.   

 

iii. Les protéines interagissant avec l’actine au sein des microvillosités 

Dans les années 1970, les études chez les vertébrés décrivant l’organisation des microvillosités ont 

révélé que ces dernières étaient essentiellement constituées par des filaments d’actine (Mooseker and 

Tilney 1975; MUKHERJEE and STAEHELIN 1971). Toutefois, basées sur des observations en MET, ces études 

ont également permis de révéler la présence de « ponts » reliant les filaments d’actine entre eux (actin 

cross-linking proteins). Ces ponts aideraient les filaments d’actine à s’agencer en un faisceau dense. En 

outre, d’autres ponts ont été mis en évidence et relient les filaments d’actine à la membrane plasmique 

des microvillosités (Mooseker and Tilney 1975; MUKHERJEE and STAEHELIN 1971). Depuis ces 

observations initiales, de nombreuses études ont démontré l’existence de multiples protéines 

 

Figure 5 : L’actine ACT-5, est essentielle à la formation des microvillosités chez C. elegans. 

(A-B) Observations de coupes transversales en microscopie électronique à transmission de la lumière intestinale. 

Images tirées de MacQueen et al., 2005. (A) Dans les larves contrôles, les microvillosités sont visibles ainsi que 

le réseau terminal (TW : terminal web). (B) Au contraire, dans les larves déplétées en ACT-5, les microvillosités 

sont absentes de la membrane apicale mais le réseau terminal reste observable. Par ailleurs, la lumière 

intestinale devient arrondie après la déplétion d’ACT-5.  

L’isoforme d’actine, nommé ACT

intestinale devient arrondie après la déplétion d’ACT
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interagissant avec les filaments d’actine au sein des microvillosités afin de maintenir leur stabilité et leur 

morphologie (fig. 6).  

 

 

 

Figure 6 : Les microvillosités ont une ultrastructure très organisée. 

(A) Schéma représentant un entérocyte de forme centrosymétrique chez C. elegans. Chaque entérocyte est 

polarisé selon l’axe apico-basal. Les jonctions (rose) délimitent le pôle apical du pôle basolatéral. Du côté de la 

lumière intestinale, leur membrane apicale présente des microvillosités constituant une bordure en brosse. (B) 

Schéma représentant quelques microvillosités intestinales du nématode. Chaque microvillosité est constituée de 

filaments d’actine, et plus spécifiquement d’ACT-5. De nombreuses protéines interagissent avec l’ACT-5, telles 

que EPS-8 et PLST-1 localisées respectivement à la pointe ou à la base des microvillosités. Au sein de ces 

protrusions, d’autres protéines relient les filaments d’actine à la membrane plasmique apicale, notamment ERM-

1, MLC-5 et HUM-5. Sous-jacent aux microvillosités intestinales, le réseau terminal est composé de filaments 

d’actine et de filaments intermédiaires. Ces derniers constituent l’endotube.  
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1) Regroupant les filaments d’actine entre eux 

Comme décrit ci-dessus, chaque microvillosité est constituée de plusieurs dizaines de filaments 

d’actine parallèles. Pour que la structure soit stable et solide, ces filaments d’actine sont reliés entre eux 

en un faisceau unique par des protéines interagissant avec l’actine (fig. 6B ; bundling proteins). Chez les 

vertébrés, trois protéines majeures exercent cette fonction de regroupement des filaments d’actine au 

sein des microvillosités intestinales. Il s’agit de la villine, l’espine et la plastine-1 (pour revues : (Delacour 

et al. 2016; Sauvanet et al. 2015)). Chez C. elegans, l’orthologue de la villine n’est pas localisé au niveau de 

la bordure en brosse intestinale (Hunt-Newbury et al. 2007). De plus, il n’existe pas d’orthologue de 

l’espine chez le nématode. En revanche, la protéine PLST-1 est l’orthologue de la plastine 1 chez C. elegans. 

La plastine-1, auparavant décrite sous le nom de fimbrine, possède deux sites de liaison à l’actine (de 

Arruda et al. 1990; Lin et al. 1994). Chaque site peut se lier à un filament d’actine. Ainsi, la plastine-1 est 

capable de relier les filaments d’actine entre eux à la base des microvillosités (fig. 6B). Cette fonction est 

calcium-dépendante (Bretscher and Weber 1980). En outre, la plastine-1 a également la capacité d’agir 

comme un connecteur entre les racines d’actine et les filaments intermédiaires du réseau terminal 

(Grimm-Günter et al. 2009). Les entérocytes de souris déficientes en plastine-1 développent des 

microvillosités plus courtes et présentent une absence de racines d’actine en-dessous de la bordure en 

brosse (fig. 7A,A’ ; (Grimm-Günter et al. 2009)). L’ancrage des microvillosités au sein du réseau terminal 

joue un rôle crucial afin de maintenir la stabilité de la bordure en brosse au cours du temps. En effet, 

l’absence de plastine-1 rend les microvillosités anormalement fragiles (Grimm-Günter et al. 2009). 

Toutefois, chez C. elegans, les larves mutantes plst-1 ne présentent aucun défaut majeur de la polarité 

intestinale (fig. 7B,B’ ; (Bidaud-Meynard et al. 2021)). 

Une étude dans des modèles de cellules de mammifères suggère qu’une autre protéine pouvant 

relier des filaments d’actine, nommée filamine A, serait impliquée dans le contrôle du maintien de la 

bordure en brosse (Zhou et al. 2014). La protéine FLN-2, son orthologue chez C. elegans, a été également 

observée à la membrane apicale des entérocytes (Bidaud-Meynard et al. 2021).   
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2) Reliant l’actine à la membrane plasmique 

Au sein des microvillosités, les filaments d’actine sont reliés entre eux comme présenté ci-dessus, 

mais également reliés latéralement à la membrane plasmique apicale (fig. 6B). Cet autre attachement de 

l’actine filamenteuse vise à soutenir la tension tout le long des protrusions apicales, et à stabiliser celles-

ci au sein de la bordure en brosse. Ce rôle repose essentiellement sur la famille ERM (ezrine, radixine, 

moesine) et des myosines non conventionnelles.  

Chez les vertébrés, l’ezrine est la seule protéine de la famille Ezrine/Radixine/Moesine à être 

exprimée dans les entérocytes (Berryman, Franck, and Bretscher 1993; Bretscher 1983). Elle est localisée 

sur toute la longueur des microvillosités. D’un point de vue fonctionnel, l’ezrine est essentielle à la 

formation des microvillosités et à l’intégrité de la bordure en brosse (Saotome, Curto, and McClatchey 

2004). Les souris mutantes pour l’ezrine montrent de nombreuses anomalies de l’ultrastructure de la 

bordure en brosse telles que des microvillosités plus petites et présentes en plus faible nombre à la 

membrane apicale (fig. 8A,A’). De plus, leur réseau terminal est désorganisé comparé aux souris contrôles 

(Saotome et al. 2004). D’un point de structurel, l’ezrine comporte différents domaines. En N-terminal, le 

 

Figure 7 : La plastine-1 participe à la stabilité de la bordure en brosse chez les mammifères, mais pas chez 

C. elegans. 

(A, A’) Observations en microscopie électronique à transmission (MET) de la bordure en brosse intestinale chez 

des souris contrôles (A) ou déficientes en Plst1 (A’). Les sections coupent les microvillosités longitudinalement. 
Chez les souris déficientes en Pst1, les microvillosités sont plus courtes. Au contraire des souris contrôles, les 

racines d’actine filamenteuse s’ancrant dans le réseau terminal sont absentes dans les souris Plst-/- (voir 

encadrés). Barre d’échelle : 500 nm. Images tirées de Grimm-Günter et al., 2009. (B, B’) Observation en MET de 

la bordure en brosse intestinale chez des larves nématodes contrôles (B) ou mutantes pour plst-1 (B’). La 
déplétion de PLST-1 n’entraîne pas de défaut majeur dans l’intestin. Barre d’échelle : 1 µm. Images tirées de 

Bidaud-Meynard et al., 2021.  

, A’
ientes en Plst1 (A’). Les sections coupent les microvillosités longitudinalement. 

racines d’actine filamenteuse s’ancrant dans le réseau term
encadrés). Barre d’échelle (B, B’)

(B’). La 
1 n’entraîne pas de défaut majeur dans l’intestin. Barre d’échelle
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domaine FERM est responsable de la liaison de l’ezrine à la membrane plasmique, notamment aux lipides 

membranaires PI(4,5)P2. En C-terminal, le domaine C-ERMAD interagit quant à lui avec l’actine 

filamenteuse (pour revues : (Crawley, Mooseker, et al. 2014; Sauvanet et al. 2015)). Dans le cytoplasme 

des entérocytes, l’ezrine est maintenue dans une forme inactive avec une conformation « fermée » induite 

par l’interaction entre le domaine N-terminal FERM et le domaine C-terminal C-ERMAD. Elle est alors 

incapable de lier les filaments d’actine et la membrane plasmique (Gary and Bretscher 1995). La liaison 

aux PI(4,5)P2 par le domaine FERM ainsi que la phosphorylation du résidu conservé Thréonine 567 induit 

un changement de conformation de l’ezrine. Celle-ci s’ouvre, devient dès lors active et ainsi capable de 

lier la membrane plasmique au cytosquelette d’actine filamenteuse au sein des microvillosités (pour 

revue : (Sauvanet et al. 2015)). Dans les microvillosités matures, l’ezrine subit constamment un cycle de 

phosphorylation/déphosphorylation. Enrichie à la pointe des microvillosités, la forme active phosphorylée 

de l’ezrine ne persiste environ que 2 minutes avant d’être déphosphorylée (Viswanatha et al. 2012).   

 

Le génome de C. elegans n’encode qu’un seul orthologue de la famille ERM, appelé ERM-1, dont 

la séquence et la composition des domaines sont très similaires à celles de l’ezrine chez l’être humain 

(Sepers et al. 2022). De façon similaire aux mammifères, ERM-1 est enrichie à la surface apicale des 

 

Figure 8 : L’ezrine a un rôle conservé dans la formation des microvillosités chez les mammifères et le nématode. 

(A, A’) Observations en microscopie électronique à transmission (MET) de la bordure en brosse intestinale chez 

des souris contrôles (A) ou déficientes en Ezrine (A’). Les sections coupent les microvillosités longitudinalement. 
Chez les souris déficientes en Ezrine, les microvillosités sont plus courtes. Images tirées de Saotome et al., 2004. 

(B, B’) Observation en MET de la bordure en brosse intestinale chez des larves nématodes contrôles (B) ou 

déplétées en ERM-1 (B’). La déplétion de ERM-1 entraîne la formation de microvillosités raréfiées et plus courtes 

(flèche noire). De plus, la lumière intestinale présente de sévères défauts de morphologie. Dans les larves 

contrôles (B), la lumière de forme ovale est formée par deux entérocytes reliés par des jonctions (flèches 

blanches). Dans les larves déplétées en ERM-1 (B’), la lumière déformée est constituée par les extensions de 

membrane apicale de multiples cellules intestinales. Les jonctions ne sont pas perturbées lors de la déplétion de 

ERM-1 (flèches blanches, voir encadrés). L : lumière. Images tirées de Göbel et al., 2004.  

 

L’ezrine a un rôle conservé dans la formation des microvillosités chez les mammifères et le 
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entérocytes, et plus spécifiquement, tout le long des microvillosités (fig. 6A-B ; (Bidaud-Meynard et al. 

2021; van Fürden et al. 2004; Göbel et al. 2004)). La déplétion de ERM-1 réduit l’enrichissement apical du 

cytosquelette d’ACT-5 dans les entérocytes (Bernadskaya et al. 2011; van Fürden et al. 2004). Ce 

phénotype est associé à la présence de moins de microvillosités qui sont également plus petites au pôle 

apical (fig. 8B,B’ ; (Göbel et al. 2004)), comme cela a été décrit chez la souris. De plus, les larves déplétées 

en ERM-1 présentent des défauts majeurs de la morphologie de la lumière intestinale avec des 

obstructions intestinales, induisant une létalité larvaire (fig. 8B,B’ ; (van Fürden et al. 2004; Göbel et al. 

2004)). En résumé, ERM-1 est un composant de la bordure en brosse essentielle pour maintenir l’intégrité 

de cette dernière, mais aussi pour assurer une architecture correcte du tissu intestinal et de sa lumière. 

Récemment, il a été décrit que la fonction de ERM-1 au niveau des microvillosités dépend essentiellement 

de sa capacité à se lier aux phospholipides membranaires (Ramalho et al. 2020). La phosphorylation du 

résidu thréonine au sein de son domaine C-terminal module quant à elle la localisation apicale de ERM-1 

et sa dynamique moléculaire au sein de la bordure en brosse (Ramalho et al. 2020).  

Chez les vertébrés, d’autres protéines permettent de relier la membrane plasmique apicale aux 

filaments d’actine situés dans les microvillosités. Il s’agit notamment de la myosine 1a, une myosine non 

conventionnelle. Les souris déficientes en Myo1a montrent des altérations de la bordure en brosse avec 

des microvillosités fusionnées, des extensions membranaires ainsi que la perte de l’organisation 

hexagonale des microvillosités (Tyska et al. 2005). La Myo1a agit en parallèle d’autres myosines telles que 

Myo1c et Myo1d (Benesh et al. 2010; Tyska et al. 2005). Par ailleurs, une deuxième myosine non 

conventionnelle, la myosine-6, permet également l’interaction membrane-cytosquelette d’actine au sein 

de la bordure en brosse. Il s’agit du seul moteur dirigé vers l’extrémité (-) des filaments d’actine, donc vers 

le réseau terminal (Wells et al. 1999). Dans les entérocytes, Myo6 est localisée au niveau de la région du 

réseau terminal, où il relie la membrane plasmique aux racines des filaments d’actine. La perte de la Myo6 

chez la souris entraîne une fusion de microvillosités adjacentes, de façon similaire à la perte de Myo1a 

(Hegan et al. 2012).   

 

Chez C. elegans, deux myosines non conventionnelles ont été récemment décrites comme étant 

exprimées dans les entérocytes du nématode (Bidaud-Meynard et al. 2021). Il s’agit de HUM-5, la chaîne 

lourde d’une myosine non conventionnelle et l’orthologue des myosines 1d/1g chez l’être humain (Baker 

and Titus 1997; Bidaud-Meynard et al. 2021). Dans l’intestin, HUM-5 est exprimée à la pointe mais aussi à 

la base des microvillosités (fig. 6B ; (Bidaud-Meynard et al. 2021)). Toutefois, son rôle dans cette structure 

n’a pas encore été déterminé. Par ailleurs, MLC-5, la chaîne légère de la myosine essentielle, orthologue 
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de la MYL1/6 chez l’être humain est également exprimée dans l’intestin du nématode (Bidaud-Meynard 

et al. 2021; Gally et al. 2009).  Il a été montré que MLC-5 joue un rôle crucial lors du développement 

embryonnaire du nématode. Elle permet à la myosine II d’interagir avec les filaments d’actine dans 

l’épiderme et est de ce fait essentielle à l’élongation embryonnaire (Gally et al. 2009). MLC-5 est localisée 

à la base des microvillosités chez C. elegans (fig. 6B ; (Bidaud-Meynard et al. 2021)). Comme HUM-5, sa 

fonction intestinale n’a toutefois pas encore été décrite.  

3) Régulant la taille des microfilaments d’actine  

Au cours d’un développement intestinal normal, la bordure en brosse intestinale apparaît comme 

étant une structure très régulière, assemblée de microvillosités de taille similaire. En 1970, une zone dense 

aux électrons localisée à la pointe des protrusions apicales des entérocytes a été identifiée (fig. 3C ; 

(Mooseker and Tilney 1975; Tilney and Cardell 1970)). La composition de cette structure reste encore assez 

peu caractérisée actuellement.  

En 2004, une étude chez C. elegans a révélé la présence de la protéine EPS-8 enrichie 

spécifiquement à la pointe des microvillosités (Croce et al. 2004). Cette protéine est essentielle pour 

maintenir l’intégrité des microvillosités. Chez C. elegans, il existe deux isoformes de EPS-8 produites par 

épissage alternatif : une forme longue (EPS-8A) et une forme courte (EPS-8B) qui ne comporte pas la région 

C-terminale de la protéine, permettant l’interaction avec l’actine (Croce et al. 2004). L’inactivation du gène 

eps-8, et donc la déplétion des deux formes EPS-8A et EPS-8B, induit une létalité embryonnaire et larvaire 

(Croce et al. 2004). Toutefois, seule la fonction de EPS-8A, et non pas celle de EPS-8B, est essentielle au 

sein du tissu intestinal. La déplétion de EPS-8A entraîne la formation d’une bordure en brosse irrégulière, 

avec une densité globale diminuée et une absence de microvillosités dans certaines zones de l’intestin (fig. 

9C,C’ ; (Croce et al. 2004)). De plus, dans ce contexte, les protrusions apicales ne se développent plus de 

manière strictement perpendiculaire au réseau terminal sous-jacent (Croce et al. 2004). Ce phénotype 

pourrait être expliqué par une rigidité diminuée des microvillosités, qui n’a pas été démontrée. En outre, 

la déplétion de EPS-8A entraîne également une altération de la régulation de la longueur des 

microvillosités (fig. 9C,C’). Ces dernières adoptent une longueur très variable au sein de la bordure en 

brosse et sont en moyenne plus longues par comparaison aux contrôles (Croce et al. 2004).  

Ce rôle de Eps8 dans la formation de la bordure en brosse a été confirmé dans des modèles de 

cellules de mammifères (Zwaenepoela et al. 2012). Par ailleurs, les souris déficientes en Eps8 développent 
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des microvillosités désorganisées et plus courtes (fig. 9A,A’ ; (Tocchetti et al. 2010)). Ainsi, EPS-8 joue un 

rôle essentiel dans la régulation de la taille des microvillosités intestinales.  

In vitro, EPS-8 exerce une fonction double : elle permet de regrouper des filaments d’actine en 

faisceau mais a également une activité de coiffe des extrémités barbues (fig. 3D ; (Croce et al. 2004; 

Hertzog et al. 2010)). Chez C. elegans, son activité de EPS-8A dans le regroupement des filaments d’actine 

en faisceau apparaît comme étant essentielle pour la formation correcte des microvillosités, tandis que 

son activité de coiffe ne semble pas requise dans l’intestin du nématode (Croce et al. 2004; Hertzog et al. 

2010). 

 

 

Figure 9 : La protéine EPS-8 régule la taille des microvillosités au sein de la bordure en brosse intestinale chez 

les mammifères et le nématode. 

(A, A’) Observations en microscopie électronique à transmission (MET) de la bordure en brosse intestinale chez 

des souris contrôles (A) ou déficientes en Eps8 (A’). Les sections coupent les microvillosités longitudinalement. 
Chez les souris déficientes en Eps8, les microvillosités sont plus courtes. Images tirées de Tocchetti et al., 2010. 

(B-C’) Observation en MET de la bordure en brosse intestinale chez des larves nématodes contrôles (B, B’) ou 
déplétées en EPS-8A (C, C’). La déplétion de EPS-8A entraîne la formation de microvillosités de forme irrégulière 

et raréfiées au sein de la bordure en brosse par rapport aux contrôles. De plus, la lumière intestinale s’élargit et 
la distance entre les membranes apicales de chaque entérocyte, marquées par (*), augmente. Les astérisques 

noirs indiquent également le réseau terminal. Images tirées de Croce et al., 2004.  
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iv. Le réseau terminal et l’endotube 

Les microfilaments d’actine formant les microvillosités s’ancrent au niveau d’une structure 

subapicale du cytosquelette. Cette dernière est formée par les racines des faisceaux d’actine parallèles 

provenant des protrusions apicales des entérocytes, mais aussi par un ensemble de filaments orientés 

perpendiculairement aux microvillosités (Hirokawa et al. 1982; Mooseker and Tilney 1975; MUKHERJEE 

and STAEHELIN 1971). Cette structure a été nommée réseau terminal (terminal web). Le réseau terminal 

a été observé dès les premières analyses de l’ultrastructure de la polarité apicale des entérocytes chez les 

vertébrés (Mooseker and Tilney 1975; MUKHERJEE and STAEHELIN 1971). Il est constitué de différentes 

couches de cytosquelette de différentes natures. Sous-jacent aux microvillosités, ce réseau hétérogène 

procure une stabilisation structurale et mécanique de toute la bordure en brosse (Fath, Mamajiwalla, and 

Burgess 1993). Sa forte densité de cytosquelette en fait une région cytoplasmique sans organelles visible 

en microscopie électronique (Mooseker 1985).  

Chez les vertébrés, les racines des filaments d’actine parallèles issus des microvillosités sont reliées 

entre elles par des réseaux protéiques constitués de spectrine, de tropomyosine et de myosine II (Fath et 

al., 1993). En outre, les racines des filaments d’actine microvillositaire sont ancrées dans un réseau de 

microfilaments d’actine, perpendiculaire aux microvillosités. En subapical de ce celui-ci, il existe un réseau 

de filaments intermédiaires, (fig. 10A ; (Fath et al. 1993)). Les filaments intermédiaires peuvent être 

formés par de multiples polypeptides différents. Les kératines simples sont groupées ensemble avec 

d’autres kératines pour former le premier groupe d’assemblage des filaments intermédiaires. Par la suite, 

les kératines de type I s’assemblent avec des kératines de type II afin de former in fine des hétérodimères 

(pour revue : (Coch and Leube 2016)). Ces derniers s’associent ensuite antiparallèlement pour former des 

tétramères, l’unité d’assemblage des filaments intermédiaires. Les étapes suivantes d’assemblage de 

tétramères pour former des filaments intermédiaires matures ne sont que partiellement caractérisées. 

Huit tétramères s’associent latéralement pour former des filaments de longueur d’environ 60 nm. Ensuite, 

ces filaments s’attachent longitudinalement, s’allongeant pour former des filaments intermédiaires de 10 

nm (pour revue : (Coch and Leube 2016)).  

Le réseau de filaments intermédiaires intestinaux est principalement composé des cytokératines 

KRT8 (keratin 8), KRT18, KRT19 et KRT20 dans des entérocytes humains complètement différenciés (Moll 

et al. 1993; Salas 1999). Dans des cellules intestinales en culture, la déplétion de KRT19 induit des défauts 

sévères de la formation de la bordure en brosse, formée alors de microvillosités courtes et éparses (Salas 
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et al. 1997). En outre, les souris déficientes en KRT8 présentent les mêmes défauts intestinaux (Ameen, 

Figueroa, and Salas 2001).  

Comme les microvillosités, l’arrangement de cette région subapicale est conservé chez 

C. elegans (fig. 10B ; (Bossinger et al. 2004)). Ainsi, le réseau terminal est formé de microfilaments d’actine 

et des filaments intermédiaires sous-jacents. Chez le nématode, ce réseau est particulièrement riche en 

filaments intermédiaires et constitue une couche subapicale dense aux électrons, observable facilement 

en MET (fig. 10B ; (Bossinger et al. 2004)). Il est nommé « endotube » (Munn E.A. and Greenwood C.A. 

1984). Ce dernier organise le domaine subapical des entérocytes puisqu’il sépare la région du réseau 

terminal qui ne présente pas d’organelle du cytoplasme plus basal. Le génome de C. elegans encode 11 

polypeptides de filaments intermédiaires différents. Six d’entre eux sont exprimés dans l’intestin (Geisler 

et al. 2020; Karabinos, Schünemann, and Weber 2004). Il s’agit de IFB-2, IFC-1, IFC-2, IFD-1, IFD-2 et IFP-1 

(pour revues : (Carberry et al. 2009; Coch and Leube 2016)). Ils sont tous uniformément présents tout le 

long du tube intestinal, plus spécifiquement au niveau de l’endotube (Geisler et al. 2016).  

Plusieurs études ont démontré que IFB-2 exerce un rôle essentiel pour la formation de l’endotube 

(Bossinger et al. 2004; Geisler et al. 2019, 2020). En effet, des observations chez des mutants ifb-2(null) en 

MET ont mis en évidence une absence totale d’endotube. L’absence de IFB-2 induit également des défauts 

mineurs de la morphologie de la lumière intestinale qui s’élargit localement le long de l’intestin (Geisler et 

al. 2020). En revanche, les microvillosités des nématodes ifb-2(null) se forment normalement pour la 

majorité d’entre elles, malgré des défauts mineurs et ponctuels de désorganisation au sein de la bordure 

en brosse (Geisler et al. 2020). De plus, les faisceaux d’actine au sein des microvillosités s’enfoncent 

correctement dans le cytoplasme apical avec leurs racines caractéristiques (Geisler et al. 2019, 2020). 

Enfin, les jonctions apparaissent normales dans ce contexte. 

Par ailleurs, le rôle de IFC-2 a également été décrypté (Geisler et al. 2020; Hüsken et al. 2008). Les 

mutants ifc-2(null) présentent une structure dense aux électrons similaire à l’endotube. Toutefois, 

l’endotube a été décrit comme plus fin que les vers sauvages, et se montre même absent localement 

(Geisler et al. 2020). Les microvillosités dans les mutants ifc-2(null) adoptent une morphologie globale 

normale, même si de nombreuses irrégularités d’espacement des microvillosités au sein de la bordure en 

brosse sont visibles (Geisler et al. 2020). Une lumière intestinale élargie est fréquemment observée en 

absence de IFC-2 (Geisler et al. 2020; Hüsken et al. 2008). Cependant, ce phénotype n’est pas associé à 

des défauts d’intégrité des jonctions (Hüsken et al. 2008). Par contre, les mutants ifc-2(null) subissent une 
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diminution de l’enrichissement apical d’IFB-2 (Geisler et al. 2020). Ainsi, IFC-2 participe à l’établissement 

de l’endotube.   

 

Les fonctions respectives des quatre autres polypeptides intestinaux chez C. elegans ont été aussi 

analysées. La perte de fonction de IFC-1, IFD-1, IFD-2 ou IFP-1 n’entraîne pas de défaut de la distribution 

de IFB-2 (Geisler et al. 2020). Au contraire des trois autres pertes de fonction qui ne présentent aucun 

défaut de la morphologie de la lumière intestinale, les mutants ifd-2(null) développent une lumière élargie 

ainsi que des invaginations cytoplasmiques (Geisler et al. 2020).   

Pour résumer, sur les six polypeptides de filaments intermédiaires exprimés dans l’intestin du 

nématode, seuls deux d’entre eux sont nécessaires à la formation de l’endotube, IFC-2 et IFB-2, ce dernier 

s’avérant être un acteur central dans ce processus. Par ailleurs, l’observation d’une lumière élargie dans 

 

Figure 10 : Le réseau terminal est conservé chez les mammifères et le nématode. 

(A,B) Observations en MET de la bordure en brosse intestinale chez des souris (A) et chez C. elegans  (B). Les 

sections coupent les microvillosités longitudinalement. (A) Les microvillosités proches de la lumière (L) 

contiennent des filaments d’actine parallèles qui s’ancrent via des racines (flèches noires) au niveau de la région 

du réseau terminal (TW). Ce dernier contient un cytosquelette d’actine, marqué par (*), qui est attaché aux 
jonctions adhérentes (flèche blanche fine). Les filaments intermédiaires sont positionnés en-dessous de ce 

cytosquelette d’actine et sont connectés aux desmosomes (tête de flèche). (B) Chez le nématode, le pôle apical 

a une structure similaire par rapport à la souris. La membrane apicale des entérocytes développe des 

microvillosités proches de la lumière (L). Les filaments d’actine parallèles s’étendent et s’ancrent au niveau de la 
région du réseau terminal sans organelle. Le réseau de filaments intermédiaires, appelé endotube (flèches 

blanches), est sous-jacent et dense aux électrons. Il est attaché aux jonctions apicales (CeAJ, tête de flèche). 

Barres d’échelle : 500 nm. Images tirées de Coch and Leube, 2016.  

contiennent des filaments d’actine parallèles qui s’ancrent via des racines (flèches noires) au ni
du réseau terminal (TW). Ce dernier contient un cytosquelette d’actine, marqué par (*), qui est attaché aux 
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les mutants ifb-2(null), ifc-2(null) et ifd-2(null) suggèrent un rôle de ces filaments intermédiaires dans le 

maintien de la morphologie de la lumière intestinale.  

 Par ailleurs, trois protéines, IFO-1, SMA-5 et BBLN-1 régulent également la formation du réseau 

de filaments intermédiaires (fig. 11 ; (Carberry et al. 2012; Geisler et al. 2016; Remmelzwaal et al. 2021)). 

Ces protéines sont elles-mêmes localisées au niveau de l’endotube, associées aux filaments 

intermédiaires.  

 

Le premier régulateur du cytosquelette de filaments intermédiaires intestinaux à avoir été mis en 

évidence chez C. elegans est la protéine IFO-1 (intermediate filament organizer) (fig. 11C ; (Carberry et al. 

2012)). Le réseau de filaments intermédiaires dans les mutants ifo-1(null) est très altéré, IFB-2 et IFC-2 ne 

s’organisent plus en endotube, mais en agrégats s’accumulant principalement aux jonctions et 

ponctuellement dans le cytoplasme (fig. 11C ; (Carberry et al. 2012)). Dans ces mutants, les entérocytes 

forment des microvillosités, mais la bordure en brosse est irrégulière et la lumière intestinale élargie 

(Carberry et al. 2012). Ainsi, IFO-1 est essentielle pour la formation correcte du réseau de filaments 

intermédiaires intestinaux.  

Un autre modulateur des filaments intermédiaires intestinaux est SMA-5. Il s’agit de l’orthologue 

de la MAP (mitogen-activated protein) kinase 7 (Watanabe et al., 2005). Dans les mutants sma-5(null), de 

nombreuses invaginations cytoplasmiques de la membrane plasmique apicale apparaissent à l’âge adulte, 

s’aggravant au fil du temps (fig. 11B ; (Geisler et al. 2016)). Ces déformations membranaires sont associées 

avec le développement d’un endotube localement épaissi, constitué de cytosquelette amorphe, à côté de 

 

Figure 11 : Trois protéines, IFO-1, SMA-5 et BBLN-1, modulent le réseau de filaments intermédiaires intestinaux 

et régulent la morphologie de la lumière intestinale chez le nématode. 

Schémas représentant la distribution de l’endotube (ET, vert) et la morphologie de la lumière intestinale (gris 
foncé) flanqué par les jonctions (AJ, bleu) dans des jeunes adultes contrôles (A), sma-1(null) ou bbln-1(null) (B) 

et ifo-1(null) (C). TW : réseau terminal ; BB : bordure en brosse. Panel adapté de (Geisler et al. 2022). 

 

sentant la distribution de l’endotube (ET, vert) et la morphologie de la lumière intestinale (gris 



 
27 

 

zones présentant une perte complète de l’endotube (fig. 11B ; (Geisler et al. 2016)). IFB-2 est toujours 

présent mais de manière discontinue. En outre, les entérocytes développent des microvillosités qui 

forment cependant une bordure en brosse irrégulière (Geisler et al. 2016). Enfin, une augmentation de la 

phosphorylation des filaments intermédiaires a été détectée dans les mutants sma-5(null). Ce résultat 

suggère que la perte de fonction de SMA-5 réduit la stabilité du tube intestinal du fait d’une altération de 

la phosphorylation du réseau de filament intermédiaire (Geisler et al. 2016).  

Récemment, un troisième type de régulateur des filaments intermédiaires intestinaux a été décrit. 

Il s’agit de la protéine BBLN-1 (bulges budding from the intestinal lumen ; (Remmelzwaal et al. 2021)). La 

déplétion de BBLN-1 induit un phénotype intestinal très similaire à ce qui a été observé dans l’intestin des 

mutants sma-5(null) (fig. 11B ; (Geisler et al. 2016)). En effet, les mutants bbln-1(null) présentent des 

invaginations cytoplasmiques de la membrane plasmique apicale en forme de « bulles » (Remmelzwaal et 

al. 2021). Comme cela a été précédemment décrit dans les mutants sma-5(null), l’endotube des mutants 

bbln-1(null) est absent ou fortement réduit dans les régions d’invaginations cytoplasmiques tandis qu’il 

s’épaissit à la base de ces invaginations (fig. 11B ; (Remmelzwaal et al. 2021)). En revanche, la localisation 

de IFB-2, IFC-2 et IFC-2 ne semble pas affectée. Par ailleurs, les microvillosités se forment correctement 

même dans les régions de déformations membranaires. Tous ces résultats suggèrent que BBLN-1 est 

requise pour le maintien de l’intégrité du réseau de filaments intermédiaires mais sans agir sur le 

recrutement des filaments intermédiaires au pôle subapical (Remmelzwaal et al. 2021)). 

v. Les jonctions apicales 

Comme toutes les cellules constituant un épithélium, les entérocytes sont très cohésifs entre eux, 

reliés par des jonctions. Chez les vertébrés, trois types de jonctions assurent la cohésion de l’épithélium et 

régulent sa fonction de barrière :  les jonctions serrées (ou tight junctions) les plus apicales, les jonctions 

adhérentes (ou adherens junctions) et les desmosomes plus basaux. Chez la drosophile, les jonctions 

adhérentes sont le complexe jonctionnel localisé le plus proche du pôle apical. Il existe également les 

jonctions septées (ou septate junctions) (pour revue : (Rodriguez-Boulan and Macara 2014)).  

Au contraire des vertébrés et de la drosophile, les jonctions des cellules épithéliales chez le 

nématode forment une seule région dense aux électrons délimitant le pôle apical et le domaine basolatéral 

(fig. 12,13 ; (Leung et al. 1999; Segbert et al. 2004)). En microscopie confocale à fluorescence, elles se 

distinguent par leur motif d’échelle très caractéristique (fig. 12B). Elles se nomment les « C. elegans apical 

junction » ou « CeAJ » (McMahon et al. 2001).  J’utiliserai donc ce terme par la suite. Même si elles 
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constituent un ensemble jonctionnel unique, les CeAJ sont composées de deux complexes ayant des rôles 

distincts (fig. 12B-D,13). 

La partie apicale des CeAJ, appelée « cadherin-catenin complex » ou « CCC », correspond aux 

jonctions adhérentes. Comme chez les vertébrés, ce complexe se constitue des protéines HMR-1, HMP-1 

et HMP-2, respectivement orthologues de la E-cadhérine, de l’α-caténine et de la β-caténine chez 

C. elegans (fig. 13B ; (Costa et al. 1998)). Il permet l’ancrage aux jonctions des filaments d’actine. Les 

protéines HMR-1, HMP-1 et HMP-2 ont été mises en évidence en premier dans l’épiderme. En effet, la 

déplétion de chacune de ces protéines entraîne des défauts de morphologie et d’élongation de l’embryon 

C. elegans (Costa et al. 1998). Le rôle des protéines constitutives du CCC est similaire à celui de leurs 

orthologues. Ainsi, les protéines HMR-1 exprimées par deux cellules épithéliales distinctes interagissent 

entre elles grâce à leur domaine extracellulaire, HMP-1 relie le complexe jonctionnel aux filaments d’actine 

 

Figure 12 : Dans l’intestin du nématode, les entérocytes sont maintenus cohésifs entre eux via une seule entité 
jonctionnelle : les jonctions apicales ou CeAJ. 

(A,A’) Images en microscopie électronique à transmission de la région dense aux électrons correspondant aux 

CeAJ dans l’intestin d’un nématode. Barres d’échelle : 100 nm. (B) Observation en microscopie confocale à 

fluorescente d’un embryon au stade 1.5-fold immunomarqué pour les protéines AJM-1 (rouge) et DLG-1 (vert). 

Barre d’échelle : 10 µm. (C) Image à fort grossissement correspondant à l’encadré blanc sur (B). AJM-1 et DLG-1 

colocalisent au sein du complexe DAC. (D) Image à fort grossissement d’embryon immunomarqué pour HMP-1 

(rouge) et DLG-1 (vert). Ces deux protéines ne colocalisent pas ; elles font partie de deux complexes jonctionnels 

distincts. Images tirées de Segbert et al., 2004.  
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et HMP-2 fait le lien entre le domaine cytoplasmique de HMR-1 et HMP-1 (fig. 13B ; (Costa et al. 1998)). 

Cette organisation induit une forte cohésion entre les entérocytes. De plus, en ancrant le cytosquelette 

d’actine au niveau des jonctions apicales, le CCC transmet les forces mécaniques responsables de 

l’élongation embryonnaire (Vuong-Brender, Yang, and Labouesse 2016). Toutefois, la déplétion d’un seul 

composant du CCC ne perturbe pas la polarité épithéliale ou la formation de la région de la CeAJ dense 

aux électrons (Bossinger et al. 2004; Costa et al. 1998). 

Le second complexe constituant les CeAJ, basal au CCC, contient les protéines AJM-1 et DLG-1, 

orthologue de Discs large chez la drosophile (fig. 12B-D,13B ; (Bossinger et al. 2001; Firestein and Rongo 

2001; Köppen et al. 2001; McMahon et al. 2001)). Il est nommé « DAC » et permet l’ancrage des filaments 

intermédiaires du réseau terminal. Les protéines AJM-1 et DLG-1 sont importantes pour le bon 

déroulement de l’élongation embryonnaire et de la morphogenèse (Firestein and Rongo 2001; Köppen et 

al. 2001). Dans l’épithélium intestinal, il a été décrit que AJM-1 et DLG-1 interagissent physiquement et 

que DLG-1 est nécessaire pour la localisation de AJM-1 aux jonctions apicales (fig. 12B,13B ; (Bossinger et 

al. 2001; Köppen et al. 2001; McMahon et al. 2001)). En revanche, les protéines du CCC ne sont pas 

requises pour la localisation de DLG-1 (Firestein and Rongo 2001). La déplétion de DLG-1 affecte la mise 

en place des régions jonctionnelles denses aux électrons qui ne sont alors plus visibles en MET (McMahon 

et al. 2001). Toutefois, la déplétion de DLG-1 ou de AJM-1 ne perturbe pas la polarité intestinale globale 

(Bossinger et al. 2001, 2004; Köppen et al. 2001; Segbert et al. 2004).  

Alors que la déplétion seule de composants du CCC ou du DAC ne suffit pas à perturber la polarité 

intestinale, la déplétion simultanée des composants du CCC et du DAC induit de sévères défauts de polarité 

intestinale (Segbert et al. 2004). Ainsi, ces deux complexes permettent ensemble de maintenir la polarité 

apico-basale des entérocytes et de délimiter les deux pôles cellulaires.  

Par ailleurs, les deux complexes protéiques des CeAJ ont été décrits comme étant capables de 

réguler l’enrichissement apical d’actine filamenteuse constituant le réseau terminal des entérocytes 

(Bernadskaya et al., 2011). Ils le font en interaction avec le complexe Arp2/3 (Actin Related Protein 2/3). 

Ce dernier promeut la formation d’actine branchée en nucléant de nouveaux polymères d’actine sur les 

filaments d’actine existants (pour revue : (Chhabra and Higgs 2007)). Il est activé par le complexe 

WAVE/Scar. Ainsi, dans les stades larvaires et adultes, la déplétion des protéines jonctionnelles DLG-1 ou 

HMR-1 mais également celle des protéines des complexes Arp2/3 ou WAVE/Scar entraîne l’apparition 

d’une lumière itestinale élargie. Ce phénotype est associé à une diminution des niveaux d’actine 

filamenteuse apicale dans les entérocytes (Bernadskaya et al. 2011). En outre, Arp2/3 et WAVE/Scar sont 
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capables de réguler respectivement l’enrichissement de DLG-1 et HMR-1 au niveau des CeAJ dans les 

adultes (Bernadskaya et al. 2011; Cordova-Burgos, Patel, and Soto 2021). De plus, les niveaux apicaux 

d’actine filamenteuse sont corrélés avec les niveaux protéiques de DLG-1 (Bernadskaya et al. 2011). Ainsi, 

les CeAJ interagissent avec le complexe Arp2/3 et WAVE/Scar afin de maintenir le réseau terminal des 

cellules intestinales.  

 

vi. Le domaine basolatéral 

Ainsi, les jonctions permettent de délimiter le pôle apical de la membrane basolatérale. De la 

même manière que le module PAR-3/PAR-6/PKC-3 détermine le pôle apical des cellules intestinales, la 

protéine LET-413 agit en tant que déterminant de polarité basolatérale (Legouis et al. 2000; McMahon et 

al. 2001). Il s’agit de l’homologue de la protéine Scribble chez la drosophile. LET-413 est localisée 

uniformément le long de la membrane basolatérale des cellules épithéliales du nématode, notamment 

des entérocytes (Legouis et al. 2000; McMahon et al. 2001). Exclu de la membrane apicale, sa localisation 

devient visible le long de la membrane basolatérale à partir des CeAJ. Au cours du développement 

embryonnaire chez C. elegans, la déplétion de LET-413 induit de sévères défauts des trois tissus épithéliaux 

 

Figure 13 : Les CeAJ se composent de deux complexes distincts. 

(A) Schéma d’un anneau intestinal en vue transversale. La lumière intestinale est flanquée des jonctions apicales 

(CeAJ, rose) formant une seule zone dense aux électrons. Ces jonctions permettent l’ancrage des filaments 
d’ACT-5 (orange) et des filaments intermédiaires (gris) constituant le réseau terminal. (B) Schéma représentant 

la composition des CeAJ. Le complexe le plus apical est le CCC formé d’HMR-1/E-cadhérine, HMP-1/α-caténine 

et HMP-2/β-caténine. Le complexe le plus basal est le DAC constitué de DLG-1 et AJM-1. Les filaments d’actine 

du réseau terminal interagissent avec le CCC tandis que les filaments intermédiaires s’ancrent au niveau du DAC. 
Schéma inspiré de Bernadskaya et al., 2011. 
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principaux (épiderme, pharynx, intestin) (Legouis et al. 2000). En effet, les embryons mutants let-413(null) 

ne subissent pas une élongation embryonnaire complète. De plus, la morphogenèse de leur pharynx est 

anormale et leur intestin ne présente pas de lumière visible (Bossinger et al. 2004; Legouis et al. 2000). 

Ainsi, LET-413 exerce un rôle essentiel dans tous les tissus épithéliaux du nématode.  

Dans l’intestin, la déplétion de LET-413 perturbe la polarité apico-basale des entérocytes. Alors 

qu’ils sont enrichis au pôle apical des entérocytes dans les embryons contrôles, PAR-3, PAR-6 et PKC-3 

deviennent progressivement localisés le long de la membrane latérale dans les embryons mutants let-

413(null) (Legouis et al., 2000 ; McMahon et al., 2001). Une caractérisation plus approfondie du phénotype 

des mutants let-413(null) a également mis en évidence de sévères défauts des CeAJ. Dans les embryons 

contrôles, les jonctions apicales intestinales denses aux électrons sont bien définies spatialement et 

localisées à proximité de la membrane apicale. Au contraire, dans les embryons mutants let-413(null), les 

CeAJ s’étendent, deviennent discontinues voire sont absentes (fig. 14A-D ; (Legouis et al. 2000; McMahon 

et al. 2001)). En outre, des observations en microscopie confocale à fluorescence ont montré que la 

déplétion de LET-413 entraîne une localisation discontinue de DLG-1 et AJM-1 dans les cellules intestinales 

(McMahon et al. 2001). Ainsi, LET-413 est requise pour compacter et positionner les protéines 

constitutives des CeAJ le long de la membrane apico-latérale. Ensuite, les CeAJ empêchent ensemble la 

diffusion latérale des protéines apicales. LET-413 est donc essentielle pour le maintien de la polarité apico-

basale des entérocytes via son rôle sur les CeAJ.  

Cependant, la fonction de LET-413 n’est pas limitée aux jonctions puisqu’il exerce également un 

rôle majeur sur le maintien du réseau terminal des entérocytes. En effet, la déplétion de LET-413 entraîne 

une distribution anormale de ACT-5, IFB-2 et IFO-1, constituants majeurs du réseau terminal dans l’intestin 

(fig. 14E-H ; (Bossinger et al. 2004; Carberry et al. 2012; Legouis et al. 2000)). Ces protéines, normalement 

enrichies au pôle apical, se localisent progressivement le long de la membrane basolatérale dans les 

cellules intestinales. C’est aussi le cas pour ERM-1, composant des microvillosités intestinales (Bossinger 

et al. 2004). Ces résultats suggèrent que le réseau terminal entier et les constituants de la bordure en 

brosse intestinale s’étendent vers la membrane basolatérale lorsque LET-413 est déplétée. Toutefois, ce 

phénotype n’est pas associé à la formation de microvillosités à la membrane basolatérale (Bossinger et al. 

2004). L’absence de lumière intestinale visible ne permet pas de caractériser la potentielle présence de 

bordure en brosse au pôle apical. 
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Pour résumer, LET-413 empêche l’expansion basolatérale des protéines de polarité apicales, des 

composants de la bordure en brosse ainsi que du réseau terminal dans les entérocytes chez C. elegans (fig. 

14). La délocalisation progressive des différents facteurs apicaux faisant suite à la déplétion de LET-413 

suggère que LET-413 est nécessaire pour le maintien de la position apicale des structures spécialisées 

intestinales.  

 

 

 

 

 

 

 

  

 

Figure 14 : LET-413 est essentielle pour la cohésion des CeAJ ainsi que pour le maintien de la polarité 

intestinale. 

(A-D) Images en microscopie électronique à transmission de la région dense aux électrons (têtes de flèches 

blanches) correspond aux CeAJ dans l’intestin chez des embryons contrôles (A) ou déplétés en LET-413 (B,C,D). 

L’encadré en A correspond à un fort grossissement de la région indiquée par la flèche blanche. Dans les embryons 
let-413, les CeAJ peuvent s’étendre le long de la membrane latérale (B), se fragmenter (C) ou être absentes (D). 

N : noyaux. Barres d’échelle : 300 nm. Images tirées de Legouis et al., 2000. (E) Observation en microscopie 

confocale à fluorescente d’embryons contrôles (E) ou let-413 (F-H) au stade 2-fold immunomarqués pour les 

protéines AJM-1 (rouge) et DLG-1 (vert). La déplétion de LET-413 entraîne la localisation latérale de l’actine et 
de IFB-2, comparé à leur enrichissement au pôle apical dans les contrôles (E). Images tirées de Bossinger et al., 

2004.  
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2. Comment se forme l’intestin du nématode ? 

a. Description des différentes étapes de la formation de l’intestin 

i. L’intestin entier provient d’une seule cellule : le blastomère E 

Chez C. elegans, une seule cellule est à l’origine de l’intestin entier, composé de vingt entérocytes. 

Il s’agit du blastomère E constituant l’embryon 8-cellules et issu de la cellule EMS présente au stade 

4-cellules. Ainsi, la spécification des cellules intestinales commence au sein de l’embryon 4-cellules. A ce 

stade, l’embryon possède les blastomères ABa, ABp, P2 et EMS (fig. 15B). Chacun de ces blastomères 

conduit à des lignages cellulaires différents. Concernant le tractus digestif, la cellule ABa produira 

notamment la partie antérieure du pharynx tandis que la cellule ABp donnera naissance aux cellules du 

rectum. Enfin, la cellule EMS de l’embryon 4-cellules se divise asymétriquement pour produire la cellule 

MS et la cellule E visibles au stade embryonnaire 8-cellules (fig. 15B-C). Le blastomère MS, cellule-fille 

antérieure de l’EMS, donnera naissance à la partie postérieure du pharynx ainsi qu’à d’autres tissus 

somatiques. Le blastomère E, cellule-fille postérieure de l’EMS, produira quant à lui l’entièreté de l’intestin 

de C. elegans (fig. 15 ; pour revue : (Kormish et al. 2010)). La division asymétrique de la cellule EMS et la 

ségrégation différentielle de certains facteurs sont finement régulées afin de permettre la naissance de 

deux cellules filles aux destins cellulaires distincts. Ce processus de spécification au stade embryonnaire 

4-cellules fait intervenir de multiples voies de signalisation et facteurs de transcription combinés que je 

détaillerai par la suite.  

Au stade 8-cellules, la spécification cellulaire se poursuit au sein du blastomère E (fig. 15C). Une 

fois née, cette cellule se spécifie en adoptant une identité cellulaire intestinale qui repose essentiellement 

sur les facteurs de transcription spécifiques nommés end-1 et end-3. Par la suite, le blastomère E se divise 

et produit ainsi l’intestin entier. Dans la littérature des études effectuées chez C. elegans, la spécification 

n’est pas dissociée de la détermination. J’utiliserai donc ce terme par la suite, notamment par rapport à 

l’expression des premiers gènes intestinaux end-1 et end-3.  

Enfin, la différenciation intestinale prend le relai de la spécification cellulaire plus tard au cours du 

développement de l’épithélium intestinal. Après leur spécification, les cellules descendantes de E se 

différencient pour devenir des entérocytes spécialisés dans l’absorption des nutriments issus de la lumière 

intestinale. Le programme de différenciation repose essentiellement sur le gène elt-2 encodant un facteur 

de transcription qui active l’expression de nombreux gènes spécifiques des entérocytes depuis l’embryon 
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jusqu’à la vie adulte du nématode. La différenciation intestinale permet ainsi aux entérocytes de 

développer leur fonction d’absorption des nutriments.  

 

La régulation de ces processus de spécification et différenciation intestinale est cruciale. En effet, 

elle empêche la survenue d’une hyperplasie intestinale induite par le fait que d’autres cellules, non 

descendantes de E, adoptent un destin cellulaire intestinal. A l’inverse, une spécification défectueuse peut 

résulter en l’absence d’intestin qui entraîne la mort du nématode au premier stade larvaire successif à 

 

Figure 15 : Premières divisions embryonnaires de C. elegans. 

(a) Le zygote C. elegans se divise de manière asymétrique. Au stade 2-cellules, l’embryon est formé d’une grande 
cellule antérieure, nommée AB, et d’une plus petite cellule postérieure, la cellule P1. L’orientation des embryons 
est indiquée en haut à droite. Par convention, ils sont orientés avec le pôle antérieur à gauche et le côté dorsal 

en haut. (b) Devenir des blastomères au stade embryonnaire 4-cellules. ABa et ABp sont des cellules sœurs issues 
de AB, tandis que EMS et P2 proviennent de P1. Schéma inspiré de (Bowerman et al. 1992). (c) Au stade 8-cellules, 

l’embryon est constitué de huit blastomères, chacun donnant naissance à un lignage spécifique. Les blastomères 

E et MS sont des cellules filles asymétriques de EMS tandis que C et P3 sont issues de la cellule P2. L’intestin 
provient des divisions du blastomère E.  
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l’éclosion. Par ailleurs, il ne suffit pas que les cellules soient normalement spécifiées, mais il faut également 

qu’elles se différentient correctement afin d’assurer leur fonction essentielle à la survie de l’organisme 

entier.   

ii. Les divisions successives du blastomère E 

Le lignage cellulaire complet a été caractérisé chez le nématode. Il est stéréotypé, c’est-à-dire 

essentiellement invariant entre différents embryons. Au sein de ce lignage, les divisions successives 

stéréotypées du blastomère E pour produire in fine les vingt entérocytes ont notamment été décrites (fig. 

16 ; (Sulston et al. 1983)). Ces divisions cellulaires génèrent différents stades qui apparaissent 

successivement au cours du développement intestinal. Chaque stade est nommé en référence au nombre 

de cellules descendantes de E qu’il présente (fig. 16 ; (Leung et al. 1999)). Par exemple, le stade « E4 » est 

constitué de quatre descendants de E. Par ailleurs, les cellules constituant l’intestin en devenir sont 

identifiées en référence aux axes de division subis successivement par leurs cellules mères. Il s’agit des 

axes antérieur-postérieur (a/p), gauche-droite (l/r) ou encore dorso-ventral (d/v). Par exemple, les quatre 

cellules filles du blastomère E sont nommées Eal, Ear, Epl et Epr, où « Eal » correspond à la cellule fille 

localisée à gauche issue de la cellule fille antérieure de E (pour revue : (Maduro 2017)). Il existe six stades 

: « E », « E2 », « E4 », « E8 », « E16 » et enfin, « E20 » (fig. 16). Le développement intestinal stéréotypé du 

nématode est ainsi rythmé par cinq divisions. Les quatre premières divisions concernent l’ensemble des 

cellules descendantes de E tandis que la dernière division ne concerne que certaines cellules spécifiques 

pour former in fine l’épithélium intestinal complet. Ces divisions intestinales successives peuvent être 

visualisées à l’aide d’un arbre de lignage (fig. 17). Les cellules au stade E2 se divisent selon l’axe gauche-

droite tandis que les autres cellules intestinales se divisent globalement selon l’axe antéro-postérieur (fig. 

17 ; (Maduro 2017)). Suite à la division des cellules E2 puis E4, l’intestin au stade E8 est planaire, avec 

quatre cellules à droite et quatre cellules à gauche. Entre le stade E8 et E20, les divisions sont 

accompagnées d’une succession de mouvements cellulaires définissant ainsi la structure finale de l’intestin 

(fig. 17 et voir partie iii. ci-dessous).   

L’internalisation des précurseurs de l’intestin pour former l’endoderme se déroule au stade 

embryonnaire 26-28-cellules (fig. 18). L’intestin en devenir est alors au stade E2, constitué des deux 

cellules filles de E, nommées Ea et Ep. Ces dernières migrent depuis la partie ventrale de l’embryon vers 

l’intérieur de celui-ci (fig. 18 ; (Leung et al. 1999)). Cette migration marque le début de la gastrulation chez 

C. elegans (pour revue : (Goldstein and Nance 2020)). La migration et l’internalisation de Ea et Ep 
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dépendent de la voie Wnt qui active l’actomyosine afin d’induire une constriction apicale des cellules (J. 

Y. Lee et al. 2006). Par ailleurs, la spécification correcte des cellules intestinales semble également 

importante pour ce processus (J. Y. Lee et al. 2006). Après avoir atteint le centre de l’embryon, les cellules 

E2 se divisent jusqu’à produire le stade E16, obtenu avant le début de l’élongation embryonnaire (fig. 

16,17). Les divisions permettant ensuite d’obtenir le stade E20 ont elles lieu lors des premières étapes de 

l’élongation embryonnaire (fig. 16).  

Au cours de son développement, l’embryon s’allonge progressivement au sein de sa coquille (fig. 

16). L’élongation embryonnaire débute par le stade nommé « lima bean », en référence à la morphologie 

adoptée par l’embryon C. elegans. L’embryon s’allonge depuis une forme de haricot jusqu’à la forme 

caractéristique du nématode : sa longueur a été multipliée par 4 tandis que son diamètre a été réduit par 

2 (pour revue : (Vuong-Brender et al. 2016)). Ce processus de morphogénèse essentiel reflète non pas les 

divisions des cellules de l’épiderme, mais leur élongation selon l’axe antéro-postérieur du nématode. Le 

début de l’élongation embryonnaire du nématode repose essentiellement sur la contractibilité de 

l’actomyosine dans les cellules de l’épiderme qui induit leur changement de forme cellulaire. Les 

contractions des cellules musculaires interviennent par la suite du processus. La nomenclature classe et 

nomme les embryons tardifs C. elegans en fonction de leur degré d’élongation. Ainsi, après le stade « lima 

bean », les embryons poursuivent leur élongation et atteignent successivement les stades « 1.2-fold », 

« 1.5-fold », « 2-fold », « 3-fold » et « 4-fold, avant d’éclore en larve (fig. 16). Le nombre de « fold » indique 

le nombre de repliements de l’embryon au sein de sa coquille. Le stade « 1.2-fold » est généralement 

référencé en tant que stade « comma ». Quand les muscles deviennent fonctionnels au stade 2-fold, 

l’embryon commence à se mouvoir au sein de sa coquille. L’élongation embryonnaire s’accompagne de 

l’élongation du tissu intestinal. Des mutations perturbant l’élongation de l’embryon bloquent également 

l’élongation intestinale, suggérant que des mécanismes similaires contrôlent l’élongation de l’épiderme 

ou de l’intestin ou que l’élongation intestinale nécessite l’élongation de l’embryon (Leung et al. 1999). En 

revanche, la morphogenèse de l’embryon peut correctement se dérouler en l’absence de l’intestin, 

(Owraghi et al. 2010).   
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Figure 16 : Les différentes étapes du développement de l’intestin. 
Le blastomère E, présent dans l’embryon au stade 8-cellules, est à l’origine de l’intestin entier chez le 
nématode. Ses divisions successives génèrent les stades E2, E4, E8, E16 et E20 (orange), en référence au 

nombre de cellules constituant l’intestin en devenir. L’un des premiers évènements de la gastrulation 

consiste en l’internalisation des cellules Ea et Ep pendant le stade E2. Au cours du stade E16, les cellules se 
polarisent et commencent à s’intercaler entre elle. En parallèle du développement intestinal, l’embryon 
s’allonge. Son élongation commence au stade lima bean, puis se poursuit au cours des stades comma, 1.5-

fold, 2-fold, 3-fold et enfin, 4-fold (magenta). La lumière intestinale commence à s’ouvrir au stade lima bean. 
Les anneaux intestinaux subissent des rotations à partir de ce même stade. Les divisions cellulaires pour 

obtenir le stade E20 se déroulent entre le stade lima bean et 2-fold. Par ailleurs, les microvillosités se forment 

progressivement à partir du stade 1.5-fold pour devenir mature à la fin du développement embryonnaire. 
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iii. Les évènements cellulaires permettant l’obtention d’un intestin mature 

 

Figure 17 : Le blastomère E et ses descendants formant l’intestin du nématode. 

Pour gagner en clarité, les cellules sont dessinées rondes sur le schéma. De la cellule E jusqu’au stade E16, la 
majorité des divisions des cellules descendantes de E sont globalement synchrones et se déroulent le long de 

l’axe antéro-postérieur. Seules les cellules Ea et Ep, constituant l’intestin au stade E2, se divisent selon l’axe 
gauche-droite. Au stade E8, deux cellules se repositionnent ventralement et l’espace est fermé par le 
mouvement des cellules les plus antérieures. Au stade E16, les cellules situées ventralement s’intercalent entre 
les cellules intestinales situées dorsalement. De plus, les noyaux (montrés pour la paire la plus antérieure) 

migrent vers le futur pôle apical. Lors de la polarisation, la ligne médiane se forme le long de l’axe antéro-

postérieur et correspond aux membranes apicales des entérocytes de l’intestin en devenir. Les cellules 
précurseurs de la lignée germinale (G) sont associées aux cellules de l’int5. Au stade E20, les divisions des cellules 
les plus antérieures et les plus postérieures résultent en la formation de l’int1 composé de quatre cellules ainsi 
que des anneaux postérieurs int8 et int9. Les divisions successives de E et de ses descendants peuvent être 

représentées sous la forme d’un arbre de lignage visible dans l’encadré. Les traits verticaux indiquent le temps 
des stades, tandis que les traits horizontaux marquent les divisions intestinales. Les ronds roses représentent les 

20 entérocytes finaux. Schémas inspirés de Leung et al., 1999 et Maduro et al., 2017.  
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L’élongation embryonnaire commence alors que l’intestin est au stade E16. Au début de ce stade, 

les entérocytes se polarisent afin de différencier leurs deux pôles cellulaires (fig. 16). Le déterminant de 

polarité PAR-3 est essentiel pour établir le domaine apical des entérocytes (Achilleos, Wehman, and Nance 

2010; Feldman and Priess 2012). Au cours de la polarisation intestinale, de nombreuses protéines 

viendront s’enrichir au pôle apical, telles que des protéines de polarité (PAR-3, PAR-6, PKC-3), des 

protéines de jonctions (HMR-1, DLG-1), des futurs constituants des microvillosités (ERM-1, ACT-5), ou 

encore du réseau terminal (IFB-2) (Achilleos et al. 2010; Bidaud-Meynard et al. 2021; Feldman and Priess 

2012). Au stade E16, l’intestin présente une symétrie gauche-droite (Leung et al. 1999). Lors de la 

polarisation, les cellules intestinales changent de forme, leurs noyaux se déplacent vers le pôle apical (fig. 

17). Les futures membranes apicales des cellules intestinales forment alors la « ligne médiane » centrale 

(fig. 17). De par leur organisation caractéristique des entérocytes dans le tissu intestinal, le stade E16 sert 

de référence pour la nomenclature utilisée par Asan et al., 2016. En effet, grâce à sa symétrie gauche-

droite, il est aisé d’annoter les cellules en fonction de leur position.  

Au début de l’élongation embryonnaire, au stade lima bean, de nombreux réarrangements 

cellulaires vont se dérouler. L’intestin en devenir contient alors deux couches distinctes de cellules avec 6 

cellules situées ventralement par rapport aux 10 autres (fig. 17 ; (Leung et al. 1999)). Afin de former un 

épithélium intestinal mature formé d’une seule couche de cellules, certains entérocytes s’intercalent entre 

d’autres (fig. 17 ; (Asan et al. 2016)). En outre, certains anneaux intestinaux commencent à subir une 

rotation. Le stade lima bean marque également l’ouverture de la lumière intestinale au niveau de la ligne 

médiane, séparant ainsi les membranes apicales des entérocytes (Asan et al. 2016; Bidaud-Meynard et al. 

2021; Leung et al. 1999). Par ailleurs, le passage du stade E16 au stade E20 commence au stade lima bean 

(fig. 16). Au cours de ce processus, seulement quatre descendants de E, les deux plus antérieurs et les 

deux plus postérieurs, subissent à nouveau une mitose afin de former l’intestin composé de vingt 

entérocytes (fig. 17). Le stade E20 est obtenu au stade 2-fold. En parallèle, au stade 1.5-fold, quelques 

protrusions apicales deviennent visibles. Progressivement, ces protrusions s’élargissent et s’allongent pour 

devenir des microvillosités formant une bordure en brosse intestinale régulière au stade 3-fold (fig. 16 ; 

(Bidaud-Meynard et al. 2021)).  
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Les paragraphes précédents décrivent les différentes étapes du développement de l’intestin 

depuis l’origine du blastomère E jusqu’à la formation de la bordure en brosse intestinale (fig. 14-17). Dans 

les parties suivantes, je détaillerai les mécanismes impliqués dans la régulation de ces étapes afin de 

former un épithélium intestinal stéréotypé. Ainsi, j’aborderai le réseau génétique complexe permettant 

de spécifier les cellules intestinales, mais aussi la régulation des divisions successives de E et de ses 

descendants. Enfin, je terminerai en abordant les processus cellulaires qui produisent un intestin mature : 

la polarisation apico-basale, la formation de la bordure en brosse intestinale ainsi que les réarrangements 

cellulaires à l’échelle du tissu.  

b. Un réseau génétique complexe pour spécifier les cellules intestinales 

i. SKN-1, un acteur essentiel à la spécification des entérocytes 

Le facteur de transcription SKN-1 joue un rôle majeur pour définir le devenir des cellules filles du 

blastomère EMS : MS et E. En effet, après induction de la perte de fonction de SKN-1 via des mutations 

thermosensibles, la grande majorité des embryons ne possède aucune des cellules normalement issues 

du lignage MS. En parallèle, 45-90% de ces mêmes embryons présentent également une absence de 

cellules intestinales, normalement produites par le lignage E (Bowerman, Eaton, and Priess 1992). Par 

 

Figure 18 : Internalisation de l’endoderme au stade E2 chez C. elegans. 

(A) Images issues d’un film montrant un embryon, en vue ventrale, exprimant un marqueur membranaire des 

cellules embryonnaires. Les deux descendants de E, Ea et Ep, sont colorés en vert. (B) Illustrations en trois 

dimensions de trois stades développementaux en vue ventrolatérale. Les cellules intestinales sont colorées en 

vert. Images adaptées de Goldstein and Nance, 2020.  

Internalisation de l’en
Images issues d’un film montrant un e
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ailleurs, dans ces embryons mutants skn-1, les cellules issues du blastomère EMS se mettent à exprimer 

des marqueurs normalement caractéristiques des descendants du lignage C. C’est le cas notamment de 

marqueurs de l’hypoderme, d’où l’appellation « SKN-1 » pour « skinhead » (Bowerman et al. 1992; 

McGhee 2013). SKN-1 joue donc un rôle majeur pour l’acquisition du potentiel de mésoendoderme du 

blastomère EMS. Toutefois, alors que SKN-1 est primordial pour le lignage MS, 10-55% des embryons skn-1 

possèdent des cellules intestinales (Bowerman et al. 1992). Cette observation indique que des voies de 

signalisation parallèles à SKN-1 contribuent à la spécification de l’intestin. J’aborderai ces points dans les 

parties iv., v. et vi. 

Ce rôle de SKN-1 dans le processus de spécification du blastomère EMS a été montré comme étant 

strictement lié à une contribution maternelle, c’est-à-dire apportée par la lignée germinale maternelle, et 

non pas zygotique (Bowerman et al. 1993). Contrairement aux transcrits ARNm skn-1 qui sont 

uniformément répartis au sein de l’ovocyte, la protéine SKN-1 est quant à elle localisée asymétriquement 

(fig. 19). Cette distribution protéique a été caractérisée grâce à des expériences d’immunofluorescence 

(Bowerman et al. 1993). Dans l’embryon précoce, SKN-1 est présente essentiellement dans les cellules 

embryonnaires postérieures. Au stade 2-cellules, elle est enrichie dans la cellule postérieure P1. Cette 

ségrégation est maintenue au stade 4-cellules dans les cellules EMS et P2, obtenues suite à la division de 

P1. Cet enrichissement perdure encore au stade 8-cellules dans les cellules filles des blastomères EMS et 

P2, c’est-à-dire, les cellules MS, E, C et P3. Les niveaux protéiques de SKN-1 sont les plus élevés au stade 

4-cellules, puis ils déclinent ensuite rapidement jusqu’à ce que la protéine SKN-1 ne soit plus détectée au 

stade 12-cellules (fig. 19 ; (Bowerman et al. 1993)). Toutefois, même si des observations de la protéine 

SKN-1 fusionnée à un fluorochrome ont complété cette analyse d’immunofluorescence (SKN-1-GFP, An 

 

Figure 19 : Niveaux protéiques de SKN 1 lors des premières divisions embryonnaires chez C. elegans. 

La distribution de la protéine SKN-1 est indiquée par les nuances de la couleur orange. Dans l’embryon 2-cellules, 

la protéine SKN-1 est enrichie dans la cellule P1. Les niveaux protéiques de SKN-1 les plus élevés sont atteints au 

stade 4-cellules, spécifiquement dans les blastomères EMS et P2. Puis, les niveaux protéiques de SKN-1 

diminuent tout en demeurant visibles au stade 8-cellules dans les cellules MS, E, P3 et C. Au stade 12-cellules, 

SKN-1 n’est plus détectable. Analyse des niveaux protéiques basées sur des expériences d’immunofluorescence 
de SKN-1. Schéma inspiré de Bowerman et al., 1993.  
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and Blackwell, 2003), la caractérisation de la dynamique de la protéine SKN-1 au cours des premiers stades 

embryonnaires n’a toujours pas été décrite dans la littérature à ce jour. 

Par ailleurs, en plus de sa fonction embryonnaire dans la spécification, SKN-1 exerce également un 

rôle à l’âge larvaire et adulte dans la régulation de la réponse au stress au sein de l’intestin (An et al. 2005; 

An and Blackwell 2003). Alors que la protéine SKN-1 est nucléaire dans les stades embryonnaires, elle est 

maintenue dans le cytoplasme des entérocytes de manière constitutive dans les stades post-

embryonnaires grâce à sa phosphorylation par GSK-3, l’homologue de GSK3β. Toutefois, en réponse au 

stress oxydatif, l’inhibition par GSK-3 est levée et SKN-1 s’accumule alors dans les noyaux des cellules 

intestinales (An et al. 2005; An and Blackwell 2003). Les mutants skn-1 sont sensibles au stress oxydatif 

avec une longévité diminuée par rapport aux contrôles. Ainsi, SKN-1 protège du stress oxydatif dans les 

stades larvaire et adulte du nématode. 

ii. Les protéines MED-1,2 participent à la spécification de l’endoderme 

Les deux gènes cibles immédiats de SKN-1 sont les gènes med-1 et med-2. Il s’agit de facteurs de 

transcription essentiels pour spécifier le mésendoderme chez C. elegans, d’où leur appellation « MED » 

pour « mesendoderm ». Les séquences des gènes sont presque identiques sur une région d’environ 1,3 

kpb, ce qui suggère qu’ils sont issus d’une duplication récente (Maduro et al. 2001). De plus, leurs 

structures sont identiques à 98% et leurs régions régulatrices en amont et en aval ont 90% d’identité. Cette 

forte similarité suggère que les protéines MED-1 et MED-2 fonctionnent de façon redondante, ce qui a été 

vérifié par de nombreuses études par la suite. Ainsi, dans la littérature, elles sont nommées ensemble les 

protéines MED-1,2.  
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L’expression des gènes med-1,2 débute au sein du blastomère EMS (fig. 20A ; (Maduro et al. 

2007)). Les protéines MED-1,2 fusionnées à un fluorochrome sont ensuite détectées dans les cellules E et 

MS, ainsi que dans leurs descendants respectifs (fig. 20B-D ; (Maduro et al. 2001)). Toutefois, la 

distribution et la dynamique des protéines MED-1,2 endogènes au cours de l’embryogenèse précoce n’ont 

pas été caractérisées à ce jour. L’expression des gènes med-1,2 est directement activée par le facteur de 

transcription SKN-1 (Maduro et al. 2001). 

  

La double déplétion des MED-1,2 induit un phénotype similaire à l’absence de SKN-1 dans les 

embryons C. elegans. En effet, aucun embryon mutant med-1,2 ne présente de tissus provenant du lignage 

MS (Maduro et al. 2001). Des expériences d’isolation de blastomères ont révélé que le blastomère MS 

adopte le destin du blastomère C dans tous les embryons med-1,2 (Maduro et al. 2001, 2007). Cela suggère 

que les protéines MED-1,2 sont essentielles à la spécification de MS en mésendoderme. Par ailleurs, 

environ 50% des embryons med-1,2 ne présentent pas d’intestin (Bowerman et al. 1992; Maduro et al. 

2001) : la cellule E adopte alors le destin du blastomère C. De plus, les embryons med-1,2 qui produisent 

de l’intestin présentent en moyenne moins d’entérocytes ou une variabilité accrue du nombre de cellules 

intestinales spécifiées (Maduro et al. 2007). Au total, environ 95% des embryons med-1,2 présentent des 

défauts de formation de l’intestin : soit ils n’ont pas d’intestin, soit ils ont un nombre anormal 

d’entérocytes. Réciproquement, l’expression ubiquitaire de MED-1 dans l’ensemble de l’embryon suffit à 

convertir des blastomères non-EMS en précurseurs du mésendoderme (Maduro et al. 2001). Ainsi, les 

protéines MED-1,2 sont des régulateurs importants du développement de l’intestin chez C. elegans.   

  

 

Figure 20 : Expression de med-1 dans les embryons C. elegans. 

(A) Au stade 4-cellules, les transcrits med-1 sont détectés par hybridation in situ dans la cellule EMS. Image tirée 

de Maduro et al., 2007. (B-D) Observation de la protéine MED-1 fusionnée à la GFP. La protéine MED-1::GFP est 

visible dans les blastomères MS et E au stade 8-cellules (B), puis dans leurs descendants aux stades 16-cellules 

(C) et 28-cellules (D). Images tirées de Maduro et al., 2001.  
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iii. END-1,3 : les premiers facteurs de transcription spécifiques de l’intestin 

Dans le blastomère E, les protéines MED-1,2 peuvent se lier aux promoteurs des gènes nommés 

end-1 et end-3 afin d’activer leur expression. Cette liaison directe a été montrée in vitro et in vivo (Maduro 

et al., 2002 ; Broitman-Maduro et al., 2005). Cette relation est aussi illustrée par le fait que la double 

déplétion de MED-1,2 entraîne une faible expression des gènes end-1 et end-3 (Maduro et al., 2001).  

Les gènes end-1 et end-3 encodent les premiers facteurs de transcription à être exprimés 

spécifiquement dans le lignage E de manière zygotique : ce sont des marqueurs de la spécification 

intestinale (Maduro, Hill, et al. 2005; Zhu et al. 1997, 1998). Les transcrits des gènes end-1 et end-3 sont 

détectés dans le blastomère E jusqu’aux stades E4 et E2, respectivement (fig. 21 ; (Maduro et al. 2007; Zhu 

et al. 1997)). end-3 est non seulement activé avant end-1 dans le blastomère E, mais il contribue également 

à activer l’expression de end-1 (Maduro et al. 2007). En effet, les embryons déplétés en END-3 présentent 

des niveaux d’ARNm end-1 plus faibles que chez les embryons contrôles. Toutefois, les niveaux protéiques 

endogènes de END-1 et END-3 n’ont pas encore été caractérisés ; ainsi, il n’est pas décrit précisément 

quand ces facteurs apparaissent et disparaissent dans les descendants de E. 

 

Figure 21 : Expression de end-3 et end-1 dans l’endoderme des embryons C. elegans. 

(A-F) Détection des transcrits par hybridation in situ montrée pour end-3 aux stades 1E (A), 2E (C) et 4E (E) et 

pour end-1 aux stades similaires dans les panels B, D et F respectivement. end-3 est exprimé avant end-1 dans le 

blastomère E ; leur expression persiste respectivement jusqu’aux stades E2 et E4. Les pourcentages indiquent la 

proportion d’embryons à un stade donné qui présentent un signal, avec le nombre total d’embryons observés 
entre parenthèses. Notons que dans les panels C et D, le signal est plus fort dans Ep que Ea. Les auteurs ont 

observé cette asymétrie dans environ 50% des embryons ; un signal symétrique a été noté dans les autres 

embryons. Images tirées de Maduro et al., 2007.  
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Ces gènes sont localisés à des loci séparés de seulement 28 kpb, suggérant qu’ils proviennent tous 

deux d’un évènement de duplication (Maduro, Hill, et al. 2005). De plus, la déplétion seule de END-1 ou 

de END-3 n’inhibe pas, ou peu, la spécification de l’endoderme (Maduro, Hill, et al. 2005; Owraghi et al. 

2010). En revanche, la double déplétion de END-1 et END-3 bloque totalement la production de 

l’endoderme (Maduro, Hill, et al. 2005; Owraghi et al. 2010). Ces résultats suggèrent une forte redondance 

fonctionnelle entre ces deux facteurs. C’est pourquoi, de la même manière que pour les protéines MED-

1,2, les gènes end-1 et end-3 sont nommés conjointement « end-1,3 ».  

Les facteurs de transcription END-1 et END-3 sont essentiels pour la spécification de l’endoderme 

dans l’embryon C. elegans. C’est grâce à leur rôle qu’ils sont appelés « END » pour « endoderm ». 

L’absence de cellules intestinales dans les embryons déplétés en END-1,3 est expliquée par le fait que le 

blastomère E adopte le destin cellulaire non-endodermal du blastomère C (Owraghi et al. 2010). Mis en 

évidence par des expériences d’isolation de blastomères, ce phénotype de changement d’identité 

cellulaire est similaire à celui observé en l’absence de SKN-1 ou des MED-1,2. Par ailleurs, l’expression 

ectopique de end-1 est suffisante pour induire la spécification de l’endoderme dans tout l’embryon, et pas 

uniquement depuis le lignage E (Zhu et al. 1998). Ainsi, une forte expression de end-1 peut produire de 

l’endoderme, indépendamment de la contribution de SKN-1 et des MED-1,2 en amont.  

Les facteurs END-1,3 exercent ainsi une fonction principale commune avec toutefois des rôles 

spécifiques pour chacun d’entre eux. Signal d’induction de l’endoderme, leur expression révèle la 

spécification des cellules intestinales.  

iv. Régulation de l’activité et/ou de la dégradation de SKN-1 

Le facteur SKN-1 étant un acteur majeur de la formation du mésendoderme, il est essentiel qu’il 

ne soit actif que dans les cellules à l’origine du mésendoderme, à savoir le blastomère EMS et ses 

descendants. Pour se faire, plusieurs mécanismes existent afin de réguler finement son activité et/ou sa 

dégradation dans les lignages issus de EMS, mais aussi dans ceux issus des autres blastomères. Je 

présenterai ici les principaux mécanismes de régulation de SKN-1.  

1) Dégradation de SKN-1 par EEL-1 

Comme décrit auparavant, les niveaux protéiques de SKN-1 sont asymétriques au cours du 

développement embryonnaire. Ils sont plus élevés dans les blastomères postérieurs par rapport aux 
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blastomères antérieurs. Une manière de maintenir cette asymétrie essentielle à la fonction de SKN-1, 

consiste à contrôler spatialement et temporellement sa dégradation. 

Il a été montré que l’ubiquitine ligase EEL-1 (enhancer of efl-1) contrôle l’asymétrie de SKN-1. Cette 

dernière est spécifiquement dégradée par EEL-1, en interaction avec EFL-1, dans la cellule AB au stade 

2-cellules. En effet, l’interaction directe de EEL-1 avec le domaine C-terminal de SKN-1 a été caractérisée 

(Page et al. 2007). Alors que les embryons mutants thermosensibles efl-1(ts) meurent à la température 

restrictive (25°C), la majorité d’entre eux survivent à la température semi-permissive (20°C) (Page et al. 

2007). Les embryons mutants eel-1(null) sont quant à eux viables. En revanche, à 20°C, les embryons 

mutants efl-1(ts) déplétés en EEL-1 ne sont pas viables (Page et al. 2007), révélant la contribution de EEL-

1 dans l’embryogenèse. Ces embryons efl-1(ts) déplétés en EEL-1 présentent des niveaux anormalement 

élevés de SKN-1 dans la cellule AB antérieure au stade 2-cellules, et dans ses descendants aux stades 4 et 

8-cellules (Page et al. 2007). La présence anormale de SKN-1 dans les descendants du blastomère 

antérieure AB entraîne l’expression ectopique de gènes du mésoderme, tel que med-1 (Maduro et al. 

2001; Tenlen et al. 2006). Par conséquent, les embryons mutants efl-1(ts) déplétés en EEL-1 présentent un 

excès de cellules adoptant la même identité que les descendants de MS, comme des cellules musculaires 

et pharyngales. Ce phénotype est surnommé « mex » pour « muscle excess ».  

Par ailleurs, la double perte de fonction de EEL-1 et EFL-1 perturbe non seulement l’asymétrie de 

SKN-1 aux stades 2- et 4-cellules, mais entraîne aussi la stabilisation de SKN-1 dans les descendants des 

blastomères antérieurs et postérieurs dans les stades embryonnaires plus tardifs, 12- et 28-cellules (fig. 

22 ; (Page et al. 2007)).    

Pour résumer, EEL-1, conjointement avec EFL-1, régule la distribution spatiale de SKN-1, ainsi que 

sa stabilité au cours du développement embryonnaire du nématode. 
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2) Dégradation de SKN-1 dans le blastomère C par GSK-3 et OMA-1 

Outre EEL-1, plusieurs autres mécanismes permettent de contrôler la stabilité protéique de SKN-

1, notamment dans le blastomère C. Au sein de l’embryon 8-cellules, le blastomère C contient des 

protéines SKN-1 mais n’exprime pas les gènes med-1,2 et ne produit pas de mésendoderme. Ceci a été 

attribué au faible niveau protéique de SKN-1 dans le blastomère C au stade 8-cellules, puis à sa disparition 

au stade 12-cellules (Hunter and Kenyon 1996). Ainsi, la stabilité spatiale et temporelle de SKN-1 est 

finement régulée dans l’embryon. Deux protéines sont notamment impliquées dans ce processus : GSK-3 

et OMA-1.  

 

Figure 22 : La double perte de fonction de l’ubiquitine ligase E3 EEL-1 et de la protéine EFL-1 perturbe la 

régulation spatiale et temporelle de SKN-1 dans l’embryon C. elegans. 

Immunofluorescence de la protéine SKN-1 à différents stades : 2-cellules, 4-cellules, 12-cellules et 28-cellules 

(de haut en bas). Dans les embryons contrôles, SKN-1 est asymétriquement distribuée aux stades 2- et 

4-cellules avec un enrichissement dans les cellules postérieures P1 et ses cellules filles, EMS et P2. SKN-1 

n’est ensuite plus détectée aux stades 12- et 28-cellules. A 20°C, dans les embryons mutants efl-1(ts) déplétés 

en EEL-1 par interférence à l’ARN, la distribution de SKN-1 devient symétrique dans les embryons précoces. 

De plus, la protéine SKN-1 persiste au stade 12-cellules et au-delà. Images tirées de Page et al., 2007. 
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GSK-3 est une protéine kinase et l’homologue de GSK3β (Maduro et al. 2001). Chez C. elegans, la 

déplétion de GSK-3 entraîne la stabilisation de SKN-1 dans le blastomère C au stade 12-cellules (fig. 23A ; 

(Shirayama et al. 2006)). Cette dérégulation conduit à l’expression ectopique de med-1 dans les 

descendants de C, en plus des descendants de EMS (fig. 23B ; (Maduro et al. 2001)). Par la suite, les 

embryons déplétés en GSK-3 présentent une expression ectopique de end-1 dans le lignage C, plus 

particulièrement dans les descendants de la cellule postérieure de C, nommée Cp (Maduro et al. 2001). 

Toute cette voie de signalisation exprimée anormalement dans le blastomère C est dépendante de SKN-1 

puisque MED-1 n’est pas détectée lorsque la déplétion de GSK-3 est effectuée dans les embryons mutants 

skn-1(null) (Maduro et al. 2001). Au final, l’absence de GSK-3 entraîne la présence d’un excès de cellules 

intestinales, causé par la spécification anormale des descendants de Cp qui adoptent un destin similaire 

aux descendants de E (Schlesinger et al. 1999; Shirayama et al. 2006). La localisation de la protéine GSK-3 

dans l’embryon C. elegans n’a pas été décrite dans la littérature à ce jour.  

 

 

Figure 23 : GSK-3 contrôle la stabilité protéique de SKN-1 et le devenir cellulaire du blastomère C. 

(A) Immunofluorescence de la protéine SKN-1 aux stades 8-cellules et 12-cellules dans des embryons contrôles 

ou des embryons déplétés en GSK-3 par interférence à l’ARN. La déplétion de GSK-3 entraîne une stabilisation 

de la protéine SKN-1 dans le blastomère C au stade 12-cellules. Images tirées de Shirayama et al., 2006. (B) 

Observation de la protéine MED-1 fusionnée à la GFP dans des embryons au stade 28-cellules. Alors que med-1 

n’est normalement exprimé que dans les descendants de MS et de E, la déplétion de GSK-3 induit l’expression 
ectopique de med-1 dans les descendants du blastomère C. Images tirées de Maduro et al., 2001. 
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En plus de GSK-3, la protéine OMA-1 (oocyte maturation defective-1) est aussi impliquée dans la 

stabilité de SKN-1 au sein du blastomère C chez C. elegans. La protéine OMA-1 a été décrite comme ayant 

un rôle dans la maturation des ovocytes ainsi que dans la transition ovocyte-embryon. Elle est capable de 

réprimer la traduction de certains ARN messagers maternels.  

OMA-1 est associée avec les « granules P » (Hu et al. 2021; Lin 2003). Ces derniers correspondent 

à des ribonucléoprotéines spécifiquement ségrégées dans le cytoplasme de la lignée germinale, donc dans 

le lignage P situé au pôle postérieur de l’embryon (pour revue : (Phillips and Updike 2022)). Les niveaux 

protéiques endogènes de la protéine OMA-1 évoluent au cours des divisions embryonnaires. Ils sont tout 

d’abord très élevés dans les ovocytes ainsi qu’au stade zygote après la fécondation (fig. 24 ; (Hu et al. 

2021)). Par la suite, OMA-1 est rapidement dégradée : la protéine endogène reste détectable au stade 

2-cellules et 4-cellules, respectivement dans les cellules postérieures P1 et P2 (fig. 24). Au stade 20-

cellules, OMA-1 n’est plus détectable (fig. 24 ; (Hu et al. 2021)).  

 

La régulation de la distribution temporelle de OMA-1 est essentielle pour le devenir cellulaire du 

blastomère C. Le gain de fonction de OMA-1, induit par une mutation au sein du site de phosphodégron 

de oma-1, empêche sa dégradation (Lin 2003). Stabilisée, OMA-1 est alors anormalement visible au stade 

16-cellules, alors qu’elle n’est plus détectée à ce stade dans les embryons contrôles (Lin 2003). Cette 

stabilisation de OMA-1 a à son tour un effet sur la stabilité de SKN-1. En effet, les embryons oma-1(gof) 

présentent une stabilisation de SKN-1 dans les blastomères C et P3 au stade 12-cellules, alors que les 

embryons contrôles ne présentent pas de signal à ce stade (fig. 25A ; (Lin 2003)). Par ailleurs, la stabilité 

augmentée de SKN-1 dans le blastomère C induit l’expression ectopique de med-1 dans les cellules filles 

antérieure et postérieure du blastomère C, nommées Ca et Cp, respectivement (fig. 25B ; (Lin 2003)). De 

plus, 90% embryons oma-1(gof) présentent un excès de cellules intestinales (fig. 25C ; (Du et al. 2015; Lin 

 

Figure 24 : Niveaux endogènes de la protéine OMA-1 pendant l’embryogenèse précoce. 

Observation de la protéine OMA-1 tagguée de manière endogène à la GFP dans les embryons aux stades 1-cellule, 

2-cellules, 4-cellules et environ 20-cellules. OMA-1 est enrichie au pôle postérieur de l’embryon dans le zygote, 
puis dans P1 et enfin dans P2. La protéine OMA-1 est rapidement dégradée au cours du temps et n’est plus 
détectable au stade 20-cellules. Images tirées de Hu et al., 2021. 
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2003)). Ce phénotype est induit par une conversion du devenir cellulaire du blastomère C qui adopte 

l’identité du blastomère E, à l’origine de l’endoderme (Lin 2003).  

 

 

Le phénotype des embryons oma-1(gof) est similaire à celui obtenu suite à la déplétion de GSK-3 : 

une stabilisation de SKN-1 dans le blastomère C conduisant à une expression ectopique de med-1, puis à 

la production d’un excès d’entérocytes. Dans les embryons déplétés en GSK-3, il s’agit des descendants de 

Cp qui produisent anormalement de l’endoderme (Maduro et al. 2001). Toutefois, cette caractérisation 

n’a pas été effectuée dans les embryons oma-1(gof) qui expriment cependant med-1 dans les cellules Ca 

et Cp (Lin 2003).  

Comment GSK-3 et OMA-1 régulent-ils SKN-1 dans les blastomères de l’embryon C. elegans ? Dans 

l’intestin du nématode adulte, la phosphorylation de SKN-1 par GSK-3 inhibe sa translocation dans le noyau 

 

Figure 25 : Le gain-de-fonction de OMA-1 entraîne un excès de cellules intestinales provoqué par la conversion 

du blastomère C qui adopte un devenir endodermal. 

(A) Images d’immunofluorescence de la protéine SKN-1 dans des embryons aux stades 2-, 4-, 8- et 12-cellules. 

Alors que SKN-1 n’est normalement plus détectée au stade 12-cellules (D), la protéine persiste à ce stade dans 

les embryons oma-1(gof) (H). (B) Observation en DIC (differential interference contrast) permettant de visualiser 

les blastomères au sein de l’embryon (A,C,E,G) et observation de la protéine MED-1::GFP au stade 28-cellules 

(B,D,F,H). Elle est visible dans les descendants de MS et de E (B,F, têtes de flèches blanches)., les embryons 

mutants oma-1(gof) présentent également un signal MED-1::GFP dans les cellules filles du blastomère C, 

nommées Ca et Cp (H, flèches blanches). (C) Observation de la morphologie des embryons contrôles et oma-

1(gof) sur les images en DIC (A,B). Images d’immunofluorescence avec un anticorps spécifique du pharynx (C, D) 
ou de l’intestin (E,F). Les embryons oma-1(gof) présentent un excès de cellules du pharynx et de l’intestin. Images 
tirées de (Lin 2003). 

 

Images d’immunofluorescence de la protéine SKN
1 n’est normalement plus détectée au stade 12
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des entérocytes (An et al. 2005). Dans l’embryon, il n’a toutefois pas été démontré que GSK-3 agit 

directement sur SKN-1. En revanche, GSK-3 régule la dégradation de OMA-1 ; les embryons déplétés en 

GSK-3 présentent une stabilisation de OMA-1 (fig. 26, 30 ; (Nishi and Lin 2005; Shirayama et al. 2006)). De 

plus, la double perte de fonction de GSK-3 et OMA-1 réduit la proportion d’embryons dans lesquels le 

blastomère C produit de l’intestin, par rapport à la déplétion seule de GSK-3 (Shirayama et al. 2006). Ces 

résultats suggèrent ainsi que la stabilisation de SKN-1 observée en absence de GSK-3 pourrait être 

indirectement due à la stabilisation de OMA-1. Toutefois, l’interaction directe entre GSK-3 et OMA-1 n’a 

pas été caractérisée. 

 

Les mécanismes moléculaires par lesquels la stabilisation de OMA-1 entraîne la stabilisation de 

SKN-1 ne sont pas caractérisés (Du et al. 2015; Lin 2003). Dans un papier de Du et ses collaborateurs publié 

en 2015, les auteurs émettent l’hypothèse que OMA-1 contrôle indirectement la dégradation de SKN-1, 

en réprimant la traduction d’ubiquitine ligases (Du et al. 2015).  

3) Dégradation de SKN-1 dans le blastomère EMS : rôle d’ubiquitines 
ligases basées sur les cullines CUL-1 et CUL-2 

Par ailleurs, les niveaux protéiques de SKN-1 doivent également être finement régulés au sein 

même du blastomère EMS. Dans les embryons contrôles, SKN-1 montre une expression transitoire dans le 

 

Figure 26 : La déplétion de GSK-3 empêche la dégradation de OMA-1. 

Observation de la protéine OMA-1 fusionnée à la GFP dans les embryons aux stades 1-cellule, 2-cellules et 

4-cellules. Il ne s’agit pas ici du suivi des niveaux endogènes de la protéine OMA-1. Alors qu’elle est dégradée au 
stade 4-cellules, les embryons déplétés en GSK-3 par interférence à l’ARN présentent une stabilisation de OMA-

1. Images tirées de Shirayama et al., 2006. 

cellules. Il ne s’agit pas ici du s 1. Alors qu’elle est dégradée au 
3 par interférence à l’ARN présentent une stabilisation de OMA
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blastomère EMS qui diminue rapidement après la division de EMS (Bowerman et al. 1993; Page et al. 2007). 

Il a été montré que plusieurs composants d’ubiquitines ligases basées sur les cullines CUL-1 et CUL-2, 

notamment SKR-1/2, sont requis pour la dégradation temporelle de SKN-1 au cours de la transition EMS-

MS (Du et al. 2014, 2015). Dans les embryons déplétés en SKR-1/2, les niveaux protéiques de SKN-1 dans 

le blastomère EMS sont similaires aux embryons contrôles. En revanche, la réduction du niveau protéique 

au cours du temps est significativement diminuée et SKN-1 persiste alors pour un cycle cellulaire 

supplémentaire (Du et al. 2014, 2015). La dégradation retardée de SKN-1 entraîne une réitération de EMS. 

En effet, dans les embryons déplétés en SKR-1/2, la cellule MS se dédifférencie en EMS, et produit du 

mésoderme mais aussi de l’endoderme de la même manière que le produirait la cellule EMS (Du et al. 

2014, 2015). Si des niveaux protéiques de SKN-1 demeurent élevés pendant deux cycles de division après 

la division de EMS, alors deux phénomènes de réitération de EMS peuvent se produire (Du et al. 2014, 

2015). Il a par ailleurs été montré que les ubiquitines ligases basées sur les cullines CUL-1 et CUL-2 

induisent la dégradation de OMA-1 (Du et al. 2015; Shirayama et al. 2006). La stabilisation de OMA-1 

observée en absence de ces ubiquitine ligases aboutirait à la stabilisation de SKN-1 (fig. 30). Ceci est 

cohérent avec le phénotype des embryons oma-1(gof) présentent aussi une dédifférenciation de MS vers 

EMS, produisant un excès d’endoderme et mésoderme, en plus de la transformation du lignage C vers E 

(Du et al. 2015; Lin 2003).   

4) Inactivation de SKN-1 dans le blastomère P2 : rôle de PIE-1 

Ainsi, GSK-3 et OMA-1 régulent la stabilité de SKN-1 dans le blastomère C (fig. 30). Un autre 

mécanisme permet non pas de contrôler les niveaux protéiques de SKN-1, mais de restreindre directement 

son activité pour limiter l’expression des gènes med-1,2 au lignage EMS. Ce mécanisme fait intervenir la 

protéine PIE-1 qui réprime la transcription dans le lignage P (Seydoux and Fire 1994). 

Alors que la protéine SKN-1 est enrichie dans les blastomères EMS et P2, son activité est nécessaire 

seulement dans la cellule EMS. Il a été montré que l’activité de SKN-1 dans P2 est inhibée par un facteur 

maternel appelé PIE-1 (Mello et al. 1992). Il est supposé que SKN-1 ne peut pas agir dans le blastomère P2 

à cause du blocage général de la transcription imposée par PIE-1, spécifiquement dans cette cellule (Mello 

et al. 1992; Seydoux et al. 1996).  En effet, la fonction principale de PIE-1 dans les noyaux des blastomères 

de la lignée germinale est d’inhiber la transcription des ARNm maternels (Tenenhaus et al. 2001). Cette 

fonction est essentielle pour préserver le destin cellulaire de la lignée germinale. Ainsi, dans des embryons 

mutants pie-1, la protéine SKN-1 devient active dans les cellules EMS et P2. L’expression de med-1,2 est 

par la suite anormalement activée dans les descendants de P2 (Tenenhaus et al. 2001). Cela induit un excès 
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de cellules pharyngales et intestinales puisque le blastomère P2 adopte le même potentiel que EMS. Ce 

phénotype a conféré l’appellation « pharynx-intestine-excess » à PIE-1 (Bowerman 1995; McGhee 2013; 

Mello et al. 1992). Ainsi, PIE-1 exerce un rôle essentiel en inhibant la transcription des ARNm maternels : 

cela permet de bloquer la transcription des transcrits de skn-1, empêchant donc l’activation de gènes 

zygotiques tels que med-1, par le blastomère P2 (fig. 30).  

v. Rôle de POP-1 

Le blastomère EMS se divise pour produire la cellule MS donnant le mésoderme et la cellule E 

produisant l’endoderme. Comment le blastomère EMS peut-il, en se divisant de façon asymétrique et alors 

que MS et E expriment toutes les deux SKN-1, donner naissance à deux cellules filles adoptant chacun un 

lignage cellulaire spécifique ? Quel mécanisme moléculaire se cache derrière cette séparation de devenirs 

cellulaires ?  

Cette ségrégation s’explique par un signal intercellulaire émanant du blastomère P2 vers l’EMS qui 

dicte à la cellule fille postérieure de l’EMS, le blastomère E, de se spécifier en précurseur de l’endoderme 

(Goldstein 1992). Dans ses publications, Bob Goldstein a réalisé des expériences d’isolation et de 

recombinaison des blastomères individuels EMS et P2 en faisant varier leur organisation spatiale et leur 

temps de contact cellulaire (fig. 27A-C). Il a ainsi pu démontrer que les blastomères EMS et P2 doivent 

maintenir leur contact cellulaire lors de la première moitié du cycle cellulaire de EMS : cela permet la 

division asymétrique correcte de EMS de sorte à former les cellules E et MS (Goldstein 1993). Des 

blastomères EMS isolés ou des blastomères EMS mis en contact avec le blastomère P2 tardivement dans 

le cycle cellulaire de EMS (< 3 min avant la division de EMS) vont se diviser de façon symétrique produisant 

deux blastomères MS et menant à la perte de l’endoderme (fig. 27A ; (Goldstein 1992, 1993)). De plus, via 

des expériences de recombinaison de blastomères EMS et P2 isolés, il a été démontré que l’organisation 

spatiale de ces deux cellules était primordiale pour déterminer le devenir des cellules filles de EMS (fig. 

27). Ainsi, lorsque EMS et P2 sont mises en contact l’une de l’autre avec une organisation spatiale 

différente de celle physiologique, la cellule fille de l’EMS qui provient de la région en contact avec P2 

devient toujours la cellule E (fig. 27 ; (Goldstein 1992)). De ce fait, le contact P2-EMS est requis pour 

spécifier la cellule E en précurseur de l’endoderme. Par ailleurs, le contact P2-EMS influence également 

l’orientation du plan de division de l’EMS, régulant ainsi l’asymétrie de ses cellules filles (Goldstein 1995).  
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Par la suite, des cribles génétiques ont permis de caractériser les constituants moléculaires de ce 

signal intercellulaire issu de P2 vers EMS. Il s’agit d’une combinaison de trois voies de signalisation 

cellulaire : Wnt, MAPK et Src.  

Tout d’abord, la voie Wnt (Wingless) exerce un rôle majeur dans ce processus. Cette voie de 

signalisation cellulaire est essentielle pour de nombreux processus cellulaires impliqués dans le 

développement des organismes tels que la prolifération cellulaire, la différenciation cellulaire ou encore 

le renouvellement des cellules souches (pour revue : (Steinhart and Angers 2018)). Chez C. elegans, des 

cribles génétiques ont identifié plusieurs facteurs de la voie Wnt conservés et impliqués dans la 

spécification des blastomères E et MS. Il s’agit des gènes mom (pour more mesoderm), wrm-1 (pour 

wormadillo), apr-1 (pour APC-related) et gsk-3, un homologue de GSK-3β (pour revue : (Thorpe, 

Schlesinger, and Bowerman 2000)). Les gènes mom-2, mom-1 et mom-5 encodent respectivement les 

 

Figure 27 : La signalisation intercellulaire du blastomère P2 vers EMS permet la spécification des cellules filles 

de EMS. 

(A-C) Illustrations montrant les expériences de recombinaison de blastomères effectués par Goldstein, 1993. Au 

stade 4-cellules, P2 a été enlevée (A), P2 a été enlevée puis placée à la même position que la normale (B) ou à la 

surface opposée de EMS (C). Première partie des arbres de lignage et devenir cellulaire adoptés par les cellules 

filles de EMS pour chaque embryon recombiné. (D) Illustrations montrant des embryons au stade 2-cellules, 

4-cellules et 8-cellules. Au stade 4-cellules, la signalisation intercellulaire émise par P2 et reçue par EMS induit la 

spécification de E en précurseur de l’endoderme. Schémas adaptés de Goldstein, 1993.  
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homologues de la protéine Wnt (wingless int, 34% d’identité), la protéine impliquée dans la sécrétion de 

Wnt nommée Porcupine (29% d’identité), et le récepteur de la voie Frizzled (37% d’identité) (Rocheleau 

et al. 1997). Le gène wrm-1 code pour un homologue de la β-caténine. Enfin, le gène apr-1 encode la 

protéine homologue au suppresseur de tumeur APC (adenomatous polyposis coli) (pour revue : (Thorpe et 

al. 2000)).  

Dans la signalisation intercellulaire de P2 vers EMS, MOM-1Porc et MOM-2Wnt sont sécrétées par le 

blastomère P2. En interagissant avec MOM-5Frz exprimé par le blastomère EMS, la voie Wnt est activée. 

Les embryons mom-1(null), mom-2(null) et mom-5(null) présentent un excès de cellules du pharynx et une 

absence de cellules intestinales (Thorpe et al. 1997). Des expériences d’isolation du blastomère E ont 

montré que celui-ci adopte le destin de la cellule MS dans les embryons mom : il produit du mésoderme 

au lieu de l’endoderme (Thorpe et al. 1997). Dans les embryons mom, les descendants de E présentent le 

même rythme de divisions et le même comportement cellulaire que les descendants de MS. Les cellules 

Ea et Ep ne gastrulent pas et elles se divisent de façon synchronisée avec MSa et MSp (Thorpe et al. 1997). 

Des expériences de recombinaison de blastomères ont permis de révéler que les protéines MOM-1, MOM-

2 et MOM-5 sont nécessaires pour la signalisation de P2 vers l’EMS afin de spécifier l’endoderme 

(Rocheleau et al. 1997; Thorpe et al. 1997). Par ailleurs, les embryons mom ne s’allongent pas et subissent 

des défauts sévères de morphogenèse. En outre, ils présentent également des défauts d’orientation de 

l’axe de division de l’EMS (Rocheleau et al. 1997; Thorpe et al. 1997).  

L’absence de différents acteurs de la voie Wnt induit un phénotype similaire aux mutants mom. 

Ainsi, les embryons déplétés en WRM-1β-caténine n’ont pas de cellules intestinales et présentent un excès de 

cellules du pharynx (Rocheleau et al. 1997). Comme pour les embryons mom, leur blastomère E a adopté 

le devenir de la cellule MS ; les descendants de E se divisent plus rapidement que dans les embryons 

contrôles. De plus, environ 26% des embryons déplétés en APR-1APC-related adoptent le même phénotype 

(Rocheleau et al. 1997). La fonction de APR-1 devient critique quand les protéines MOM-2 et MOM-5 ne 

sont pas présentes (Rocheleau et al. 1997). Ainsi, les protéines MOM, WRM-1 et APR-1 exercent un rôle 

important dans la spécification de E en endoderme. Toutefois, alors que les protéines MOM ont une 

fonction dans l’orientation de l’axe de division de l’EMS, WRM-1 et APR-1 ne sont pas impliquées dans ce 

processus (Rocheleau et al. 1997). Par ailleurs, ces résultats suggèrent la présence de deux voies parallèles. 

La première fait intervenir MOM-1, MOM-2 et MOM-5 tandis que la deuxième implique APR-1. Les deux 

voies convergent parallèlement pour activer l’activité de WRM-1 (Rocheleau et al. 1997).  
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Par ailleurs, il a été décrit qu’environ 20% des embryons déplétés en GSK-3 ne produisent pas 

d’intestin (Schlesinger et al. 1999). En l’absence de GSK-3, 44% des blastomères E isolés adoptent un destin 

similaire à la cellule MS, ce qui induit un excès de tissus dérivés de ce lignage (Schlesinger et al. 1999). La 

faible proportion des embryons déplétés en GSK-3 qui ne produisent pas d’intestin est expliquée par le 

fait que le blastomère C peut, quant à lui, adopter une identité intestinale ((Maduro et al. 2001) et voir la 

partie ci-dessus iv. 2)). Ainsi, GSK-3 exerce une double fonction antagoniste vis-à-vis de la production de 

l’endoderme : un rôle inhibiteur de l’endoderme dans le lignage C et un rôle activateur de l’endoderme 

dans la cellule EMS. De plus, GSK-3 est aussi capable de réguler l’axe de division du blastomère EMS, 

comme les protéines MOM (Schlesinger et al. 1999).  

Comment ces facteurs impliqués dans la voie Wnt promeuvent-ils la spécification de 

l’endoderme ? Des expériences d’épistasie ont montré que les protéines MOM, GSK-3 et WRM-1 

fonctionnent ensemble au sein d’une même voie de signalisation. Même si les interactions directes entre 

les différents acteurs ne sont pas encore décrites, GSK-3 est en amont de WRM-1 et régule positivement 

 

Figure 28 : Le rôle de POP-1 dans la spécification de E, indépendamment de SKN-1. 

(A) Images d’embryons contrôles ou déplétés en POP-1 en DIC (a,b), immunomarqués pour un marqueur 

membranaire des entérocytes (c, d) ou du pharynx (e, f). La déplétion de POP-1 entraîne un excès de cellules 

intestinales et une absence des tissus dérivés de MS, notamment la partie postérieure du pharynx (flèches 

blanches). Images tirées de (Lin et al. 1995). (B) Images d’un embryon au stade 8-cellules exprimant la protéine 

POP-1 fusionnée à la GFP exprimée sous le contrôle de med-1. Les niveaux protéiques de POP-1 sont plus élevés 

dans le noyau de MS que dans celui de E. Image tirée de (Maduro et al. 2002). (C) Images montrant l’expression 
de end-1p::NLS::GFP::LacZ révélée par un marquage de X-gal. Embryon contrôle (A). Embryon déplété en POP-1 

dans lequel end-1 est exprimé dans les lignages MS (petits noyaux) et E (gros noyaux). Embryon déplété en SKN-

1 (C). Embryon déplété en POP-1 et SKN-1 (D). L’embryon contrôle a été marqué pendant une plus longue 

période que les autres embryons. Images tirées de (Maduro, Kasmir, et al. 2005).  
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la voie (Nakamura et al. 2005). Ce rôle positif de GSK-3 contraste avec les rôles négatifs de GSK-3β décrits 

dans la voie Wnt canonique chez la drosophile, le xénope et les mammifères (pour revue : (Steinhart and 

Angers 2018)). Dans la signalisation de P2 vers EMS chez C. elegans, la voie Wnt permet in fine de réguler 

l’activité du facteur de transcription nommé POP-1 (Rocheleau et al. 1997). Le gène pop-1 (pour posterior 

pharynx-defective) encode un homologue de dTCF/Pangolin de la drosophile et des membres de la famille 

TCF/LEF, décrits comme les facteurs de transcription qui médient les changements de l’expression génique 

induits par le signal Wnt (Rocheleau et al. 1997; Shin et al. 1999).  

Le rôle de POP-1 repose principalement sur des différences graduelles de son enrichissement 

nucléaire (Lin, Hill, and Priess 1998; Lin, Thompson, and Priess 1995). En effet, dans des embryons 

contrôles, les niveaux nucléaires de POP-1 sont plus élevés dans la cellule MS par rapport à la cellule E (fig. 

28B ; (Lin et al. 1998; Maduro, Lin, and Rothman 2002; Rocheleau et al. 1997; Thorpe et al. 1997)). Dans 

les embryons mom, wrm-1 et apr-1, les niveaux nucléaires de POP-1 deviennent symétriques entre E et 

MS (Rocheleau et al. 1997; Thorpe et al. 1997). Ainsi, le signal intercellulaire P2 → EMS entraîne 

l’asymétrie de l’enrichissement nucléaire de POP-1. Il a été montré que cette asymétrie est due à 

l’induction de l’export nucléaire de POP-1 dans le blastomère E (Shetty et al. 2005). Au sein de la cellule 

MS, qui est issue de la partie de la cellule EMS qui n’était pas en contact avec P2, POP-1 ne subit pas 

d’export nucléaire et reste enrichi dans le noyau. En l’absence de POP-1, le blastomère EMS se divise pour 

donner naissance à deux cellules E. Cela révèle une transformation du lignage MS en lignage E (Lin et al. 

1995). De ce fait, les embryons pop-1 développent un excès de cellules intestinales associé à une absence 

de tissus issus du lignage MS (fig. 28A), notamment pas de pharynx postérieur, d’où le nom de POP-1 

« posterior pharynx defective ». Il a été montré que l’absence de POP-1 entraîne une augmentation de 

l’expression des gènes spécifiques de l’endoderme (end-1, end-3) dans le lignage MS (Maduro, Kasmir, et 

al. 2005; Maduro et al. 2002; Shetty et al. 2005). Dans le blastomère MS, POP-1 fonctionne donc en tant 

que répresseur transcriptionnel pour empêcher l’expression des gènes spécifiques du lignage E et inhiber 

la spécification anormale en endoderme (Calvo et al. 2001). Au contraire, il a aussi été observé que 

l’absence de POP-1 entraîne une diminution de l’expression de end-1 et end-3 dans le lignage E, révélant 

ainsi un rôle activateur de POP-1 sur la transcription des gènes de l’endoderme dans E. La faible quantité 

de POP-1 présente dans le noyau du blastomère E lui permet d’interagir avec la protéine nucléaire SYS-1, 

une β-caténine divergente, et d’activer la production de l’endoderme (Huang et al. 2007; Maduro et al. 

2002; Phillips et al. 2007). En cas d’absence de SKN-1 ou de POP-1, le gène end-1 est exprimé 

respectivement dans 51% ou 88% des embryons (Maduro, Kasmir, et al. 2005). En revanche, seulement 

21% des embryons déplétés à la fois en SKN-1 et POP-1 expriment end-1.  Ces résultats révèlent une 
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expression indépendante de end-1 qui est en partie contrôlée par POP-1 (fig. 28C ; (Maduro, Kasmir, et al. 

2005)). Ainsi, la protéine POP-1 est essentielle pour différencier l’acquisition de l’identité cellulaire entre 

les deux cellules filles du blastomère EMS en exerçant deux rôles antagonistes sur l’expression des facteurs 

de spécification intestinale END-1 et END-3.  

La voie Wnt n’agit pas seule pour réguler la phosphorylation et le gradient nucléaire de POP-1. En 

effet, deux autres voies de signalisation sont impliquées : les voies MAPK et Src. Au sein de la voie MAPK 

(mitogen-activated protein kinase), la protéine MOM-4, l’homologue de la kinase de MAPK, est capable de 

phosphoryler et ainsi d’activer LIT-1MAPK (Shin et al. 1999). Les embryons porteurs d’une mutation 

hypomorphe de lit-1 ne développent pas d’intestin, d’où l’appellation « LIT-1 » pour « loss of intestine ». 

Lorsqu’elle est phosphorylée, LIT-1, qui forme un complexe avecWRM-1, phosphoryle à son tour POP-1, 

induisant ainsi son export nucléaire de E (Shin et al. 1999).  

La voie Src intervient également pour réguler la spécification de l’endoderme lors de la 

signalisation P2 → EMS, mais aussi pour contrôler l’orientation correcte de l’axe de division de l’EMS (Bei 

et al. 2002). Dans cette voie, le gène mes-1 encode un récepteur transmembranaire tandis que le gène src-

1 encode la protéine homologue au protooncogène c-SRC (Bei et al. 2002). Les embryons src-1 

développent tous un intestin (Maduro, Kasmir, et al. 2005). Cependant, ils ne s’allongent pas correctement 

(Bei et al. 2002). Si la déplétion de SRC-1 est associée à des mutations de composants de la voie Wnt, alors 

une aggravation du phénotype de perte de l’endoderme est observée (Maduro, Kasmir, et al. 2005). Ainsi, 

les deux voies fonctionnent en parallèle pour spécifier E en endoderme. Par ailleurs, la voie Src est 

également requise pour l’asymétrie correcte des divisions des descendants du lignage P : P2 et P3 (Bei et 

al. 2002; Strome et al. 1995).  

Pour conclure, les voies Wnt, MAPK et Src convergent ensemble vers la régulation de la localisation 

et de l’activité de l’effecteur POP-1 dans le but de contrôler la spécification de E et de différencier le 

devenir cellulaire des cellules filles de EMS. Ces voies interviennent lors d’une signalisation de P2 vers EMS 

au stade 4-cellules (fig. 30).  

vi. Rôle de PAL-1 

 SKN-1 et POP-1 sont capables d’induire l’expression de end-1 et end-3 dans le blastomère E. 

Pourtant, en l’absence de SKN-1 et de POP-1, 30% des embryons présentent toujours des cellules 

intestinales (Maduro, Kasmir, et al. 2005). Ainsi, il existe une voie de signalisation supplémentaire 
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permettant de produire de l’endoderme. Celle-ci implique la protéine nommée PAL-1, un homologue de 

Caudal, un facteur de transcription impliqué dans le développement du pôle postérieur chez la drosophile 

(Waring and Kenyon 1990, 1991).  

En l’absence de SKN-1, de POP-1 et de PAL-1, aucun embryon ne présente des cellules intestinales 

(Maduro, Kasmir, et al. 2005). Cela révèle la contribution de PAL-1 dans la spécification de E. Cette 

contribution est normalement masquée par la voie de spécification intestinale majeure : SKN-1 -> MED-

1,2 -> END-1,3. En effet, l’absence seule de PAL-1 ou de POP-1 ou l’absence de ces deux facteurs 

n’induisent pas de défaut majeur de spécification de l’endoderme (Maduro, Kasmir, et al. 2005).  

Ces résultats sont surprenants puisque le facteur PAL-1 a d’abord été caractérisé comme étant un 

activateur de la spécification du lignage C (Hunter and Kenyon 1996). PAL-1 est requise pour le 

développement normal des descendants de C. En effet, les embryons déplétés en PAL-1 ne présentent pas 

de tissus dérivés du blastomère C tels que des cellules de l’épiderme et de muscle situés dans la partie 

postérieure de l’embryon. En revanche, ils n’ont pas de phénotype discernable dans l’endoderme (Hunter 

and Kenyon 1996). 

La distribution de la protéine PAL-1 a été caractérisée dans l’embryon précoce par des expériences 

d’immunofluorescence (fig. 29 ; (Hunter and Kenyon 1996)). Ses niveaux protéiques endogènes n’ont 

toutefois pas encore été décrits dans la littérature. Dans l’embryon précoce, la protéine PAL-1 est localisée 

dans les blastomères P2 et EMS, puis dans leurs descendants respectifs, les cellules C et P3 ainsi que E et 

MS (fig. 29B-C ; (Hunter and Kenyon 1996)). Dans les stades entre 15- et 24-cellules, les niveaux protéiques 

de PAL-1 demeurent stables dans les descendants de P3. En revanche, ils augmentent dans les descendants 

de C et au contraire, diminuent dans les descendants de MS et E (fig. 29D ; (Hunter and Kenyon 1996)). 

Il a été montré que la présence ectopique de PAL-1 suffit pour induire la production de tissus 

dérivés de C dans l’ensemble de l’embryon (Hunter and Kenyon 1996). Toutefois, PAL-1 est normalement 

présente dans la cellule EMS qui ne produit pourtant pas de tissus dérivés de C. Dans les blastomères C et 

EMS, les protéines PAL-1 et SKN-1 sont toutes les deux présentes. Pourtant, SKN-1 et PAL-1 induisent la 

spécification de cellules intestinales dans le lignage E tandis que PAL-1 induit la spécification de cellules 

musculaires et épidermales dans le lignage C (Bowerman et al. 1993; Hunter and Kenyon 1996). Ce 

paradoxe pourrait être expliqué par un équilibre différent entre les actions antagonistes de PAL-1 et SKN-

1 dans les lignages E et C. 
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 Ainsi, nous avons vu précédemment l’importance des mécanismes limitant la stabilisation de SKN-

1 dans C ((Lin, 2003; Maduro et al., 2001; Schlesinger et al., 1999) ; voir les paragraphes de la partie iv.). Il 

a également été proposé que PAL-1 pourrait lier les gènes end afin réprimer leur expression dans le lignage 

C (Maduro, Kasmir, et al. 2005). 

En revanche, les mécanismes moléculaires par lesquels PAL-1 permet la production d’endoderme 

dans les embryons déplétés en SKN-1 et POP-1 ne sont pas décrits à ce jour. Maduro et ses collaborateurs 

ont émis l’hypothèse que PAL-1 pourrait perdre son activité répressive des gènes end dans le blastomère 

E pour au contraire activer leur transcription, mais les mécanismes qui pourraient expliquer ce 

changement de comportement restent élusifs (Maduro, Kasmir, et al. 2005). Ainsi, le facteur PAL-1, avec 

SKN-1 et POP-1, participe à la production de l’endoderme par le blastomère E (fig. 30).  

 

 

 

Figure 29 : Localisation de la protéine PAL-1 au cours des premières divisions embryonnaires. 

Images d’embryons immunomarqués en fluorescence pour la protéine PAL-1 et l’ADN (marquage au DAPI) aux 
stades 2-cellules (A), 4-cellules (B), 8-cellules (C) et 24-cellules (D). Schémas d’embryons aux mêmes stades avec 
l’enrichissement nucléaire de PAL-1 indiqué en noir. Images tirées de Hunter and Kenyon, 1996.  
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Figure 30 : Voies de signalisation impliquées dans la spécification de E en précurseur de l’endoderme. 

La spécification intestinale débute dès le stade embryonnaire 4-cellules. Au sein du blastomère EMS, le facteur 

SKN-1 active l’expression des gènes med-1,2. Les MED-1,2 activent à leur tour l’expression des gènes end-1,3. Ces 

derniers sont les premiers gènes à être exprimés dans le lignage E : le blastomère E est alors spécifié. Les facteurs 

END-1,3 induisent l’expression des gènes elt-2,7 dans les cellules E2, responsables de l’expression des gènes du 
programme de différenciation intestinale. Dans le blastomère EMS, les niveaux protéiques de SKN-1 sont 

restreints notamment par les ubiquitines ligases, constituant les complexes SCF de type cullines CUL-1 et CUL-2, 

via la dégradation de OMA-1. Dans le blastomère P2, l’activité transcriptionnelle de SKN-1 est inhibée par PIE-1. 

Dans le blastomère C, SKN-1 est inhibée par GSK-3, directement ou indirectement via OMA-1. Une signalisation 

intercellulaire provenant du blastomère P2 vers la cellule EMS permet la différentiation du devenir des cellules 

filles, MS et E, en régulant les niveaux nucléaires de POP-1. Dans la cellule MS, les niveaux nucléaires élevés de 

POP-1 inhibent l’expression des gènes end-1,3. Dans le blastomère E, les niveaux nucléaires faibles de POP-1, en 

interaction avec SYS-1, activent la transcription des gènes end-1,3. Enfin, PAL-1 contribue à l’expression des gènes 
end-1,3 dans le blastomère E et promeut l’activation des gènes relatifs au lignage C au sein du blastomère C.  
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c. Les facteurs ELT-2 et ELT-7, acteurs majeurs de la différenciation des 

entérocytes  

Les gènes end-1,3 sont les premiers gènes à être exprimés dans les cellules descendants de E 

marquant leur spécification intestinale. END-1,3 activent à leur tour l’expression du facteur de 

transcription elt-2. Il a été montré que END-1 est capable de lier le promoteur elt-2 in vitro (Wiesenfahrt 

et al. 2016). Par ailleurs, une étude réalisée par Raj et ses collaborateurs montre que end-1 doit atteindre 

un seuil d’expression pour activer elt-2 (Raj et al. 2010). Ils ont mis en évidence un système « ON/OFF » 

sur l’expression de elt-2 influencée par end-1, en amont. Par ailleurs, le nombre de cellules exprimant end-

1 influence aussi l’activation de elt-2. Ils ont déterminé que les embryons présentant une expression de 

end-1 dans 4 ou plus de descendants de E, exprimeront elt-2 par la suite. 

La protéine ELT-2 (erythroid/erythrocyte-like transcription factor) est un régulateur majeur des 

gènes impliqués dans la différenciation, le maintien et la fonction de l’intestin du nématode (Fukushige et 

al. 1999; Fukushige, Hawkins, and McGhee 1998; McGhee et al. 2009). De plus, la présence ectopique de 

ELT-2 est suffisante pour induire l’expression ectopique de gènes spécifiques de l’intestin (Fukushige et al. 

1998; McGhee et al. 2007, 2009). Il est considéré comme le facteur principal pour la différenciation 

intestinale chez C. elegans. Une mutation nulle de elt-2 induit une létalité larvaire entraînée par une 

maturation aberrante de l’intestin (Fukushige et al. 1998). Les larves elt-2(null) présentent des 

microvillosités irrégulières et courtes observées par MET. De plus, ce phénotype est associé à la présence 

de bactéries non digérées dans la lumière intestinale, générant une obstruction intestinale et induisant la 

létalité larvaire. 

elt-2 est exprimé à partir du stade E2, puis son expression est maintenue dans l’intestin au cours 

de l’embryogénèse et persiste encore à la vie larvaire et adulte (fig. 31 ; (Fukushige et al. 1999, 1998)). Par 

ailleurs, la protéine ELT-2 peut elle-même activer l’expression de son gène. En effet, il a été montré qu’elle 

est capable de lier son propre promoteur in vitro (Wiesenfahrt et al. 2016).   

La protéine ELT-2 permet l’induction de l’expression de nombreux gènes intestinaux (McGhee et 

al. 2007, 2009). Il fonctionne en redondance partielle avec ELT-7 (Dineen et al. 2018; Sommermann et al. 

2010). La protéine ELT-7 est un autre composant clé du programme de développement intestinal 

(Sommermann et al. 2010). Comme elt-2, son expression est activée par les protéines END-1,3 

(Sommermann et al. 2010). Par ailleurs, elt-7 est exprimé avant elt-2. De plus, la forte expression de elt-7 

est suffisante pour activer la différenciation de l’intestin dans des autres lignages que E. elt-7 reste exprimé 
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tout au long de la vie post-embryonnaire (Sommermann et al. 2010). Toutefois, alors que les larves elt-

2(null) présentent un phénotype intestinal, ce n’est pas le cas pour les larves elt-7(null) (McGhee et al. 

2009; Sommermann et al. 2010). En revanche, la perte de fonction aggrave le phénotype intestinal des 

larves elt-2(null) (Sommermann et al. 2010). En outre, les facteurs ELT-2 et ELT-7 collaborent pour 

l’expression de certains gènes intestinaux, notamment l’enzyme GES-1, qui est un des premiers marqueurs 

terminaux de la différenciation intestinale (Dineen et al. 2018; Sommermann et al. 2010). Toutefois, 

l’absence de ELT-2 perturbe de manière plus importante le transcriptome des larves que le fait l’absence 

de ELT-7 (Dineen et al. 2018). Ainsi, ELT-7 est partiellement redondant avec ELT-2, mais ELT-2 est considéré 

comme le facteur principal impliqué dans la différenciation intestinale chez C. elegans.  

 

 

 

Figure 31 : Localisation de la protéine ELT-2 dans les cellules intestinales du nématode. 

Détection de la protéine ELT-2 par immunomarquage dans les embryons et adultes. (A) Immunomarquage de 

ELT-2 dans un embryon au stade 26-cellules montrant la présence de la protéine ELT-2 dans les cellules E2. (B) 

Marquage au DAPI dans le même embryon qu’en A. (C-E) Immunomarquage de ELT-2 dans des embryons 

respectivement aux stades E4, E8 et E20. (F-G) Immunomarquage de ELT-2 respectivement dans la partie 

antérieure ou postérieure de l’intestin d’un ver adulte. Images tirées de Fukushige et al., 1998.  
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d. Régulation des divisions des entérocytes 

i. Spécificités du lignage intestinal 

Chez C. elegans, le lignage cellulaire complet et invariant a été décrit et publié par John Sulston en 

1983 (Sulston et al. 1983). Cette étude historique a révélé que la longueur des cycles cellulaires était 

spécifique de la descendance de chaque blastomère. Ainsi, les différents lignages ont des rythmes variés 

de divisions cellulaires (fig. 32).  

 

Au début de l’embryogenèse, les cycles cellulaires oscillent entre une phase de réplication de 

l’ADN (phase S) et une phase de mitose (phase M). Ils utilisent la contribution maternelle des régulateurs 

du cycle. La caractérisation du lignage complet du nématode a révélé que les cycles cellulaires des 

descendants de E étaient plus longs que ceux des autres cellules embryonnaires (fig. 32 ; (Bao et al. 2008; 

Sulston et al. 1983)). En effet, les cellules filles de E, nommées Ea et Ep, sont les premières cellules dans 

l’embryon C. elegans à introduire une phase G2 dans leur cycle de division (Edgar and McGhee 1988; Lee 

et al. 2016). Cette phase de croissance allonge ainsi la durée des cycles de division intestinaux, à l’inverse 

des autres lignages qui n'en présentent pas (fig. 32). Par ailleurs, une étude suggère que la phase G1 

apparaîtrait au stade E16 de l’intestin en devenir (Boxem and van den Heuvel 2001).  

 

Figure 32 : Arbres de lignage montrant la durée des premières divisions embryonnaires. 

Les lignes verticales sont proportionnelles à la longueur moyenne des cycles cellulaires. Les barres en magenta 

représentent l’écart-type. Les lignes horizontales correspondent aux divisions cellulaires. Le lignage intestinal, 

marqué en orange, présente des cycles cellulaires plus longs que ceux des autres lignages. Images tirées de Bao 

et al., 2008.  

représentent l’écart
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Dans les embryons contrôles, à 20°C, les longueurs des cycles cellulaires de E, E2, E4, E8 et E16 

sont respectivement en moyenne de 19, 40, 44, 70 et 140 minutes (fig. 32 ; (Bao et al. 2008)).  

ii. Lien entre la spécification et les divisions intestinales 

Une spécification intestinale correcte est essentielle pour la régulation des divisions intestinales 

(fig. 30).  

Aux prémices du développement intestinal chez C. elegans, une signalisation intercellulaire de P2 

vers EMS permet la spécification de l’endoderme en produisant un gradient nucléaire du facteur de 

transcription POP-1 (fig. 30). La voie Wnt compose cette signalisation et y est essentielle. Il a été montré 

qu’elle est également impliquée dans l’allongement de la durée du cycle dans les cellules filles de E 

(Robertson, Medina, and Lin 2014). En effet, la voie Wnt active la transcription de wee-1.1, codant pour 

une kinase inhibitrice du cycle. Ainsi, la signalisation Wnt de P2 vers EMS régule non seulement la 

spécification de l’endoderme, mais rallonge aussi le rythme de divisions de Ea et Ep.  

En 2017, Choi et ses collaborateurs ont publié une étude montrant que des défauts des 

spécification intestinale, relatifs à une expression diminuée de med-1, med-2, end-1 et/ou end-3, 

perturbent le rythme de divisions des descendants de E (Choi, Broitman-Maduro, and Maduro 2017). Dans 

ces embryons, les descendants de E se divisent alors plus vite et davantage. Par ailleurs, ils ont révélé que 

plus les défauts de spécification intestinale sont sévères, moins de descendants de E adoptent un destin 

intestinal et se différencient dans l’embryon (Choi et al. 2017). Dans ce cas, les embryons présentent de 

nombreux descendants de E visibles par l’expression de end-1, mais peu d’entre eux expriment plus tard 

elt-2, le marqueur de la différenciation intestinale. Ainsi, la variabilité de l’expression des facteurs de 

transcription intestinaux comporte des conséquences sur le nombre d’entérocytes final. Ainsi, Choi et ses 

collaborateurs expliquent que la sévérité du défaut de spécification perturbe, via un continuum de 

phénotypes, le nombre d’entérocytes et l’expression de elt-2 (Choi et al. 2017). 

Lors de la description des divisions embryonnaires chez C. elegans, il a été proposé que chaque 

lignage a sa propre horloge endogène et autonome de cycle cellulaire (Deppe et al. 1978). Une observation 

peut corroborer cette hypothèse. En effet, dans des embryons déplétés en GSK-3, la cellule Cp adopte le 

destin intestinal de E, en exprimant les facteurs de spécification spécifiques à l’endoderme (Maduro et al. 

2001; Schlesinger et al. 1999; Shirayama et al. 2006). Le lignage intestinal dans les embryons déplétés en 

GSK-3 a été décrit (Segref et al. 2010) : les cellules descendantes de Cp adoptent alors un rythme de 
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division lent, similaire aux descendants de E. Cela suggère que chaque lignage renferme une horloge 

autonome de cycle cellulaire.  

iii. Principaux acteurs du cycle : contrôle de la vitesse et/ou du nombre de 

division 

Plusieurs régulateurs sont importants pour le contrôle de la vitesse de division et/ou le nombre de 

division des descendants de E. Je détaillerai le rôle de certains d’entre eux et n’établirai pas ici une liste 

exhaustive de tous les acteurs du cycle cellulaire intestinal intervenant chez le nématode.  

1) La phosphatase CDC-25.1 

La phosphatase CDC-25.1 exerce une fonction essentielle pour la régulation de la vitesse des 

divisions et du nombre de divisions au sein du lignage intestinal. CDC-25.1 est un des quatre homologues 

de CDC25 codés par le génome de C. elegans (Ashcroft et al. 1998). Chez l’être humain et la souris, les 

protéines Cdc25A, Cdc25B et Cdc25C, codées par trois gènes différents, sont impliquées dans les 

transitions G1/S et G2/M du cycle cellulaire. Elles peuvent exercer des rôles tissu-spécifiques (Draetta and 

Eckstein 1997). Les phosphatases Cdc25 promeuvent la progression du cycle cellulaire en déphosphorylant 

les kinases cyclines-dépendantes (Cdk) qui ont été phosphorylées et inactivées par la kinase Wee1 

notamment (Lee et al. 2016).   

 Chez C. elegans, la localisation et la dynamique de la protéine CDC-25.1 endogène n’ont pas encore 

été caractérisées. Toutefois, des expériences d’immunofluorescence ont révélé que la protéine CDC-25.1 

est localisée majoritairement dans les noyaux de toutes les cellules embryonnaires ainsi que dans la lignée 

germinale et les ovocytes, avec un faible signal membranaire dans les stades embryonnaires précoces (fig. 

33A ; (Ashcroft et al. 1998; Clucas et al. 2002)). Elevée dans les stades précoces, son abondance diminue 

alors que le nombre de cellules embryonnaires augmente. En effet, CDC-25.1 repose sur une contribution 

maternelle.  

Alors que la déplétion de CDC-25.1 entraîne une létalité embryonnaire (Ashcroft et al. 1999), son 

gain de fonction induit une hyperplasie intestinale (fig. 33B,C). Deux mutations cdc-25.1(gof) ont été 

décrites : cdc-25.1(rr31) et cdc-25.1(ij48) (Clucas et al. 2002; Kostić and Roy 2002). Ces mutations affectent 

un site de phosphodégron et empêchent donc CDC-25.1 d’être reconnu par une ubiquitine ligase 

responsable de sa dégradation (Hebeisen and Roy 2008). La protéine CDC-25.1 persiste alors plus 
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longtemps que dans les conditions physiologiques. Les mutations cdc-25.1(gof) affectent seulement le 

lignage intestinal (Clucas et al. 2002; Kostić and Roy 2002). Les embryons cdc-25.1(gof) présentent une 

accélération des divisions des descendants de E et subissent une division intestinale supplémentaire (fig. 

33C ; (Bao et al. 2008; Choi et al. 2017; Segref et al. 2010)). Ainsi, pendant le temps nécessaire aux 

embryons contrôles pour atteindre le stade E16, les embryons cdc-25.1(gof) se divisent une fois de plus et 

atteignent le stade « E32 ». Par la suite, quelques-unes de ces cellules se divisent à nouveau, de la même 

manière que certaines cellules se redivisent pour atteindre le stade E20 dans les embryons contrôles. Les 

mutations cdc-25.1(gof) conduisent in fine à un excès d’entérocytes différenciés qui expriment elt-2 (fig. 

33B). 

 

 

 

Figure 33 : La phosphatase CDC-25.1 régule le nombre et la vitesse des divisions intestinales. 

(A) Détection de la protéine CDC-25.1 par immunofluorescence dans des embryons aux stades 4-cellules (a), 8-

cellules (b) et environ 40-cellules (c). CDC-25.1 est principalement enrichie dans les noyaux mais aussi aux 

membranes dans les stades embryonnaires précoces. Images adaptées de Clucas et al., 2002. (B) Images 

d’embryons contrôles (a,b) et cdc-25.1(gof) (c,d) exprimant la protéine ELT-2 fusionnée à la GFP. Le gain de 

fonction de CDC-25.1 induit un excès d’entérocytes. Images adaptées de Clucas et al., 2002. (C) Arbres de lignages 

intestinaux représentatifs des embryons contrôles et cdc-25.1(gof). Les lignes verticales sont proportionnelles à 

la longueur moyenne des cycles cellulaires. Les lignes horizontales correspondent aux divisions cellulaires. Dans 

l’embryon contrôle, les lignages MS (rouge) et E (vert) sont montrés. Le gain de fonction de CDC-25.1 induit une 

accélération du cycle intestinal ainsi qu’une mitose intestinale supplémentaire (vert). Schémas adaptés de Segref 
et al., 2010.  
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2) LIN-23, le régulateur de CDC-25.1 

Comme présenté brièvement dans le paragraphe précédent, la stabilité de la protéine CDC-25.1 

doit être régulée finement au cours des divisions embryonnaires afin d’empêcher une hyperplasie 

intestinale. En effet, les mutations cdc-25.1(gof) ciblent un site de phosphodégron qui présente un motif 

de destruction conservé reconnu spécifique par les protéines β-TrCP (beta-transducin repeats-containing 

protein) (Hebeisen and Roy 2008). Ces mutations induisent ainsi la persistance de CDC-25.1 au sein de 

l’embryon. Les protéines β-TrCP servent de sous-unités de reconnaissance du substrat pour les ubiquitines 

ligases basées sur la culline CUL-1.  

Chez C. elegans, un orthologue de β-TrCP est nommé LIN-23 (Kipreos, Gohel, and Hedgecock 

2000). Cette protéine est décrite en tant que régulateur négatif du cycle cellulaire qui réprime les divisions 

cellulaires embryonnaires et post-embryonnaires (Kipreos et al. 2000). Les embryons mutants lin-23(null) 

ne s’allongent pas et présentent une hyperplasie sévère de tous les tissus embryonnaires conduisant à 

leur létalité (Kipreos et al. 2000).  

Dans le lignage intestinal, la perte de fonction de LIN-23 induit une hyperplasie via deux 

mécanismes indépendants (fig. 34 ; (Hebeisen and Roy 2008; Segref et al. 2010)). Tout d’abord, comme 

les embryons cdc-25.1(gof), les embryons déplétés en LIN-23 présentent une accélération des cycles de 

division des descendants de E et subissent une division intestinale supplémentaire (Segref et al. 2010). 

Cette dérégulation du cycle cellulaire au sein du lignage E est probablement liée à la capacité de LIN-23 à 

réguler la dégradation protéique de CDC-25.1 en la ciblant spécifiquement (fig. 34A ; (Hebeisen and Roy 

2008; Segref et al. 2010)). Il a en effet été montré que LIN-23 est capable d’interagir directement avec 

CDC-25.1 in vitro (Son et al. 2016). De plus, en absence de LIN-23, CDC-25.1 est stabilisée et perdure plus 

longtemps que dans les embryons contrôles (Hebeisen and Roy 2008; Segref et al. 2010). 

Toutefois, l’hyperplasie intestinale induite par la perte de fonction de LIN-23 n’est pas seulement 

liée à la stabilisation de CDC-25.1. En effet, les embryons déplétés en LIN-23 présentent un nombre 

d’entérocytes nettement plus élevé que celui des embryons cdc-25.1(gof) (fig. 34B ; (Hebeisen and Roy 

2008)). Outre l’hyperprolifération du lignage E, il a été montré que 60% des embryons déplétés en LIN-23 

subissent également un défaut de spécification intestinale : la cellule Cp adopte le destin cellulaire du 

blastomère E et exprime end-3 (fig. 34C ; (Hebeisen and Roy 2008)). Dans les embryons déplétés en LIN-

23, le rythme de division des descendants de Cp est similaire à celui des descendants de E, donc plus rapide 

que dans les embryons contrôles (Segref et al., 2010). En outre, dans 5% des embryons déplétés en LIN-

23, la cellule fille postérieure de MS, nommée MSp, exprime ectopiquement end-3 (fig. 34C ; (Hebeisen 
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and Roy 2008)). Les descendants de MSp ne subissent pas une accélération de leur cycle de division (Segref 

et al. 2010).  

  Comment LIN-23 régule-t-il la spécification intestinale ? LIN-23, comme d’autres composants du 

complexe ubiquitine ligase contenant la culline CUL-1, exerce un rôle dans la dégradation de la protéine 

OMA-1 (Du et al. 2015). En effet, les embryons déplétés en LIN-23 présentent une stabilisation de OMA-1 

au cours de l’embryogenèse précoce. Or, les embryons oma-1(gof) dans lesquels OMA-1 n’est pas 

dégradée montrent une stabilisation de SKN-1 dans le blastomère C ((Lin 2003) et voir partie iv. 2)). Ainsi, 

même si l’interaction directe entre LIN-23 et OMA-1 n’a pas été caractérisée, il est possible que LIN-23 

régule la spécification intestinale en contribuant à contrôler la dégradation de OMA-1 au sein du 

blastomère C. Par ailleurs, cette régulation expliquerait aussi l’expression ectopique de end-3 dans les 

descendants de MSp. En effet, les embryons oma-1(gof) présentent une réitération du blastomère EMS : 

 

Figure 34 : L’adaptateur de substrat LIN-23 régule la stabilité de CDC-25.1 et la prolifération du lignage E mais 

empêche également la spécification du blastomère C en endoderme. 

(A) Images d’embryons montrant une superposition du DIC avec la GFP à partir du stade E2. Embryon contrôle 

(a) ou déplété en LIN-23 (c) exprimant la protéine CDC-25.1 fusionnée à la GFP sous le contrôle de end-3. 

Embryon exprimant la protéine CDC-25.1, portant une mutation gain de fonction, fusionnée à la GFP sous le 

contrôle de end-3 (b). Ces constructions génétiques permettent la visualisation de CDC-25.1 uniquement dans 

le lignage intestinal. Alors que CDC-25.1 n’est plus visible 20 minutes après le début du stade E8, la mutation 
gain de fonction la stabilise. La déplétion de LIN-23 entraîne une stabilisation similaire de CDC-25.1. (B) Images 

d’embryons exprimant ELT-2::GFP ; superposition de la GFP avec le DIC. Embryon contrôle (a), cdc-25.1(gof) (b) 

ou déplété en LIN-23 (c).(C) Images d’embryons déplétés en LIN-23 exprimant la GFP sous le contrôle de end-3 ; 

superposition de la GFP avec le DIC. La déplétion de LIN-23 induit l’expression de end-3 dans les descendants de 

la cellule Cp majoritairement, mais aussi dans les descendants de la cellule MSp (têtes de flèche blanches). 

Images adaptées de Hebeisen and Roy, 2008. 

 



 
70 

 

la cellule MS adopte le devenir de l’EMS, le lignage MSp se convertit alors en lignage intestinal (Du et al. 

2015).  

Les niveaux endogènes et la distribution de la protéine LIN-23 n’ont pas été caractérisés 

jusqu’alors. Les transcrits maternels lin-23 sont distribués de manière ubiquitaire dans l’embryon (Kipreos 

et al. 2000). La protéine de fusion LIN-23::GFP montre de forts niveaux protéiques dans la majorité des 

cellules embryonnaires. En revanche, de manière surprenante, elle est presque absente de l’intestin en 

devenir à partir du stade E4 (fig. 35 ; (Hebeisen and Roy 2008)). Cette expression différentielle persiste 

jusqu’à la fin de l’embryogenèse. 

 

3) La phosphatase CDC-25.2 

Le génome de C. elegans code quatre phosphatases CDC-25. Alors que CDC-25.1 est impliquée 

dans la régulation du lignage intestinal avant E16, il a été montré qu’une deuxième phosphatase régule 

également les divisions des descendants de E. Il s’agit de la protéine CDC-25.2. La localisation et la 

 

Figure 35 : Localisation différentielle de LIN-23. 

Images d’embryons au stade E8 (a), E16 (b), comma (c) et 1.5-fold (d). Les embryons expriment la protéine LIN-

23 fusionnée à la GFP. Les cellules intestinales sont visualisées grâce à leur biréfringence (rouge) et à leur 

morphologie. La protéine LIN-23 montre une localisation distincte entre le lignage E et le reste de l’embryon : 

elle est fortement enrichie dans la tête de l’embryon et très peu dans l’intestin. Les embryons sont orientés avec 
leur pharynx à gauche. Images adaptées de Hebeisen and Roy, 2008. 
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dynamique de la protéine CDC-25.2 endogène dans les embryons n’ont jusqu’alors pas été décrites dans 

la littérature.  

Au contraire de CDC-25.1, CDC-25.2 n’est pas nécessaire à la régulation des divisions intestinales 

avant le stade E16 (Lee et al. 2016). Elle exerce un rôle plus tardif au cours du développement intestinal 

et est essentielle pour les dernières divisions du lignage E, celles permettant de passer du stade E16 au 

stade E20 (Lee et al. 2016). Ainsi, la déplétion de CDC-25.2 entraîne un arrêt des divisions intestinales au 

stade E16. Les embryons cdc-25.2 ne présentent pas d’intestin formé de vingt entérocytes (Lee et al. 2016).  

4) La kinase inhibitrice du cycle WEE-1.1 

Le génome de C. elegans n’encode qu’un seul homologue de Wee1 : la protéine kinase WEE-1.1 

(Wilson et al. 1999). Il s’agit d’une protéine inhibitrice du cycle. Elle agit en phosphorylant et en inhibant 

les protéines CDK. Le rôle de Wee1 s’oppose à celui de Cdc25 dans la régulation de la transition G2/M.  

Chez C. elegans, la localisation et la dynamique de la protéine WEE-1.1 endogène n’ont pas encore 

été publiées dans la littérature. Toutefois, des expériences d’hybridation in situ montrent que les transcrits 

wee-1.1 ne sont visibles que transitoirement dans les embryons 12-16-cellules, seulement dans les cellules 

E2 et huit descendants du blastomère AB (fig. 36A ; (Wilson et al. 1999)). Les cellules Ea et Ep sont les 

premières cellules à exprimer wee-1.1 et celles dans lesquelles l’expression est la plus forte (Robertson et 

al. 2014; Wilson et al. 1999). Par ailleurs, cette forte expression au sein des cellules filles du blastomère E 

 

Figure 36 : WEE-1.1, une protéine kinase inhibitrice du cycle. 

(A) Images d’embryons au stade E2 exprimant la protéine WEE-1.1 fusionnée à la GFP. WEE-1.1 est fortement 

exprimée dans les cellules E2 (tête de flèches blanches) et faiblement exprimée dans les descendants de AB. (B) 

Images combinant le DIC et le marqueur nucléaire intestinal end-1p::GFP::H2B extraites de films dans un 

embryon contrôle et un embryon déplété en WEE-1.1. Les films débutent au stade 4-cellules ; l’expression du 
marqueur est montrée depuis le stade E2 (41 min) jusqu’au stade E4 (99 min). Les cellules E2 dans l’embryon 
wee-1.1 initient leur mitose à t = 56 min, 10 minutes avant les cellules E2 contrôles. Images adaptées de 

Robertson et al., 2014. 
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est dépendante du signal intercellulaire P2 -> EMS, et notamment de la voie Wnt (Robertson et al. 2014). 

L’expression de wee-1.1 au sein de Ea et Ep a une fonction au sein du lignage intestinal : WEE-1.1 permet 

de rallonger la durée de cycle cellulaire de Ea et Ep (Robertson et al. 2014). En effet, les embryons wee-

1.1(null) présentent une accélération du cycle de Ea et Ep qui se divisent précocement par rapport aux 

embryons contrôles (fig. 36B). En revanche, WEE-1.1 n’est pas essentielle à la viabilité de l’embryon 

puisque les embryons ne présentent pas de défaut de morphogenèse et sont viables (Robertson et al. 

2014). De plus, la spécification et la différenciation des entérocytes sont normales. La perte de fonction 

de WEE-1.1 n’a donc pas d’incidence sur le nombre de cellules intestinales.  

5) L’inhibiteur de CDK CKI-1 

Un autre régulateur du cycle cellulaire des descendants de E chez le nématode est CKI-1. Il s’agit 

d’un inhibiteur de CDK. CKI-1 est décrit en tant que régulateur de la transition G1/S (Boxem and van den 

Heuvel 2001). L’expression ectopique de cki-1 a été montrée comme induisant l’arrêt du cycle cellulaire 

en phase G1 (Hong, Roy, and Ambros 1998). Au contraire, la perte de fonction de CKI-1 entraîne des 

divisions surnuméraires dans de nombreux lignages cellulaires (Feng et al. 1999; Fukuyama et al. 2003; 

Hong et al. 1998). L’absence de CKI-1 induit une entrée précoce des cellules en phase S.  

En particulier, l’absence de CKI-1 entraîne une division supplémentaire des descendants de E. 

Contrairement à ce qui est observé dans les mutants gain de fonction cdc-25.1, l’absence de CKI-1 

n’accélère pas les divisions du lignage E (Kostić and Roy 2002). La division supplémentaire est une division 

tardive concernant les cellules qui, normalement, arrêtent de se diviser au stade E16 (fig. 37 ; (Kostić and 

Roy 2002)). Ainsi, les embryons cki-1 présentent une hyperplasie intestinale. (fig. 37 ; (Fukuyama et al. 

2003; Kostić and Roy 2002)).  
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iv. Importance de la régulation des divisions pour la morphogenèse  

La régulation des divisions intestinales est également importante pour l’organogenèse et la 

morphogenèse de l’intestin. En effet, un défaut de spécification intestinale engendre fréquemment une 

gastrulation anormale. Dans les embryons contrôles, au stade 26-cellules, la gastrulation commence par 

la migration des deux descendants de E, Ea et Ep, vers le centre de l’embryon depuis la surface ventrale 

de celui-ci (fig. 38A ; (J. Y. Lee et al. 2006)). Cette migration cellulaire se déroule quelques minutes avant 

que Ea et Ep ne se divisent. En d’autres mots, la division de Ea et Ep, marquée par l’introduction d’une 

phase G2, ne commence qu’une fois leur internalisation terminée. Si au contraire la division de Ea et Ep 

est trop rapide, ces cellules vont se diviser avant leur migration. C’est le cas des embryons skn-1(null) dans 

lesquels Ea et Ep se divisent avant leur migration vers l’intérieur de l’embryon (Bowerman et al. 1992). 

Une partie des descendants de E persiste à la surface ventrale de l’embryon, tandis que d’autres sont 

internalisés. Un défaut similaire a été observé dans les embryons med-1(null) dans lesquels Ea et Ep se 

divisent environ 10 minutes plus tôt et restent à la surface ventrale de l’embryon pendant leur division 

(Maduro et al. 2001). Par ailleurs, dans les embryons end-1(null) et end-3(null), Ea et Ep se divisent 

également précocement avant leur migration (J. Y. Lee et al. 2006). Le phénotype de la morphogenèse de 

l’intestin dans ces embryons reste peu voire pas décrit dans la littérature. En plus des composants 

moléculaires de la voie SKN-1 -> MED-1,2 -> END-1,3, les voies de signalisation Wnt et MAPK exercent aussi 

une fonction dans la régulation de la gastrulation (fig. 38A ; (J. Y. Lee et al. 2006; Robertson et al. 2014)). 

 

Figure 37 : La phosphatase CDC-25.1 contrôle l’arrêt des divisions intestinales au stade E16. 

Lignage intestinal chez un embryon contrôle (A) ou déplété en CKI-1 (B). La déplétion de CKI-1 empêche l’arrêt 
du cycle cellulaire chez 12 descendants de E et induit un excès d’entérocytes. Images adaptées de Kostic and Roy, 
2002. 
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En effet, la perte de fonction de MOM-2Wnt, MOM-5Frizzled ou LIT-1MAPK induit une accélération du cycle de 

division de Ea et Ep, qui se divisent alors avant leur migration (fig. 38A ; (J. Y. Lee et al. 2006; Robertson et 

al. 2014)). Il a été montré que la voie Wnt contrôle également la constriction apicale de Ea et Ep, en 

agissant sur le cytosquelette d’actomyosine (J. Y. Lee et al. 2006). En revanche, la perte de fonction de ELT-

2 ne perturbe pas la gastrulation (J. Y. Lee et al. 2006), probablement dû au fait que l’expression de elt-2 

n’est détectée qu’après la migration de Ea et Ep (Fukushige et al. 1999).  

Par ailleurs, en plus du rythme des divisions intestinales, l’axe de division est aussi important pour 

la morphogenèse de l’intestin. Dans certains embryons end-3(null), Ea et Ep se divisent non seulement 

plus tôt que dans les embryons contrôles, mais également anormalement selon l’axe antéro-postérieur 

(Boeck et al. 2011). Cet axe de division atypique entraîne une organisation anormale des descendants de 

E au sein de l’embryon et induit ainsi une proximité anormale avec des cellules issues d’autres lignages. 

Par exemple, dans les embryons contrôles au stade E4, certains descendants de E en proximité avec 

plusieurs cellules du lignage MS reçoivent un signal Notch, essentiel pour la rotation de l’intestin visible au 

stade E16 (voir la partie h.). Si l’organisation spatiale des descendants de E est modifiée, cela peut induire 

in fine une expression ectopique de certains facteurs, notamment ceux impliqués dans la rotation de 

l’intestin (Boeck et al. 2011). Ce réarrangement cellulaire est critique pour la future fonction correcte de 

l’épithélium intestinal.  

Par ailleurs, le nombre de divisions des cellules intestinales influence également la morphogenèse 

du tissu. Comment l’intestin s’organise-t-il dès lors qu’il est constitué de plus de vingt entérocytes ? 

L’organisation des cellules intestinales surnuméraires n’a été caractérisé que pour les embryons cdc-

25.1(gof) (Choi et al. 2017). Ils présentent en moyenne 38 entérocytes. Dans les embryons contrôles, les 

cellules intestinales s’agencent en neuf anneaux, chacun constitué par deux entérocytes, excepté le plus 

antérieur composé de quatre cellules. Dans les embryons cdc-25.1(gof), les cellules intestinales 

s’organisent en formant des anneaux supplémentaires et/ou en constituant des anneaux formés par 

davantage d’entérocytes (Choi et al. 2017) (fig. 38B). Toutefois, même si l’épithélium intestinal semble 

relativement correct malgré cette organisation, la polarité apico-basale intestinale, la formation de 

microvillosités et la morphologie de la lumière intestinale n’ont pas été décrites dans ces embryons 

mutants. 
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Figure 38 : Le contrôle des divisions intestinales est important pour la morphogenèse. 

(A) Images en DIC extraites de films d’embryons contrôles ou déplétés en MOM-2 ou MOM-5. Les 

descendants de E sont entourés en vert. Les protéines MOM-2 et MOM-5 sont requises pour la gastrulation 

des cellules E2. Images adaptées de Lee et al., 2006. (B) Images d’un embryon contrôle (a-c) ou cdc-25.1(gof) 

(d-f) exprimant un marqueur nucléaire intestinal (elt-2::mCherry::H2B) (bleu) et un marqueur membranaire 

intestinal (end-1::CAAX::GFP) (jaune). Schémas représentant l’organisation des entérocytes sur la base du 

marqueur membranaire des images à côté. Les entérocytes surnuméraires s’organisent en anneaux de plus 
de cellules (rouge) ou en anneaux supplémentaires (x). Images adaptées de Choi et al., 2017. 



 
76 

 

e. Résumé des phénotypes induisant un excès d’entérocytes chez le nématode  

 

f. Etablissement de la polarité apico-basale intestinale 

i. Etapes de la polarisation intestinale 

Chez C. elegans, les cellules intestinales sont polarisées selon leur axe apico-basal. Le module PAR-

3/PAR-6/PKC-3 est localisé au pôle apical tandis que le déterminant de polarité LET-413Scribble est situé le 

long de la membrane basolatérale (Achilleos et al. 2010; Legouis et al. 2000). Ces deux domaines 

subcellulaires sont délimités par les jonctions apicales, nommées CeAJ, constituées par le complexe 

cadhérine-caténine ainsi que le complexe DLG-1/AJM-1. Le pôle apical des entérocytes est spécialisé dans 

l’absorption des nutriments et est donc très structuré. Dans ce but, les entérocytes développent des 

microvillosités, formés d’ACT-5actine, à leur membrane apicale qui élaborent ensemble la bordure en brosse 

intestinale. Différentes protéines interagissent avec l’actine au sein des microvillosités, telles que ERM-

1ezrine ou EPS-8. Par ailleurs, les filaments d’actine microvillositaire viennent s’ancrer au sein d’un réseau 

 

Figure 39 : Résumé des phénotypes induisant un excès d’entérocytes. 

L’excès d’entérocytes peut provenir d’un défaut du nombre et/ou de la vitesse des divisions intestinales. La 
déplétion de LIN-23 et le gain de fonction de CDC-25.1 induisent une accélération des cycles intestinaux de E2 à 

E16. La déplétion de CKI-1 empêche l’arrêt du cycle dans 12 des 16 cellules intestinales, et induit ainsi une division 
surnuméraire L’excès d’entérocytes peut également être dû à un défaut de spécification intestinale. La cellule Cp 
adopte le devenir du blastomère E lors de la déplétion de LIN-23 ou GSK-3 ou lors du gain de fonction de OMA-1. 

Les descendants de MSp adoptent le destin cellulaire de E lors de la déplétion de LIN-23. Le blastomère MS adopte 

le devenir de sa cellule sœur, E, lors de la déplétion de POP-1. Une réitération du blastomère EMS se produit au 

sein de la cellule MS lors de la déplétion de SKR-1,2 ou suite au gain de fonction de OMA-1.  

38 : Résumé des phénotypes induisant un excès d’entérocytes.    
L’excès d’entérocytes peut provenir d’un défaut du nombre et

23 empêchent l’arrêt du cycle dans 12 des 16 cellules int
induisent ainsi une division surnuméraire. L’excès d’entérocytes peut également être dû à un défaut de 

23. Le blastomère MS adopte le devenir de sa cellule sœur, E, lors de la déplétion de POP
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terminal sous-jacent à la bordure en brosse. Ce réseau de filaments intermédiaires, nommé endotube, 

compose également le réseau terminal. En outre, les noyaux des cellules intestinales sont localisés de 

manière basale dans l’intestin polarisé.  

 Les cellules intestinales se polarisent au cours du stade E16. L’intestin en devenir est alors 

constitué de 10 cellules situées dorsalement et de 6 cellules localisées ventralement (Leung et al. 1999). 

Ces cellules sont organisées de manière symétrique selon l’axe gauche-droite. Les cellules intestinales 

subissent une polarisation dit « cytoplasmique » (Leung et al. 1999). Dans les stades précédents le stade 

E16, chaque descendant de E possède un noyau localisé de manière centrale au sein de la cellule. Au cours 

de la polarisation cytoplasmique, les noyaux des cellules intestinales migrent vers le futur pôle apical (fig. 

40A ; (Leung et al. 1999)). Environ 30 minutes depuis le début du stade E16, les noyaux des cellules situées 

à gauche de l’intestin migrent vers la droite et à l’inverse, les noyaux des cellules situées à droite migrant 

vers la gauche (Leung et al. 1999). Ces mouvements nucléaires créent des paires de noyaux regroupés près 

du futur pôle apical des entérocytes. Comme l’intestin au stade E16 est symétrique, il est possible de tracer 

une ligne imaginaire au centre de l’intestin le long de l’axe antéro-postérieur et divisant l’axe gauche-

droite : elle est nommée « ligne médiane » (Leung et al. 1999). Cette ligne médiane correspond aux 

contacts homotypiques entre les cellules intestinales à la position la plus interne de l’embryon. Elle 

deviendra la membrane apicale des entérocytes après leur polarisation. L’intestin en devenir adopte une 

symétrie radiale par rapport à cette ligne médiane. La polarisation cytoplasmique provoque également 

l’apparition d’une zone subcellulaire au niveau de la ligne médiane sans organelles (Leung et al. 1999). En 

parallèle, les entérocytes changent de forme : ils s’allongent le long de l’axe gauche-droite de l’embryon 

associé à un raccourcissement de l’intestin en devenir selon l’axe antéro-postérieur (Leung et al. 1999).   

Dans le même temps que la polarisation cytoplasmique, les entérocytes subissent également une 

polarisation épithéliale au cours de laquelle les pôles apico-basaux cellulaires vont s’établir (Achilleos et 

al., 2010; Feldman and Priess, 2012; Leung et al., 1999; Pickett M. et al., 2021). Dans un premier temps, 

les protéines qui seront liées à la surface apicale se concentrent localement et forment des agrégats 

protéiques le long des membranes latérales des entérocytes (fig. 40A ; (Achilleos et al., 2010; Feldman and 

Priess, 2012; Pickett Melissa et al., 2021)). Ces agrégats contiennent les déterminants de polarité apicale 

PAR-3/PAR-6/PKC-3 et les protéines jonctionnelles du complexe cadhérine-caténine (HMR-1, HMP-1 ou 

HMP-2). Des protéines liées à l’extrémité (-) des microtubules y sont également enrichies (fig. 40A ; 

(Feldman and Priess 2012; Sallee et al. 2018)). Par ailleurs, ces agrégats sont associés avec une « plume » 

émanant du centrosome et contenant des nucléateurs de microtubules telles que la γ-tubuline et CeGrip-
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1 (Feldman and Priess 2012; Sanchez et al. 2021). Ensuite, ces agrégats latéraux ainsi que la « plume » et 

le centrosome migrent ensemble vers la ligne médiane intestinale, au niveau de laquelle ils se diffusent à 

la surface apicale de chaque entérocyte (fig. 40A). Cette étape de polarisation a été récemment nommée 

« polarité locale » (Pickett M. et al., 2021). La migration des agrégats protéiques se déroule en même 

temps que la migration des noyaux intestinaux. A ce stade, l’enrichissement apical partiel des protéines 

de polarité, de jonctions adhérentes et de microtubules est observé sous la forme de « lignes » 

discontinues. Lorsque ces protéines se sont diffusées sur tout le pôle apical, une surface apicale continue 

le long de la ligne médiane intestinale a été générée, établissant ainsi la polarité apicale des entérocytes 

au début du stade lima bean. Il s’agit alors de la « polarité globale » (Pickett M. et al., 2021). Les protéines 

HMR-1/HMP-1/HMP-2 deviennent localisées sous la membrane apicale, en subapical, au stade comma. Ce 

processus de polarisation épithéliale dure environ une heure (Pickett M. et al., 2021). La présence de 

nucléateurs de microtubules à la surface apicale suggère que celle-ci représente un centre organisateur 

de microtubules. Les entérocytes développent ainsi une polarité des microtubules, nucléés depuis le pôle 

apical vers le pôle basal, avec la présence d’un centre organisateur des microtubules apical (fig. 40A).  

Au contraire des protéines du complexe cadhérine-caténine, le complexe DLG-1/AJM-1 se polarise 

sans être colocalisé avec le module PAR au sein des agrégats latéraux (Pickett M. et al., 2021). Des points 

subapicaux enrichis en DLG-1 apparaissent et ne sont pas colocalisés avec PAR-3. Par la suite, DLG-1 forme 

des bandes subapicales fragmentées (fig. 40A). Elles sont adjacentes à la surface apicale et plus basales 

que HMR-1. Ces bandes s’assembleront in fine pour former le motif d’échelle caractéristiques des 

jonctions apicales dans l’intestin du nématode (Pickett M. et al., 2021).    

Par ailleurs, certains composants de la bordure en brosse tels que ERM-1, ACT-5, PLST-1 et IFB-2 

s’enrichissent également au pôle apical durant le stade E16 ou au début du stade lima bean (fig. 39A ; 

(Bidaud-Meynard et al. 2021)). Le régulateur des filaments intermédiaires IFO-1 s’accumule à la membrane 

plasmique apicale avant même la localisation de IFB-2 (Carberry et al. 2012). Toutefois, la description fine 

des étapes précoces de la polarisation de ces facteurs n’a pas encore été effectuée.  

En MET, des vésicules ont été détectées au stade E16 (fig. 40B ; (Leung et al. 1999)). Localisées au 

niveau de la ligne médiane, il s’agit des seuls organelles cytoplasmiques visible dans cette région 

subcellulaire. Puisqu’elles sont localisées proches de la future membrane apicale des entérocytes, elles 

sont appelées « vésicules apicales ». Il n’est pas connu actuellement si ces vésicules apicales 

correspondent aux agrégats protéiques observés aux premières étapes de la polarisation. 
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Si la polarisation des protéines apicales est bien caractérisée, le processus de polarisation des 

protéines exprimées à l’autre pôle cellulaire est moins connu. Les protéines basolatérales, telles que LET-

413Scribble et LGL-1Lgl se localisent tout d’abord le long de toutes les membranes plasmiques des 

entérocytes, y compris la membrane apicale (fig. 40A ; (Pickett M. et al., 2021)). Elles ne s’associent pas 

spécifiquement aux agrégats protéiques latéraux. LGL-1 et LET-413 se retrouvent colocalisées avec PAR-3 

au niveau de la surface apicale en formation. Au stade comma, ces protéines sont exclues du pôle apical 

et adoptent alors une localisation basolatérale (fig. 40A ; (Beatty et al., 2010; Bossinger et al., 2004; 

Legouis et al., 2000; Pickett M. et al., 2021)). Par ailleurs, il est connu que la protéine kinase PAR-1 se 

localise aux membranes basolatérales dans de nombreux épithélia. Au début de la polarisation épithéliale 

PAR-1 est localisée au niveau des centrosomes, ce qui est cohérent avec sa capacité à se lier aux 

microtubules et à s’associer aux protéines interagissant avec les protéines dans des cellules de 

mammifères ou dans l’épithélium folliculaire chez la drosophile (Cohen et al. 2004; Doerflinger et al. 2003). 

De plus, PAR-1 est également localisée faiblement au niveau des membranes plasmiques, comme LGL-1 

et LET-413. Par la suite, PAR-1 perd sa localisation latérale et devient enrichie au pôle subapical, en étant 

séparée de PAR-3 (Pickett M. et al., 2021). PAR-1 s’organise avec une localisation très similaire aux 

jonctions avec un motif d’échelle et un peu plus basale que DLG-1 (fig. 40A ; (Pickett M. et al., 2021; 

Sanchez et al., 2021)). Ainsi, la localisation de PAR-1 dans les entérocytes du nématode diffère avec sa 

localisation décrite dans de nombreux épithélia à la membrane basolatérale. 
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Figure 40 : Les cellules intestinales se polarisent au stade E16. 

(A) Schémas illustrant le processus de polarisation intestinale. Lors de la polarisation, des agrégats 

protéiques enrichis du module PAR-3/PAR-6/PKC-3 et des protéines de jonctions adhérentes (HMR-1,HMP-

1,HMP-2) sont localisés au niveau des membranes latérales. Associés aux centrosomes et à une plume de 

matériel péricentriolaire, ils migrent vers la ligne médiane (M) séparant les deux futures membranes 

apicales. La protéine jonctionnelle DLG-1 est alors retrouvée au pôle apical sous la forme de « lignes ». La 

diffusion des protéines apicales progresse de sorte à recouvrir toute la surface apicale des entérocytes : c’est 
la polarité globale. Les composants de la bordure en brosse intestinale (ERM-1, EPS-8, ACT-5, PLST-1, IFB-2) 

deviennent également enrichis à la membrane apicale à la fin de la polarisation. La surface apicale est 

devenue un centre organisateur de microtubules et permet la polarisation de ce cytosquelette. Tout au long 

du processus de polarisation, les noyaux migrent vers le pôle apical et les cellules s’allongent de sorte à ce 
que le pôle apical s’éloigne physiquement du pôle basal. Schémas inspirés de (Pickett, Naturale, and Feldman 

2019; Shaye and Soto 2021). (B) Observations en microscopie électronique à transmission en vue 

longitudinale de l’intestin d’embryons au stade E16. Des vésicules apicales (AV) sont trouvées près de la ligne 
médiane (M). Les noyaux (N) sont apicaux. Barres d’échelle : 2µm (A) ou 0.5 µm (B). En B, l’encadré montre 
une image zoomée d’une vésicule apicale et montre son contenu granulaire. Images tirées de Leung et al., 

1999.  
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ii. Mécanismes régulateurs de la polarisation intestinale 

Quels sont les mécanismes impliqués dans la régulation de la polarisation intestinale ? PAR-3 est 

requise pour coordonner l’établissement de la polarité des cellules intestinales. Elle est nécessaire pour la 

localisation de PKC-3 et PAR-6 à la membrane apicale (Achilleos et al., 2010; Pickett M. et al., 2021). En 

effet, en l’absence de PAR-3, les deux autres protéines du module PAR ne sont pas polarisées et restent 

uniformément dans les entérocytes. De plus, PAR-3 est également requis pour les premières étapes 

d’enrichissement apical des protéines jonctionnelles telles que HMR-1, DLG-1 ou encore PAR-1. Au 

contraire de PAR-3, PAR-6 n’est pas nécessaire à la polarisation des cellules intestinales. En effet, son 

absence n’induit pas de défaut d’enrichissement apical de PAR-3, des jonctions (DLG-1, HMP-1) ainsi que 

des protéines de la bordure en brosse (IFB-2, ACT-5) (Totong, Achilleos, and Nance 2007). En revanche, 

l’absence de PAR-6 perturbe l’accumulation apicale de PKC-3 et est nécessaire à la compaction des 

jonctions (Totong et al. 2007). Par ailleurs, PAR-3 et PKC-3 ne sont pas requises pour l’exclusion de LET-

413 du pôle apical des entérocytes (Pickett M. et al., 2021). Par ailleurs, le mouvement de la « plume », 

enrichie en nucléateurs des microtubules, dépend également de PAR-3 (Feldman and Priess 2012). En 

effet, en l’absence de PAR-3, les centrosomes et le matériel péricentriolaire ne migrent pas vers la 

membrane apicale (Feldman and Priess 2012; Sanchez et al. 2021). Il a été décrit que PAR-3 ainsi que les 

microtubules sont requis pour le repositionnement des centrosomes vers le pôle apical et l’accumulation 

apicale de γ-tubuline.  

Alors que PAR-3 est nécessaire pour la mise en place de la polarité intestinale, elle ne régule pas 

seule la polarité locale des cellules intestinales. En effet, la déplétion de PAR-3 spécifiquement dans les 

entérocytes perturbe la formation d’une surface apicale continue. Les composants des jonctions, des 

microtubules ou encore de la bordure en brosse présentent une localisation fragmentée et deviennent 

enrichis au pôle apical de certains entérocytes (Pickett M. et al., 2021). Cela suggère que la polarité locale 

ne dépend pas uniquement de PAR-3 ; elle fonctionne en parallèle avec HMR-1 dans ce processus. En effet, 

les embryons déplétés en PAR-3 et HMR-1 dans l’intestin ne présentent plus d’enrichissement local de 

protéines apicales dans les entérocytes (Pickett M. et al., 2021).  

Par ailleurs, alors que Crumbs et CDC-42 sont localisées au pôle apical des entérocytes et que LGL-

1 est localisée au pôle basolatéral, ces protéines ne sont pas nécessaires à l’établissement de la polarité, 

au positionnement des jonctions apicales ainsi qu’au maintien de la polarité (Beatty et al. 2010; Waaijers 

et al. 2015; Zilberman et al. 2017).  
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g. Ouverture de la lumière intestinale et formation des microvillosités 

Au stade lima bean, alors que l’embryon commence à s’allonger, de légers trous irréguliers 

apparaissent entre les cellules intestinales au niveau de la ligne médiane (Leung et al. 1999). Visibles en 

microscopie électronique à transmission, ces espaces correspondent à la séparation des cellules de la ligne 

médiane. Ensuite, ces trous vont s’agrandir pour in fine former la lumière intestinale centrale (fig. 41A). 

Celle-ci s’étend progressivement pour atteindre une forme elliptique dans les embryons tardifs et les 

larves (fig. 41A ; (Asan et al., 2016; Bidaud-Meynard et al., 2021)). Les mécanismes de la formation de la 

lumière intestinale ne sont pas encore connus. Toutefois, des vésicules apicales ont été observées avant 

la séparation des membranes apicales et elles apparaissent continuellement au cours de la luminogénèse 

(Leung et al. 1999). Plusieurs hypothèses ont été émises quant à leur origine et leur rôle. Si ces vésicules 

apicales sont sécrétées à partir des membranes proches de la ligne médiane, leur contenu pourrait 

contribuer à la séparation des membranes en perturbant l’adhésion cellulaire ou le fluide extracellulaire. 

Si ces vésicules proviennent de la surface par endocytose, elles pourraient fonctionner en retirant des 

molécules adhésives de la surface cellulaire.  

Au stade 1.5-fold, des extensions membranaires ressemblant à des microvillosités sont observées 

en MET (fig. 41A ; (Bidaud-Meynard et al. 2021)). Elles commencent ensuite à recouvrir la surface apicale 

des entérocytes avec un motif irrégulier au stade 2.5-fold, pour in fine former la bordure en brosse 

régulière à partir du stade 3-fold (fig. 41A ; (Bidaud-Meynard et al. 2021)). Des mesures effectuées sur les 

images de MET montrent une augmentation relativement continue de la densité des microvillosités ainsi 

que de leur longueur et largeur (Bidaud-Meynard et al. 2021). Cela suggère une maturation graduelle de 

la bordure en brosse. Par ailleurs, l’augmentation progressive de la densité des microvillosités suggère une 

formation de microvillosités de novo au cours de l’embryogenèse de sorte à ce qu’elles se développent sur 

toute la surface apicale en expansion (fig. 41A ; (Bidaud-Meynard et al. 2021)). Par ailleurs, dans les larves 

C. elegans, une étude récente a mis en évidence un processus de formation de nouvelles microvillosités 

par division de microvillosités matures (Zhu et al. 2022). En effet, les microvillosités peuvent se diviser à 

partir de la pointe jusqu’à leur base ; elles adoptent alors une forme en Y (Zhu et al. 2022). La division est 

facilitée par les protocadhérines, telles que CDH-8, qui relient les microvillosités entre elles. Les larves 

mutantes cdh-8 présentent un nombre plus important de microvillosités en forme de Y.  

Les composants des microvillosités s’enrichissent à la membrane apicale au cours de la croissance 

et de la maturation des microvillosités (fig. 41B ; (Bidaud-Meynard et al. 2021), voir résultats 

complémentaires). Certains marqueurs (PLST-1, ACT-5, ERM-1, FLN-2, IFB-2) sont déjà enrichis au pôle 
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apical des entérocytes au stade lima bean, avant la formation des microvillosités. La localisation apicale 

de ces marqueurs, ainsi que celle de EPS-8, HUM-5 et MLC-5 augmente lors de la croissance des 

microvillosités à partir du stade 1.5-fold (Bidaud-Meynard et al. 2021). La localisation fine des composants 

de la bordure en brosse est précisément régulée et évolue entre la formation des microvillosités (2-fold) 

et les microvillosités matures et fonctionnelles (vie larvaire et adulte). Par exemple, dans l’intestin adulte, 

EPS-8 est située au niveau de la pointe des microvillosités, IFB-2 est localisée au niveau du réseau terminal 

et ERM-1 est exprimée tout le long des microvillosités (Bidaud-Meynard et al. 2021) (fig. 41C). La 

dynamique des protéines ERM-1, EPS-8, ACT-5 et IFB-2 a été décrite au cours de l’embryogenèse et à la 

vie larvaire et adulte (Bidaud-Meynard et al. 2021). ERM-1 et EPS-8 sont très dynamiques avant la 

formation des microvillosités, mais deviennent très stables dans les microvillosités en maturation ou 

matures (Bidaud-Meynard et al. 2021; Ramalho et al. 2020; Remmelzwaal et al. 2021). ACT-5 adopte un 

comportement dynamique qui persiste après l’éclosion (Bidaud-Meynard et al. 2021). En revanche, IFB-2 

présente un comportement beaucoup plus stable à chaque stade développemental (Bidaud-Meynard et 

al. 2021).  

h. Mouvements cellulaires influençant l’organogenèse intestinale  

i. De nombreux réarrangements cellulaires forment l’intestin mature 

Chez C. elegans, l’épithélium intestinal doit subir de nombreux réarrangements cellulaires afin de 

former un intestinal mature et fonctionnel. Au cours du lignage intestinal, le blastomère E se divise selon 

l’axe antéro-postérieur, ses cellules filles Ea et Ep se divisent selon l’axe gauche-droite et les cellules E4 se 

divisent selon l’axe antéro-postérieure (Asan et al. 2016). L’orientation de ces divisions cellulaires a une 

conséquence sur la symétrie de l’intestin en devenir. Pour simplifier la description de ces réarrangements 

cellulaires, Asan et ses collaborateurs ont choisi le stade E16 comme point de référence. Ils ont nommé 

les cellules en fonction de leur position à ce stade et se référent également au stade E20 (Asan et al. 2016). 

Cette nomenclature est ainsi différente d’une nomenclature précédente qui se référait plutôt à l’origine 

des cellules qui composent chaque anneau dans l’intestin au stade E20 (Leung et al. 1999). 

Asan et ses collaborateurs ont décrit finement le développement intestinal et les réarrangements 

cellulaires qui s’y déroulaient en filmant des embryons exprimant un marqueur membranaire spécifique 

des entérocytes (Asan et al. 2016). Ils ont utilisé ces films pour construire des reconstructions en 3D de la 

position des cellules depuis le stade E8 jusqu’au début du stade E20.  
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Figure 41 : Ouverture de la lumière formation et formation des microvillosités. 

(A) Images en microscopie électronique à transmission (MET) en vue transversale montrant la lumière 

intestinale dans les stades développementaux indiqués. (B) Localisation apicale absolue des marqueurs 

indiqués normalisée selon l’expression maximale de chaque marqueur à différents stades 
développementaux. (C) A gauche, des images en MET montre la morphologie de la bordure en brosse 

intestinale dans les embryons au stade 2-fold ou dans les jeunes larves. Au milieu, des images en super-

résolution montre la bordure en brosse d’embryons ou de larves qui coexpriment EPS-8::BFP (bleu), ERM-

1::mNG (vert) et IFB-2::wSc (rouge). A droite, les histogrammes correspondant au profil d’intensité de signal 
de ces trois marqueurs le long de la ligne grise dessinée sur les images de fluorescence. Images tirées de 

Bidaud-Meynard et al., 2021. 
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Au stade E8, l’épithélium intestinal est relativement planaire. Peu de temps avant les divisions 

entre les stades E8 et E16, les cellules de l’anneau 2/5 (futurs anneaux 2 et 5) subissent une constriction 

dorsale qui induit le repositionnement ventral de ces cellules (fig. 42 ; (Asan et al. 2016)). Dans le même 

temps, les cellules flanquant l’int2/5 migrent l’une vers l’autre pour fermer ensemble cette rangée de 

cellules désormais située ventralement. Lorsque les cellules E8 se divisent pour former l’intestin au stade 

E16, les cellules filles de l’int2/5 sont maintenues ventralement, comme leurs mères. Des données 

suggèrent que ce repositionnement ventral des cellules E8 résulte de forces générées au sein même de 

l’intestin (Asan et al. 2016). Toutefois, les mécanismes ne sont pas encore connus. Par ailleurs, il n’est pas 

décrit si le repositionnement ventral est essentiel pour former la forme finale tubulaire de l’intestin. 

Cependant, ce réarrangement cellulaire permet d’étendre la surface antérieure de l’intestin E16 de sorte 

à ce qu’il couvre entièrement la surface postérieure de la valve pharyngo-intestinale et du pharynx (Asan 

et al. 2016). Cette extension de surface dans l’axe dorso-ventrale et l’amplification de la surface de contact 

est nécessaire à la bonne polarisation des cellules du pharynx et de la valve (Asan et al. 2016). Par ailleurs, 

l’int8 se situe également ventralement.  

Alors que l’intestin au stade E16 est constitué de deux couches cellulaires distinctes, l’intestin 

mature est formé par une seule couche de cellules épithéliales. Pour se faire, des cellules intestinales 

spécifiques s’intercalent de manière orthogonale à l’axe central, de sorte à ce que toutes les cellules 

s’alignent in fine en deux rangées longitudinales (Asan et al. 2016; Leung et al. 1999). Alors que les 

entérocytes ont terminé leur polarisation, les cellules de l’int5, puis celles de l’int2, s’intercalent et se 

réalignent au sein d’un axe commun avec les autres cellules E16 (fig. 42 ; (Asan et al. 2016)). Le processus 

d’intercalation est invariant : les cellules de l’int5 s’intercalent entre les anneaux int4 et int6 tandis que les 

cellules de l’int2 s’intercalent entre les anneaux int1 et int3 (Asan et al. 2016). L’intercalation cellulaire est 

médiée par l’extension de la membrane apicale des cellules qui produit de fines protrusions latérales. 

L’intercalation de l’int2 se produit alors que l’intestin et le corps de l’embryon commencent à s’allonger 

(Asan et al. 2016).  

Après que les cellules intestinales ont terminé leur intercalation, certains anneaux intestinaux 

subissent des rotations au cours du développement du tissu. Ainsi, les anneaux int2 à int4 subissent une 

rotation dans le sens des aiguilles d’une montre (fig. 42 ; (Asan et al. 2016)). Plus tard, les anneaux int7 à 

int9 subissent également une rotation dans le sens inverse des aiguilles d’une montre (Asan et al. 2016). 

Ces évènements plus tardifs n’ont pas été caractérisés finement puisqu’ils se déroulent alors que 

l’embryon bouge au sein de sa coquille, à partir du stade 2-fold. En effet, à ce stade, les contractions 
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musculaires s’activent pour contribuer à l’élongation de l’embryon. A cause de ces mouvements, il est 

impossible de filmer le développement intestinal à partir du stade 2-fold et jusque l’éclosion.  

ii. Régulation de ces mouvements cellulaires  

Au stade E8, l’intestin est relativement planaire. Cet alignement est maintenu par VANG-1, le seul 

homologue de Strabismus/Van Gogh chez le nématode, un composant la voie de polarité planaire 

cellulaire (fig. 42 ; (Hoffmann et al. 2010)). Les embryons vang-1(null) présentent un intestin au stade E8 

non-planaire (Asan et al. 2016). Par la suite, ces embryons mutants développent un intestin E16 anormal, 

avec des défauts de l’organisation des anneaux intestinaux.  

 La voie de signalisation LIN-12Notch exerce un rôle essentiel au cours de ces réarrangements 

cellulaires (fig. 42). Tout d’abord, elle génère l’asymétrie gauche-droite observée aux stades E4 et E8. Au 

stade E4, les cellules intestinales expriment le récepteur LIN-12. Toutefois, seules les cellules du côté 

gauche de l’intestin en devenir contactent des cellules situées en-dehors de l’intestin qui exprimant le 

ligand LAG-2Delta (Asan et al. 2016). LAG-2 est exprimé par des descendants du lignage MSa. Cette 

interaction entre deux types cellulaires est requise pour induire l’organisation asymétrique et uniforme 

des entérocytes. Ainsi, des cellules non intestinales sont impliquées dans la régulation de l’asymétrie de 

l’intestin en devenir. Par ailleurs, au stade E8, l’interaction LIN-12/LAG-2 entraîne l’expression de ref-1, un 

gène cible de la voie Notch (Neves and Priess 2005). Ceci inhibe LIN-12 dans les cellules de gauche, pour 

permettre ensuite à la signalisation LIN-12 d’affecter seulement les cellules de droite au stade E16 (fig. 

42 ; (Asan et al. 2016; Neves, English, and Priess 2007; Shaye and Soto 2021)).  

La voie LIN-12 exerce également un rôle plus tardif dans un autre type de réarrangement cellulaire. 

En effet, elle régule les rotations des anneaux intestinaux int2-4, en fonctionnant avec la voie de 

signalisation UNC-5netrin (Asan et al. 2016; Hermann, Leung, and Priess 2000). En effet, la déplétion de LIN-

12 entraîne des défauts de rotations des anneaux intestinaux. Par ailleurs, cela induit également une 

position aberrante de la gonade par rapport l’intestin dans les larves et les adultes. Cette observation 

suggère que la rotation de l’intestin contribue à la morphogenèse de la gonade (Hermann et al. 2000). Par 

ailleurs, alors que les cellules de droite de l’intestin au stade E16 expriment LIN-12, les cellules de gauche 

expriment APX-1 qui est une protéine homologue du ligand Delta (fig. 42 ; pour revue : (Shaye and Soto 

2021)). APX-1 est aussi requise pour la rotation de l’intestin (Asan et al. 2016; Hermann et al. 2000; Neves 

et al. 2007). Alors que ref-1 était exprimé dans les cellules de gauche de l’intestin au stade E8, il s’exprime 
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dans les cellules de droite dans l’intestin au stade E16, en réponse à l’interaction LIN-12/APX-1 (Hermann 

et al. 2000; Neves et al. 2007). Ces interactions intercellulaires impliquant la voie Notch sont essentielles 

pour les rotations antérieures de l’intestin. Par ailleurs, la voie Wnt associée à POP-1 permet de définir les 

frontières de la rotation de l’intestin (Hermann et al. 2000). Asan et ses collaborateurs proposent que la 

rotation des anneaux int2-int4 est importante pour aligner la lumière intestinale entre les anneaux int1 et 

int2 (Asan et al. 2016).  
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Figure 42 : Des réarrangements cellulaires, notamment sous le contrôle de la voie Notch, se produisent 

pour obtenir le stade E20. 

(A) Schémas représentant l’organisation des entérocytes. Vue depuis le côté gauche (L) de l’intestin. Les 
cellules à droite sont colorées en nuance claire d’orange. Au stade E16, les cellules des anneaux int5 et int2 
s’intercalent. Le schéma montre l’intercalation de l’int2. Par la suite, les entérocytes les plus antérieurs se 
divisent pour produire le stade E18. Enfin, les cellules intestinales les plus postérieures se divisent pour 

former le stade E20. Dans le même temps, les entérocytes des anneaux int2, int3 et int4 subissent une 

rotation et l’embryon s’allonge. G : précurseurs des cellules de la lignée germinale. Schémas inspirés de 

Maduro, 2017. (B) Schémas représentant la voie LIN-12Notch asymétrique au cours du développement 

intestinal. Au stade E4, les cellules intestinales situées à gauche sont exposées au ligand de la voie Notch, 

nommé LAG-2, qui induit l’expression de la cible de LIN-12Notch, nommée REF-1, un facteur de transcription 

qui régule négativement LIN-12. Au stade E16, seules les cellules intestinales situées à droite expriment LIN-

12 de sorte à ce que APX-1, un deuxième signal LIN-12Notch, puisse induire l’expression de REF-1 

spécifiquement dans ces cellules. Au stade E8, les précurseurs des anneaux int2 et int5 sont déplacés 

ventralement. Pendant la division de E8 à E16, les précurseurs des paires int7/int8 se divisent le long de l’axe 
dorso-ventral. Cela crée un intestin formé de deux couches de cellules au stade E16 qui inclue également le 

précurseur des cellules de la lignée germinale (G). Les axes sont indiqués : axe antéro-postérieur (a/p), 

gauche-droite (r/l) et dorso-ventral (d/v). Schémas inspirés de Shaye and Soto, 2021. 
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IV. Rôles des protéines kinases LKB1 et PAR-4 

Ma thèse est focalisée sur le décryptage du rôle de PAR-4 dans l’intestin de C. elegans. PAR-4 est 

l’homologue de LKB1 chez le nématode. Les parties suivantes détailleront certains rôles décrits pour les 

protéines PAR-4/LKB1 ainsi que leurs homologues chez la souris, le xénope ou encore la drosophile. Je me 

focaliserai sur certaines fonctions pertinentes pour mon projet de recherche et n’établirai donc pas de 

liste exhaustive de leurs nombreux rôles décrits dans la littérature.  

1. Lkb1 fonctionne au sein d’un complexe protéique 

Chez l’être humain, avec son locus situé sur le chromosome 19p, le gène lkb1 code pour une 

protéine qui comporte 433 acides aminés. Il s’agit d’une protéine sérine/thréonine kinase (Hemminki et 

al. 1998). Son domaine catalytique avec une activité kinase s’étend des résidus 49 à 309 (fig. 42). A 

l’origine, la protéine LKB1 a été identifiée dans le foie fœtal humain, d’où son appellation « LKB1 » pour 

« liver kinase B1 ». En parallèle, d’autres chercheurs ont mis en évidence cette même protéine et l’ont 

nommé STK11 (serine/threonine-protein kinase 11) (Jenne et al. 1998).  Des analyses de comparaison de 

séquences ont montré que le domaine kinase de la protéine PAR-4 du nématode présente une homologie 

avec Lkb1 chez Drosophila melanogaster (44% d’identité, (Martin and St Johnston 2003)), XEEK1 chez le 

xénope, LKB1 chez l’être humain et LKB1 chez la souris (42% d’identité pour chacune des protéines, (Watts 

et al. 2000)).  

 

Chez l’être humain et la souris, le gène lkb1 est exprimé à différents niveaux dans de nombreux 

tissus fœtaux et adultes (foie, sein, ovaires, poumons, colon, intestin grêle, placenta…) (Hemminki et al. 

1998; Rowan et al. 2000). Les transcrits lkb1 ont aussi été détectés dans les testicules chez l’être humain 

(Rowan et al. 2000). Le pancréas, le foie et le muscle squelettique présentent des niveaux élevés de LKB1. 

Toutefois, les niveaux d’expression de lkb1 sont globalement plus élevés dans le fœtus que chez les 

 

Figure 43: Schéma de la protéine LKB1 humaine. 
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adultes, avec des niveaux fœtaux particulièrement élevés dans l’intestin grêle et l’estomac (Rowan et al. 

2000). Ce motif d’expression suggère un rôle de LKB1 dans le développement fœtal et le maintien du 

tractus gastrointestinal.  

LKB1 est exprimée dans l’épithélium intestinal chez l’être humain et la souris (Karuman et al. 

2001). Comment est-elle localisée dans ce tissu ? L’épithélium intestinal est un tissu qui adopte une 

structure très organisée avec les cellules souches localisées au niveau des cryptes ; celles-ci donnent 

naissance à l’ensemble des cellules intestinales qui migrent vers la pointe des villosités (Potten 1998). 

Ainsi, la position d’une cellule épithéliale le long de la villosité indique son âge et son état de 

différenciation. Les cellules apoptotiques sont trouvées principalement au niveau des cryptes mais aussi à 

la pointe des villosités où les cellules épithéliales meurent lors de l’auto-renouvellement cellulaire et sont 

évacuées dans la lumière intestinale. Par exemple, la durée de vie moyenne d’un entérocyte est de 

quelques jours (pour revue : (Beumer and Clevers 2021)). Des expériences d’immunomarquage de LKB1 

ont révélé une localisation différentielle au sein de l’épithélium intestinal (Karuman et al. 2001). LKB1 est 

localisée en fonction d’un gradient bimodal avec une expression élevée au sein des noyaux des cryptes et 

du cytoplasme des plus anciennes cellules épithéliales à la pointe des villosités (fig. 44). Son expression est 

 

Figure 44 : Expression de LKB1 dans l’intestin grêle. 

Les cellules souches intestinales se divisent au niveau des cryptes. Leurs descendants se différencient à mesure 

qu’ils migrent vers les villosités sur une période de 3 à 5 jours. Une sous-population de cellules intestinales, 

notamment les cellules de Paneth, migrent vers la base de la crypte. Près de la pointe des villosités, les cellules 

s’extrudent dans la lumière intestinale ou subissent une apoptose. Des cellules apoptotiques sont également 
trouvées dans les cryptes. LKB1 est détectée dans les cellules au niveau des cryptes ainsi que dans les cellules 

épithéliales près de la pointe des villosités, avec un niveau d’expression élevé dans les cellules qui meurent. Sur 
le schéma, les nuances de couleur les plus sombres correspondent aux niveaux élevés de LKB1. Schéma tiré de 

(Yoo et al. 2002).  
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la plus élevée au niveau des cellules intestinales en apoptose, suggérant un rôle dans ce processus 

(Karuman et al. 2001). 

Dans les cellules de mammifères, de nombreuses études démontrent que la protéine LKB1 peut 

être localisée dans le noyau ou le cytoplasme. En effet, la protéine LKB1 possède une séquence de 

localisation nucléaire (NLS) au niveau de la région non-catalytique N-terminale (résidus 38-42 ; fig. 43). Le 

NLS est reconnu par l’importine-α qui induit la translocation nucléaire de LKB1 (pour revues : (Alessi, 

Sakamoto, and Bayascas 2006; Jansen et al. 2009). La localisation de LKB1 a été décrite dans de 

nombreuses études utilisant des systèmes de surexpression dans des cellules de mammifère. Lorsqu’elle 

est surexprimée dans les cellules de mammifère, sa localisation est principalement nucléaire, avec une 

faible fraction au sein du cytoplasme. La mutation du signal de localisation nucléaire entraîne une 

localisation homogène de LKB1 dans les cellules. Toutefois, la protéine LKB1 mutée sur ce NLS possède 

toujours la capacité de supprimer la croissance cellulaire, suggérant que LKB1 cytosolique exerce un rôle 

important dans ses propriétés de suppresseur de tumeur (pour revue : (Jansen et al. 2009)). Des analyses 

d’interaction protéique dans les cellules de mammifères ont révélé que LKB1 fonctionne au sein d’un 

complexe tripartite avec deux autres protéines : la pseudokinase STRADα (STED20- related adaptor alpha) 

et la protéine MO25 (mouse protein 25). La pseudokinase STRADα ne s’autophosphoryle pas et n’est pas 

capable de phosphoryler des substrats à cause des nombreuses mutations inactivatrices qu’elle porte dans 

son domaine catalytique (Baas et al. 2003; Jansen et al. 2009). L’interaction de LKB1 avec STRADα et MO25 

augmente son exportation hors du noyau. STRADα transporte LKB1 jusque dans le cytoplasme en se liant 

aux facteurs d’exportations tels que CRM1 ou Exportin7. Ainsi, STRADα maintient LKB1 dans le cytoplasme 

en établissant une compétition avec l’importine-α pour la liaison du NLS de LKB1 (Dorfman and Macara 

2008). De plus, STRADα et MO25 augmentent drastiquement l’activité kinase de LKB1 (Baas et al. 2003; 

Boudeau et al. 2003). A l’inverse, en absence de ces deux protéines partenaires, l’activité kinase de LKB1 

est extrêmement réduite (Hawley et al. 2003). La cristallisation de la structure du complexe tripartite 

LKB1/STRADα/MO25 a révélé des données supplémentaires sur la formation de celui-ci (Milburn et al. 

2004; Zeqiraj et al. 2009). STRADα lie LKB1 en tant que pseudokinase et médie sa conversion en 

conformation active tandis que MO25 est requise pour stabiliser la conformation active de la boucle 

d’activation de LKB1. Toutefois, aucune donnée structurelle n’est connue actuellement concernant les 

domaines N et C-terminaux de la protéine LKB1.  

Le substrat principal de LKB1 est la protéine AMPK (AMP-activated protein kinase). Il s’agit du 

régulateur majeur du métabolisme énergétique cellulaire avec des dizaines de cibles en aval. Cette 
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protéine contribue au maintien de la balance énergétique intracellulaire. AMPK est activée par n’importe 

quel stress cellulaire entraînant la déplétion de l’ATP dans la cellule (pour revue : (Jansen et al. 2009). Des 

études in vitro ont montré que LKB1 est capable de phosphoryler directement AMPK au niveau de sa 

boucle régulatrice. En présence de ses interacteurs STRADα et MO25, la capacité de LKB1 à phosphoryler 

AMPK est fortement augmentée (d’un facteur de 100) (pour revue : (Jansen et al. 2009). Ainsi, LKB1 exerce 

un rôle majeur dans la régulation du métabolisme cellulaire. Cette fonction a été démontrée dans des 

cellules de mammifère, chez la souris, mais aussi dans d’autres organismes modèles tels que la drosophile 

ou le nématode (Jansen et al., 2009; Lee et al., 2007; Narbonne and Roy, 2008; Shackelford and Shaw, 

2009). Par ailleurs, LKB1 est capable de phosphoryler in vitro 12 autres protéines kinases de la même 

famille que AMPK (Lizcano et al. 2004) : elle est depuis lors considérée comme une « master kinase ». 

Parmi ces effecteurs, LKB1 est notamment capable de phosphoryler les protéines MARK1-4 

(MAP/microtubule affinity regulating kinase), dont le membre MARK-3 est l’homologue de la protéine 

kinase PAR-1 chez le nématode (Lizcano et al. 2004).  

2. Les fonctions cellulaires des protéines LKB1/PAR-4 

Depuis les cellules humaines jusqu’au nématode, de nombreuses études ont révélé les multiples 

fonctions cellulaires des protéines LKB1/PAR-4 dans des processus divers tels que le métabolisme 

cellulaire, la polarité, la division asymétrique, la régulation du cycle cellulaire, de la prolifération cellulaire 

ou encore de l’apoptose. Je vais détailler dans les paragraphes suivants quelques-uns de ces rôles.  

a. Polarisation cellulaire et division asymétrique 

i. Découverte de la protéine PAR-4 chez le nématode 

Avant de découvrir le rôle majeur de LKB1 dans la régulation du module AMPK, LKB1 était connue 

pour sa fonction dans la régulation de la polarisation cellulaire dans les organismes modèles. En effet, la 

protéine homologue à LKB1 chez C. elegans est la protéine kinase PAR-4. Cette dernière a été mise en 

évidence via des cribles génétiques effectués en 1988 par Ken Kemphues et James Priess chez le zygote 

du nématode (Kemphues et al. 1988). Ces cribles se focalisaient sur la recherche de mutations induisant 

une létalité embryonnaire précoce chez le nématode. Les embryons de C. elegans effectuent normalement 

des divisions asymétriques successives nécessaires à la viabilité embryonnaire. La première mitose de 

l’embryon produit deux blastomères différents : un blastomère antérieur volumineux nommé AB et un 
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blastomère postérieur plus petit appelé P1 (fig. 45). Les cribles génétiques ont révélé une famille de six 

gènes dont la mutation induit une létalité embryonnaire et des défauts de répartition des déterminants 

cytoplasmiques (Kemphues et al. 1988). Ces gènes ont été nommés par pour « partitioning defective ». 

Dans cette famille, les protéines PAR-4 et PAR-1 sont des protéines kinases sérine thréonine, PAR-5 est un 

membre de la famille des protéines 14-3-3, PAR-3 et PAR-6 contiennent des domaines PDZ suggérant qu’ils 

jouent un rôle de protéines échafaudage et enfin, PAR-2 possède un domaine RING qui suggère une 

fonction dans la voie de signalisation d’ubiquitination (pour revue : (Goldstein and Macara 2007)). Alors 

que les autres protéines PAR sont conservées, PAR-2 est spécifique au nématode. Ces protéines PAR sont 

recrutées dans différents contextes de polarisation cellulaire telles que la division cellulaire asymétrique 

ou la migration cellulaire. Elles ont un rôle essentiel dans l’établissement de la polarité dans l’embryon 

précoce du nématode. Dans l’embryon une-cellule du nématode, les protéines PAR-3 et PAR-6, en 

complexe avec la protéine kinase PKC-3, sont localisées au cortex du pôle antérieur tandis que les 

protéines PAR-1 et PAR-2 sont ségrégées au cortex du pôle postérieur (fig. 45,46A). Cette ségrégation 

asymétrique est maintenue grâce à une inhibition réciproque par phosphorylation des protéines aux deux 

pôles cellulaires (pour revues : (Goldstein and Macara, 2007; Griffin, 2015)). Par ailleurs, les cribles 

génétiques chez les embryons précoces du nématode ont montré que les protéines PAR étaient également 

impliquées dans la ségrégation du complexe ribonucléoprotéique des granules P, normalement enrichis 

au pôle postérieur dans le lignage P de l’embryon (fig. 46A).  

 

 

 

Figure 45 : Les protéines PAR sont polarisées dans le zygote. 

Dans le zygote, les protéines PAR-3/PAR-6/PKC-3 (rouge) sont enrichies au cortex antérieur tandis que les 

protéines PAR-1 et PAR-2 (bleu) sont localisées au cortex postérieur. La ségrégation des protéines PAR promeut 

la division asymétrique du zygote qui produit une cellule antérieure volumineuse AB et une cellule postérieure 

plus petite P1. Schéma tiré de (Dewey, Taylor, and Johnston 2015). 
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ii. Rôle de PAR-4 dans la ségrégation de facteurs dans l’embryon précoce 

 

Figure 46 : Ségrégation des déterminants corticaux et cytoplasmiques depuis la fécondation jusqu’au stade 8-

cellules du nématode. 

(A) La fécondation s’effectue le plus souvent à l’opposé des sites d’émission des globules polaires et se manifeste 

par une vague calcique depuis le point d’entrée du spermatozoïde qui définit le pôle postérieur du zygote et du 
futur embryon. Après la fécondation, un flux du cytosquelette d’actomyosine se propagent depuis le pôle 
antérieur de l’embryon vers le pôle postérieur, conduisant à la distribution asymétrique des protéines de polarité 

PAR (Chartier et al. 2011; Pacquelet et al. 2015). Après clivage, au stade 2-cellules, PAR-3/PAR-6/PKC-3 sont 

enrichies au pôle antérieur tandis que PAR-1 et PAR-2 sont localisées au cortex postérieur. En parallèle, les 

protéines MEX-5 et MEX-6 sont ségrégées au pôle antérieur tandis que les complexes ribonucléiques des granules 

P s’enrichissent au pôle postérieur, de même que l’inhibiteur de la transcription PIE-1. Au stade 8-cellules, le 

récepteur de Notch GLP-1 est exprimé dans les blastomères antérieurs tandis que les granules P et PIE-1 sont 

spécifiquement ségrégés dans le blastomère P3. Schéma tiré de (Sardet et al. 2004). (B) Au stade 2- et 4-cellules, 

MEX-3 (vert) est enrichie dans les blastomères antérieurs. Au stade 4-cellules, GLP-1 (violet) est enrichie dans les 

blastomères antérieurs tandis que les noyaux de P2 et EMS contiennent SKN-1 (bleu) et PAL-1 (rouge). Au stade 

8-cellules, PAL-1 est ségrégée dans les descendants de P2 et EMS. Schéma adapté de (Bowerman et al. 1997) 
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Au contraire des protéines PAR-1, PAR-2, PAR-3 et PAR-6, la protéine PAR-4 n’est pas localisée de 

manière asymétrique dans le zygote. En effet, des observations en immunofluorescence ont montré 

qu’elle est enrichie dans le cytoplasme avec un faible signal au cortex dans les ovocytes et les zygotes. Au 

stade 2- et 4-cellules, le signal PAR-4 devient plus fort au cortex, en particulier au niveau des contacts 

cellules-cellules, et persiste à cette localisation dans tous les blastomères le long de l’embryogenèse 

précoce (Watts et al. 2000). PAR-4 est également enrichie dans la gonade. Par ailleurs, la protéine PAR-4 

de C. elegans ne possède pas de NLS, et contrairement à la protéine humaine, n’a jamais été observée 

dans le noyau (Watts et al. 2000).  

Plusieurs mutations du gène PAR-4 ont été décrites dans la littérature (Morton, Roos, and 

Kemphues 1992; Watts et al. 2000) : une mutation nulle avec l’allèle it75, des mutations thermosensibles 

dans les allèles it47 ou it57 ou encore des mutations faux sens pour les allèles it33 et it88. Toutes ces 

mutations concernent le domaine kinase. Comme elles induisent un phénotype similaire à la déplétion de 

PAR-4 par interférence à l’ARN, ces mutations sont considérées comme des pertes de fonction (Watts et 

al. 2000). En particulier, la mutation thermosensible par-4(it47) porte une mutation ponctuelle au sein du 

domaine kinase près de la boucle catalytique (ATT → AGT) ce qui induit un changement d’acide aminé en 

position 290 de la protéine (isoleucine → sérine) (Watts et al. 2000). Au stade zygote, les embryons PAR-4 

se divisent de façon légèrement moins asymétrique que les embryons contrôles (fig. 47A) (Pacquelet et 

al. 2015). Surtout, ils présentent un défaut de ségrégation des granules P (Kemphues et al. 1988; Morton 

et al. 1992). Ces derniers sont normalement ségrégés spécifiquement dans le lignage P, donc dans les 

blastomères postérieurs nommés P1, P2, P3, correspondant aux précurseurs de la lignée germinale. Dans 

les embryons PAR-4, les granules P sont anormalement distribués de manière uniforme dans tous les 

blastomères embryonnaires (fig. 47B) (Kemphues et al. 1988; Morton et al. 1992). Dans ce cas, la lignée 

germinale ne peut pas se différencier normalement : les vers adultes sont alors stériles. Ainsi, PAR-4 exerce 

un rôle dans la ségrégation asymétrique de ces facteurs spécifiques de la lignée germinale.  

En plus des granules P, la perte de fonction de PAR-4 induit également une ségrégation anormale 

d’autres facteurs maternels tels que SKN-1, PAL-1, MEX-5 ou GLP-1 (fig. 47C-F). Le facteur de transcription 

SKN-1 joue un rôle crucial dans la spécification intestinale, mais active également un signal Notch qui 

permet aux descendants de ABa de produire des cellules du pharynx (Shelton and Bowerman 1996). GLP-

1 est un récepteur Notch requis dans les descendants de ABa pour répondre au signal induit par SKN-1 

(Crittenden et al. 1997). PAL-1 permet la spécification du blastomère C mais aussi de la cellule E (Hunter 
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and Kenyon 1996; Maduro, Kasmir, et al. 2005). MEX-3 est une protéine se liant aux ARN requise pour 

empêcher la synthèse des transcrits pal-1 dans les blastomères antérieurs de l’embryon précoce (Draper 

et al. 1996; Hunter and Kenyon 1996). Au stade 4-cellules, les cellules P2 et EMS des embryons par-4 ont 

un signal SKN-1 similaire à celui des embryons contrôles (fig. 46B, 47C) (Bowerman, Ingram, and Hunter 

 

Figure 47 : Phénotype des embryons mutants par-4 aux stades 2-, 4- et 8-cellules. 

(A) Images en DIC d’embryons contrôle et par-4 une-cellule en cours de division. La ligne pointillée orange 

correspond au centre de l’embryon, les flèches indiquent la position du sillon de division. Dans les embryons par-4, 

la division est légèrement moins asymétrique par rapport aux contrôles. Image adaptée de (Pacquelet et al. 2015). 

(B) Images d’embryons contrôle et par-4 au stade 8-cellules immunomarqués pour les granules P. Tandis qu’ils 
sont restreints aux cellules du lignage P dans les embryons contrôles, les granules P sont dispersés dans l’ensemble 
de l’embryon des embryons par-4. Image adaptée de (Morton et al. 1992). (C-E) Images d’embryons contrôles et 
par-4 au stade 4-cellules immunomarqués pour SKN-1 (C), PAL-1 (D) et MEX-3 (E) et l’ADN (DAPI). (F) Schéma 
représentant la distribution asymétrique des facteurs maternels MEX-3 (vert), GLP-1 (violet), SKN-1 (bleu) et PAL-

1 (rouge) dans les embryons contrôles et par-4 au stade 4-cellules. (C-F) Images adaptées de (Bowerman et al. 

1997). 
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1997). Toutefois, GLP-1 se retrouve localisée dans les quatre blastomères alors qu’elle n’est enrichie 

normalement que dans les blastomères antérieurs (fig. 46B, 47F) (Bowerman et al. 1997; Crittenden et al. 

1997). Au même stade, la protéine PAL-1 est absente des embryons par-4 alors qu’elle est localisée dans 

les quatre blastomères dans les embryons contrôles (fig. 46B, 47D) (Bowerman et al. 1997). De plus, dans 

les embryons par-4, MEX-3 est fortement exprimée dans le cytoplasme des quatre blastomères au stade 

4-cellules alors qu’elle ne l’est normalement que dans les blastomères antérieurs ABa et ABp (fig. 46B, 

47E) (Bowerman et al. 1997). En outre, les protéines MEX-5 et MEX-6, normalement exprimées au pôle 

antérieur du zygote (fig. 46A), deviennent uniformément localisées dans le zygote lors de la perte de 

fonction de PAR-4 (Tenlen et al. 2008).  

Par ailleurs, il a été également décrit que les embryons par-4 ne présentent pas de cellules 

intestinales différenciées (Kemphues et al. 1988; Morton et al. 1992). Dans les embryons contrôles de 

C. elegans, la présence d’entérocytes différenciés peut être mise en évidence simplement en observant la 

présence de granules intestinaux biréfringents. Ces granules sont absents dans les embryons mutants 

par-4. Cependant, les marqueurs de spécification intestinale tels que les facteurs END-1,3 n’ont pas été 

étudiés. De plus, les embryons par-4 ne s’allongent pas (Morton et al. 1992). Ainsi, PAR-4 exerce un rôle 

dans la différenciation du lignage intestinal, ainsi qu’une fonction dans la ségrégation de certains facteurs 

maternels (GLP-1, MEX-3, PAL-1, granules P) (fig. 47B-F). Tous les phénotypes décrits ci-dessus ont été 

caractérisés suite à la perte de fonction de PAR-4 dès l’ovogenèse, affectant la contribution maternelle 

des différents facteurs.  

Par ailleurs, PAR-4 régule également la contractilité du cytosquelette d’actomyosine au cours de 

la polarisation et de la cytocinèse du zygote (Chartier et al. 2011; Pacquelet et al. 2015). Dans ce processus, 

elle agit via la protéine kinase PIG-1, l’homologue de MELK (Maternal Embryonic Leucine zipper Kinase) 

chez C. elegans (Pacquelet et al. 2015).  

iii. Dans le nématode, PAR-4 agit ou non en complexe avec STRD-1 

Chez le nématode, l’activité de PAR-4 peut nécessiter ou non une interaction avec son partenaire 

STRD-1, l’homologue de STRAD. La pseudokinase est enrichie au cortex cellulaire de l’embryon précoce ; 

PAR-4 est requise pour cette localisation tandis que STRD-1 n’est pas nécessaire à la localisation corticale 

de PAR-4 (Narbonne et al. 2010). En 2010, Narbonne et ses collaborateurs ont testé les fonctions de PAR-4 

qui requièrent STRD-1 (Narbonne et al. 2010). Ils ont en particulier trouvé que STRD-1 est nécessaire dans 
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la lignée germinale pour permettre à PAR-4 de phosphoryler l’AMPK et ainsi d’induire la quiescence des 

cellules souches germinales (GSC) en cas de stress environnemental (Narbonne et al. 2010).  

En outre, PAR-4 agit également avec STRD-1 pour réguler la division cellulaire asymétrique des 

neuroblastes (Chien et al. 2013). Les divisions des neuroblastes produisent deux cellules filles de taille 

différente et de destin cellulaire distincts : une petite cellule est destinée à mourir par apoptose tandis 

que la deuxième, plus large, deviendra un précurseur neuronal (Chien et al. 2013).  Dans les mutants PAR-4 

et strd-1, les cellules filles des neuroblastes présentent une taille équivalente. Toutefois, les déterminants 

du devenir cellulaire sont ségrégés normalement et une des cellules filles subit bien une apoptose. Dans 

cette régulation, PAR-4, avec STRD-1, agit via la protéine kinase PIG-1MELK (Chien et al. 2013).  

Par ailleurs, au cours du développement embryonnaire du nématode, PAR-4 exerce un rôle dans 

la régulation d’un processus de mort cellulaire distinct de l’apoptose caspase-dépendante (Denning, 

Hatch, and Robert Horvitz 2012). En effet, le lignage de C. elegans a montré que certaines cellules meurent 

de manière stéréotypée au cours du développement embryonnaire (Sulston et al. 1983). Cette mort 

cellulaire programmée a révélé le processus d’apoptose dépendant des caspases. Toutefois, de façon 

surprenante, une étude a révélé qu’une partie de ces cellules subissent un processus d’extrusion hors des 

épithélia (Denning et al. 2012). PAR-4 régule cette mort cellulaire en agissant en complexe tripartite avec 

STRD-1 et MOP-25, les homologues de STRAD et Mo25 chez le nématode. PAR-4 agit via la protéine kinase 

PIG-1 qui promeut le détachement cellulaire en empêchant l’expression de molécules d’adhésion cellulaire 

à la surface de ces cellules destinées à mourir (Denning et al. 2012).  

En revanche, le bon déroulement des deux premières divisions embryonnaires, la localisation des 

granules P ou la phosphorylation de MEX-5 sont des processus indépendants de STRD-1. Il est intéressant 

de noter que l’ensemble de ces derniers processus impliquent la kinase PAR-1 dont la phosphorylation par 

PAR-4 est également indépendante de STRD-1 (Narbonne et al. 2010). L’ensemble de ces observations 

suggèrent que STRD-1 pourrait être requise pour les fonctions de PAR-4 impliquant la régulation de AMPK 

ou PIG-1 mais pas pour celles impliquant PAR-1.  
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iv. Fonctions de PAR-4/LKB1 dans des contextes différents de C. elegans 

1) Chez la drosophile 

Chez la drosophile, de nombreuses études ont caractérisé des fonctions de LKB1 dans la régulation 

de la polarité et de la division asymétrique dans différents contextes cellulaires.  

 

Par exemple, la protéine LKB1 est impliquée dans la polarité de l’ovocyte (Martin and St Johnston 

2003). L’axe antéro-postérieur de la drosophile est spécifié au cours de l’ovogénèse. Un gradient antéro-

postérieur de microtubules au sein de l’ovocyte permet la localisation asymétrique de certains transcrits 

(fig. 48), tels que bicoid au pôle antérieur et oskar au pôle postérieur (Martin and St Johnston 2003). Les 

mutants lkb1 ne présentent pas de cytosquelette de microtubules polarisé, ce qui empêche la localisation 

asymétrique de bicoid et oskar (fig. 48), et par conséquent, l’établissement de l’axe antéro-postérieur 

 

Figure 48 : La polarité de l’ovocyte de drosophile est perturbée dans les mutants lkb1.  

(A, C, E, G, I) Ovocytes contrôles. (B, D, F, H, J) Ovocytes mutants lkb1. (A,B) Hybridation in situ de l’ARNm oskar. 

Au contraire du contrôle, le transcrit oskar ne s’accumule pas au pôle postérieur de l’ovocyte. (C,D) Hybridation 

in situ fluorescente de l’ARNm bicoid. (E,F) Marquage de la β-tubuline. (G,H) Localisation de la kinésine-β-gal, 

détectée avec un anticorps dirigé contre β-gal. (I-J) Superposition des canaux de kinésine-β-gal (rouge) et GFP-

Staufen (vert). Images tirées de Martin and St Johnston, 2003. 
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(Martin and St Johnston 2003). Dans l’ovocyte, LKB1 est localisée au cortex cellulaire par prénylation. En 

effet, LKB1 présente un motif de prénylation en C-terminal qui est nécessaire pour sa localisation à la 

membrane plasmique. La mutation de ce site résulte en l’accumulation cytoplasmique de LKB1. Par 

ailleurs, cette localisation corticale de LKB1 est essentielle à sa fonction puisque la surexpression d’une 

forme mutée pour ce site de LKB1 ne permet pas de sauver le phénotype de déplétion de LKB1 (Martin 

and St Johnston 2003). Par ailleurs, cette étude révèlent également que les cellules folliculaires des clones 

mutants pour lkb1 montrent des défauts de polarité (Martin and St Johnston 2003). Dans les clones lkb1 

les plus sévèrement affectés, la monocouche folliculaire est désorganisée avec les cellules mutantes qui 

s’arrondissent et « sortent » en-dehors de l’épithélium. Les clones à la morphologie similaire aux contrôles 

montrent des défauts de la localisation apicale de aPKC et Armadillo, qui deviennent alors diffuses ou 

 

Figure 49 : LKB1 est requise pour la formation du fuseau de division et la division asymétrique des neuroblastes 

chez la drosophile.   

(A) Morphologie du fuseau des neuroblastes dans un contrôle et un mutant lkb1. Les cellules sont marquées pour 

la tubuline (Tub, vert), l’ADN (bleu) et la centrosomine (rouge). (B) Fuseau des neuroblastes dans un contrôle et 

un mutant lkb1. Chez le contrôle, il existe un axe long (a) et un axe court (b). Cette asymétrie est perdue dans les 

mutants lkb1. Barre d’échelle : 5 µm. (C) Marquage de la tubuline (vert), de l’ADN (bleu) et de Bazooka ou Par-6 

(rouge) dans des neuroblastes contrôles ou mutants lkb1. Images adaptées de Bonaccorsi et al., 2007.  
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localisées ectopiquement le long des membranes latérales (Martin and St Johnston 2003). La 

surexpression de la protéine LKB1 sauvage dans les clones mutants lkb1 sauve le phénotype dans les 

cellules folliculaires. Ainsi, LKB1 est requise pour la polarité cellulaire des cellules de l’épithélium 

folliculaire chez la drosophile (Martin and St Johnston 2003). 

Par ailleurs, LKB1 régule également la division asymétrique des neuroblastes chez la drosophile au 

stade larvaire (fig. 49) (Bonaccorsi et al. 2007). En tant que cellule souche neurale, le neuroblaste se divise 

pour former deux cellules filles de tailles différentes : une cellule large qui conserve l’identité du 

neuroblaste et une cellule plus petite qui sera amené à se différencier en neurone ou cellule gliale 

(Bonaccorsi et al. 2007). Comme le zygote de C. elegans, les neuroblastes sont polarisés avec au pôle apical 

le complexe Par (Par6, aPKC et Bazooka) et au pôle basal les déterminants de polarité Prospero, Numb, 

Brat et Miranda. Ainsi, l’orientation du fuseau mitotique est essentielle pour garantir la ségrégation 

correcte des déterminants d’identité dans les cellules filles issues de la division des neuroblastes. Les 

mutations de lkb1 perturbent l’assemblage du fuseau mitotique, ce qui génère la formation de cellules 

polyploïdes (Bonaccorsi et al. 2007). En effet, le fuseau mitotique des mutants lkb1 est plus court et 

composé d’une densité plus faible en microtubules (fig. 49A). De plus, les mutations de lkb1 perturbent 

également l’asymétrie de la division du neuroblaste (fig. 49B) ; l’asymétrie de taille est moins présente, ce 

qui induit la formation d’une cellule fille neuroblaste plus petite que chez les contrôles (Bonaccorsi et al. 

2007). Par ailleurs, la perte de fonction de LKB1 affecte la localisation de Miranda au pôle basal et du 

complexe Bazooka/Par6/aPKC au pôle apical (fig. 49C) (Bonaccorsi et al. 2007). Ainsi, LKB1 est requise pour 

la polarité et la division asymétrique des neuroblastes de la drosophile. Des expériences en 

immunofluorescence ont révélé que LKB1 est localisée dans le noyau et le cytoplasme des neuroblastes 

au cours de l’interphase des cellules neurales larvaires, dans uniquement dans le cytoplasme en cours de 

mitose (Bonaccorsi et al. 2007).  

Un autre rôle de LKB1 a été décrit dans la régulation de la polarité apico-basale dans l’œil de la 

drosophile (Amin et al. 2009). Au cours du développement des photorécepteurs, la perte de LKB1 n’affecte 

pas l’établissement de la polarité mais induit un remodelage de la polarité : les protéines apicales aPKC et 

Par6 diffusent vers le pôle basal tandis que Arm s’étend vers la membrane basolatérale (Amin et al. 2009). 

Les mutants lkb1 présentent également des jonctions plus longues et variables en longueur, avec parfois 

deux jonctions par cellule (Amin et al. 2009). Ainsi, LKB1 contrôle la longueur des jonctions dans 

l’épithélium de l’œil de la drosophile.  
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Par ailleurs, la déplétion de LKB1 est létale au stade embryonnaire ; les mutants ne se développent 

jamais en larves. Cela indique que LKB1 est critique au développement embryonnaire chez la drosophile. 

Dans les embryons lkb1, de nombreux défauts de polarité sont observés dans les épithélia (Lee et al. 2007). 

En effet, le marqueur apical Bazooka et le marqueur de jonctions Arm perdent leur localisation strictement 

apicale et sont retrouvées au niveau des surfaces cellulaires basolatérales (Lee et al. 2007). De plus, le 

marqueur basolatéral Dlg est également distribué de manière irrégulière à travers les épithélia des 

embryons mutants lkb1. Le marquage de l’actine montre que l’épithélium de ces embryons contient de 

nombreuses cellules non polarisées arrondies qui ont perdu contact avec les tissus sous-jacents (Lee et al. 

2007). Par ailleurs, les disques imaginaux des mutants lkb1 montrent des défauts d’organisation épithéliale 

avec des structures riches en actine ectopique à la région basolatérale (Lee et al. 2007). Dans ces contextes, 

la protéine AMPK est un médiateur essentiel de LKB1 afin de contrôler la polarité épithéliale dans 

l’embryon de la drosophile (Lee et al. 2007).  

2) Dans les cellules épithéliales en culture 

En plus des organismes modèles, la protéine LKB1 a également été caractérisée en tant que 

régulatrice de la polarité au sein de cellules épithéliales de mammifère.  

En 2004, Baas et ses collaborateurs ont publié une étude démontrant un rôle de LKB1 dans la 

polarisation de cellules épithéliales intestinales en culture (Baas et al. 2004). Ils ont généré une lignée 

cellulaire issue de cellules épithéliales du colon, permettant la surexpression de STRAD via un système 

d’induction à la doxycyline (Baas et al. 2004). Cette lignée, nommée LS174T-W4, est constituée de cellules 

isolées à cause d’une mutation pour la E-cadhérine. Ainsi, ils ont créé un modèle de suractivation de LKB1 

dans des cellules non polarisées en culture (Baas et al. 2004). Dans ce système, ils ont testé l’effet de la 

suractivation de LKB1 sur la polarité des cellules. En conditions normales, le cytosquelette d’actine dans 

cette lignée cellulaire est localisé aux points focaux d’adhésion, aux fibres de stress ainsi qu’au cortex 

cellulaire (Baas et al. 2004). L’induction de l’expression de STRAD, et donc la suractivation de LKB1, 

entraîne une réorganisation complète du cytosquelette d’actine qui s’accumule à un pôle cellulaire et 

forme des structures similaires à des microvillosités, visibles en microscopie électronique (fig. 50A-B) (Baas 

et al. 2004). La villine, constituant de la bordure en brosse chez les mammifères, se retrouve localisée au 

niveau de ces structures (fig. 50A). De plus, l’activation de LKB1 permet un tri sélectif de marqueurs 

membranaires au pôle apical ou basolatéral (Baas et al. 2004). Ainsi, LKB1 est suffisante pour induire la 

polarisation complète de cellules épithéliales intestinales isolées en culture.  
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Des études suivantes ont caractérisé la voie de signalisation par laquelle LKB1 agit, quand elle est 

suractivée, pour induire la formation d’une bordure en brosse apicale (Gloerich et al. 2012; ten Klooster 

et al. 2009). La fonction de LKB1 dans la polarisation des cellules intestinales en culture LS174T-W4 

nécessite son partenaire Mo25, en plus de STRAD qui est surexprimé dans ce système cellulaire ((ten 

Klooster et al. 2009). Par ailleurs, la suractivation de LKB1, au sein du complexe tripartite avec STRAD et 

Mo25, active une cascade de signalisation pour in fine phosphoryler l’ezrine et induire la formation de 

microvillosités (fig. 50C). La polarisation apico-basale induite par LKB1 résulte en la distribution 

asymétrique de composants cellulaires, notamment de lipides membranaires (Gloerich et al. 2012). Au 

pôle apical, les lipides PIP(4,5)P2 servent de plateforme polarisée pour localiser des complexes de 

signalisation à la membrane. Cela entraîne la génération d’acide phosphatidique (PA) localement qui active 

une cascade de signalisation impliquant la protéine Rap2A (Rap small G protein) et la protéine kinase Mst4 

qui phosphoryle directement l’ezrine (fig. 50C), permettant la formation de microvillosités (Gloerich et al. 

2012; ten Klooster et al. 2009).  

Par ailleurs, la protéine LKB1 est retrouvée localisée à la membrane dans des modèles de cellules 

épithéliales polarisées de mammifères telles que la lignée de cellules du colon Caco-2 (Cancer coli, 

Colorectal AdenoCarcicoma) et la lignée de cellules rénales MDCK II (Madin-Darby Canine Kidney II) 

(Sebbagh et al. 2009). En effet, une séquence en C-terminale est utilisée comme site de prénylation, et 

permet ainsi la liaison de LKB1 à la membrane plasmique (Sapkota et al. 2001).  

Dans des cellules épithéliales bronchiales, la déplétion de LKB1 perturbe la localisation des 

protéines jonctionnelles E-cadhérine et ZO-1 (Xu et al. 2013). Cette régulation de LKB1 est indépendante 

de son activité kinase.  
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3) Dans l’embryon de souris 

Alors que LKB1/PAR-4 sont essentielles à l’établissement de la polarité chez le nématode et la 

drosophile (Martin and St Johnston 2003; Morton et al. 1992), la déplétion de LKB1 n’affecte pas la 

polarisation et la spécification des cellules de l’épiblaste, de l’endoderme primitif et du trophectoderme 

dans l’embyon précoce de souris (Krawchuk et al. 2015). En effet, au cours des stades préimplantatoires, 

les embryons murins lkb1(null) présentent une polarité cellulaire similaire aux contrôles. De plus, la 

ségrégation des déterminants d’identité cellulaire tels que Nanog (épiblaste), SOX17 (endoderme primitif) 

et CDX2 (trophectoderme) s’établit correctement (Krawchuk et al. 2015). En revanche, la déplétion de 

LKB1 induit un processus anormal d’extrusion de cellules vers les pôles apical et basal (Krawchuk et al. 

2015). Ces cellules extrudées expriment correctement les marqueurs de polarité cellulaire tels que la E-

 

Figure 50 : La suractivation de LKB1 est suffisante pour induire la polarisation de cellules intestinales non 

polarisées en culture.  

(A) Double immunomarquage de l’actine (rouge) et de la villine (vert) révèle une colocalisation stricte entre ces 
deux protéines après un traitement de 24h de doxycyline, induisant la suractivation de LKB1. (B) Images en 

microscopie électronique à transmission de cellules non traitées ou traitées à la doxycyline. La suractivation de 

LKB1 via la doxycyline entraîne la formation de microvillosités dans la région où s’accumule l’actine. Les points 
noirs indiquent l’actine immunomarquée par des billes d’or. (C) Modèle par lequel le complexe tripartite 

LKB1/STRAD/Mo25 régule la polarisation et la formation de microvillosités apicales. Images adaptées de Baas et 

al., 2004 et Gloerich et al., 2012. 
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cadhérine, l’actine ou aPKC. Les résultats de l’étude suggèrent que LKB1 est requise afin que les cellules 

épithéliales issues de division puissent réintégrer l’épithélium après la division. LKB1 est requise de 

manière cellulaire autonome pour empêcher ces extrusions cellulaires, (Krawchuk et al. 2015). Les 

mécanismes cellulaires de ce processus ne sont pas connus. Toutefois, il existe une interaction génétique 

entre LKB1 et la protéine de jonctions E-cadhérine. En effet, l’expression réduite de la E-cadhérine 

augmente fortement la fréquence d’extrusion cellulaire dans les embryons lkb1(null) (Krawchuk et al. 

2015). Ainsi, les extrusions épithéliales pourraient être causées par des défauts de la dynamique des 

jonctions.  

b. Cycle cellulaire  

Les protéines PAR-4/LKB1 peuvent également réguler le cycle cellulaire.  

Chez C. elegans, le zygote P0 se divise pour produire une grande cellule antérieure, nommée AB 

et une plus petite cellule postérieure, appelée P1. Ces cellules filles ont une longueur de cycle cellulaire 

distincte : AB se divise environ deux minutes avant P1 (Rivers et al. 2008). Il a été montré que cette 

asynchronie de division au stade 2-cellules est causée par une plus longue phase S dans le blastomère P1 

par rapport à celle du blastomère antérieur AB (Brauchle, Baumer, and Gönczy 2003; Edgar and McGhee 

1988). Les protéines PAR contribuent de manière essentielle à la régulation de cette asynchronie. En effet, 

dans les mutants par, les cellules AB et P1 se divisent de façon synchrone (Kemphues et al. 1988; Watts et 

al. 2000). Par ailleurs, cette asynchronie dans l’embryon 2-cellules repose également sur la localisation 

différentielle de composants clés du cycle cellulaire (fig. 51) (Rivers et al. 2008). Ainsi, la phosphatase CDC-

25.1 est enrichie dans le noyau de la cellule AB. Elle est également détectée dans le noyau de la cellule P1, 

mais à plus faibles niveaux protéiques (Rivers et al. 2008). De plus, elle est requise pour la régulation 

correcte du temps de division des cellules AB et P1 (Rivers et al. 2008). En effet, une faible déplétion de 

CDC-25.1 par interférence à l’ARN induit un allongement des cycles de division de AB et P1. En outre, dans 

ces conditions génétiques, AB se divise environ 5 minutes avant P1, contrairement à deux minutes dans 

les embryons contrôles (Rivers et al. 2008). Il a été montré que l’accumulation nucléaire est régulée par la 

protéine Polo-like kinase PLK-1 , qui est normalement enrichie dans la cellule AB (Rivers et al., 2008). La 

faible déplétion de PLK-1 augmente la durée des cycles de AB et P1 en réduisant l’accumulation nucléaire 

de CDC-25.1 dans AB et P1 (Rivers et al. 2008). Enfin, la protéine PAR-4 contrôle l’enrichissement antérieur 

de PLK-1, et donc, les niveaux nucléaires asymétriques de CDC-25.1 dans l’embryon 2-cellules (fig. 51) 

(Rivers et al. 2008). En effet, dans les embryons par-4, les protéines PLK-1 et CDC-25.1 deviennent 
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symétriquement localisées dans les cellules AB et P1 (fig. 51); la phase S est alors accélérée dans le 

blastomère postérieur P1 qui adopte alors un cycle cellulaire plus rapide, similaire au cycle de AB dans les 

embryons contrôles (Rivers et al. 2008).  

 

Par ailleurs, une étude suivante a montré que le blastomère AB présente un nombre plus 

important d’origines de réplication de l’ADN que le blastomère P1 pendant la phase S précoce (Benkemoun 

et al. 2014). En effet, les auteurs ont observé la localisation nucléaire de la protéine PCN-1 fusionnée à la 

GFP, l’orthologue chez le nématode de PCNA (proliferating cell nuclear antigen). PCNA fonctionne en tant 

que facteur de processivité pour la réplication et est localisé aux sites actifs de réplication de l’ADN (Essers 

et al. 2005). Ainsi, le blastomère AB présente une plus large région nucléaire riche en signal fluorescent 

GFP::PCN-1 comparé au blastomère P1 (Benkemoun et al. 2014). Cette asymétrie est perdue dans les 

embryons par-4, indiquant que la réplication de l’ADN est anormalement symétrique entre les deux 

blastomères lors de la perte de fonction de PAR-4. De plus, il a été montré que PAR-4 régule l’asymétrie 

de la réplication de l’ADN au stade 2-cellules de indépendamment de l’activité de PLK-1 (Benkemoun et 

al. 2014; Rivers et al. 2008). En effet, la déplétion partielle de PLK-1 dans les embryons contrôles ou 

mutants par-4 n’a pas d’effet sur la distribution nucléaire de GFP::PCN-1 dans les blastomères AB et P1 

(Benkemoun et al. 2014). Ainsi, PAR-4 exerce non seulement un rôle sur la ségrégation de certains facteurs 

importants du cycle cellulaire mais régule également négativement l’initiation de la réplication de l’ADN 

dans le blastomère P1 au stade 2-cellules.  

 

Figure 51 : PAR-4 régule le cycle cellulaire du blastomère P1 via PLK-1 et CDC-25.1 au stade 2-cellules. 

Immunomarquage des protéines PLK-1 et CDC-25.1 dans des embryons deux-cellules contrôle et PAR-4. Dans les 

embryons contrôles, PLK-1 est enrichie dans le blastomère antérieur AB et CDC-25.1 est localisé 

asymétriquement avec un enrichissement nucléaire dans AB. Dans les embryons PAR-4, ces deux distributions 

asymétriques sont perdues. Images adaptées de Rivers et al., 2008. 
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 Dans la lignée cellulaire humaine cancéreuse issue de mélanome G361, il a été montré que les 

niveaux cellulaires en ARN messagers de lkb1 sont faibles comparés aux niveaux basaux ubiquitaires des 

tissus humains normaux adultes ou embryonnaires (Tiainen, Ylikorkala, and Mäkelä 1999). Cet 

enrichissement faible en transcrits lkb1 est associée à une diminution de l’activité kinase de la protéine 

LKB1 (Tiainen et al. 1999). La surexpression de LKB1 dans ces cellules induit un arrêt de la croissance 

cellulaire en phase G1 (Tiainen et al. 1999). Ce rôle de LKB1 dans le cycle cellulaire dépend de son activité 

kinase mais aussi de sa localisation subcellulaire. En effet, la surexpression de protéines LKB1 mutées avec 

une activité kinase déficiente n'induit pas d’arrêt de la croissance cellulaire (Tiainen et al. 1999). Par 

ailleurs, les protéines LKB1 cytoplasmiques sont suffisantes pour induire l’arrêt en phase G1 (Tiainen et al. 

2002). De plus, LKB1 active la transcription de p21, l’inhibiteur de CDK (cycline-dependent kinase) et 

entraîne ainsi une diminution de l’activité des complexes cyclines/CDK impliqués dans la phase G1 (Tiainen 

et al. 2002). Par ailleurs, l’induction de la transcription de p21 est dépendante de l’activité de p53 (Tiainen 

et al. 2002).  

En outre, les fibroblastes embryonnaires de souris déficientes en LKB1 cultivés en culture (MEFs) 

présentent également un arrêt en phase G1 et une expression réduite de p53 et p21 (Bardeesy et al. 2002). 

Il a été montré que LKB1 peut phosphoryler p53 in vitro mais aussi dans la lignée de cellules cancéreuses 

humaines de colons cellulaire HCT116 (human colorectal carcinoma) in vivo (Zeng and Berger 2006). La 

phosphorylation de p53 par LKB1 à deux résidus distincts est nécessaire pour l’arrêt en phase G1 (Zeng 

and Berger 2006). Par ailleurs, des expériences d’immunoprécipitation de chromatine ont permis de 

montrer que LKB1 s’associe avec le promoteur du gène p21 et augmente l’interaction de p53 sur le 

promoteur de p21. Réciproquement, p53 est aussi requis pour recruter LKB1 au promoteur de p21 (Zeng 

and Berger 2006).  

c. Prolifération cellulaire et apoptose  

LKB1 démontre de nombreuses fonctions cellulaires, y compris dans la régulation de la 

prolifération cellulaire et de l’apoptose.  

Il a été montré que la surexpression de LKB1 induit l’activation de l’apoptose caspase-dépendante 

dans une lignée de cellules de fibrosarcome (HT1080) (Karuman et al. 2001). Ce processus dépend de 

l’activité kinase de LKB1. Par ailleurs, la mort cellulaire par apoptose induite par LKB1 dépend de p53 ; 

LKB1 et p53 interagissent in vitro (Karuman et al. 2001). 
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Chez les larves de drosophile, la surexpression de la forme sauvage de LKB1 entraîne une réduction 

de la taille de certains organes tels que les disques imaginaux de l’œil et de l’aile (J. H. Lee et al. 2006). Ce 

rôle nécessite son activité d’enzyme kinase, puisque la surexpression de la forme mutée de LKB1 n’induit 

pas ce phénotype. Le gain de fonction de LKB1 ne réduit pas la taille des cellules individuelles mais du 

clone entier (J. H. Lee et al. 2006). Au contraire, les embryons mutants lkb1(null) présentent une 

hyperplasie du cerveau (J. H. Lee et al. 2006). La surexpression ectopique de LKB1 sauve ce phénotype 

d’hyperplasie. Dans cette étude, des expériences d’incorporation au bromodeoxyuridine (BrdU) ou de 

marquage de la phospho-histone 3 ont permis de montrer que la surexpression de LKB1 n’entraîne pas de 

défaut du cycle cellulaire dans les disques imaginaux de l’œil et l’aile (J. H. Lee et al. 2006). En revanche, 

des marquages cellulaires à l’acridine orange dans les disques imaginaux de l’œil ont révélé que LKB1 induit 

une mort cellulaire par apoptose caspase-dépendante (J. H. Lee et al. 2006). Au cours du développement, 

dans le cerveau des embryons lkb1(null), un nombre anormalement faible de cellules apoptotiques a été 

décrit, notamment dans la région de la tête, associée à une hyperplasie cérébrale (J. H. Lee et al. 2006). 

Ainsi, LKB1 régule également la taille du cerveau au cours de l’embryogenèse en induisant une apoptose. 

Les auteurs ont montré que cette régulation de la mort cellulaire ne fait pas intervenir p53 mais la voie de 

signalisation JNK (c-Jun N-terminal kinase) (J. H. Lee et al. 2006). En effet, l’activation de la voie JNK dans 

des embryons lkb1(null) permet de restaurer l’apoptose embryonnaire et de restreindre la taille du 

cerveau (J. H. Lee et al. 2006). Par ailleurs, JNK est également indispensable à l’apoptose induite par LKB1 

dans les disques imaginaux de l’œil et de l’aile chez les larves. Ainsi, la voie JNK, en aval de LKB1, contrôle 

l’apoptose et la taille des organes en réponse à l’activité kinase de LKB1, au cours du développement 

embryonnaire et larvaire.  

Néanmoins, une dizaine d’années plus tard, Gailite et ses collaborateurs ont montré que les 

embryons mutants lkb1(null) ont une hyperplasie du cerveau associée à une prolifération cellulaire 

excessive observée par un nombre élevé de cellules mitotiques positives au marquage de la 

phosphohistone 3 (Gailite, Aerne, and Tapon 2015). Cette accélération de la prolifération cellulaire, 

induisant une hyperplasie tissulaire, est médiée par le facteur de transcription YkiYAP couramment impliqué 

dans la voie HpoHippo. La voie de signalisation Hippo est conservée et joue un rôle crucial dans la régulation 

de la taille des organes au cours du développement via la régulation de la prolifération cellulaire, la 

différenciation cellulaire ou la mort cellulaire (Saucedo and Edgar 2007). Toutefois, dans le cerveau en 

développement de la drosophile, LKB1 régule la prolifération cellulaire en agissant sur l’activité de YkiYAP 

indépendamment de HpoHippo mais via le régulateur du métabolisme cellulaire AMPK (Gailite et al. 2015).  
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Chez le poisson-zèbre, LKB1 est exprimée à tous les stades larvaires dans la majorité des tissus 

(Marshall et al. 2010). La localisation subcellulaire de LKB1 évolue au cours du développement de 

l’intestin : dans le cytoplasme dans l’intestin primitif, puis dans le noyau et enfin, dans le cytoplasme alors 

que l’épithélium est différencié (Marshall et al. 2010). La distribution subcellulaire de LKB1 dans 

l’épithélium intestinal murin est similaire à celle caractérisée dans le poisson-zèbre (Marshall et al. 2010). 

Par ailleurs, la localisation nucléaire de LKB1 induit l’activation par phosphorylation de TORC1 (target of 

rapamycine complex), acteur de la voie de signalisation TOR. Chez le poisson-zèbre, la voie de signalisation 

TOR est requise pour la transition endoderme-intestin (Makky, Tekiela, and Mayer 2007). Cette dernière 

correspond à l’ensemble des processus cellulaires (morphogenèse, prolifération et différenciation) qui 

aboutissent à la formation d’un épithélium intestinal constitué d’une seule couche de cellules et capable 

d’absorber des nutriments (Marshall et al., 2010). La perte de fonction partielle de LKB1 induit une 

augmentation du nombre de cellules épithéliales intestinales suite à une augmentation de la prolifération 

cellulaire (Marshall et al. 2010). Par ailleurs, la perte de fonction partielle de LKB1 promeut également une 

différenciation intestinale précoce. Les gènes intestinaux sont exprimés plus tôt que dans les conditions 

contrôles et la lumière intestinale s’ouvre également précocement (Marshall et al. 2010). La suractivation 

de TORC1 induit le même phénotype.  Ainsi, chez le poisson-zèbre, en agissant via TORC1, LKB1 contrôle 

la croissance intestinale et la temporalité du programme génétique de différenciation intestinale. Les 

auteurs émettent l’hypothèse que ces fonctions de LKB1 sont directement reliées aux changements de 

localisation subcellulaire au cours du développement de l’intestin (Marshall et al. 2010).  

3. Les rôles de LKB1/PAR-4 chez l’être humain et la souris 

a. Implication de LKB1 dans le syndrome de Peutz-Jeghers 

En 1998, deux laboratoires différents ont révélé l’implication du gène lkb1stk11 dans le Syndrome 

de Peutz-Jeghers (PJS) (Hemminki et al. 1998; Jenne et al. 1998). Le PJS a été décrit pour la première fois 

en 1922 par le Dr Johannes Peutz. Le médecin allemand a décrit les symptômes d’un patient âgé de 15 

ans. Celui-ci présentait de multiples polypes intestinaux ainsi qu’une hyperpigmentation autour de la 

bouche (fig. 52) (pour revue : (Jansen et al. 2009)). Par ailleurs, d’autres membres de la famille 

présentaient des symptômes similaires. Ce jeune adolescent a déclaré un cancer neuf années plus tard. 

Par la suite, dans les années 1940, Dr Harold Jeghers et ses collaborateurs ont mieux caractérisé le 

syndrome. Ils émettent dès lors l’hypothèse de l’implication d’un seul gène responsable de l’ensemble des 
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symptômes observés (pour revue : (Jansen et al. 2009)). Cet historique a conféré le nom du symptôme en 

référence à Peutz et Jeghers.  

 

 

 Le premier signe clinique du PJS est l’hyperpigmentation de la peau et des muqueuses observée 

tôt au cours de l’enfance du patient (fig. 52A). Toutefois, les polypes constituent le symptôme clinique 

majeur du PJS. Ils peuvent se développer tout le long du tractus digestif (fig. 52B,C). En grossissant, ils 

peuvent entraîner des occlusions du tractus gastrointestinal, douloureuses et générant des saignements 

avec un risque d’anémie (pour revue : (Jansen et al. 2009)). Les polypes du PJS sont localisés de façon 

prédominante dans l’intestin grêle, mais ils ont aussi été décrits à l’extérieur du tractus gastrointestinal 

(trachée, tractus uro-génital, nasopharynx). Le PJS est une maladie héréditaire à transmission 

autosomique dominante. Elle est rare, avec une incidence entre 1/50 000 et 1/200 000 (pour revue : 

(Jansen et al. 2009)). Les symptômes mécaniques dus au développement des polypes chez les patients 

atteints de PJS sont prédominants au cours des 20 premières années de la vie du patient. Toutefois, avec 

l’âge, l’apparition de cancers devient une préoccupation clinique majeure. En effet, il a été estimé via des 

études basées sur de grandes cohortes que les patients atteints du PJS présentent un risque de cancer 18 

fois plus élevé que la population normale. Par ailleurs, il a été également estimé que 93% des patients PJS 

développent des tumeurs malignes avant l’âge de 43 ans (pour revue : (Yoo et al., 2002)). Le PJS prédispose 

à un spectre de tumeurs très large qui touche principalement le tractus gastro-intestinal, mais aussi le 

poumon, pancréas, ovaires, sein et col utérin. Par ailleurs, le risque de développer un cancer du sein chez 

les patientes atteintes de PJS est similaire à celui des femmes porteuses de mutations des gènes Brca1 ou 

Brca2.  

 

Figure 52 : Caractéristiques cliniques du syndrome Peutz-Jeghers (PJS).  

(A) Pigmentation des lèvres d’un patient PJS. (B) Marquage à l’hématoxyline et à l’éosine d’un polype issu d’un 
patient PJS montrant une prolifération caractéristique de muscle lisse et une absence de dysplasie. (C) 

Macroscopie du polype montré en (B). Images tirées de Jansen et al., 2009. 
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 L’implication du gène lkb1 dans le PJS a été démontrée en 1997 via une analyse par hybridation 

génomique comparative. Effectuée sur une cohorte de polypes de patients atteints de PJS (Hemminki et 

al. 1997), cette analyse a révélé une délétion du chromosome 19p13. Par la suite, la recherche de 

mutations de gènes situés dans cette région génomique a permis d’identifier des mutations du gène lkb1, 

aussi nommé stk11 (Hemminki et al. 1998; Jenne et al. 1998). Dans les familles atteintes du PJS, environ 

150 mutations germinales du gène lkb1 ont été caractérisées (pour revue : (Alessi et al. 2006)). La majorité 

de ces mutations résulte en la production d’une protéine LKB1 dont le domaine catalytique est tronqué, 

suggérant une perturbation de son activité kinase. Il existe aussi des mutations ponctuelles localisées dans 

le domaine kinase mais aussi dans la région non-catalytique C-terminale. De façon intéressante, aucune 

mutation ponctuelle dans la région non-catalytique N-terminale n’a été identifiée, suggérant que cette 

région de la protéine LKB1 n’est pas cruciale pour son rôle dans le PJS (pour revue : (Alessi et al., 2006)).  

 Chez les patients atteints de PJS, les polypes sont correctement différenciés avec la présence de 

microvillosités au pôle apical des entérocytes observées en MET (Weller and McColl 1966). Ils présentent 

une morphologie cellulaire normale et sont bénins. En général, les hamartomes proviennent d’une 

prolifération cellulaire aberrante tout en conservant les couches cellulaires épithéliales distinctes du tissu 

d’origine. Ils présentent une augmentation de la taille et du nombre des cellules épithéliales, combinée à 

l’augmentation du stroma autour (Jansen et al. 2009). 

Presque tous les polypes prélevés sur des patients atteints de PJS montrent une expression 

normale de LKB1 au niveau des cryptes de l’épithélium intestinal (Rowan et al. 2000). Une autre étude 

nuance toutefois ces observations. En effet, dans des échantillons issus de patients atteints de PJS, les 

auteurs ont trouvé une expression normale de LKB1 dans les régions normales de l’épithélium intestinal 

adjacent ou entre les polypes (Karuman et al. 2001). En revanche, la protéine LKB1 est absente au sein des 

polypes PJS. les cancers montrent une expression de LKB1 nettement plus variable avec des tumeurs ayant 

de forts niveaux protéiques de LKB1, d’autres avec peu ou pas de protéines LKB1 ou encore d’autres avec 

un niveau protéique intermédiaire (Rowan et al. 2000).  

Chez les patients atteints de PJS, les polypes intestinaux présentent un taux spontané d’apoptose 

plus bas par rapport aux tissus adjacents (Karuman et al. 2001). Il existe une forte corrélation entre 

l’expression de LKB1 et la présence d’apoptose, suggérant que la déficience sévère de l’apoptose cellulaire 

dans les polypes PJS puisse joue un rôle dans la formation d’hamartomes bénins. Toutefois, la détection 

de p53 par immunomarquage dans les échantillons intestinaux de patients PJS ne révèle pas d’expression 
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différente par rapport aux échantillons sains (Karuman et al. 2001). Cela suggère que les polypes issus de 

patients PJS maintiennent une expression normale de p53.  

b. Modèles de PJS chez la souris : étude des polypes 

Afin de définir la fonction de LKB1 dans un modèle de mammifères mais aussi de caractériser les 

mécanismes cellulaires sous-jacents à la formation des polypes chez les patients atteints de PJS, des 

laboratoires ont généré des lignées de souris portant des mutations au locus lkb1 (Jishage et al. 2002; 

Miyoshi et al. 2002). Dans ces modèles, le gène lkb1 a été inactivé de manière hétérozygote (lkb1+/-) en 

conservant un allèle sauvage établissant ainsi un modèle de perte de fonction partielle de LKB1. Par 

ailleurs, le gène lkb1 peut aussi être inactivé de manière homozygote (lkb1-/-) avec les deux loci déplétés, 

établissant ainsi un modèle de perte de fonction totale de la protéine. 

 

Les souris lkb1-/- meurent in utero : LKB1 est donc essentielle au développement de l’organisme 

(Jishage et al. 2002; Miyoshi et al. 2002). Les souris montrent notamment des défauts de fermeture du 

tube neural et du développement vasculaire (Ylikorkala et al. 2001) En revanche, une expression réduite 

de LKB1 suffit à maintenir à la survie puisque les souris lkb1+/- se développent normalement et ne montrent 

pas de phénotype majeur jusqu’à l’âge d’environ 20 semaines (Jishage et al. 2002; Miyoshi et al. 2002). 

Toutefois, les souris lkb1+/- commencent ensuite à développer des polypes gastrointestinaux (Bardeesy et 

al. 2002; Jishage et al. 2002; Miyoshi et al. 2002; Rossi et al. 2002). Alors que les polypes chez les patients 

PJS sont localisés pour la majorité dans l’intestin grêle, les polypes des souris lkb1+/- sont situés 

principalement au niveau de l’estomac (fig. 53) (Jishage et al. 2002). Des polypes ont aussi été retrouvés 

au niveau de l’intestin grêle des souris lkb1+/- plus âgées (> 50 semaines) (Miyoshi et al. 2002). Ces polypes 

 

Figure 53 : Les souris lkb1+/- développent des polypes gastrointestinaux.  

(A,B) Observation de polypes gastriques (A) et un petit polype intestinal (B). Images tirées de Miyoshi et al., 2002. 
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montrent une différenciation similaire aux contrôles avec les couches cellulaires épithéliales normales. 

Leur surface est recouverte de cellules du muscle squelettique positives au marquage de l’α-SMA. Ainsi, la 

caractérisation histologique montre que les polypes lkb1+/- sont similaires aux harmartomes présentes 

dans les patients PJS (Jishage et al. 2002; Miyoshi et al. 2002). L’expression du gène lkb1 a été analysée au 

niveau de ces polypes gastriques dans les souris lkb1+/- : la quantité de transcrits de lkb1 est diminuée 

environ d’un facteur de 2, de même que les niveaux protéiques de LKB1, ce qui est cohérent avec 

l’hétérozygotie de la lignée (Jishage et al. 2002; Miyoshi et al. 2002). Ainsi, les polypes ne se développent 

pas à cause de la perte de l’hétérozygotie, avec par exemple une mutation somatique qui inactiverait le 

second allèle du locus lkb1, induisant la perte totale de LKB1. Ces résultats sont cohérents car les polypes 

des patients PJS présentent également une expression de LKB1 (Rowan et al. 2000). Par ailleurs, les souris 

lkb1+/- âgées de plus de 30 semaines développent également des carcinomes hépatocellulaires (Miyoshi et 

al. 2002), confirmant que LKB1 joue un rôle de suppresseur de tumeur dans le foie. Par ailleurs, à cause 

des polypes gastrointestinaux, la majorité des souris lkb1+/- montrent des symptômes d’obstruction 

gastrointestinale à l’âge moyen de 43 semaines (Bardeesy et al. 2002).  

Dans les polypes des souris lkb1+/-, la voie de signalisation Wnt n’est pas activée. En effet, la β-

caténine demeure en-dehors des noyaux des cellules épithéliales des polypes et est localisée à la 

membrane basolatérale (Miyoshi et al. 2002). En revanche, les polypes des souris lkb1+/- présentent une 

forte activation de la voie de signalisation mTOR (Shaw et al. 2004). De plus, l’ajout de rapamycine, 

l’inhibiteur de mTOR, inhibe la croissance des polypes déjà développés (Wei et al. 2008).  

Ces polypes gastrointestinaux sont-ils reliés à la fonction de LKB1 au sein du tractus digestif ou à 

son rôle dans un tissu en-dehors de celui-ci ? Pour répondre à cette question, plusieurs laboratoires ont 

généré des lignées de souris dans lesquelles le gène a été délété de manière hétérozygote ou homozygote 

dans un type cellulaire spécifique en utilisant le système génétique Lox/Cre (Sauer 1998).  

 La déplétion du domaine kinase de la protéine LKB1 spécifiquement dans les cellules intestinales 

épithéliales ne semble pas affecter la polarité épithéliale, ni la structure de la bordure en brosse (Shorning 

et al. 2009). En revanche, cela affecte la taille et la morphologie des cellules sécrétrices, à savoir les cellules 

de Paneth et les cellules de Goblet (Shorning et al. 2009). La déplétion de LKB1 altère la voie de 

signalisation Notch et induit une différenciation anormale des cellules sécrétrices intestinales. LKB1 est 

connue pour agir sur la voie mTOR notamment via AMPK. Cependant, aucune altération de la 

phosphorylation de AMPK ou de la voie de signalisation mTOR n’a été observé (Shorning et al. 2009). Les 

auteurs n’ont toutefois pas décrit la présence potentielle de polypes dans ce modèle de souris.  
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 La déplétion partielle de LKB1 spécifiquement dans les cellules épithéliales de l’intestin grêle et du 

colon a été effectuée dans les souris nommées lkb1fl/+;villin-Cre (Poffenberger et al. 2018). Ces souris ne 

développent pas de polypes gastro-intestinaux, même lorsqu’elles sont âgées de plus de 52 semaines. Cela 

suggère que le développement de polypes dans les souris déplétées en LKB1 et chez les patients PJS 

pourrait être dû à une fonction de LKB1 en-dehors du tissu intestinal. En revanche, la même étude montre 

un résultant surprenant : la déplétion partielle de LKB1 spécifiquement dans les lymphocytes T est associée 

à la formation de polypes, avec une incidence similaire à celle observée dans les souris lkb1+/- 

(Poffenberger et al. 2018). Ainsi, la déplétion de LKB1 dans les lymphocytes T suffit pour promouvoir le 

développement de polypes. Ce résultat montre que l’origine des polypes n’est pas entièrement reliée à un 

processus autonome cellulaire. Par ailleurs, le développement de polypes est également observé quand 

les fibroblastes et cellules du muscle lisse du stroma sont partiellement déplétées en LKB1 (Ollila et al. 

2018), montrant que la déplétion hétérozygote de LKB1 dans le stroma est suffisante pour induire des 

symptômes similaires aux souris lkb1+/- constituant le modèle murin de PJS. Enfin, la déplétion partielle ou 

totale de LKB1 spécifiquement dans les cellules du muscle squelettique lisse induit également le 

développement de polypes gastrointestinaux (Katajisto et al. 2008). Dans ces polypes, aucune altération 

de l’activité de AMPK ou de la voie mTOR n'a été observée (Katajisto et al. 2008), suggérant une voie 

alternative pour promouvoir la polypose. Ainsi, la fonction de LKB1 pour empêcher la formation de polypes 

ne semble pas liée à la présence de LKB1 dans l’épithélium intestinal.  

c. LKB1, un suppresseur de tumeur 

Les mutations de lkb1 au sein de la lignée germinale qui conduisent au développement du PJS 

résultent en la perte de fonction partielle de LKB1. Les patients atteints de PJS présentent un risque accru 

de développer certains cancers, en premier lieu dans le tractus gastrointestinal mais aussi dans le sein, 

poumon, utérus, ovaires et testicules (pour revue : (Alessi et al. 2006)). Par ailleurs, des mutations 

somatiques de lkb1 ont été décrites dans 30% des adénocarcinomes du poumon (Ji et al., 2007 ; pour 

revues : (Bourouh and Marignani, 2022; Sanchez-Cespedes, 2007). Cela supporte un rôle de la perte de 

fonction de LKB1 dans l’origine de certaines tumeurs sporadiques.  

Depuis la découverte de LKB1 en 1988, de nombreuses études ont montré ses multiples fonctions 

cellulaires telles que l’inhibition de la progression du cycle cellulaire, un retard de la croissance cellulaire, 

la mort cellulaire par apoptose ou encore le contrôle de la polarité cellulaire.  
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La protéine kinase LKB1 possède de nombreuses cibles cellulaires, notamment de la famille AMPK 

(pour revues : (Alessi et al., 2006; Lizcano et al., 2004)). Le substrat majeur de LKB1 est le régulateur du 

métabolisme cellulaire AMPK. La voie de signalisation LKB1-AMPK inhibe notamment le complexe 

mTORC1. Ce dernier est impliqué dans la croissance cellulaire et la division mais aussi dans le métabolisme 

cellulaire. Ainsi, LKB1, via AMPK, contrôle ces processus prolifératifs. Par ailleurs, il a été montré que LKB1 

est capable d’induire l’apoptose in vitro et in vivo. Le suppresseur de tumeur p53 a été proposé comme 

médiateur de l’apoptose induite par LKB1 (Karuman et al. 2001). En outre, LKB1 et ses homologues sont 

impliquées dans la régulation de l’établissement de la polarité et la mise en place de l’axe des organismes 

et/ou des organes. C’est notamment le cas dans l’ovocyte de la drosophile, les cellules intestinales en 

culture ou encore le zygote du nématode.  

Ces différentes fonctions, et d’autres non décrites dans le manuscrit, conduisent à considérer LKB1 

comme appartenant à la famille des suppresseurs de tumeur.  

4. Quelques cibles de PAR-4/LKB1 

a. La protéine kinase PAR-1/MARK est un effecteur majeur de PAR-4/LKB1 

Il a été montré que LKB1 est capable de phosphoryler in vitro AMPK et 11 autres protéines kinases 

de la même famille que AMPK (Lizcano et al. 2004). Parmi celles-ci, LKB1 phosphoryle les protéines MARK1-

4. La famille MARK est très étudiée, notamment pour ses divers rôles dans la régulation de la polarité 

cellulaire et son interaction avec les microtubules.  

Dans les cellules humaines en culture, la protéine sérine-thréonine kinase MARK3 est 

phosphorylée par LKB1 (Lizcano et al. 2004; Spicer et al. 2003). Activée par LKB1, MARK3 est capable 

d’activer Dishevelled, un composant de la voie Wnt (Spicer et al. 2003). Les protéines Par-1 et PAR-1 sont 

les homologues de MARK3 chez la drosophile et C. elegans respectivement (Doerflinger et al. 2003; Guo 

and Kemphues 1995).  

Chez la drosophile, il a été montré que LKB1 phosphoryle in vivo Par-1 au niveau de sa boucle 

d’activation dans le domaine kinase (Wang, Imai, and Lu 2007). De plus, la polarité de l’ovocyte de 

drosophile est perturbée de façon similaire dans les mutants par-4 et par-1 (Martin and St Johnston 2003). 

Dans ce système, il a été proposé que Par-1 est activée par LKB1 et interagit ensuite avec les microtubules 

pour promouvoir l’établissement de l’axe antéro-postérieur via la ségrégation des transcrits maternels 

(Martin and St Johnston 2003). En outre, dans l’œil de drosophile, la déplétion de Par-1 entraîne un 



 
116 

 

phénotype similaire à la déplétion de LKB1 en induisant des défauts de remodelage de la polarité ainsi que 

la présence de jonctions adhérentes plus longues (Amin et al. 2009). Par-1 agit sur la protéine Tau qui 

interagit avec le cytosquelette de microtubules afin de permettre la localisation polarisée des protéines 

apicales et basales lors de la morphogenèse de l’œil (Nam 2016). Toutefois, le phénotype des clones 

mutants Par-1 reste plus faible que celui des clones mutants lkb1 (Amin et al. 2009). 

Chez C. elegans, comme PAR-4, PAR-1 régule la dynamique de la réplication de l’ADN au cours de 

la division asynchrone de l’embryon 2-cellules (Benkemoun et al. 2014). En outre, PAR-1 contrôle 

également l’enrichissement asymétrique de PLK-1 et CDC-25.1 afin de réguler le temps de division du 

blastomère P1 au stade 2-cellules (fig. 54) (Rivers et al. 2008). De façon similaire aux embryons mutants 

par-4, les embryons par-1 subissent une ségrégation anormale de nombreux facteurs maternels lors de 

l’embryogénèse précoce. Ainsi, dans les mutants par-1, les granules P sont distribués uniformément dans 

les blastomères embryonnaires, alors qu’ils devraient être ségrégés spécifiquement dans le lignage de la 

lignée germinale (Kemphues et al. 1988). De même, MEX-3 et GLP-1 sont enrichies dans tous les 

blastomères embryonnaires et PAL-1 n’est pas détectée dans les embryons par-1 comme dans les 

embryons par-4 (Bowerman et al., 1997; Crittenden et al., 1997; Hunter and Kenyon, 1996). Par ailleurs, 

les embryons par-1 ne présentent pas de cellules intestinales, comme c’est le cas des embryons par-4 

(Kemphues et al., 1988; Morton et al., 1992).. En revanche, au contraire des embryons par-4 qui ne 

présentent pas de défaut, les embryons par-1 montrent une stabilisation de SKN-1 dans les blastomères 

antérieurs au stade 4-cellules (Bowerman et al. 1993, 1997). En outre, alors que les zygotes par-4 subissent 

une division asymétrique pour former une grande cellule AB et une plus petite cellule P1, les zygotes par-

1 subissent une division symétrique avec la production de cellules filles de taille similaire (Guo and 

Kemphues 1995; Kemphues et al. 1988).  
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Chez le nématode, PAR-4 agit via PAR-1 mais également via PIG-1, une autre protéine kinase qui 

est un homologue de la famille MELK. PIG-1 intervient notamment dans la régulation du cytosquelette 

d’actomyosine par PAR-4 lors de la première division du zygote (Pacquelet et al. 2015). Par la suite, PIG-1 

est impliquée dans le contrôle de la mort cellulaire par extrusion de certaines cellules (Denning et al. 2012). 

En revanche, contrairement aux embryons par-4 et par-1, les embryons pig-1(null) sont viables (Denning 

et al. 2012; Kemphues et al. 1988). Les protéines kinase PAR-1 et PIG-1 peuvent également fonctionner au 

sein de voies parallèles et redondantes, par exemple dans la régulation de l’orientation de l’axe de division 

du blastomère EMS ou de la spécification de l’endoderme (Liro, Morton, and Rose 2018). Dans ce contexte, 

PAR-1 agit sur la voie de signalisation Wnt tandis que PIG-1 agit sur la voie de signalisation Src issues du 

blastomère P2.  

b. Régulation de GSK3β par LKB1 

La protéine LKB1 régule de nombreuses voies de signalisation. Parmi celles-ci, elle contribue à 

contrôler la voie Wnt. Dans des cellules HeLa, l’expression de la protéine LKB1 sauvage conduit à 

l’activation de GSK3β et à la phosphorylation de la β-caténine : la voie Wnt est alors inhibée (Lin-Marq, 

Borel, and Antonarakis 2005). Au contraire, l’expression de formes mutées de LKB1, avec son domaine 

kinase tronqué ou une localisation nucléaire permanente, n’aboutit pas à l’activation de GSK3β. La β-

 

Figure 54 : PAR-1, comme PAR-4, régule le cycle cellulaire du blastomère P1 via PLK-1 et CDC-25.1 au stade 

2-cellules. 

Immunomarquage des protéines PLK-1 et CDC-25.1 dans des embryons deux-cellules contrôle et par-1. Dans les 

embryons contrôles, PLK-1 est enrichie dans le blastomère antérieur AB et CDC-25.1 est localisé 

asymétriquement avec un enrichissement nucléaire dans AB. Dans les embryons par-1, ces deux distributions 

asymétriques sont perdues. Images adaptées de Rivers et al., 2008. 
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caténine n’est pas phosphorylée et les gènes cibles de Wnt s’expriment alors. Ainsi, LKB1 inhibe la voie 

Wnt canonique en agissant sur GSK3β dans ce système.  

Une précédente étude a mis en évidence une fonction opposée de XEEK1, l’homologue de LKB1 

chez le xénope, sur la voie Wnt au cours du développement embryonnaire (Ossipova et al. 2003). La 

déplétion ou la perte de fonction de XEEK1 conduit à un axe du corps raccourci ainsi que de sévères défauts 

du développement de la tête et de la notochorde. XEEK1 est un régulateur essentiel du développement 

dorsoantérieur chez le xénope. Il a été montré que XEEK1 potentialise l’activation de la β-caténine et 

l’activation de l’expression des gènes cibles de la voie Wnt. En effet, le gain de fonction de XEEK1 entraîne 

la phosphorylation accrue de GSK3β au résidu Ser9 et des niveaux élevés de β-caténine. Au contraire, la 

perte de fonction de XEEK1 induit une phosphorylation diminuée de GSK3β au résidu Ser9 et des niveaux 

bas de β-caténine (Ossipova et al. 2003). Le résidu Ser9 est un site de phosphorylation de GSK3β connu 

pour inhiber son activité. XEEK1 ne phosphoryle pas directement GSK3β, mais phosphoryle la protéine 

kinase C-ζ (PKC-ζ) qui phosphoryle à son tour GSK3β (Ossipova et al. 2003). Ainsi, XEEK1, en inhibant GSK3β, 

XEEK1 promeut la voie de signalisation Wnt canonique. 

Par ailleurs, chez le rat, LKB1 exerce un rôle dans la migration neuronale (Asada and Sanada 2010). 

Pour cela, LKB1 médie la phosphorylation du résidu Ser9 de GSK3β au pôle apical des neurones. Cette 

phosphorylation de GSK3β est requise pour permettre une migration neuronale normale (Asada and 

Sanada 2010). Dans ce système, LKB1 et GSK3β interagissent physiquement. L’inactivation locale de GSK3β 

par LKB1 permet l’activation de APC, une protéine reliant les extrémités (+) des microtubules (Asada and 

Sanada 2010). Au contraire, lorsqu’elle est active, GSK3β phosphoryle APC et empêche son interaction 

avec les microtubules. Ainsi, LKB1 inhibe GSK3β localement pour promouvoir la migration cellulaire des 

neurones chez le rat via APC.  

Les protéines Par-1 et GSK3β ont été montrées comme interagissant au sein de la voie de 

signalisation chez la drosophile notamment. Dans deux modèles distincts, Par-1 effectue une 

phosphorylation primaire sur un substrat de GSK3β, permettant ainsi l’action de GSK3β (Morais-de-Sá et 

al. 2013; Nishimura, Yang, and Lu 2004). Ainsi, dans l’œil de la drosophile, Par-1 phosphoryle la protéine 

Tau ; cette dernière est alors phosphorylée par GSK3β (Nishimura et al. 2004). Cette voie de signalisation 

régule la morphogenèse de l’œil. Par ailleurs, dans l’ovocyte de la drosophile, Par-1 effectue une 

phosphorylation primaire de la protéine Oskar, permettant sa seconde phosphorylation par GSK3β 

(Morais-de-Sá et al. 2013). Cette cascade de signalisation aboutit à la formation d’un phosphodégron et 
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cible Oskar pour une dégradation. Cette fonction est essentielle pour établir un axe antéro-postérieur 

correct dans l’ovocyte. 
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V. Objectif de la thèse 

Dans cet état de l’art, j’ai présenté les multiples fonctions des protéines PAR-4/LKB1 dans ces 

processus biologiques divers telles que la régulation de la polarité cellulaire, du cycle cellulaire ou encore 

de la prolifération et de l’apoptose. Chez l’être humain, les mutations de lkb1 sont responsables du 

syndrome de Peutz-Jeghers.  

L’objectif de ma thèse était de disséquer les fonctions de la protéine PAR-4 in vivo en utilisant 

comme modèle l’intestin de l’embryon Caenorhabditis elegans. Pour cela, j’ai utilisé une approche de 

perte de fonction via la souche thermosensible nommée par-4(it47), porteuse d’une mutation ponctuelle 

au sein du domaine kinase. Grâce à une combinaison d’observations en microscopie confocale à 

fluorescence ainsi que d’une analyse en MET effectuée par Ophélie Nicolle, j’ai testé l’implication de PAR-4 

dans le développement de l’intestin du nématode, depuis la polarisation épithéliale des cellules 

intestinales et la formation de la bordure en brosse jusqu’aux étapes précoces de spécification des 

blastomères embryonnaires.  
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Abstract 

The master kinase PAR-4/LKB1 appears as a major regulator of intestinal physiology. It is in particular 

mutated in the Peutz-Jeghers syndrome, an inherited disorder in which patients develop benign 

intestine polyps. Moreover, ectopic activation of PAR-4/LKB1 is sufficient to induce the polarized 

accumulation of apical and basolateral surface proteins and the formation of apical microvilli-like 

structures in intestinal epithelial cancer cell lines. In C. elegans, PAR-4 was shown to be required for 

the differentiation of intestinal cells. Here, we further examine the role of PAR-4 during intestinal 

development. We find that it is not required for the establishment of enterocyte polarity and plays 

only a minor role in brush border formation. By contrast, par-4 mutants display severe deformations 

of the intestinal lumen as well as supernumerary intestinal cells, thereby revealing a novel function of 

PAR-4 in preventing intestinal hyperplasia. Importantly, we find that the ability of PAR-4 to control 

intestinal cell number does not involve the regulation of cell proliferation but is rather due to its ability 

to restrict the expression of intestinal cell fate factors to the E blastomere lineage. We therefore 

propose that PAR-4 is required to regulate C. elegans intestine specification. 

 

Introduction 

The master kinase PAR-4/LKB1 is a notorious tumour suppressor, mutated in sporadic cancers as well 

as in the Peutz-Jeghers syndrome, an inherited disorder in which patients develop benign intestine 

hamartomatous polyps and a high frequency of malignant tumours (Alessi et al., 2006; Partanen et al., 

2013). The exact origin of the intestinal polyps observed in the Peutz-Jeghers syndrome is not clear but 

may be linked to the function of LKB1 in intestinal stromal cells. Indeed, tissue-specific deletions of 

LKB1 in mice have shown that the loss of LKB1 in the sole intestinal epithelial cells does not induce 

polyp formation while LKB1 deletion in stromal cells, namely smooth muscle cells, fibroblasts and 

immune T cells, gives rise to polyposis (Katajisto et al., 2008; Ollila et al., 2018; Poffenberger et al., 

2018). Abnormal production of interleukins in LKB1 deficient stromal cells may lead to increased 

JAK/STAT3 signalling and thereby to hyperproliferation of epithelial cells (Ollila et al., 2018; 
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Poffenberger et al., 2018). Besides its role in preventing the formation of intestinal polyps, LKB1 has 

also been proposed to regulate intestinal polarity and brush border formation. In intestinal epithelial 

cancer cell lines, ectopic activation of PAR-4/LKB1 is sufficient to induce the polarized accumulation of 

typical apical and basolateral surface proteins and the formation of apical microvilli-like structures 

(Baas et al., 2004). It should however be noted that deletion of the LKB1 kinase domain in mouse 

intestinal cells does not seem to affect epithelial polarity (Shorning et al., 2009). Thus, although LKB1 

appears as a major regulator of intestinal physiology, its exact in vivo functions remain to be elucidated.  

To further decipher the role of PAR-4/LKB1 during intestinal development, we took advantage of the 

C. elegans intestine. This very simple intestine constitutes an ideal model to characterize in vivo the 

different steps of intestinal development, including specification and differentiation, proliferation, 

polarization and formation of a brush border. The C. elegans intestine is composed of 20 cells, which 

form an antero-posterior tube surrounding the intestinal lumen. These 20 intestinal cells all derive 

from a single embryonic precursor cell, the E blastomere, which is born on the surface of the embryo 

at the 8-cell embryonic stage (Leung et al., 1999; Sulston et al., 1983). The two daughters of the E 

blastomere then migrate inside the embryo at the beginning of gastrulation, and undergo a series of 

stereotyped cell divisions, which give rise to the 20-cell stage intestine (Asan et al., 2016; Leung et al., 

1999). The different intestinal development stages are named according to the number of E 

descendants present (E2, E4, E8, E16 and E20). Cell polarization occurs at the E16 stage (Achilleos et 

al., 2010; Leung et al., 1999; Totong et al., 2007). Shortly after, small gaps start to separate intestinal 

cells at the midline to eventually form the intestinal lumen (Asan et al., 2016; Bidaud-Meynard et al., 

2021; Leung et al., 1999). Microvilli start to appear at the E20 stage, during the 1.5-fold embryonic 

developmental stage and form a regular brush border between the 2 and 3-fold stages (Asan et al., 

2016; Bidaud-Meynard et al., 2021).  

In 4-cell stage embryos, asymmetric cell division of the EMS cell gives rise to the E and MS blastomeres. 

The restricted expression of two GATA transcription factors, END-1 and END-3, in the E blastomere 

induces intestinal fate specification (Maduro et al., 2005a; Zhu et al., 1997, 1998) and expression of 
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the differentiation GATA factors ELT-2 and ELT-7 (Fukushige et al., 1998; Maduro et al., 2005a; 

Sommermann et al., 2010; Wiesenfahrt et al., 2016; Zhu et al., 1998). end-1 and end-3 expression is 

induced by two other GATA factors, MED-1 and MED-2, which are themselves controlled by the bZIP-

like factor SKN-1 (Maduro et al., 2005b, 2001). 50 to 80 % of embryos lacking SKN-1 or MED-1/2 do 

not form intestinal cells, reflecting the crucial role of the SKN-1 / MED-1/2 pathway for intestinal 

specification (Bowerman et al., 1992; Maduro et al., 2005b, 2001). However, the persistence of 

intestinal cells in a small percentage of these embryos also reveals the existence of parallel pathways, 

which can trigger intestinal specification. Consistently, further studies have shown that both the 

transcription factors POP-1/TCF and PAL-1 can also induce end-1 and end-3 expression in the E lineage 

(Maduro et al., 2005b). Moreover, while SKN-1 and MED-1/2 are expressed both in the E and MS 

blastomeres, their ability to induce end-1 and end-3 transcription is repressed in the MS cell. This 

repression is due to the strong nuclear accumulation of POP-1/TCF in the MS cell (Calvo et al., 2001; 

Lin et al., 1995; Maduro et al., 2005b; Shetty et al., 2005). In the E blastomere, Wnt signaling 

emanating from the P2 cell reduces the nuclear accumulation of POP-1/TCF, converts it to a 

transcription activator and allows both SKN-1 and POP-1 dependent end-1 and end-3 expression (Lin 

et al., 1995; Maduro et al., 2005b; Rocheleau et al., 1997; Shetty et al., 2005; Thorpe et al., 1997).  

In C. elegans, PAR-4 plays a crucial role in the asymmetric localization of cell fate determinants in the 

early embryo (Kemphues et al., 1988; Tenlen et al., 2008) and is required for the differentiation of 

intestinal cells (Kemphues et al., 1988; Morton et al., 1992). In the one-cell embryo, it also moderately 

affects cortical polarity (Chartier et al., 2011; Hung and Kemphues, 1999) and controls cell cycle timing 

through the regulation of both CDC-25.1 and replication origins (Benkemoun et al., 2014; Rivers et al., 

2008). In this work, we examine the role of PAR-4 during intestinal development. We show that PAR-

4 is not required for epithelial polarity establishment and has a minor role in brush border formation. 

By contrast, severe deformations of the intestinal lumen are observed in par-4 mutants. These 

deformations are associated with the presence of supernumerary intestinal cells.  Importantly, we find 



5 

 

that PAR-4 does not control on intestinal cell number by regulating cell proliferation but rather by 

restricting intestinal specification to the E blastomere. 

Results 

PAR-4 is dispensable for intestinal apico-basal polarity and microvilli formation in C. elegans 

In C. elegans, a faint and uniform cortical PAR-4 immunostaining has been observed in one-cell 

embryos. As the embryos further divide, the cortical enrichment of PAR-4 becomes more robust, in 

particular at cell-cell boundaries (Watts et al., 2000). To further characterize PAR-4 expression pattern, 

we used CRISPR/Cas9 genome editing to endogenously label the two longest PAR-4 isoforms with the 

monomeric Neon Green (mNG) fluorophore. Consistent with a recent report (Roy et al., 2018), we 

observed that mNG::PAR-4 was ubiquitously expressed and cortically enriched in embryos, especially 

at cell-cell boundaries (Fig.1A). In enterocytes, mNG::PAR-4 localized both at the apical and basolateral 

cortex. During the early steps of intestine polarization, mNG::PAR-4 also localized on numerous 

subapical foci (Fig.1A). These foci were highly dynamic, suggesting that they may correspond to 

intracellular trafficking vesicles (Movie 1). Interestingly, we could distinguish two populations of foci: 

smaller foci moved in both directions all along lateral membranes while larger foci moved in the 

vicinity of the apical membrane.  

This localization prompted us to ask whether PAR-4 is necessary for in vivo polarization and brush 

border formation. Intestinal polarization starts with the apical accumulation of PAR-3/PAR-6/PKC-3 at 

the E16 stage, preceding embryonic elongation (Achilleos et al., 2010; Totong et al., 2007). Basolateral 

proteins such as LET-413Scribble initially localize on all membranes before being excluded from the apical 

membrane at the beginning of embryonic elongation (Legouis et al., 2000; Pickett et al., 2021).  

Consistently, in elongated 2-fold embryos, we observed that endogenously tagged PAR-6::GFP and 

LET-413Scribble::mNG  localized at the apical and basolateral membranes of enterocytes, respectively 

(Fig.1C). PAR-6::GFP already localized at the apical membrane prior to elongation, in early lima bean 

embryos (Fig.1B). To inactivate PAR-4 we used the par-4(it47) thermosensitive allele (Kemphues et al., 
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1988; Watts et al., 2000) and shifted the embryos at restrictive temperature (25°C) two hours before 

imaging. Inactivating PAR-4 two hours before the lima bean stage, i.e. prior to the beginning of 

enterocyte polarization, did not alter PAR-6 apical localization (n=27) (Fig.1B). Similarly, inactivating 

PAR-4 two hours before the 2-fold stage, i.e during the first step of apical polarization, before the 

apical exclusion of LET-413Scribble, did not prevent LET-413Scribble from eventually being restricted to the 

basolateral membrane (n=10) (Fig.1C). Thus, PAR-4 does not seem to be required for the 

establishment of apico-basal polarity. 

Once polarized, enterocytes assemble a regular array of microvilli which forms the brush border (Asan 

et al., 2016; Bidaud-Meynard et al., 2021; Leung et al., 1999). Observation of 3-4-fold embryos 

expressing endogenously tagged ezrin (ERM-1::mNG) and intermediate filament (IFB-2::wScarlet) by 

super-resolution confocal microscopy allowed us to distinguish regularly organized apical microvilli 

containing ezrin and the subapical terminal web (Fig.1D). Inactivating PAR-4 two hours before the 3-

4-fold stage, i.e. during brush border formation, did not alter ERM-1 and IFB-2 localization and did not 

seem to prevent microvilli formation (n=28) (Fig.1D). To further characterize the effect of PAR-4 loss-

of-function on brush border formation, we used transmission electron microscopy (TEM). At the 3 to 

4-fold stage, control embryos displayed regular microvilli at the apical membrane of enterocytes 

(Fig.1E). Consistent with our super-resolution observations, we found that par-4(it47ts) embryos also 

developed an apical brush border (Fig.1E). Nonetheless, measurements of microvilli features, i.e their 

density, length and width, revealed mild defects of the brush border ultrastructure. Namely, microvilli 

density was slightly decreased while microvilli were slightly longer and thinner in par-4(it47ts) 

embryos compared to controls (Fig.1F). It should however be mentioned that our analysis also 

revealed rather strong inter-individual variations (Fig.S1A-C). Altogether, our observations 

demonstrate that PAR-4 is not required for intestinal cell polarity and has a rather minor role in 

microvilli formation in C. elegans embryos.  
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PAR-4 regulates lumen architecture and intestinal cell number  

While par-4(it47) embryos do not have strong polarity or brush border defects, we found that they 

displayed striking lumen deformations. In contrast with control embryos, which had a regular elliptical 

intestinal lumen, par-4(it47) mutant embryos exhibited severe deformations of the apical membrane 

(Fig.2A-B). At the 3-4-fold stage, such deformations were visible in 28% (n = 16/57) and 78% (n = 7/9) 

of par-4(it47ts) embryos observed either by confocal or transmission electron microscopy (TEM), 

respectively. Notably these defects were not observed in 2-fold embryos (n=20) (Fig.S2A). Importantly, 

we noticed that ERM-1 and IFB-2 correctly localized even in regions with strong lumen deformations 

(n=28) (Fig.S2B), thus confirming that apical membrane deformations are not linked to defects in 

apical polarity. 

We next wondered whether these lumen deformations were associated with other defects in tissue 

organization and first examined apical junctions. C. elegans enterocytes have only one type of apical 

junction, the C. elegans apical junction (CeAJ), which is formed by two protein complexes, the 

cadherin/catenin complex (CCC) and the DLG-1/AJM-1 complex (DAC) (McMahon et al., 2001; Segbert 

et al., 2004). The CCC is composed of HMR-1, HMP-1 and HMP-2, the homologs of classical E-cadherin, 

α-catenin and β-catenin, respectively (Costa et al., 1998). The DAC localizes basally to the CCC and 

contains DLG-1, the homolog of Disc large (McMahon et al., 2001) and the non-conserved protein 

AJM-1 (Köppen et al., 2001). To test whether PAR-4 loss-of-function had an effect on intestinal CeAJs, 

we used strains expressing the endogenously tagged CeAJ components DLG-1::mNG, HMR-1::GFP or 

HMR-1::mKate2 and HMP-1::GFP (Heppert et al., 2018; Marston et al., 2016). DLG-1, HMR-1 and HMP-

1 localized at CeAJs, both in control and par-4(it47) embryos (Fig.2C and S2C). However, additional 

CeAJs  were visible in about one third of par-4(it47) embryos (Fig.2C, Fig.S2C-D). Contrary to lumen 

deformations, these supernumerary CeAJs were present both in 2-fold and 3-4-fold embryos (Fig.S2D). 

We next used TEM to complete our analysis. The C. elegans gut arranges into rings composed of two 

enterocytes, except the anterior ring, which is made of four cells. Thus, on TEM transversal sections, 

control embryos display two, occasionally four, electron dense structures corresponding to CeAJs, 
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which maintain the cohesion between the two, or four, cells surrounding the lumen (Fig.2B). By 

contrast, more than two CeAJs were observed on several sections of all par-4(it47) embryos and 

sections with more than four CeAJs were found in 56% of par-4(it47) embryo (n = 5/9) (Fig.2B). 

Notably, we also found that junction length increased in all par-4(it47) embryos analyzed by TEM (n = 

9) (Fig.S2E).  

The presence of additional CeAJs prompted us to examine the number of intestinal cells present in 

par-4(it47) mutants. To this end, we used strains expressing an intestinal-specific nuclear marker, 

expressed under the control of the elt-2 promoter, elt-2p::NLS::GFP::LacZ (Fukushige et al., 1998). 

While most control 2-fold embryos had 20 intestinal cells, 32% of par-4(it47) embryos (n = 10/31) had 

25 or more enterocytes (Fig.2D), indicating that PAR-4 prevents the appearance of supernumerary 

intestinal cells. These observations were initially made after shifting par-4(it47) embryos two hours at 

restrictive temperature (25°C). We next wondered whether the timing of temperature shift could 

influence the number of intestinal cells. First, we counted intestinal cells in par-4(it47) embryos, which 

had been kept at permissive temperature (15°C) before observation and surprisingly found that 27% 

(n = 9/33) had an excess of enterocytes (Fig.S2F). This result could be explained by previous 

observations showing that the par-4(it47) allele is already partially inactivated at 15°C (Morton et al., 

1992). However, the similarity between the phenotypes observed at 15°C or after two hours at 25°C 

also suggested that the presence of supernumerary cells was not due to the inactivation of PAR-4 in 

the two hours preceding the 2-fold stage but rather to an earlier effect of PAR-4. To test this 

hypothesis, we next tried to observe intestinal cells in par-4(it47) embryos after a longer shift at 25°C. 

Unfortunately, under those conditions, the par-4(it47) mutation induced pleiotropic embryonic 

defects, in particular an elongation arrest, precluding proper embryo staging and characterization.  

Lumen defects in par-4 mutants are due do the presence of additional intestinal cells  

Our observations revealed the existence of different gut phenotypes in par-4(it47) embryos: mild 

brush border defects, increased junction length, intestinal lumen deformations, additional apical 

junctions and excess of enterocytes. We wondered whether these phenotypes were due to a unique 
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function or to several roles of PAR-4. We first asked whether the presence of supernumerary 

enterocytes could affect tissue organization and lead to the appearance of additional CeAJs and lumen 

deformations. To this end we observed embryos co-expressing an intestinal nuclear marker and the 

CeAJ marker HMR-1::mKate2 and found that 23% of par-4(it47ts) 2-fold embryos (n = 7/31) had extra 

intestinal nuclei. Importantly, all of them also displayed additional CeAJs (Fig.3A). Reciprocally, all 

embryos with additional CeAJs (n = 7/31) also had supernumerary intestinal cells. Moreover, 

observation of embryos co-expressing HMR-1::mKate2 and ERM-1::mNG showed that 61% of par-

4(it47) 3-4-fold embryos (n = 25/41) displayed intestinal lumen deformations and 92% of those 

embryos (n = 23/25) also had additional CeAJs (Fig.3B). Reciprocally, 63% of par-4(it47) had additional 

CeAJs (n = 26/41) and 89% of them (n = 23/26) displayed lumen deformations. Similarly, the presence 

of additional CeAJs was associated with the presence of lumen deformations on TEM images (Fig.2B). 

We next used a plasma membrane marker specifically expressed in the intestine, vha-6p::PH::GFP, to 

be able to assess both lumen and enterocyte organization. In control 3-4-fold embryos, vha-

6p::PH::GFP allowed us to distinguish the regular and elliptical shape of the lumen and the presence 

of two enterocytes in the ring surrounding the lumen (Fig.3C). By contrast, 18% of par-4(it47) embryos 

(n = 7/38) displayed intestinal lumen deformations (Fig.3C). Notably, all of them (n = 7/7) also had 

additional enterocytes surrounding the lumen (Fig.3C). Finally, our TEM analysis revealed the presence 

of more than 4 cells per intestinal ring on sections from 56 % of par-4(it47) embryos (n = 5/9). In all 

those cases, the lumen appeared deformed and additional CeAJs were observed (Fig.3D). Altogether, 

our observations reveal a strong correlation between the presence of extra intestinal cells, additional 

CeAJs and lumen deformation, suggesting that the presence of extra-intestinal cells could explain the 

presence of additional CeAJs and lumen deformations. By contrast, our TEM analysis did not reveal 

any obvious link between microvilli or CeAJs length defects and the number of additional CeAJs 

(Fig.S1A-C, S2E), suggesting that those latter defects may not be due to the presence of 

supernumerary enterocytes.  
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cdc-25.1(gof) mutants also display defects in lumen architecture  

In order to confirm that the presence of extra intestinal cells is responsible for the presence of 

additional junctions and lumen deformations, we compared the different phenotypes of par-4(it47) 

embryos with those of cdc-25.1 gain-of-function mutant embryos. Previous studies had indeed 

revealed the presence of supernumerary enterocytes in cdc-25.1(rr31) and cdc-25.1(ij48) gain-of-

function mutants (Clucas et al., 2002; Kostić and Roy, 2002). Immunostaining of the junction 

component AJM-1 also suggested the presence of additional CeAJs in the intestine of cdc-25.1(ij48) 

embryos (Clucas et al., 2002). We first observed cdc-25.1(rr31) gain-of-function mutants co-expressing 

an intestinal nuclear marker and the CeAJ marker HMR-1::mKate2 and confirmed that all cdc-

25.1(rr31) embryos had supernumerary enterocytes and additional CeAJs (n = 15) (Fig.S3A).  We next 

characterized the lumen morphology of cdc-25.1(rr31) embryos expressing vha-6p::PH::GFP and 

observed that all of them (n = 18) displayed intestinal lumen deformations (Fig.4A). Similarly, TEM 

sections with more than four CeAJs and severe lumen deformations were observed in all analyzed cdc-

25.1(rr31) embryos (n = 7) (Fig.4B). Consistent with previous observations (Choi et al., 2017), we found 

that additional enterocytes could be organized into rings composed of four (Fig.4A) or more cells 

(Fig.4B). Our TEM analysis also revealed that cdc-25.1(rr31) mutants displayed a slightly increased 

microvilli density and thicker microvilli while microvilli length and CeAJs length were not affected 

(Fig.S3B-D). Thus, while par-4(it47) and cdc-25.1(rr31) embryos share the same phenotypes in terms 

of lumen and junction organization, they do not show the same microvilli and junction length defects. 

Altogether, these observations are consistent with our hypothesis that additional junctions and lumen 

deformations are linked to the presence of extra intestinal cells but suggest that the defects of 

microvilli and CeAJs length observed in par-4(it47) mutant embryos are due to separate PAR-4 

functions.  

PAR-4 does not regulate cell proliferation in the E lineage  

We next aimed at deciphering the mechanisms by which PAR-4 regulate intestinal cell number and 

first asked whether the supernumerary enterocytes observed in par-4(it47) embryos were due to 
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additional divisions in the E lineage. In control embryos, the 20 enterocytes all emanate from the E 

blastomere, which undergoes 5 series of stereotyped divisions (Fig.5A) (Leung et al., 1999; Sulston et 

al., 1983). Acceleration of the cell cycle, as for instance reported in cdc-25.1 gain-of-function mutant 

embryos, can lead to the appearance of an extra-round of divisions and supernumerary intestinal cells 

(Clucas et al., 2002; Kostić and Roy, 2002). We thus performed lineage experiments to determine 

whether PAR-4 also regulates the duration and number of intestinal cell divisions. To follow divisions, 

we used strains co-expressing two gut-specific nuclear markers expressed under the end-1 or elt-2 

promoters, end-1p::GFP::H2B and elt-2p::NLS::GFP::LacZ (Fukushige et al., 1998; Shetty et al., 2005). 

The end-1 promoter-driven endodermal reporter becomes visible in E2 cells before gastrulation 

whereas the elt-2 promoter-driven intestinal marker appears during the E8 stage and persists 

afterwards (Fig.5B). In control embryos recorded at 25°C, it took around 3 hours between the 

appearance of the end-1 promoter-driven signal in E2 cells and the E16 stage (Fig.5B, n = 13). 

Moreover, the transitions between E2 and E4, E4 and E8, and E8 and E16 stages took in average 36 

(SD ± 3 min), 58 (SD ± 9 min) and 143 (SD ± 21 min) minutes, respectively (n = 13) (Fig.5C). As previously 

reported (Kostić and Roy, 2002), we found that intestinal cells divided faster in cdc-25.1(rr31) gain-of-

function embryos: the transitions between E2 and E4, E4 and E8, and E8 and E16 stages took in average 

28 (± SD 3 min), 29 (SD ± 3 min) and 100 (SD ± 37 min) minutes, respectively (n = 16) (Fig.5B-C). As a 

result, E descendants underwent an additional division and, after 3h at 25°C, the intestine was 

composed of 32 cells (Fig.5B). By contrast, no extra-division occurred in the E lineage of par-4(it47) 

embryos observed during 3h at 25°C (Fig.5B). Consistently, we did not observe any acceleration of the 

cell cycle as the transitions between E2 and E4, E4 and E8, and E8 and E16 took in average 38 (SD ± 6 

min), 72 (SD ± 14 min) and 150 (SD ± 29 min) minutes, respectively (n = 19) (Fig.5C). Thus, unlike what 

happens in cdc-25.1 gain-of-function mutants, the supernumerary intestinal cells observed par-4(it47) 

mutants do not result from an overall shortening of the E lineage cell cycles and from the appearance 

of an extra division between the E2 and E16 stage. 
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Once embryos have reached the E16 stage, only four enterocytes of the E16 intestinal primordium, 

referred to as “star cells”, divide to obtain the final E20 stage (Sallee et al., 2021). These “star cells” 

usually divide between the late lima bean and the 1.8-fold stages ((Sallee et al., 2021) and our 

observations). During our long-lasting lineage experiments, we however failed to record this late 

division, including in control embryos. This prevented us from determining whether the extra 

intestinal cells observed in par-4(it47) mutants could result from the late and abnormal division of non 

“star-cells”. To circumvent this technical problem, we first imaged control and par-4(i47) embryos 

which were at the lima bean stage and had 16 intestinal nuclei. We next observed the same embryos 

between one and two hours later: at this time point, control embryos had mostly 20 intestinal cells (n 

= 15/18), occasionally 21 (n = 3/18) (Fig.5D). Similarly, par-4(it47) embryos mainly exhibited 20 

intestinal nuclei (n = 32/37), occasionally 19 (n = 1/37), 21 (3/37) or 22 (1/37) (Fig.5D). They thus had 

normally completed their last intestinal cell division and did not undergo another round of division. 

Altogether, our results thus show that the presence of supernumerary intestinal cells in par-4(it47) 

mutants is not due to excessive cell proliferation in the E lineage. Surprisingly, we also observed that 

the intestine-specific degradation of PAR-4 did not affect intestinal cell number (Fig.S4A-B), suggesting 

that the presence of supernumerary intestinal cells in par-4(it47) mutants is not due the inactivation 

of PAR-4 in the E lineage but rather reveals a novel function of PAR-4 outside the E lineage.  

PAR-4 regulates intestinal cell number by restricting intestinal specification to the E lineage  

While our lineage experiments showed that the descendants of the E blastomere divide normally in 

par-4(it47) embryos, we occasionally observed the expression of the end-1 promoter-driven reporter 

in two cells outside the E lineage (n = 2/19). This ectopic expression of the end-1 marker suggested 

that some cells that are not emanating from the E lineage adopt an intestinal-like fate and produce 

extra enterocytes. In these first lineage experiments, embryos were shifted at 25° just before imaging 

(see Table S2). We next tested whether an earlier shift would lead to the more frequent ectopic 

expression of the end-1 marker and shifted the embryos at 25°C one hour before imaging.  Under 

these conditions, we found that 53% of par-4(it47) embryos (n = 19/36) ectopically expressed the end-
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1 reporter in one or two cells localized outside the E lineage (Fig.6A). This ectopic expression appeared 

at the E2 stage or when Ea and Ep divide (Fig.6A). Importantly, we found that the presence of these 

cells ectopically expressing end-1 does not decrease cell cycle length in the E lineage (Fig.6B). 

According to their position within the embryo, most of E-like cells expressing end-1 in par-4(it47) 

embryos seem to arise from the C lineage (Fig.6A). With the help of the brightfield channel we could 

follow cell lineages and unambiguously identify the origin of these E-like cells in 17 embryos. We found 

that the end-1 reporter was mainly expressed in the posterior daughter of the C blastomere, called 

Cp, or its descendants, Cpa and Cpp (n = 15/17) (Fig.6A,C, Fig.S5) and occasionally both in Ca and Cp 

(2/17). In 3/17 embryos, the end-1 reporter was expressed both in the C lineage and in the MSp lineage 

(Fig.6F). To confirm these results, we followed embryonic cell divisions by imaging embryos co-

expressing the end-1 reporter and a ubiquitously expressed membrane marker (Fig.6D). In this 

experiment, 47% of par-4(it47) embryos (n = 14/30) showed ectopic expression of the end-1 marker. 

This mostly occurred within the C lineage (n = 10/14), especially in Cp or its descendants Cpa and Cpp 

(n = 9/10) and occasionally both in Ca and Cp (n = 1/10). In a few embryos (n = 4/14), the end-1 marker 

was expressed only in MSp descendants. Our data thus suggests that PAR-4 restricts intestinal 

specification to the E lineage by preventing end-1 expression in the C and MS blastomeres. 

We then wondered whether the ectopic expression of end-1 in cells localized outside the E lineage is 

sufficient to induce intestinal differentiation in those cells. To address this question, we analyzed the 

expression of the elt-2-promoter driven reporter in par-4(it47) embryos displaying ectopic end-1 

expression. All control embryos (n = 6), as well as all par-4(it47) embryos without end-1 ectopic 

expression (n = 17), expressed the elt-2 reporter in all E descendants (Fig.6E). Among the par-4(it47) 

embryos ectopically expressing end-1 in the C lineage, 65% (n=11/17) also expressed the elt-2 reporter 

in at least some descendants of the C lineage.  The number of C descendants expressing the elt-2 

reporter was variable, ranging from no cell to all cells ectopically expressing end-1 (Fig.6F-I). Notably, 

in those embryos, there was also substantial variability in the number of E descendants expressing elt-

2 (Fig.6F-I). Unlike the C lineage, the descendants of MSp ectopically expressing the end-1 marker 
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never turned on the elt-2 signal (Fig.6F). This high variability in the expression of the elt-2 reporter 

may be due to a more variable end-1 expression in par-4(it47) embryos, both inside and outside the E 

lineage.  

Altogether, our observations demonstrate that PAR-4 regulates the number of enterocytes without 

controlling cell proliferation in the E lineage but rather but by preventing the C blastomere from 

adopting an intestinal fate.  When PAR-4 is inactivated, end-1 is ectopically expressed in the C lineage 

where it is sufficient to induce the ectopic expression of elt-2, thereby leading to the differentiation 

of supernumerary intestinal cells.  

Discussion 

In this paper, we have shown that PAR-4 is not required for the establishment of apico-basal polarity 

during C. elegans intestinal development and has a minor role during brush border formation. By 

contrast, PAR-4 is essential to prevent intestinal hyperplasia. PAR-4 inactivation indeed results in the 

presence of supernumerary intestinal cells and severe lumen deformations. This novel function of 

PAR-4 appears to be independent from cell proliferation regulation and involves restriction of 

intestinal specification to the E lineage.  

Our endogenously expressed mNG::PAR-4 construct confirms that PAR-4 is ubiquitously expressed in 

C. elegans embryos (Roy et al., 2018; Watts et al., 2000). It is enriched at the cell cortex, especially at 

cell-cell boundaries. As previously described (Watts et al., 2000), it is not polarized along the antero-

posterior axis in early embryos. It also localizes to both the apical and lateral membranes in the 

intestinal epithelium. Besides its cortical localization, PAR-4 also localizes to dynamic foci in polarizing 

enterocytes. Our observations suggest the existence of two types of PAR-4 foci, small ones, which 

move along the lateral membranes and larger ones close to the apical membrane. Whether these two 

populations of PAR-4-positive foci have distinct functions and are associated with different types of 

trafficking vesicles remains to be determined.  
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Despite its intriguing dynamic localization in polarizing enterocytes, PAR-4 appears not to be required 

for the establishment of intestinal apico-basal polarity in C. elegans. We can not exclude that PAR-4 

plays a minor, redundant role during polarization but it is clearly not an essential player in that process. 

Our results contrast with studies showing that ectopic activation of LKB1 is sufficient to establish 

polarity in isolated intestinal cancer cells (Baas et al., 2004). They are however consistent with the 

absence of obvious polarity defects in mice intestinal cells lacking LKB1 activity (Shorning et al., 2009). 

PAR-4/LKB1 has been shown to modulate the asymmetric localization of PAR-3, PAR-6 and aPKC in 

several other in vivo systems, including in epithelial cells (e.g. (Amin et al., 2009; Bonaccorsi et al., 

2007; Chartier et al., 2011; Lee et al., 2007; Martin and St Johnston, 2003)).  Many cell types can 

nevertheless apparently polarize normally in its absence (e.g. (Amin et al., 2009; Krawchuk et al., 

2015), underlining that PAR-4/LKB1 is far from systematically having a crucial role in polarity 

establishment. Its requirement appears to be extremely sensitive to the cell context and may depend 

on the robustness of other polarization mechanisms at play in each cell type.  

Our results show that PAR-4 is not strictly required for microvilli formation in C. elegans embryos but 

contributes to the formation of very typical microvilli. In intestinal cell lines, ectopic activation of LKB1 

triggers the formation of microvilli-like structures through the activation of a signalling cascade 

involving the small GTPase Rap2 and ezrin phosphorylation (Baas et al., 2004; Gloerich et al., 2012; 

ten Klooster et al., 2009). In C. elegans, ERM-1 phosphorylation prevents the basolateral accumulation 

of ERM-1 in embryonic intestinal cells (Ramalho et al., 2020). The normal apical localization of ERM-1 

that we observed in par-4 embryos thus strongly suggests that ERM-1 phosphorylation is not affected 

in this context. Moreover, our TEM observations did not reveal microvilli defects in rap-2(gk11) 

mutant larvae (O. Nicolle, unpublished observations). It is thus unlikely that PAR-4 regulates microvilli 

growth through the RAP-2/ERM-1 pathway in C. elegans.  

Besides its effect on microvilli morphology, we find that PAR-4 regulates CeAJ length. Interestingly, 

drosophila lkb1(-) photoreceptor cells also exhibit longer adherens junctions (Amin et al., 2009). Those 

are also frequently fragmented, a phenotype that we did not observe in the intestine of par-4 C. 
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elegans mutants. In C. elegans, LET-413Scribble has been proposed to trigger CeAJs compaction and let-

413 mutants display extended and fragmented intestinal CeAJs (Legouis et al., 2000; McMahon et al., 

2001). The longer CeAJs observed in par-4(it47) embryos could therefore in principle result from 

reduced LET-413 activity. However, loss of LET-413 also results in the strong mislocalization of the 

apical proteins PAR-3 and PAR-6 (McMahon et al., 2001). The absence of polarity defects in par-4(it47) 

embryos argues against a role of PAR-4 in regulating LET-413 activity.   

Intestinal hyperplasia is the most striking phenotype that we observe in par-4 embryos. In 2-cell C. 

elegans embryos, par-4 mutants show an acceleration of the cell cycle in the P1 blastomere (Morton 

et al., 1992). This effect can be explained by the ability of PAR-4 and its effector PAR-1 to inhibit CDC-

25.1 nuclear accumulation as well as DNA replication in P1 (Benkemoun et al., 2014; Rivers et al., 

2008). Moreover, stabilization of CDC-25.1 in the intestine leads to cell cycle acceleration and extra 

enterocytes divisions (Clucas et al., 2002; Kostić and Roy, 2002). However, in the intestine, par-4 

mutants exhibit neither cell cycle acceleration nor extra divisions, suggesting that PAR-4 does not 

regulate CDC-25.1 in that context and that intestinal hyperplasia is not linked to excessive cell 

proliferation.  

Rather we find that supernumerary cells arise from specification defects and are due to the abnormal 

expression of the intestinal specification gene end-1 in the C lineage. In control embryos, expression 

of end-1 in the E blastomere is mostly activated by SKN-1 but also by POP-1/TCF and PAL-1 (Maduro 

et al., 2005b). In the C lineage, SKN-1 accumulation is limited by the kinase GSK-3: depletion of GSK-3 

leads to SKN-1 stabilization and transformation of C descendants into E-like cells (Maduro et al., 2001; 

Schlesinger et al., 1999; Shirayama et al., 2006). While PAL-1 is present and activates end-1 expression 

in E cells, it is expressed at higher levels in C descendants where it promotes the expression of C lineage 

specific genes (Baugh et al., 2005; Hunter and Kenyon, 1996). Altogether, these observations suggest 

that a high SKN-1/PAL-1 ratio triggers E specification, while a low SKN-1/PAL-1 ratio induces C 

specification (Hunter and Kenyon, 1996; Maduro et al., 2005b). Thus, the ectopic expression of end-1 

in par-4(it47) embryos could either result from the abnormal stabilization or activity of SKN-1 or from 
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the reduced expression of PAL-1 in the C lineage. Although we could not directly assess SKN-1 activity, 

our unpublished observations did not reveal any SKN-1 stabilization in par-4(it47) embryos. By 

contrast PAR-4 has previously been shown to be required for PAL-1 accumulation in EMS and P2 cells 

(Bowerman et al., 1997), suggesting that reduced PAL-1 levels could be the cause of end-1 expression 

in the C lineage of par-4(it47) embryos.  

Importantly, most C cells ectopically expressing end-1 also in turn activate elt-2 expression. This 

observation is consistent with the terminal phenotype of par-4 embryos, which exhibit an excess of 

differentiated intestinal cells. The number of cells that eventually express elt-2 is however variable. 

Previous studies have shown that robust elt-2 expression relies on robust END-1 and END-3 levels and 

that variability of their expression leads to stochastic elt-2 expression (Choi et al., 2017; Raj et al., 

2010). It is thus likely that variations in either the levels or the timing of end-1 expression in the C 

lineage of par-4 embryos result in variable elt-2 expression. Notably, we also observe that some E 

descendants did not express elt-2 in par-4 embryos. These results are reminiscent of previous studies 

showing that PAR-4 is required for the formation of differentiated intestinal cells (Kemphues et al., 

1988; Morton et al., 1992). They suggest that PAR-4 does not only prevent end-1 expression in the C 

lineage but may also ensure its robust expression in the E lineage.  

At the time when C descendants start to express end-1 and then elt-2, they are located in the vicinity 

of E descendants but need to rearrange and incorporate to E descendants to form a continuous 

intestine. As previously described in cdc-25.1(gof) mutants (Choi et al., 2017), supernumerary cells 

eventually accommodate to form rings with more than two cells surrounding the lumen. We cannot 

exclude that they also occasionally form additional intestinal rings. The presence of lumen 

deformations is linked to the presence of supernumerary enterocytes. It is nevertheless intriguing that 

they become apparent only at the 3-4-fold stages. One possible explanation is that this is due to the 

progressive and late incorporation of supernumerary cells to form intestinal rings containing more 

than two cells. Alternatively, supernumerary cells may already be incorporated into intestinal rings at 

the 2-fold stage and induce weak lumen deformations. Those small and early lumen deformations may 
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then be amplified and become detectable as the lumen grows. The presence of additional CeAJs in 

both 2 and 3-4-fold embryos support this latter hypothesis.  

In conclusion, our work reveals a novel function of PAR-4 in regulating intestinal specification. While 

previous work showed that PAR-4 is required to induce intestinal differentiation in the E lineage, our 

results demonstrate that it also prevents the C blastomere from producing intestinal cells. Similarly to 

supernumerary cells arising from additional divisions inside the E lineage, extra intestinal cells 

resulting from abnormal specification have the astonishing ability to incorporate within the intestinal 

epithelium, eventually forming a continuous, albeit deformed, intestinal lumen.  

Materials and Methods 

Worm strains  

Strains were grown on agar plates containing NGM growth media and seeded with E. coli (OP50 strain). 

Worms were maintained at 20°C, except strains carrying the par-4(it47) thermosensitive mutation, 

which were kept at 15°C and shifted at restrictive temperature (25°C) during the course of our 

experiments. The strains used in this study are listed in Table S1 and the temperature conditions used 

for each experiment are detailed in Table S2.  

New CRISPR strains 

CRISPR-CAS9-genome edited mNG::PAR-4, PAR-4::mKate2::AID and LET-413c::mNG were generated 

at the “Biologie de Caenorhabditis elegans” facility (Université Lyon 1, UMS3421, Lyon, France). 

mNG::PAR-4 was obtained by tagging the two longest isoforms of PAR-4 (PAR-4a and PAR-4c) with 

mNeonGreen at their common N-terminus. PAR-4::mKate2::AID was obtained by inserting a 

GASGASGAS linker, mKate2 and an Auxin Inducible Degron (AID, 

MPKDPAKPPAKAQVVGWPPVRSYRKNVMVSCQKSSGGPEAAAFVK) (Zhang et al., 2015) at the N-terminus 

of the short PAR-4 isoform (PAR-4b). This insertion also tags the two PAR-4 long isoforms (insertion 

after Met142 in PAR-4a and PAR-4c). LET-413c::mNG was obtained by fusing mNeonGreen to the C-

terminus of the LET-413c isoform; a GASGASGAS linker was inserted between LET-413 and mNG.  
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Auxin induced degradation 

Intestine specific degradation of PAR-4 was induced by incubating at 20°C embryos expressing PAR-

4::mKate2::AID and the auxin receptor TIR-1 under the control of the elt-2 promoter in 5 mM IAA-AM 

(acetoxymethyl indole-3-acetic acid, a cell permeable form of auxin which is able to trigger 

degradation in embryos, (Negishi et al., 2019)). Control experiments showed that PAR-4 was absent 

from intestinal cells after 1h15 auxin treatment. The number of intestinal cells in embryos depleted 

of PAR-4 was assessed after 6h auxin treatment.  

Microscopy and time-lapse recordings  

For standard and superresolution confocal microscopy, embryos were mounted on 2% agarose pads 

in a drop of M9 medium. Standard confocal images were acquired with a SP8 confocal microscope 

(Leica) equipped with a HC Plan-Apo 63×, 1.4 NA objective and the LAS AF software. Z-stacks were 

acquired with 400 nm steps. Superresolution images were acquired with a LSM 880 microscope (Zeiss), 

equipped with a Plan-Apo 63×, 1.4 NA objective and the Zen Black software. The Airy Scan module 

was used to obtain superresolution images. Z-stacks were acquired with 180 nm steps (optimal step 

size). 

For lineage experiments, adult hermaphrodites were dissected in M9 medium. Embryos were then 

transferred to a 4 µL drop of M9 medium on a 35 mm glass bottom dish (poly-D-lysine coated, 14 mm 

microwell, No 1.5 coverglass, MatTek). Excess of M9 was then removed to ensure adhesion of embryos 

to poly-D-Lysine and 2 mL of mineral oil (Light Oil (neat), Sigma) was used to cover the drop of M9. 

Recordings were performed on a Leica DMi8 spinning disc microscope equipped with a HCX Plan-Apo 

63×, 1.4 NA objective and a Roper Evolve EMCCD camera. The setup was controlled by the Inscoper 

Imaging Suite. Embryos were maintained at 25°C during recordings. Images were acquired at 3 or 5 

minutes intervals (Fig.5B and Fig.6D) or every 5 minutes during the first two hours of recordings and 

then every 10 minutes (Fig.6A,E-H, Fig.S5). Z-stacks were acquired with 400 nm steps. 

Temperature conditions used for each experiment are detailed in Table S2.   
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Transmission electron microscopy 

Control and mutant C. elegans embryos (at 3-4 fold stage) were shifted at 25°C two hours before 

fixation. They were fixed by high pressure freezing with the EMPACT-2 system (Leica Microsystems). 

Cryosubstitution (FS) was done in anhydrous acetone containing 1% OsO4, 0.5% glutaraldehyde and 

0.25% uranyl acetate for 60 h in an FS system (AFS-2; Leica Microsystems). The embryos were 

embedded in an Epon-Araldite mix (EMS hard formula). Adhesive frames were used (11560294 GENE-

FRAME 65L, Thermo Fisher Scientific) for flat embedding, as previously described (Bidaud-Meynard et 

al., 2019). Ultrathin sections (70 nm thickness) were cut on an ultramicrotome (UC7; Leica 

Microsystems) and collected on formvar coated slot grids (FCF2010-CU; EMS). Each sample was 

sectioned at 7-10 different places with ≥5 μm between each grid, to ensure that different gut cells 

were observed. TEM grids were then observed using a JEM-1400 TEM (JEOL) operated at 120 kV, 

equipped with a Gatan Orius SC1000 camera and piloted by the Digital Micrograph 3.5 program 

(Gatan).  

Image analysis and quantifications 

Images were assembled for illustration using the Fiji and Inkscape 1.1 softwares. All embryos are 

oriented with the anterior pole to the left. Images obtained with the Airy Scan module were processed 

to enhance resolution with the ZenBlack software. Max intensity z-projections, orthogonal views and 

3D reconstructions were obtained with Fiji.  In lineage experiments, there are very strong differences 

in signal intensities between the end-1p::GFP::H2B and elt-2p::NLS::GFP::LacZ reporters, with the elt-

2 signal being much stronger than the end-1 signal. The signal intensities on images from lineage 

movies were thus adjusted to enable proper visualization of intestinal nuclei at all the embryonic 

stages observed. 

TEM micrographs were analyzed using Fiji. Microvilli length was measured from the tip to the point 

where their base intersected with the apical pole. Microvilli width was measured at mid-height. 

Microvilli density was defined as the number of microvilli over 1 µm of lumen perimeter.  Junction 

length correspond to the length of the electron-dense structure.  
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Statistical analysis 

Statistical analysis and graphic representations were performed with the Graphpad Prism 8.0.1 

software. Details of the statistical tests used are indicated in each figure legend. 
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Figure legends 

Figure 1: PAR-4 is not strictly required for intestinal cell polarity and microvilli formation in C. elegans 

embryos. (A) Confocal images of embryos of the indicated stages expressing endogenously tagged 

mNG::PAR-4. Scale bar: 6 µm. The higher magnification image at the lima bean stage shows the 

localization of mNG::PAR-4 in enterocytes, both on the apical and basolateral membranes and on 

subapical foci (arrowheads). Scale bar: 3 µm. (B) Maximum Z-projections from confocal images of lima 

bean control and par-4(it47) embryos expressing PAR-6::GFP. Scale bar: 5 µm. (C) Maximum Z-

projections from confocal images of 2-fold control and par-4(it47) embryos co-expressing LET-

413::mNG (green) and PAR-6::mKate2 (magenta). Zoomed-in images show basolateral LET-413::mNG 

signal (green, arrowheads) compared to apical PAR-6::mKate2 localization (magenta). Scale bar: 5 µm. 

(D) Super-resolution (SR) confocal microscopy images of 3-4-fold control and par-4(it47) embryos co-

expressing ERM-1::mNG (green) and IFB-2::wScarlet (magenta). TW: terminal web. MV: microvilli. 

Scale bar: 1 µm. (E) TEM images of transversal sections showing the brush border in 3-4-fold control 

and par-4(it47) embryos. Scale bar: 100 nm. (F) Quantification of microvilli density, length, width and 

length/width ratio obtained from TEM images of 3-4-fold control and par-4(it47) embryos. Microvilli 

density corresponds to the number of microvilli per µm. Values were obtained from 5 control and 9 

par-4(it47) embryos, measuring density in more than 7 areas and microvilli characteristics for more 

than 20 microvilli per embryo. Violin plots show all individual values (dots) and the mean (bold black 

line). They were obtained by pulling the data of all embryos. n indicates the total number of either 

areas or microvilli measured. ***P<0.001. Statistical significance was calculated using a Mann-Whitney 

test.  

Figure 2: PAR-4 regulates lumen architecture and intestinal cell number. (A) 3-4-fold control and par-

4(it47) embryos expressing ERM-1::mNG. Left and right panels show 3D reconstructions and 

orthogonal views, respectively. Dotted lines on the left panel indicate the plane used to show the 

orthogonal view on the right panel. Super-resolution images are shown for illustration, quantifications 

were obtained with embryos observed with a standard confocal microscope. Scale bar: 1 µm. (B) TEM 
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images of transversal sections of 3-4-fold control and par-4(it47) embryos. The intestinal lumen is 

surrounded by a yellow line, apical junctions are indicated by red arrowheads. Scale bar: 0.5 µm. (C) 

Maximum Z-projections from SR confocal microscopy images of 2-fold control and par-4(it47) embryos 

co-expressing DLG-1::mNG (green) and HMR-1::mKate2 (magenta). Scale bar: 5 µm. (D) Maximum Z-

projections from confocal images of 2-fold control and par-4(it47) embryos expressing elt-

2p::NLS::GFP::LacZ and quantification of the number of intestinal nuclei in those embryos. Scale bar: 5 

µm. Violin plots show all individual values (dots) and the mean (bold black line). Dark orange dots 

correspond to embryos with an excess of intestinal nuclei. ***P<0.001. Statistical significance was 

calculated using a Mann-Whitney test.  

Figure 3: Defects in intestinal epithelium organization are due to the presence of additional cells. (A) 

Maximum Z-projections from confocal images of 2-fold control and par-4(it47) embryos co-expressing 

elt-2p::NLS::GFP::LacZ and HMR-1::mKate2. Zoomed-in images show high magnification of apical 

junctions (HMR-1::mKate2). Scale bar: 5 µm. (B) SR confocal microscopy images of 3-4-fold control and 

par-4(it47) embryos co-expressing ERM-1::mNG (green) and HMR-1::mKate2 (magenta). Scale bar: 1 

µm. (C) Confocal images of 3-4-fold control and par-4(it47) embryos expressing vha-6p::PH::GFP. Left 

and right panels show longitudinal and orthogonal views, respectively. Dotted lines on the left panel 

indicate the plane used to show the orthogonal view on the right panel. White asterisks on orthogonal 

views indicate cells surrounding the lumen. Scale bar: 1 µm. (D) TEM images of transversal sections of 

3-4-fold control and par-4(it47) embryos. Each intestinal cell is labelled by a different color. Scale bar: 

1 µm.  

Figure 4: cdc-25.1(gof) mutants also display defects in lumen architecture. (A) Confocal images of 3-

4-fold control and cdc-25.1(rr31) embryos expressing vha-6p::PH::GFP and elt-2p::NLS::GFP::LacZ. Left 

and right panels show longitudinal and orthogonal views, respectively. Dotted lines on the left panel 

indicate the plane used to show the orthogonal view on the right panel. White asterisks on orthogonal 

views indicate cells surrounding the lumen. Scale bar: 1 µm. (B) TEM images of 3-4-fold control and 

cdc-25.1(rr31) embryos. (left) The intestinal lumen is surrounded by a yellow line, apical junctions are 
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indicated by red arrowheads. Scale bar: 0.5 µm. (right) Each intestinal cell is labelled by a different 

color. Scale bar: 1 µm. 

Figure 5: PAR-4 does not regulate cell proliferation in the E lineage. (A) Schematic representation of 

intestinal development stages during C. elegans embryogenesis. Enterocytes are generated by the E 

blastomere, which divides to give rise to E2, E4, E8 and E16 stages. The final E20 stage is reached at 

the 2-fold stage. Intestinal cells are represented in orange and their nuclei in dark red. (B) Maximum 

Z-projections from intestinal cell lineage movies in control, par-4(it47) and cdc-25.1(rr31) embryos. 

Embryos co-express two intestinal-specific nuclear markers: end-1p::GFP::H2B from E2 to E8 and elt-

2p::NLS::GFP::LacZ from E8 to the end of intestinal cell divisions. In this experiment, 17/19 embryos 

showed such a phenotype. 2/19 embryos also exhibited ectopic expression of end-1 outside the E 

lineage (not shown). Intestinal stages and corresponding times are indicated (in hour:min). Scale bar: 

5µm. (C) Quantification of E2, E4 and E8 cell cycle lengths in control (n = 13), par-4(it47) (n = 19) and 

cdc-25.1(rr31) (n = 16) embryos. Violin plots show all individual values, plus the mean (bold black line). 

Dark red dots represent values in the two par-4(it47) embryos that ectopically express end-1 signal in 

other cells than E descendants. **P<0.01, ***P<0.001, n.s: non-significant (P>0.05). Statistical 

significance was calculated using a Student’s t-test (E4-E8 control/par-4(it47) and E8-E16 control/cdc-

25.1(rr31)) or a Mann-Whitney test (other comparisons). (D) Control and par-4(it47) embryos 

expressing elt-2p::NLS::GFP::LacZ were imaged at lima bean stage and one to two hours later. Embryo 

morphology is shown through the brightfield channel. Nuclei are shown with maximum Z-projections 

from confocal images. While all control embryos had started elongation, 7/37 par-4(it47) embryos did 

not elongate. Scale bar: 5µm. 

Figure 6: PAR-4 restricts intestinal specification to the E blastomere. (A) Maximum Z-projections from 

images of E2 and E4 stages from intestinal cell lineage movies in control and par-4(it47) embryos co-

expressing end-1p::GFP::H2B and elt-2p::NLS::GFP::LacZ. 19/36 (53%) of par-4(it47) embryos present 

an ectopic end-1 signal, most of them in the Cp lineage. Blue arrowheads indicate cells that ectopically 

express end-1p::GFP::H2B in the C lineage. (B) Quantification of E2 and E4 cell cycle lengths in control 



31 

 

(n = 6) and par-4(it47) (n = 36) embryos. Violin plots show all individual values, plus the mean (bold 

black line). Dark red dots represent values in par-4(it47) embryos that ectopically express the end-1 

signal in other cells than E descendants. n.s: non-significant (P>0.05). Statistical significance was 

calculated using a Mann-Whitney test. (C) Schematic representation of 8-cell embryos and E2 stage 

during embryogenesis in control and par-4(it47) backgrounds. In control embryos, E and C descendants 

are drawn in orange and blue, respectively. In some par-4(it47) embryos, Cp adopts an intestinal-like 

fate by expressing end-1. (D) Images from movies in control and par-4(it47) embryos that co-express 

end-1p::GFP::H2B (yellow) and a mex-5p::PH::mKate2 membrane marker (magenta). Intestinal stages 

and corresponding times are indicated (hour:min). Ea and Ep and their daughters are marked with 

white lines. Ca is marked with a blue asterisk and Cp and its daughters with a yellow asterisk. Scale bar: 

5µm. (E-H) Maximum Z-projections from images from intestinal cell lineage movies from E2 to E8 

stages in control (E) and par-4(it47) embryos (F-H). Embryos co-express end-1p::GFP::H2B and elt-

2p::NLS::GFP::LacZ. The elt-2p::NLS::GFP::LacZ signal starts to be visible at the E8 stage. On those 

images, signal intensities were adjusted to optimize the visualization of intestinal nuclei at all stages. 

On non adjusted images, the strong intensity of the elt-2p::NLS::GFP::LacZ signal allows it to be easily 

distinguished from the much weaker end-1p::GFP::H2B signal. Orange arrowheads indicate E 

descendants. Blue and pink arrowheads indicate cells that ectopically express end-1p::GFP::H2B in the 

Cp and the MSp lineage, respectively. In par-4(it47) embryos exhibiting ectopic end-1 signal, elt-2 can 

for example be expressed in some E cells and in some ectopic cells (F), in all E descendants but not in 

ectopic cells (G) or in all E cells and ectopic cells (H). In (F), 5 descendants of Cp are present on the last 

image, only 4 express elt-2 and are indicated with blue arrowheads, 8 descendants of E are present, 

only 5 express elt-2 and are indicated with orange arrowheads. In (H), 4 descendants of Cp and 8 

descendants of E are present, all express elt-2. Scale bar: 5µm. (I) Pie chart representing the 

distribution of elt-2 expression in par-4(it47) embryos that exhibit ectopic end-1 signal. Each color 

corresponds to a distinct phenotype. Percentages of each phenotype are indicated. 
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Figure S1: PAR-4 loss-of-function induces mild microvilli defects. (A-C) Quantification of microvilli 

density (A), length (B) and width (C) in 3-4-fold control and par-4(it47) embryos from TEM images. 

Microvilli density corresponds to the number of microvilli per µm. Values were obtained from 5 control 

and 9 par-4(it47) embryos, measuring density in more than 7 areas and microvilli characteristics for 

more than 20 microvilli per embryo. Violin plots show all individual values (dots) and the mean (bold 

black line). Control and par-4(it47) plots on the left were obtained by pulling the data of all embryos, 

other plots correspond to the measurements made for each single embryo. n indicates the number of 

either areas or microvilli measured. Samples for which sections with more than 5 CeAJs and more than 

4 intestinal cells per intestinal ring were observed are circled. *P<0.05, ***P<0.001. Statistical 

significance was calculated using a Mann-Whitney test. 

Figure S2: PAR-4 controls lumen morphology, apical junction number and junction length. (A) 

Maximum Z-projections from confocal images of 2-fold control and par-4(it47) embryos expressing 

ERM-1::mNG. Scale bar: 5 µm. (B) SR confocal images of 3-4-fold control and par-4(it47) embryos co-

expressing ERM-1::mNG (green) and IFB-2::wScarlet (magenta). Arrowheads indicate apical membrane 

deformations. Scale bar: 1 µm. (C) Maximum Z-projections from confocal images of 2-fold control and 

par-4(it47) embryos expressing DLG-1::mNG, HMR-1::GFP or HMP-1::GFP. Zoomed-in images show 

high magnification of apical junctions. Scale bar: 5 µm. (D) Quantification of the percentage of 2-fold 

and 3-4-fold par-4(it47) embryos with additional CeAJs in the three different strains. (E) TEM images 

of transversal sections of 3-4-fold control and par-4(it47) embryos and quantification of junction 

length. CeAJs are colored in magenta. Scale bar: 100 nm. Values were obtained from 5 control and 9 

par-4(it47) embryos, measuring more than 15 junctions for each embryo. Violin plots show all 

individual values (dots) and the mean (bold black line). Control and par-4(it47) plots on the left were 

obtained by pulling the data of all embryos, other plots correspond to the measurements made for 

each single par-4(it47) embryo. n indicates the number of junctions measured. Samples for which 

sections with more than 5 CeAJs and more than 4 intestinal cells per intestinal ring were observed are 

circled. Violin plots show all individual values (dots) and the mean (bold black line). ***P<0.001. 
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Statistical significance was calculated using a Mann-Whitney test. (F) Quantification of intestinal nuclei 

number in 2-fold control and par-4(it47) embryos at permissive temperature (15°C). Violin plots show 

all individual values (dots) and the mean (bold black line). 

Figure S3: CDC-25.1 gain-of-function phenotype is not completely similar to the phenotype induced 

by PAR-4 loss-of-function. (A) Maximum Z-projections from confocal images of 2-fold control and cdc-

25.1(rr31) embryos co-expressing elt-2p::NLS::GFP::LacZ and HMR-1::mKate2 and quantification of 

the number of intestinal nuclei in those embryos. Zoomed-in images showing HMR-1::mKate2 marker. 

Scale bar: 5 µm. Violin plots show all individual values, plus the mean (bold black line). ***P<0.001. 

Statistical significance was calculated using a Student’s t-test. (B) TEM images of transversal sections 

of the brush border in 3-4-fold control and cdc-25.1(rr31) embryos. Scale bar: 100 nm. (C) 

Quantification of microvilli density, length, width and length/width ratio in 3-4-fold control and cdc-

25.1(rr31) embryos from TEM images. Microvilli density corresponds to the number of microvilli per 

µm. (D) TEM images of transversal sections of 3-4-fold control and cdc-25.1(rr31) embryos and 

quantification of junction length. CeAJs are colored in magenta. Scale bar: 200 nm. In (C-D) values 

were obtained from 5 control and 7 cdc-25.1(rr31) embryos, measuring density in more than 10 areas, 

microvilli characteristics for more than 19 microvilli and junction length for more than 11 junctions 

per embryo. Violin plots show all individual values (dots) and the mean (bold black line). They were 

obtained by pulling the data of all embryos. n indicates the total number of either areas, microvilli or 

junctions measured. ns: non-significant; P>0.05, ***P<0.001. Statistical significance was calculated 

using a Student’s t-test (for microvilli density) or a Mann-Whitney test (for other parameters). 

Figure S4: PAR-4 degradation in enterocytes does not affect intestinal cell number. (A) Confocal 

images of E16 embryos expressing only PAR-4::mKate2::AID or both PAR-4::mKate2::AID and elt-

2p::TIR-1::BFP after 1h15 auxin treatment. In embryos co-expressing these transgenes, PAR-4 is 

specifically degraded in intestinal cells (surrounded with dashed line). These embryos are called PAR-

4gut(-) embryos. Scale bar: 5µm. (B) Maximum Z-projections from confocal images of 2-fold embryos 
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expressing elt-2p::NLS::GFP::LacZ in a control or a PAR-4gut(-) background after 6h auxin treatment. 

Scale bar: 5µm.  

Figure S5: PAR-4 prevents expression of END-1 in the C lineage. Cell lineage movies in control and 

par-4(it47) embryos expressing end-1p::GFP::H2B and elt-2p::NLS::GFP::LacZ. Embryo morphology is 

shown through the brightfield channel. The position of C, Ca, Cp and Cpp/Cpp (noted Cp2) blastomeres 

is indicated with the magenta line. Images of end-1 expressing nuclei (yellow) are superposed with 

brightfield images (left panels) or shown as maximum Z-projections (right panels). Blue arrowheads 

indicate nuclei from Cpa and Cpp nuclei expressing end-1. end-1 is also expressed in two other nuclei, 

which correspond to Ea and Ep. Scale bar: 5µm. 

Movie 1: Dynamic behaviour of mNG::PAR-4 foci in polarizing enterocytes. Large PAR-4 foci move in 

the vicinity of the apical membrane while small foci move along the lateral membranes. Images were 

acquired every 15 sec and movie is played at 10 frames per second. 
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Table S1: C. elegans strains used in this study  

Strain Complete genotype Source Figures 

FL280 par-4(bab151[mNG::par-4]) V This study Fig.1A 

KK1248 par-6(it319[par-6::gfp]) I Kemphues lab, via CGC Fig.1B 

FL249 par-6(it319[par-6::gfp]) I; par-4(it47) V This study Fig.1B 

FL626 
par-6(cp60[par-6::mKate2::3xMyc + LoxP unc-119(+) LoxP]) I;  

let-413c(bab270[let-413c::mNG]) V 

This study 

par-6(cp60) from LP244  

(Goldstein lab, via CGC  

(Dickinson et al., 2017)) 

Fig.1C 

FL627 
par-6(cp60[par-6::mKate2::3xMyc + LoxP unc-119(+) LoxP]) I;  

let-413c(bab270[let-413c::mNG]) par-4(it47) V 
This study Fig.1C 

FL274 
erm-1(bab59[erm-1::mNG^SEC^3xFlag]) I; 

ifb-2(bab142[ifb-2::wSc]) II 

Bidaud-Meynard et al., 

2019 

Fig.1D 

Fig.S2B 

FL278 
erm-1(bab59[erm-1::mNG^SEC^3xFlag]) I;  

ifb-2(bab142[ifb-2::wSc]) II; par-4(it47) V 
This study 

Fig.1D 

Fig.S2B 

N2  CGC 

Fig.1E-F 

Fig.2B 

Fig.3D 

Fig.S1 

Fig.S2E 

KK184 par-4(it47) V 
Kemphues lab, via CGC 

(Kemphues et al., 1988) 

Fig.1E-F 

Fig.2B 

Fig.3D 

Fig.S1 

Fig.S2E 

FL378 erm-1(bab59[erm-1::mNG^SEC^3xFlag]) I 
Bidaud-Meynard et al., 

2019 

Fig.2A 

Fig.S2A 

FL250 erm-1(bab59[erm-1::mNG^SEC^3xFlag]) I; par-4(it47) V This study 
Fig.2A 

Fig.S2A 

FL277 
hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I;  

dlg-1(cp301[dlg-1::mNG-C1^3xFlag]) X 

This study 

hmr-1(cp57) from OX704 

(Soto lab, (Sasidharan et 

al., 2018), originally from 

LP238, Goldstein lab) 

Fig.2C 

FL286 
hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; par-4(it47) V ;  

dlg-1(cp301[dlg-1::mNG-C1^3xFlag]) X 
This study Fig.2C 

MS438 irIs25[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR + rol-6(su1006)] V 
Maduro lab, via CGC  

(Maduro et al., 2001) 
Fig.2D 

FL500 
par-4(it47) irIs25[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR   

+ rol-6(su1006)] V 
This study Fig.2D 

FL519 
hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I;  

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP:LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+)] X 
This study 

Fig.3A 

Fig.S3A 

FL532 
hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; par-4(it47) V;  

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+)] X 
This study Fig.3A 

FL285 
hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I;  

erm-1(bab59[erm-1::mNG^3xFlag]) I 
This study Fig.3B 

FL294 
hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I;  

erm-1(bab59[erm-1::mNG^3xFlag]) I; par-4(it47) V 
This study Fig.3B 

RT1120 unc-119(ed3) III; pwls446[vha- 6p::GFP::PH + Cbunc-119] B. Grant lab Fig.3C 

FL291 par-4(it47) V; pwls446[vha- 6p::GFP::PH + Cbunc-119] This study Fig.3C 
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FL560 
rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+)] X;  

pwls446[vha- 6p::GFP::PH + Cbunc-119] 
This study Fig.4A 

FL562 
cdc-25.1(rr31) I; rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + 

unc-119(+)] X; pwls446[vha-6p::GFP::PH + Cbunc-119] 
This study Fig.4A 

FL520 rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+)] X This study 

Fig.4B 

Fig.S2F  

Fig.S4B 

Fig.S3B-D 

MR142 
cdc-25.1(rr31) I; rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + 

unc-119(+)] X  

Roy lab, via CGC 

(Kostić and Roy, 2002) 
Fig.4B 

Fig.S3B-D 

FL536 

hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I;   

teIs46[end-1p::GFP::H2B + unc-119(+)] IV;  

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+) X 

This study 

teIs46 from TX691 (Lin 

lab, via CGC (Shetty et 

al., 2005)) 

Fig.5B-D 

Fig.6A,B,E-I 

Fig.S5 

FL555 

hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I;  

teIs46[end-1p::GFP::H2B + unc-119(+)] IV; par-4(it47) V;  

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+) X 

This study 

Fig.5B-D 

Fig.6A,B,E-I 

Fig.S5 

FL561 

cdc-25.1(rr31) hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I;  

teIs46[end-1p::GFP::H2B + unc-119(+)] IV;  

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+) X 

This study Fig.5B,C 

FL690 

cpIs54[mex-5p::mKate2::PLC(delta)-PH(A735T)::tbb-2 3'UTR +  

unc-119 (+)] II; teIs46[end-1p::GFP::H2B + unc-119(+)] IV;  

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+) X 

This study 

cpIs54 from LP307 

(Goldstein lab, via CGC 

(Heppert et al., 2018)) 

Fig.6D 

FL689 

cpIs54[mex-5p::mKate::PLC(delta)-PH(A735T)::tbb-2 3'UTR +  

unc-119 (+)] II;  teIs46[end-1p::GFP::H2B + unc-119(+)] IV;  

par-4(it47) V;  

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+) X 

This study Fig.6D 

LP598 dlg-1(cp301[dlg-1::mNG-C1^3xFlag]) X 
Goldstein lab, via CGC 

(Heppert et al., 2018) 
Fig.S2C-D 

FL276 par-4(it47) V; dlg-1(cp301[dlg-1::mNG-C1^3xFlag]) X This study Fig.S2C-D 

LP172 hmr-1(cp21[hmr-1::GFP + LoxP]) I 
Goldstein lab, via CGC  

(Marston et al., 2016) 
Fig.S2C-D 

FL267 hmr-1(cp21[hmr-1::GFP + LoxP]) I ; par-4(it47) V This study Fig.S2C-D 

LP191 
unc-119(ed3) III; hmp-1(cp20[hmp-1::GFP + LoxP unc-119(+) 

LoxP]) V 

Goldstein lab, via CGC  

(Marston et al., 2016) 
Fig.S2C-D 

FL275 
hmp-1(cp20[hmp-1::GFP + LoxP unc-119(+) LoxP]) 

par-4(it47) V 
This study Fig.S2C-D 

FL533 
par-4(it47) V;  

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+)] X 
This study Fig.S2F 

FL531 
cdc-25.1(rr31) hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I;  

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+)] X 
This study Fig.S3A 

FL602 par-4(bab286[mKate2::AID]) V This study Fig.S4A 

FL616 
mibIs48[elt-2p::TIR-1::tagBFP2-Lox511::tbb-2-3'UTR, IV:5014740-

5014802(cxTi10882 site)]IV; par-4(bab286[mKate2::AID]) V 

This study 

mibIs48 from BOX273 

(Boxem lab (Castiglioni 

et al., 2020)) 

Fig.S4A 

FL647 

mibIs48[elt-2p::TIR-1::tagBFP2-Lox511::tbb-2-3'UTR, IV:5014740-

5014802(cxTi10882 site)]IV; par-4(bab286[mKate2::AID]) V; 

rrIs1[elt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+)] X 

This study Fig.S4B 
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Table S2: Summary of experimental conditions used  

 

Temperature conditions used before and during experiments Figures 

Strains grown at 15°C, no temperature shift Fig.S2F 

Strains grown at 20°C, no temperature shift 

For auxin experiments, incubation at 20°C 

Fig.1A, Fig.4A 

Fig.S3A, Fig.S4 

Strains shifted at 25°C 2h before starting imaging or fixation (TEM), 

maintained at 25°C during time-lapse recordings 

Fig.1B-F, Fig.2, Fig.3A-B,D, Fig.4B, Fig.5D  

Fig.S1, Fig.S2A-E, Fig.S3B-D 

Strains shifted at 25°C just at the beginning of imaging,  

maintained at 25°C during time-lapse recordings. 

Fig.5B-C 

Strains shifted at 25°C 1h before starting imaging, 

maintained at 25°C during  time-lapse recordings 

Fig.6, 

Fig.S5 

Strains shifted at 25°C 3h before starting imaging,  

maintained at 25°C during  time-lapse recordings 

Fig.3C 
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II. Résultats complémentaires 

 

Matériel et méthodes  

Les souches de vers utilisées ont été cultivées comme décrit précédemment (Brenner 1974), 

exceptées les souches de vers thermosensibles qui ont été cultivées à la température permissive (15°C). 

Les vers sont nourris avec des bactéries E. coli OP50 ensemencées sur des boîtes contenant du milieu NGM 

(Nematode Growth Medium : NaCl (3g/L), Bacto-Peptone (2.5 g/L), Bacto-Agar (17 g/L), cholestérol (5 

ng/mL), CaCl2 (1 mM), MsgSO4 (1 mM) et KH2PO4 (25 mM, pH 6)). Lors des expériences d’interférence à 

l’ARN (ARNi), l’ajout de carbenicilline (50 µg/mL) et d’IPTG (1 mM) permet d’induire la production des ARN 

double brins par les bactéries.  

 

Table 1 : Liste des souches utilisées  

Nom  Génotype 

FL536 hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I ; teIs46[end-1p::GFP::H2B + unc-119(+)] IV; rrIs1[elt-

2p::NLS::GFP::LacZ ::unc-54 3’UTR + unc-119(+) X 

FL582 hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; teIs46[end-1p::GFP::H2B + unc-119(+)] IV; par-1(zu310) V; rrIs1[elt-

2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3’UTR  + unc-119(+) X 

FL646 wIs93[med-1p::GFP::med-1+ rol-6(su1006)]; stIs10220[end-1p::H1::wCherry + unc-119(+)] 

FL648 par-1(zu310) V; wIs93[med-1p::GFP::med-1+ rol-6(su1006)]; stIs10220[end-1p::H1::wCherry + unc-

119(+)] 

FL668 par-4(it47) V; wIs93[med-1p::GFP::med-1+ rol-6(su1006)]; stIs10220[end-1p::H1::wCherry + unc-

119(+)]  

SYS81 ujIs113[pie-1p::mCherry::H2B::pie-1 3'UTR + nhr-2p::mCherry::his-24::let-858 3’UTR + unc-119(+)] 

II; skn-1(hq82([skn-1::gfp]) IV 

FL695 ujIs113[pie-1p::mCherry::H2B::pie-1 3'UTR + nhr-2p::mCherry::his-24::let-858 3’UTR + unc-119(+)] 

II; skn-1(hq82([skn-1::gfp]) IV; par-1(zu310) V 

FL696 skn-1(hq82([skn-1::gfp]) IV; stIs10220[end-1p::H1::wCherry + unc-119(+)] 

FL737 skn-1(hq82([skn-1::gfp]) IV; par-4(it47) V; stIs10220 end-1p::H1::wCherry + unc-119(+)] 

TX189 unc-119(ed3) III; teIs1[oma-1p::oma-1::GFP ::oma-1 3’UTR + unc-119(+)]  

FL684 par-1(zu310) V; teIs1[oma-1p::oma-1::GFP ::oma-1 3’UTR + unc-119(+)]  

FL685 par-4(it47) V; teIs1[oma-1p::oma-1::GFP + unc-119(+)] 
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Interférence à l’ARN ciblant gsk-3 

La déplétion de GSK-3 a été induite par interférence à l’ARN par la méthode de « feeding ». Pour 

cela, des larves L1 ont été déposées sur des boîtes NGM avec de l’IPTG (1 mM) ensemencées par des 

cultures bactériennes L4440 (contrôles) ou gsk-3(ARNi). Les jeunes adultes ont été disséqués 48h après.  

 

Passage à 25°C, montage des embryons et observation au microscope 

La souche par-1(zu310) porte une mutation ponctuelle dans la région codant pour le domaine 

kinase de la protéine. Le changement de nucléotide T -> A en position 917 induit un changement de la 

séquence d’acides aminés en isoleucine -> asparagine (Spilker et al. 2009). Des études suggèrent que 

l’allèle par-1(zu310) induit une perte de fonction après une plus longue durée à la température restrictive 

(25°C) que d’autres allèles thermosensibles (Spilker et al. 2009). Des jeunes adultes hermaphrodites ont 

été déposés à 25°C trois heures avant l’observation au microscope afin d’induire la perte de fonction de 

PAR-1. Pour les expériences concernant la perte de fonction de PAR-4, des jeunes adultes hermaphrodites 

ont été déposés à 25°C une heure avant l’observation au microscope. Pour les expériences de lignage, 

après dissection de jeunes adultes hermaphrodites dans du milieu liquide M9, environ une vingtaine 

d’embryons a été aspirée à l’aide d’un aspire-bouche et d’une pipette pasteur effilée, puis déposée dans 

une goutte de M9 sur une boîte à fond de verre 35 mm (puits de 14 mm recouvert de poly-D-lysine, verre 

No 1.5, MatTek). L’excès de milieu M9 a été ensuite aspiré pour maintenir les embryons accrochés au 

support de lamelle recouvert de poly-D-lysine. Pour sceller le montage et éviter l’évaporation du liquide 

aqueux, un volume d’environ 2 mL d’huile minérale (Light Oil (neat), Sigma) a été ajouté pour recouvrir la 

goutte de M9 contenant les embryons. Les embryons ont été filmés au microscope Spinning Disk Leica 

DMi8 équipé d’un objectif 63x (HCX Plan Apo, 1.4 NA) et d’une caméra de haute sensibilité Roper Evolve 

EMCCD. Le dispositif était contrôlé par Inscoper Imaging Suite. Les embryons ont été maintenus à 25°C 

pendant les acquisitions de films. Les images ont été acquises à des intervalles de temps de 3 minutes (fig. 

55A,E ; 56A-B) ou 5 minutes (fig. 55B-D). Le pas de z est de 0.4 µm.  

Pour les acquisitions en microscopie confocale classique, des embryons exprimant la protéine OMA-1 

fusionnée à la GFP, ainsi que des embryons exprimant la protéine SKN-1 fusionnée au locus à la GFP ont 

été observés. Pour cela, les hermaphrodites adultes sont disséqués sur une lamelle de verre dans une 

goutte de M9 puis la lamelle est déposée sur un coussin d’agarose 2%. Les embryons ont été observés 

avec un microscope confocal SP8 (Leica), équipé d’un objectif 63x (HC Plan-Apo, 1.4 NA). Le pas de z est 

de 0.4 µm. 
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La perte de fonction de PAR-1 induit un défaut de spécification similaire à la perte de fonction de PAR-4 

Mes résultats de thèse montrent que PAR-4 contrôle la spécification du blastomère C et contribue 

à empêcher que ce dernier n’adopte une identité intestinale. Nous avons ensuite cherché à caractériser 

les mécanismes moléculaires impliqués dans la voie de signalisation régulée par PAR-4 dans ce contexte. 

Il est connu que les protéines PAR-4/LKB1/XEEK1 sont capables de réguler indirectement des processus 

biologiques tels que la polarité cellulaire, la prolifération cellulaire, l’apoptose ou le métabolisme cellulaire 

en agissant via des effecteurs dont les mieux décrits sont les protéines kinases AMPK, PAR-1/MARK, PIG-

1/MELK et GSK3β. (Amin et al. 2009; Asada and Sanada 2010; Chien et al. 2013; Lin-Marq et al. 2005; 

Lizcano et al. 2004; Lo et al. 2012; Martin and St Johnston 2003; Ossipova et al. 2003; Tenlen et al. 2008; 

Wang et al. 2007). Nous avons décidé de tester l’implication de la protéine kinase PAR-1 dans la 

spécification du blastomère C. Pour cela, nous avons induit la perte de fonction de PAR-1 en utilisant une 

souche thermosensible nommée par-1(zu310) (Kao et al. 2004; Spilker et al. 2009). Pour ces expériences, 

nous avons déposé les adultes hermaphrodites trois heures à 25°C en amont de l’observation des 

embryons au microscope. Le gène end-1 est un des premiers gènes à être exprimés dans les cellules 

intestinales, indiquant leur spécification intestinale (Zhu et al. 1997). Ainsi, dans un premier temps, nous 

avons filmé le développement précoce des embryons par-1(zu310) exprimant le marqueur nucléaire 

spécifique des cellules intestinales end-1p::GFP::H2B combiné au canal de lumière blanche pour visualiser 

les blastomères. De manière similaire aux embryons par-4(it47), 35% des embryons par-1(zu310) (n = 

7/20) présentent des cellules qui expriment ectopiquement le marqueur transcriptionnel end-1 (fig. 55A). 

Ces cellules proviennent toutes du lignage C et sont identifiées comme étant les cellules filles de la cellule 

Cp, nommées Cpa et Cpp (fig. 55A) (n = 7/7, 100%). Par ailleurs, nous avons occasionnellement observé 

l’apparition du signal end-1p::GFP::H2B également dans le lignage MS, et plus particulièrement dans les 

cellules filles de la cellule MSp (n = 2/7, 29%). Ces résultats suggèrent que PAR-1, comme PAR-4, est 

capable de contrôler la spécification du blastomère C et de l’empêcher d’exprimer un marqueur intestinal 

tel que end-1. A noter toutefois, que n’ayant pas effectué de films dans les embryons contrôles dans ces 

conditions, il sera nécessaire de vérifier l’absence de signal end-1 dans le blastomère C dans des conditions 

contrôles.  
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L’expression de end-1 peut être corrélée à la présence de MED-1 dans les descendants de C dans les 

embryons par-1(zu310) et PAR-4(i47) 

Chez C. elegans, l’expression du gène end-1 est principalement activée par les facteurs de 

transcription MED-1,2. Il a été montré qu’une expression ectopique de end-1 est induite par une 

expression ectopique de med-1 (Maduro et al. 2001). Nous avons ainsi émis l’hypothèse que l’expression 

ectopique de end-1 pourrait être due à l’expression ectopique de med-1 dans le lignage C. Pour tester 

cette hypothèse, nous avons observé le signal de la protéine MED-1 fusionnée à la GFP et sous le contrôle 

de son propre promoteur dans des embryons exprimant également l’histone H1 fusionnée à wCherry sous 

le contrôle du promoteur end-1. Dans les embryons contrôles, le signal MED-1::GFP devient visible dans 

les blastomères E et MS avec une intensité faible et persiste dans les descendants de E et MS avec une 

forte intensité dans les cellules Ea, Ep, MSa et MSp (fig. 55B). Dans 61% des embryons par-1(zu310) (n = 

11/18), MED-1::GFP est exprimée dans des cellules localisées en-dehors des lignages E et MS (fig. 55B). 

Pour la majorité d’entre eux, il s’agit du blastomère C et de ses descendants Ca et Cp qui expriment 

ectopiquement MED-1::GFP (n = 10/11). Une partie de ces embryons présentent également un signal 

MED-1::GFP dans le blastomère P3 (n = 5/11). Dans un embryon par-1(zu310), il n’est pas possible 

d’identifier les cellules qui expriment ectopiquement le transgène. Par la suite, nous avons cherché à 

explorer la corrélation entre la présence de MED-1 et l’expression de end-1 dans le lignage C lors de la 

Figure 55 : PAR-4 et PAR-1 contrôlent le devenir cellulaire du lignage C. 

(A) Images tirées de films de lignage d’un embryon par-1(zu310) au stade E2 exprimant le marqueur end-

1p::GFP::H2B dans le lignage E et dans les cellules filles de Cp, Cpa et Cpp (indiquées en bleu). (B) Images tirées 

de films d’embryons contrôle et par-1(zu310) exprimant MED-1::GFP (jaune) et le marqueur nucléaire intestinal 

end-1p::H1::wCherry (magenta) aux stades E2 et E4. Dans l’embryon contrôle, ce marqueur est visible dans Ea et 
Ep (E2, orange) ainsi que dans MSa et MSp (MS2, magenta). Dans l’embryon par-1(zu310), MED-1::GFP est 

également visible dans Ca et Cp (C2, bleu). (C) Images tirées de films d’embryons contrôle et par-4(it47) exprimant 

MED-1::GFP (jaune) et le marqueur nucléaire intestinal end-1p::H1::wCherry (magenta) aux stades E2 et E4. Dans 

l’embryon par-4(it47), MED-1::GFP est exprimé ectopiquement dans Ca et Cp, puis end-1 est exprimé dans les 

descendants de C (bleu). Le signal end-1 est faible dans les descendants de E dans cet embryon. (D) Images tirées 

de films d’embryons contrôle et gsk-3(ARNi) exprimant MED-1::GFP au stade E2. (E) Images tirées de films de 

lignage d’embryons contrôle et gsk-3(ARNi) au stade E2 exprimant le marqueur end-1p::GFP::H2B dans les cellules 

du lignage E. L’embryon déplété en GSK-3 exprime end-1 anormalement dans les cellules filles de Cp, Cpa et Cpp 

(indiquées en bleu). (A-E) Projections maximales à un point de temps donné de films. Le nombre d’embryons 
observés est indiqué sur les images. Barres d’échelle : 5 µm.  
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perte de fonction de PAR-1. Dans les embryons contrôles, le marqueur end-1p::H1::wCherry est visible 

dans le lignage E, mais également souvent dans les descendants de la cellule MSp (n = 8/9). Cette 

expression du transgène est amplifiée par le passage à 25°C et empêche toute caractérisation de 

l’expression de end-1 dans le lignage MS dans des conditions de perte de fonction. Nous avons remarqué 

que 72% des embryons par-1(zu310) montrent une expression de end-1 dans des cellules en-dehors du 

lignage E (n = 13/18, fig. 55B). Excepté un embryon, tous les embryons par-1(zu310) (91%, n = 10/11) 

présentant un signal MED-1::GFP en-dehors des lignages E et MS expriment également end-1 dans ces 

cellules (fig. 55B). Nous avons toutefois remarqué occasionnellement une expression de end-1 dans le 

lignage C indépendamment de la présence de MED-1 dans ce même lignage dans les embryons par-

1(zu310) (n = 2/18). Ainsi, dans les embryons par-1(zu310), il existe une forte corrélation entre la présence 

ectopique de la protéine MED-1 et l’induction de l’expression de end-1.  

Par la suite, nous avons commencé à analyser l’expression de ces marqueurs dans les embryons 

par-4(it47). Nous avons remarqué que 32% des embryons par-4(it47) présentent un signal end-1 dans les 

cellules Ca et Cp du lignage C (n = 7/22, fig. 55C). Toutefois, seulement trois d’entre eux expriment MED-

1::GFP dans les cellules Ca et Cp (n = 3/7, fig. 55C), et occasionnellement dans la cellule P3 (n = 1/7). Ces 

résultats préliminaires suggèrent que l’expression de end-1 dans le lignage C des embryons par-4(it47) est 

en partie activée par la présence anormale de MED-1 dans les descendants de C.  

Par ailleurs, nous avons observé que la déplétion de GSK-3 par interférence à l’ARN entraîne 

l’expression de MED-1::GFP dans les descendants de C (82%, n = 14/17, fig. 55D), confirmant les données 

publiées par d’autres laboratoires (Maduro et al. 2001). Toutefois, de manière surprenante, aucun signal 

end-1p::H1::wCherry n’est visible dans ces embryons gsk-3(ARNi) (n = 14/14). Cela diffère des données 

publiées et de nos observations avec le marqueur end-1p::GFP::H2B qui permet de visualiser une 

expression de end-1 dans le lignage C dans 93% des embryons gsk-3(ARNi) (n = 12/13, fig. 55E) (Maduro 

et al. 2001).  

  

PAR-1 et PAR-4 ne semblent pas contrôler la stabilisation de la protéine SKN-1 dans le blastomère C 

De nombreuses études montrent que la voie de signalisation majeure impliquée dans la 

spécification de l’endoderme pour in fine réguler l’expression du gène end-1 correspond au facteur de 

transcription SKN-1 qui active l’expression de med-1 (Broitman-Maduro, Maduro, and Rothman 2005; 

Goszczynski and McGhee 2005; Maduro et al. 2001, 2007, 2015). Par ailleurs, une stabilisation anormale 
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de SKN-1 dans le blastomère C est capable d’induire l’expression de med-1 dans ce lignage (Lin 2003; 

Maduro et al. 2001). Nous avons donc cherché à caractériser l’effet de la perte de fonction de PAR-1 sur 

la stabilisation de SKN-1 dans les blastomères embryonnaires. Pour cela, nous avons observé la dynamique 

de la protéine SKN-1 endogène marquée au locus par la GFP dans des embryons qui expriment également 

l’histone H2B fusionnée à la mCherry sous le contrôle du promoteur pie-1 qui marque tous les noyaux des 

cellules embryonnaires. Dans les embryons contrôles, le signal SKN-1::GFP visible dans les noyaux de AB 

et P1 au stade 2-cellules, puis dans ceux de ABa, ABp, EMS et P2 au stade 4-cellules (n = 4, fig. 56B). La 

protéine SKN-1::GFP n’est plus détectée au stade 8-cellules (fig. 56B). Au contraire de ce qui a été décrit 

précédemment via des expériences d’immunomarquage, nous n’avons pas remarqué d’enrichissement 

asymétrique systématique de la protéine SKN-1 endogène au cours de l’embryogenèse précoce 

(Bowerman et al. 1993). Afin de déterminer si une stabilisation de SKN-1 peut être détectée en observant 

ce marqueur fluorescent endogène, nous avons observé des embryons déplétés en GSK-3 dont le 

phénotype a été décrit (Maduro et al. 2001; Shirayama et al. 2006). De manière cohérente aux données 

déjà publiées, nous avons confirmé que 85% des embryons déplétés en GSK-3 montrent une stabilisation 

de la protéine SKN-1 dans le blastomère C mais aussi dans le blastomère P3 (n = 11/13, fig. 56A). En 

revanche, les embryons par-1(zu310) présentent une distribution très similaire aux embryons contrôles 

aux stades 2-cellules, 4-cellules et 8-cellules (n = 11, fig. 56B). Pour compléter l’étude, nous avons 

Figure 56 : Les pertes de fonctions de PAR-4 et PAR-1 ne semblent pas induire de stabilisation protéique de 

SKN-1. 

(A-B) Projections maximales à un point de temps donné de films. (A) Images tirées de films de lignage d’un 
embryon contrôle et gsk-3(ARNi) au stade 8-cellules exprimant la protéine SKN-1::GFP ainsi que le marqueur 

nucléaire pie-1p::mCherry::H2B. Dans un embryon contrôle, SKN-1 n’est plus détectée au stade 8-cellules. Au 

contraire, dans un embryon déplété en GSK-3, SKN-1 est stabilisée dans les blastomères MS, E, P3 et C (flèches 

blanches). (B) Images tirées de films d’embryons contrôle et par-1(zu310) exprimant SKN-1::GFP et pie-

1p::mCherry::H2B. Dans un embryon contrôle, SKN-1 est enrichie dans les noyaux de AB et P1 au stade 2-cellules 

ainsi que dans les noyaux de ABa, ABp, EMS et P2 au stade 4-cellules ; le signal SKN-1::GFP n’est plus détecté au 
stade 8-cellules. Les embryons par-1(zu310) présentent la même distribution de SKN-1 aux stades 2-, 4- et 8-

cellules, avec également une absence de détection du signal SKN-1 ::GFP au stade 8-cellules. (C) Images d’un plan 
focal d’embryons au stade 8-cellules contrôle et par-4(it47) exprimant SKN-1::GFP associé au canal du DIC 

permettant de visualiser les cellules par contraste. Au stade 8-cellules, le signal SKN-1::GFP n’est pas détecté, que 
ni dans les embryons contrôles, ni dans les embryons par-4(it47). (D,E) Projections maximales d’embryons 
contrôles, par-4(it47) (D) et par-1(zu310) (E) aux stades 2-cellules et 4-cellules. Dans les embryons contrôles, 

l’intensité du signal OMA-1::GFP décroît rapidement au cours des premières divisions. Dans les embryons par-

4(it47) et par-1(zu310), aucune stabilisation de OMA-1 n’est observée, avec au contraire une intensité de signal 

en moyenne plus faible par rapport aux contrôles. (A-E) Le nombre d’embryons observés est indiqué sur les 
images. Barres d’échelle : 5 µm.  
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également observé le signal SKN-1::GFP dans une autre souche exprimant également le marqueur 

membranaire de toutes les cellules de l’embryon (mex-5p::PH::mKate2). Le profil de distribution de SKN-

1::GFP est similaire entre les embryons contrôles (n = 11) et les embryons par-1(zu310) (n = 15, données 

non montrées). Ces résultats suggèrent que l’expression de end-1 dans le blastomère C induite par la perte 

de fonction de PAR-1 est activée de manière indépendante à SKN-1 mais dépendante de MED-1.  

Afin de tester si PAR-4 agit via la stabilisation de SKN-1 pour réguler la spécification du blastomère 

C, nous avons observé SKN-1::GFP dans des embryons aux stades 8-12-cellules. Comme pour les embryons 

contrôles (n = 27), la protéine SKN-1::GFP n’est pas détectée dans les embryons par-4(it47) (n= 28, fig. 

56C). Ces résultats suggèrent que la perte de fonction de PAR-4 n’influence pas la stabilisation protéique 

de SKN-1. Ainsi, PAR-4 pourrait agir sur l’expression de end-1 indépendamment de SKN-1, et partiellement 

via MED-1.  

Par ailleurs, avant d’avoir remarqué que SKN-1 n’est pas stabilisée dans les embryons par-4(it47), 

nous avions émis l’hypothèse que la perte de fonction de PAR-4 pourrait entraîner la stabilisation de la 

protéine OMA-1, elle-même impliquée dans la stabilisation de SKN-1. En effet, les embryons mutants gain 

de fonction pour OMA-1 présentent une protéine SKN-1 stabilisée dans les blastomères C et P3 (Lin 2003). 

De plus, la déplétion de GSK-3, qui présente un phénotype de spécification intestinale similaire aux 

embryons par-4(it47) et par-1(zu310) empêche la dégradation de OMA-1 ce qui induit la stabilisation 

anormale de SKN-1 dans le blastomère C (Nishi and Lin 2005; Shirayama et al. 2006). Ainsi, nous avons 

testé si PAR-4 et PAR-1 sont impliquées dans la dégradation de OMA-1. Pour cela, nous avons observé des 

embryons exprimant la protéine OMA-1 fusionnée à la GFP aux stades 2-cellules et 4-cellules. Dans les 

embryons contrôles, les niveaux protéiques de OMA-1 diminuent rapidement au cours des premières 

divisions embryonnaires (fig. 56D-E). De façon similaire aux embryons contrôles, les embryons par-4(it47) 

et par-1(zu310) présentent une diminution des niveaux protéiques de OMA-1 au stade 4-cellules par 

rapport au stade 2-cellules (fig. 56D-E). Nous avons par ailleurs noté un signal OMA-1::GFP en moyenne 

plus faible dans les embryons par-4(it47) et par-1(zu310) par rapport aux embryons contrôles, confirmant 

des observations dans les embryons par-1(zu310)  précédemment publiées (Shirayama et al. 2006) . Ainsi, 

les pertes de fonction de PAR-4 et PAR-1 n’empêchent pas la dégradation de OMA-1. Ces résultats sont 

cohérents avec nos observations décrites ci-dessus et suggérant que l’expression de end-1 et de med-1 

dans les descendants de C est indépendante de la stabilisation de SKN-1 dans les embryons par-4(it47) et 

par-1(zu310) (fig. 56D-E).  
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Pour ces résultats complémentaires, Anne Pacquelet a effectué les acquisitions en microscopie 

confocale classique (fig. 56C-E). J’ai généré l’ensemble des autres résultats.  
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III. Contribution à un article 

 

“High-resolution dynamic mapping of the C. elegans intestinal brush border”  

(Bidaud-Meynard et al. 2021) 

 

 Au cours de ma thèse, j’ai contribué à une étude réalisée au sein de l’équipe avec Aurélien Bidaud-

Meynard en premier auteur et Anne Pacquelet, Ophélie Nicolle et moi-même en co-deuxièmes autrices. 

L’objectif de cette étude était de caractériser la localisation de différents composants de la bordure en 

brosse (ACT-5, IFB-2 et des protéines interagissant avec l’actine) à différents stades du développement 

intestinal. Ma contribution a consisté à observer les marqueurs ERM-1 et MLC-5 depuis le stade E16 

jusqu’au dernier stade larvaire/jeunes adultes. Pour cela, nous avons utilisé un mode d’acquisition au 

microscope qui permet de compter les photons et permet ainsi la quantification de l’expression des 

marqueurs au cours de l’embryogenèse et de la vie larvaire. L’acquisition a été effectuée avec un nombre 

variable d’accumulations adapté à l’intensité des signaux. Par la suite, nous avons quantifié les signaux 

manuellement en traçant des lignes le long de la membrane apicale. Enfin, les valeurs d’intensité de signal 

ont été normalisées par rapport à l’expression maximale de chaque marqueur.  

Cette étude a montré qu’un ensemble de marqueurs étaient déjà enrichis à la membrane apicale 

au stade lima bean, avant la formation des microvillosités. Il s’agit des protéines PLST-1, FLN-2, ERM-1, 

ACT-5 et IFB-2. Par la suite, la localisation apicale de ces marqueurs ainsi que celle de EPS-8, HUM-5 et 

MLC-5 augmente drastiquement lors de la formation des microvillosités à partir du stade 1.5-fold. 

L’accumulation apicale précoce de certains facteurs pourrait refléter leur importance pour la formation 

des microvillosités. Ceci serait cohérent avec le fait que ERM-1 et ACT-5 soient nécessaires pour ce 

processus (Gobel et al., 2004 ; MacQueen et al., 2005). Comme PLST-1 s’accumule avant la formation des 

microvillosités, cette protéine pourrait jouer un rôle dans la croissance initiale des protrusions apicales. En 

outre, alors que la plupart des composants de la bordure en brosse s’accumule progressivement à la 

membrane apicale pendant l’embryogenèse, FLN-2 présente un profil d’expression particulier. La protéine 

s’enrichit fortement au pôle apical au stade 2-fold, puis son expression diminue, suggérant un rôle 

spécifique dans l’établissement des microvillosités (Bidaud-Meynard et al., 2021).  

Ainsi, il existerait plusieurs complexes protéiques relatifs aux différentes étapes depuis la 

croissance jusqu’à la maturation des microvillosités apicales. Avant la croissance des protrusions, un 
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« module pré-formation » composé au moins des protéines ERM-1, ACT-5, PLST-1, FLN-2 et IFB-2 s’enrichit 

au pôle apical dès le stade lima bean. Par la suite, un « module d’assemblage » constitué 

additionnellement de EPS-8, HUM-5 et MLC-5 apparaît au stade 1.5-fold à la membrane apicale dans le 

but de former les microvillosités. Enfin, un « module mature » qui ne requiert pas FLN-2 persisterait depuis 

la fin de l’embryogenèse jusqu’à la vie larvaire et adulte. Par ailleurs, la localisation fine des protéines 

apicales évolue lors de la formation des microvillosités. Dans les larves et adultes, lorsque les 

microvillosités sont matures et fonctionnelles, EPS-8 est localisée à leur pointe, ERM-1 tout le long des 

protrusions tandis que IFB-2 est enrichi dans l’endotube en subapical. Au stade 2-fold, IFB-2 a déjà adopté 

sa localisation subapicale finale. Toutefois, ERM-1 et EPS-8 ne sont pas encore correctement organisées 

au sein des microvillosités, qui ne sont qu’en formation à ce stade.   
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ABSTRACT

The intestinal brush border is made of an array of microvilli that

increases the membrane surface area for nutrient processing,

absorption and host defense. Studies on mammalian cultured

epithelial cells have uncovered some of the molecular players and

physical constraints required to establish this apical specialized

membrane. However, the building andmaintenance of a brush border

in vivo has not yet been investigated in detail. Here, we combined

super-resolution imaging, transmission electron microscopy and

genome editing in the developing nematode Caenorhabditis

elegans to build a high-resolution and dynamic localization map

of known and new brush border markers. Notably, we show

that microvilli components are dynamically enriched at the apical

membrane during microvilli outgrowth and maturation, but become

highly stable once microvilli are built. This new toolbox will be

instrumental for understanding the molecular processes of microvilli

growth and maintenance in vivo, as well as the effect of genetic

perturbations, notably in the context of disorders affecting brush

border integrity.

KEY WORDS: Brush border, Intestine, Microvilli, Polarity

INTRODUCTION

Intestinal microvilli are essential for nutrient absorption. They are

organized into a well-ordered and tightly packed array by F-actin

crosslinking and bundling factors, such as villin, espin and plastin 1

(also known as fimbrin) (Sauvanet et al., 2015). Recent studies in

epithelial cell lines have identified new functional players, such as

IRTKS (also known as Baiap2l1) and myosin 1a/6/7b (Crawley

et al., 2014a; Postema et al., 2018), and new mechanisms of

brush border assembly and maintenance by vesicular trafficking

(Vogel et al., 2015), microvilli motility, contraction and

clustering (Meenderink et al., 2019; Chinowsky et al., 2020) or

intermicrovillar protocadherin bridges (Crawley et al., 2014b).

Additionally, live imaging has revealed some of the key initiation

and maturation steps of microvilli biogenesis in cell lines (Gaeta

et al., 2021). However, a description of brush border formation and

maintenance in vivo is lacking.

Caenorhabditis elegans has been widely used as an in vivomodel

of intestinal luminogenesis, polarity and host defense (Zhang et al.,

2013; Zhang and Hou, 2013; Sato et al., 2014). Intestinal

organogenesis encompasses cell division and intercalation steps

from the E blastomere to generate 20 perennial cells arranged into

nine rings forming an ellipse-shaped tube that runs along the body

of theworm (Leung et al., 1999; Asan et al., 2016). Cell polarization

begins at the E16 stage with cellular component relocalization

and cell shape changes (Leung et al., 1999), as well as apical

accumulation of the polarity determinant PAR-3, which recruits the

other members of the PAR module (Feldman and Priess, 2012;

Achilleos et al., 2010). Luminogenesis occurs concomitantly with

the formation of apical cavities at the midline that ultimately form a

lumen (Leung et al., 1999). C. elegans enterocytes display a brush

border that is structurally similar to that of mammals (Leung et al.,

1999; Geisler et al., 2019; Bidaud-Meynard et al., 2019): microvilli

are made of F-actin core bundles, notably the intestinal-specific

actin isoform act-5, depletion of which results in a circular lumen

with sparse and defective microvilli (MacQueen et al., 2005).

Several F-actin regulators are essential for C. elegans brush border

integrity, including ERM-1, the Ezrin/Radixin/Moesin only

ortholog (Gobel et al., 2004; Van Furden et al., 2004), and the

actin-capping factor EPS-8 (Croce et al., 2004). As in mammals,

microvilli are anchored on a terminal web composed of a network of

F-actin and an endotube made of intermediate filaments, in which

IFB-2 plays a major role (Geisler et al., 2020; Bossinger et al.,

2004). Here, we combined super-resolution and quantitative live

microscopy, transmission electron microscopy (TEM) and

fluorescence recovery after photobleaching (FRAP) data to

characterize the recruitment and dynamics of endogenously

tagged markers during the establishment of the C. elegans brush

border. In particular, we show that intestinal microvilli form and

grow throughout embryonic and larval development but are highly

stable once formed.

RESULTS AND DISCUSSION

TEManalysis of brush border establishment in theC. elegans

developing embryo

We first characterized the assembly of the brush border during

C. elegans development by TEM (Nicolle et al., 2015). C. elegans

embryonic morphogenesis is staged according to the shape and

elongation of the embryo, passing through ‘lima bean’ [360 min

post-fertilization (mpf)] and ‘comma’ (430 mpf) stages, after which

embryos elongate and fold one and a half (460 mpf), two

(490 mpf), three (550 mpf) and four times before hatching (L1

stage, 840 mpf). Adulthood is then reached after three consecutive

molts, defining the L2 [∼21 h post-fertilization (hpf )], L3

(∼29 hpf) and L4 (∼39 hpf) larval stages (Altun and Hall, 2009).

We observed that the intestinal lumen starts to open at the comma

stage and progressively expands to reach an elliptical shape in larvae
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(Fig. 1A,B). The first microvilli-like membrane extensions were

observed at the 1.5-fold stage and started to cover the apex with a

disorganized pattern at the 2.5-fold stage, to finally form a regular

brush border from the 3-fold stage (Fig. 1A). Measurements

suggested a relatively continuous increase in microvilli density,

length and width (Fig. 1A-E, Fig. S1A-C), implying a gradual

maturation of the brush border and de novo growth of microvilli

throughout development to fill in the membrane added during

intestinal surface expansion (Fig. 1A, arrows). Finally, transversal

imaging of the brush border allowed measurement of the distance

between microvilli edges and centers (76.0±1.1 nm and 203.2

±2.0 nm, respectively) (Fig. 1F,G).

Dynamic recruitment of brush border components during

C. elegans development

Expression profiling in mammalian enterocytes between

the proliferative crypt and the terminally differentiated villus

demonstrated a marked upregulation of actin cytoskeleton-related

genes, including actin, ezrin, villin and espin (Chang et al., 2008;

Mariadason et al., 2005). Notably, recent data in LLC-PK1 cells

showed a stepwise recruitment of EPS8 and IRTKS first, and then

ezrin, during microvilli outgrowth (Gaeta et al., 2021). To perform a

similar analysis, we systematically investigated the expression and

apical localization of endogenously tagged new and known brush

border markers.

Although the ortholog of villin is not localized at the brush border

(Hunt-Newbury et al., 2007) and espin does not have a C. elegans

ortholog, we found that PLST-1, the ortholog of plastin 1/fimbrin

(Fig. 2A, Fig. S2), one of the major F-actin organizing factors in

mammalian brush borders (Crawley et al., 2014a), was apically

localized. Second, the F-actin cross-linker FLN-2 (the ortholog of

filamin A), which has been proposed to control brush border

maintenance in mammalian models (Zhou et al., 2014), was also

observed at the enterocyte apical membrane (Fig. 2B, Fig. S2).

In addition, many members of the myosin superfamily of actin

motors have been localized to the brush border in mammalian cells

(McConnell et al., 2011; Sauvanet et al., 2015). This superfamily

comprises 12 classes of conventional and unconventional myosins,

which function as multimers of heavy and light chains (Fili and

Toseland, 2019). In the brush border, they have been shown to fulfil

structural (e.g. MYO7b, MYH14), trafficking (e.g. MYO-1a, -6) or

contractile (non-muscle myosin NM2C) functions (Houdusse and

Titus, 2021; Chinowsky et al., 2020). We found that a specific set of

myosins accumulates at the enterocyte apex throughout C. elegans

development: (1) the unconventional heavy chain HUM-5 (the

ortholog of human MYO1d/g), which is also localized at the lateral

membrane (Fig. 2C, Fig. S2), but not the other members of this

class, HUM-1 and HUM-2 (Fig. S3A,B); (2) the essential myosin

light chain MLC-5 (Gally et al., 2009) (the ortholog of human

MYL1/6) accumulated at the apical membrane in both embryos

and larvae (Fig. 2D, Fig. S2), whereas MLC-4 was only

weakly expressed in embryos (Fig. S3C). Interestingly, we found

that NMY-1 and NMY-2 (the orthologs of the non-muscle myosins

NM2A/B and NM2B/C, respectively) (Fig. S3D,E), did not

accumulate apically, or accumulated only very weakly, which

indicates that myosin-dependent contractility may be less crucial for

microvilli assembly in C. elegans than in mammals (Chinowsky

et al., 2020). These results suggest species-specific mechanisms or

compensation between myosins, as shown before (Houdusse and

Titus, 2021), and the need for systematic approaches to characterize

better the components of brush borders, for instance to identify

putative protocadherin-based intermicrovillar bridges molecules

(Crawley et al., 2014b) among the various cadherin-like proteins in

the C. elegans genome (Loveless and Hardin, 2012).

To assess quantitatively the expression of these apically enriched

factors during brush border establishment, we used photon counting

detectors and quantified the absolute apical signal of endogenously

tagged proteins throughout C. elegans development (Fig. 2S,

Figs S2, S3F). We observed that a set of markers was already

localized at the apical membrane at the lima bean stage, before

microvilli onset: PLST-1, FLN-2, ERM-1 and ACT-5 (note that

ACT-5 was exogenously expressed under its own promoter, because

of the embryonic lethality of endogenously tagged strains), as well

as the intermediate filament IFB-2, which appears slightly later

(Fig. 2E-J, Fig. S2). Then, we observed that the apical localization

of these markers, as well as that of EPS-8, HUM-5 and MLC-5,

dramatically increased concomitantly with microvilli assembly

(from the 1.5-fold stage), and that most of them peaked between the

4-fold and L1 stages to then decrease until adulthood (Fig. 2K-S,

Fig. S2). The early apical accumulation of some of these factors

might reflect their importance for microvilli assembly, which is

consistent with the requirement of ERM-1 and ACT-5 (Gobel et al.,

2004;MacQueen et al., 2005) and the direct relationship between G-

actin apical availability and microvilli growth (Faust et al., 2019).

As PLST-1 accumulated before microvilli onset, it could also play a

role in microvilli initial assembly in vivo, which is coherent with the

disorganized terminal web and microvilli rootlets described in Pls1

knockout mice (Grimm-Gunter et al., 2009), despite no obvious

defect in plst-1 C. elegans mutants at larval stages (Fig. S3G).

Interestingly, we observed that FLN-2 displayed a shifted pattern,

with an early peak that may suggest a specific role in microvilli

establishment. Thus, an evolving set of factors might control

microvilli building in C. elegans: a ‘pre-assembly module’,

composed, at least, of ERM-1, ACT-5, PLST-1, FLN-2 and

IFB-2; an ‘assembly module’, composed additionally of EPS-8,

HUM-5 and MLC-5, and, finally, a ‘mature module’ that does not

require FLN-2 (Fig. S5B).

Super-resolution imaging of the brush border in vivo

According to the Rayleigh criterion Rfluo =
1:22

2 � NA

� �

, the

optical axial resolution of the 405, 488 and 561 nm lasers is 176.5,

212.6 and 244.4 nm, respectively, using an NA1.4 objective, which is

above the limit to resolve individual microvilli (∼100 nm between

edges, Fig. 1E,G). To test this, we endogenously tagged ERM-1 with

three different fluorophores: Blue Fluorescent Protein (mTagBFP2/

BFP, λEx381 nm/λEm445 nm) (Subach et al., 2011), mNeongreen

(mNG, λEx506 nm/λEm517 nm) (Shaner et al., 2013) and wrmScarlet

(wSc, λEx569 nm/λEm593 nm) (El Mouridi et al., 2017) and imaged

themwith a multi-detector and deconvolution-based super-resolution

imaging system (see Materials and Methods). We could visualize the

regular alignment of microvilli with BFP and mNG tags, but it was

less visible with the wSc fluorophore (Fig. 3A,B). In addition to

individual microvilli, we could also precisely localize brush border

markers along the microvilli long axis. Indeed, whereas ERM-1

covered the whole microvilli length, the chloride intracellular channel

2 (CLIC-2) ortholog EXL-1 (Liang et al., 2017) accumulated at the

tip of microvilli (Fig. 3C) and the P-GlycoProtein related transporter

PGP-1 at their base (Bidaud-Meynard et al., 2019). Of note, this

method allowed us to uncover localization differences between

in-locus mNG-tagged and overexpressed GFP-tagged proteins

(compare Fig. 3C with Fig. S4A), as already reported for

E-cadherin in the same tissue (Cordova-Burgos et al., 2021).
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Individual microvilli were similarly visualized using random

illumination microscopy (Mangeat et al., 2021), but not using

conventional confocal or stimulated-emission-depletion microscopes

(Fig. S4B). The brush border could also be imaged transversally

(compare Figs 3D and 1F). Hence, the combination of a super-

resolution imaging system, appropriate fluorophores and endogenous

expression allows the visualization of individual microvilli in

C. elegans intestine.

We then used these tools to characterize the (co)localization of

known and newly identified apical markers in adult worms. Using a

strain co-expressing endogenously tagged versions of two classical

brush border markers, ERM-1 and EPS-8, and the endotube’s

intermediate filament IFB-2, we observed that ERM-1 localized

along the whole microvilli but not in the terminal web (Fig. 3E).

EPS-8 accumulated at the tip of the microvilli, where it partially

colocalized with ERM-1, and was also found marginally at the

terminal web vicinity, as observed previously by immuno-electron

microscopy (Croce et al., 2004) (Fig. 3E). Finally, we were able to

resolve in some worms the difference between exogenously

expressed ACT-5, which localized along and at the base of the

microvilli, and the endotube marker IFB-2 (Geisler et al., 2019;

Bossinger et al., 2004) (Fig. S4C).

Fig. 1. TEM analysis of the brush

border. (A) Representative TEM images

of C. elegans intestinal lumen at the

developmental stages indicated.

Arrowheads indicate nascent microvilli;

arrows indicate empty spaces between

microvilli. (B-E) Quantification of the

lumen perimeter (B) and microvilli

density (C), length (D) and width (E) from

TEM images. Histograms show the

mean±s.e.m. of an average of 3-13

slices (B), 3-13 lumen (C) and 6-29

microvilli (D-E) per sample from three to

fiveworms at each developmental stage.

YA, young adults. ns, non-significant.

*P<0.05, **P<0.01, ***P<0.001.

Statistical significance was calculated

using unpaired Student’s t-test except

in C (4-fold versus L1 and L1 versus

L2-L3), where a Mann–Whitney test was

used due to a non-normal data

distribution. (F) Transversal view of the

brush border in an L4 worm illustrating

microvilli hexagonal packing. Inset

shows magnification of the boxed area

with the putative hexagonal organization

of microvilli highlighted by the red line.

(G) The distance between microvilli

edges and centers was calculated on

200 microvilli from two L4 larvae.
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Notably, we found that PLST-1 localized at the bottom of the

microvilli (Fig. 3F), with a dotted pattern that was different from the

linear endotube pattern (IFB-2 in Fig. 3E). This localization is

consistent with that of plastin 1 in mouse and its proposed role in

anchoring actin rootlets (Grimm-Gunter et al., 2009). Whereas FLN-2

was hardly detectable in adult worms, we observed in L1 larvae that

FLN-2 localized at the base of microvilli, similar to MLC-5, which

also partly decorated the whole microvilli (Fig. 3G,H). Finally, we

found that HUM-5 localized at both the base and the tip of microvilli,

as well as marginally along their length (Fig. 3I), as observed inmouse

intestine for Myo1d (Benesh et al., 2010).

Because factors needed to build the microvilli are concomitantly

recruited to the apical pole (Fig. 2), we investigated whether super-

resolution imaging could resolve the change in their relative

microvillar position during brush border assembly. Line scans

showed that ERM-1, EPS-8 and IFB-2 colocalized at the beginning

of microvilli assembly (2-fold stage) and progressively moved away

to end up with IFB-2 and EPS-8 contralaterally positioned and

surrounding ERM-1 (Fig. 3J,K, Fig. S4D).

Analysis of brush border markers dynamics during

microvilli assembly

We next analyzed the dynamics of microvillar components during

and after brush border establishment using FRAP. Whereas ERM-1

was very dynamic in 1.5-fold embryos, which likely reflects its

involvement in microvilli pre-assembly, it became surprisingly

stable in the established brush border (adult worm), with little

recovery even after >15 min (Fig. 4A, Fig. S5A), confirming recent

observations (Ramalho et al., 2020; Remmelzwaal et al., 2021).

Analysis of ERM-1 fluorescence recovery throughout C. elegans

development confirmed that ERM-1 dynamics progressively

decreased concomitantly with brush border assembly and became

almost static in larvae and adults (Fig. 4B,F,G). To confirm this, the

dynamics of other structural components of the brush border was

analyzed during microvilli pre-assembly (comma/1.5-fold),

maturation (L1 larvae) and in adult worms; note that owing

to embryo movements from the 2-fold stage, late embryonic

developmental stages could not be investigated. Like ERM-1, EPS-

8 was also very dynamic during microvilli pre-assembly but became

highly stable in maturing and mature microvilli (Fig. 4C,F,G). ACT-

5 also displayed dynamic behavior, albeit to a lesser extent, that

persisted until L1 larvae (Fig. 4D,F,G), in agreement with F-actin

mobile fractions in Caco-2 cells (∼60%) (Waharte et al., 2005), to

finally become stable at adulthood. Conversely, the behavior of

intermediate filament IFB-2 was more stable at every developmental

stage (Fig. 4E-G), which reflects its anchoring role for growing

microvilli (Grimm-Gunter et al., 2009; Geisler et al., 2019).

These results indicate that mature microvilli are stable in vivo. The

Fig. 2. Brush border components are

dynamically enriched at the apical membrane

during microvilli assembly. (A-I) Representative

images of the apical localization of GFP-tagged

MLC-5, PLST-1 and ACT-5, mNG-tagged ERM-1,

IFB-2 and HUM-5, and mVenus-tagged FLN-2 in

L1/L2 larvae (A-D) and lima bean embryos (E-I).

(J) The absolute apical signal of the indicated

markers was measured on at least ten embryos at

each developmental stage. The heatmap shows a

focus on early brush border assembly steps where

the maximum intensity was set at the 2-fold-stage.

(K-R) Apical localization of the indicated markers

at the 2-fold stage. (S) The absolute apical

localization of the indicated markers was recorded

as in J and normalized to the maximum

expression for each marker. Data are mean

±s.e.m. a.u., arbitrary units. In all images,

arrowheads show the apical plasma membrane of

the intestinal cells. Scale bars: 5 µm.

4

TECHNIQUES AND RESOURCES Development (2021) 148, dev200029. doi:10.1242/dev.200029

D
E
V
E
L
O
P
M

E
N
T

https://journals.biologists.com/dev/article-lookup/DOI/10.1242/dev.200029
https://journals.biologists.com/dev/article-lookup/DOI/10.1242/dev.200029


maturation status of the brush border might be a key consideration in

reconciling conflicting data of the literature. Indeed, immature

microvilli in non-polarized cells seem to be more dynamic, i.e. life-

cycle of ∼12 min in A6 cells (Gorelik et al., 2003), with intense

actin treadmilling (half-time recovery of ezrin of ∼30 s) (Garbett

and Bretscher, 2012); in contrast, microvilli have been found to

last up to 12 h in mature brush borders (Meenderink et al., 2019).

This high stability could partially explain their uniform length and

highly ordered organization in the human intestine (Crawley et al.,

2014a).

In conclusion, this study shows for the first time the dynamic

recruitment of microvilli components during brush border

development and their localization at the individual microvillus

level in vivo. This new toolbox will be instrumental in addressing

the many remaining questions regarding microvilli assembly and

maturation, notably determining the full set of factors required for

Fig. 3. Super-resolution imaging of the brush border. (A,B) Super-resolution images of ERM-1 endogenously tagged with BFP, mNG and wSc in C. elegans

young adults. The graphs inB show the normalized intensity profile along a 4 µm-long dashed line, as represented inA. (C) Super-resolution images of ERM-1::mNG

or EXL-1::mNG in young adults. (D) Transversal super-resolution image of the brush border performed on a young adultC. elegans strain endogenously expressing

ERM-1::mNG. Inset shows a magnified region with a red hexagon indicating the putative hexagonal packing of microvilli. (E-I) Representative super-resolution

images of the indicatedmicrovilli markers endogenously tagged with mNG (ERM-1, HUM-5), GFP (PLST-1, MLC-5), BFP (EPS-8), mVenus (FLN-2) or wSc (IFB-2)

in young adults. In F, inset shows higher magnification of the boxed ROI. Filled and unfilled arrowheads show the colocalization between ERM-1 and the indicated

markers at the base and along the microvilli, respectively. (J,K) Left: TEM images show the shape of the brush border at the corresponding developmental stage.

Middle: Super-resolution images of the brush border in 2-fold embryo and L2-L3 larvae co-expressingEPS-8::BFP, ERM-1::mNGand IFB-2::wSc.Right: Histograms

corresponding to the signal intensity profile of the three markers along the gray line depicted on the fluorescence images. a.u., arbitrary units.
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microvilli growth and maintenance, and the principles that govern

microvilli size, packing and organization in vivo. It will also be

essential to understand the pathophysiology of aging and of genetic,

inflammatory or pathogenic diseases affecting the brush border.

MATERIALS AND METHODS

C. elegans strains and maintenance

Strains were maintained under typical conditions as described (Brenner,

1974). CRISPR-CAS9-genome edited mTagBFP2, mNeonGreen and

mScarlet-tagged proteins were generated at the Biologie de Caenorhabditis

elegans facility (Universite Lyon 1, UMS3421, Lyon, France). The strains

used in this study are listed in Table S1. The sequence of alleles are available

from the Dryad Digital Repository (Gregoire, 2021): dryad.qrfj6q5hh.

In vivo confocal imaging in C. elegans

For in vivo imaging, C. elegans larvae were mounted on a 10% agarose pad

in a solution of 100 nm polystyrene microbeads (Polysciences) to stop worm

movement. Embryos were mounted on a 2% agarose pad with a mix of

bacteria and M9 medium (localization) or M9 only (live imaging). Single

confocal slices of the anterior intestinal cells or stacks of the whole intestine

were performed on adults/larvae and whole embryos, respectively, using a

Leica SP8 (Wetzlar) equipped with a 63×, 1.4 NA objective (LAS AF

software) or a super-resolution Zeiss LSM880-Airyscan (Oberkochen)

equipped with a 63×, 1.4 NA objective (Zen Black software). For the image

in Fig. 3D, young adult animals were quashed to let the intestine out and

have a large imaging surface. Quantitative recording of the apical

localization of brush border markers was performed on the Leica SP8

microscope using the photon-counting function of HyD hybrid detectors

and image accumulation (Fig. S3). For embryos, stacks were reconstructed

using the max intensity z-projection function of Fiji software (https://imagej.

net/Fiji). All images were examined using Fiji software.

TEM

Samples were subjected to high-pressure freezing followed by freeze

substitution, flat embedding, targeting and sectioning using the positional

Fig. 4. Brush border components dynamics during microvilli assembly. (A) ERM-1::mNG was bleached in a 1.5-fold embryo and an adult worm, and

fluorescence recovery was observed every 30 s. (B-E) Quantification of the signal recovery after bleaching of ERM-1::mNG (B), EPS-8::mNG (C), ACT-5::GFP (D)

and IFB-2::mNG (E), measured every 30 s on 5-11 worms at the indicated developmental stages. Thin lines represent the mean±s.e.m. of signal recovery, bold lines

represent one-phase association non-linear regression fitting curves. (F,G) Analysis of the FRAPexperiments shown inB-E at the comma, 1.5-fold, L1 larva and adult

stages. F shows the percentage of the pre-bleached signal (mean of two time points) recovered at the endpoint (540 s) and G shows the mobile fraction. Histograms

show the mean±s.e.m., dots in F represent individual worms. The difference between variance was calculated using ANOVA, *P<0.05, **P<0.01, ***P<0.001.
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correlation and tight trimming approach, as described previously (Bidaud-

Meynard et al., 2019). Each embryo or larva was sectioned in five to ten

different places, every 5-7 μm, to ensure that different intestinal cells were

observed. Ultrathin sections (60-70 nm) were collected on Formvar-coated

slot grids (FCF2010-CU, EMS) and observed using a JEM-1400

transmission electron microscope (JEOL) operated at 120 kV, equipped

with a Gatan Orius SC 1000 camera (Gatan) and piloted by the Digital

Micrograph program.

FRAP

FRAP experiments were performed using the Zeiss LSM880-Airyscan on a

rectangular region of interest (ROI) of 1.3 µm width crossing the apical

plasma membrane with 100% 488 nm laser power, 10-20 iterations, and

recovery was measured every 30 s for 10-15 min. Post-FRAP images were

analyzed using the Fiji software. The mean fluorescence intensity of the

bleached ROI was normalized for photobleaching by recording the intensity

of the same ROI on a non-bleached region and cytoplasmic background was

subtracted on each frame. Finally, the percentage recovery was calculated on

each timeframe by comparing the normalized signal intensities with the

mean of two time points before bleach. Curve fitting was performed with

one-phase association non-linear regression analysis using GraphPad Prism

9 software. The mobile fraction (Mf ) was calculated with the following

equation: Mf ¼

I1 � I0
Ii � I0

,

where I
∞
is the signal intensity at the endpoint plateau phase, Ii is the mean

of two pre-bleached signal intensities and I0 is the signal intensity at the first

post-bleach time point.

Quantification

TEMmicrographs were analyzed using Fiji software andwere representative

of all the sections observed. Three to five independent worms at each

developmental stage were examined in five to ten different sections along

the antero-posterior axis. Lumen perimeter was measured around the apical

membrane. In total, 32 (2-fold), 36 (3-fold), 31 (4-fold), 26 (L1), 22 (L2/3)

and 20 (L4/young adults) lumen perimeters were measured. Microvilli

length was measured from the tip to the point where their base intersected

with the apical pole. Microvilli width was measured at mid-height. In total,

61 (2-fold), 83 (3-fold), 89 (4-fold), 60 (L1), 62 (L2/3) and 92 (L4/young

adults) length and width measurements were performed. Microvilli density

was defined as the number of microvilli per unit length of lumen perimeter.

In total, 29 (2-fold), 32 (3-fold), 40 (4-fold), 30 (L1), 30 (L2/3) and 40 (L4/

young adults) microvilli densities were determined.

For the quantitative measurement of the apical localization of brush

border markers, a maximum intensity projection was performed using Fiji,

and the signal density was quantified by measuring the mean fluorescence

signal along a segmented line covering the whole intestine (E16 to 2-fold

embryos) or visible part of the anterior intestine (3-fold to adults). The signal

measured was then corrected for fluorescence accumulation and normalized.

Statistical analysis

Results are presented as mean±s.e.m. of the number of independent

experiments indicated in the legends, and scattered dots represent individual

worms. P-values were calculated by two-tailed, unpaired Student’s t-test or

one-way ANOVA, as indicated in the figure captions, and a 95% confidence

level was considered significant. Normal distribution of data and

homogeneity of variances were validated using the Shapiro–Wilk and the

Bartlett (for ANOVA) or F (for Student’s) tests, respectively. Mann–

Whitney or Kruskal–Wallis tests were used for calculating the P-values

between two or multiple non-normal distributions, respectively, and

Dunnett’s tests was used for multiple distributions with non-homogenous

variances.
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A

Fig. S1. Individual values of brush border measurements by TEM, related to Fig. 1.

Colorized dots represent individual worms at the indicated developmental stages. Bar is the grand mean of 
all the measurements. Microvilli density was measured on 3-13 slices/worm, microvilli length and width on 
6-29 microvilli/worm. N.s., non-significant, *p<0,05, **p<0,01. Except in A, where some data were 
analysed by unpaired t-test (#), statistical significance was calculated using Mann-Whitney test.
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Fig. S2. Systematic analysis of brush border markers during C. elegans 
development. Representative confocal images of the endogenously tagged markers indicated 
(except ACT-5::GFP). Arrowheads show the intestinal cells apical PM. Scale bar is 5 µm.
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HUM-2 NMY-1

B

Fig. S3. Systematic analysis of brush border markers during C. elegans development.
(A-E) Representative confocal images of C. elegans strains expressing endogenously tagged versions of 
the indicated markers, which showed no apical accumulation during C. elegans intestine development. 
Scale bar, 5 µm. (F) Control of the quantitative assessment of brush border markers arrival at the 
apical PM. Accumulation of IFB-2::mNG, PLST-1::GFP and FLN-2::mVenus signal linearly 
increases with image accumulation. Experimental points are linked by dashed lines, bold lines show 
simple linear regression curve fitting. n=1-2 measurement per timepoint for each fluorophore. (G) 
Representative TEM images of control (N2) and plst-1(tm4255) L4/young adult worms (N=3 worms in 
each condition).
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A

C

Fig. S4. Super-resolution imaging of brush border markers in vivo. (A) Representative super-
resolution image of exogenously expressed EXL-1::GFP. (B) ERM-1::GFP was imaged in adult worms 
using the indicated microscopes. (C) Super-resolution images of a C. elegans adults co-expressing ACT- 
5::GFP and IFB-2::wSc. Bottom panel shows a normalized intensity profile along the line depicted in grey.
(D) Representative images of the localization of endogenously tagged EPS-8::BFP, ERM-1::mNG and IFB- 
2::wSc in C. elegans at the indicated developmental stages. Right panels show an intensity profile of the 
three markers along the line depicted in left panels. Scale bars, 2 µm.
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Fig. S5. Dynamic recruitment of brush border components.

(A) Longer measurement of brush border components dynamics in adult worms. The curves show 
the recovery of ERM-1::mNG, IFB-2::mNG and ACT-5::GFP signal every 30 s after photobleaching, 
measured for an extended time, n=1 for each marker. (B) Model of brush border assembly in vivo 
in C. elegans. Microvilli are built from a preformed pre-assembly complex and grow through the 
dynamic recruitment of brush border components, which become highly stable in the mature brush border.
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Strain Markers/targets Genotype Reference

FBR96 MLC-4 mlc-4(jme04[mlc-4::eGFP+loxP]) III Francois Robin lab

FBR140 MLC-5 mlc-5(jme09[GFP^3xFLAG::mlc-5]) III Francois Robin lab

FBR222 FLN-2 fln-2(jme-19[fln-2::mVenus]) X Francois Robin lab

FL274 ERM-1, IFB-2 erm-1(bab59[erm-1::mNG^SEC^3xFlag]) I ; ifb-2(bab142[ifb-2::wSc]) II Bidaud-Meynard et al., 2019

FL290 EPS-8 eps-8(bab140[eps-8::mNG]) IV This study

FL369 ERM-1, ACT-5
fgEx13[perm-1::erm-1::gfp + rol-6 (su1006)] ; jyIs17 [vha-6p::mcherry::act-5, ttx-

3p::RFP]
Bidaud-Meynard et al., 2019

FL378 ERM-1 erm-1(bab59[erm-1::mNG^3xFlag]) I Bidaud-Meynard et al., 2019

FL379 ERM-1 bab64[erm-1::wrmSc^3xFlag] I Bidaud-Meynard et al., 2019

FL381 ACT-5, IFB-2 fgEx12 (act-5p::act-5::gfp); ifb-2(bab142[ifb-2::wrmSc]) II This study

FL383 EPS-8, ERM-1, IFB-2
eps-8(bab140[eps-8::mNG]) IV ; erm-1(bab59[erm-1::mNG^SEC^3xFlag]) I; ifb-

2(bab142[ifb-2::wSc]) II
This study

FL384 ERM-1 erm-1(bab167[erm-1::degron-tagBFP2]) I This study

FL385 IFB-2 ifb-2(bab153[ifb-2::mNG]) II This study

FL386 ERM-1, PLST1 erm-1(bab167[erm-1::degron-tagBFP2]) ; plst-1(msn190[plst-1::gfp]) IV This study

FL387 ERM1, HUM5 erm-1(bab167[erm-1::degron-tagBFP2]) ; hum-5(bab189[hum-5::mNG]) III This study

FL388 ERM-1, MLC5 erm-1(bab167[erm-1::degron-tagBFP2]) ; mlc-5(jme09[GFP^3xFLAG::mlc-5]) III This study

FL586 ERM-1, FLN-2 erm-1(bab167[erm-1::degron-tagBFP2]), fln-2(jme-19[fln-2::mVenus]) X This study

LP162 NMY-2 nmy-2(cp13[nmy-2::GFP + LoxP]) I CGC

LP462 MRCK-1 mrck-1(cp189[mrck-1::GFP::3xFlag]) V CGC

MCP111 PGP-1 pgp-1(bab111[mNG^3xFlag::pgp-1]) IV Bidaud-Meynard et al., 2019

MCP184 HUM-2 hum-2(bab184[hum-2::mNG]) V This study

MCP189 HUM-5 hum-5(bab189[hum-5::mNG]) III This study

MCP223 EXL-1 exl-1(bab223[exl-1::mNG]) II This study

ML2540 NMY-1 nmy-1(mc82[nmy-1::gfp]) X. Vuong-Brender et al., 2017

OH2211 EXL-1 otEx1184 [exl-1p::exl-1::GFP + rol-6(su1006)] CGC

QQ226 HUM-1 hum-1(cv21[hum-1::RFP]) I CGC

RZB213 PLST-1 plst-1(msn190[plst-1::gfp]) IV Ding et al., 2017

RZB365 PLST-1 plst-1(tm4255) Ronen Zaidel-Bar lab

VJ268 ACT-5 fgEx12(act-5p::act-5::gfp) Zhang et al., 2012

Table S1. C. elegans strains used in this study.
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Au cours de ma thèse, j’ai caractérisé le rôle de la protéine kinase PAR-4 au cours du 

développement de l’intestin chez C. elegans. Pour ce faire, j’ai utilisé une approche de perte de fonction 

via la souche thermosensible par-4(it47). Mes résultats de thèse suggèrent que PAR-4 n’est pas nécessaire 

à l’établissement de la polarité apico-basale des entérocytes. Par ailleurs, la perte de fonction de PAR-4 

n’empêche pas la formation de microvillosités qui présentent toutefois des défauts mineurs de taille. De 

plus, les jonctions apicales sont également plus longues dans les embryons par-4(it47). Ainsi, PAR-4 n’est 

pas strictement nécessaire à la polarité épithéliale des cellules intestinales. En revanche, la protéine PAR-4 

contrôle le nombre de cellules intestinales. En effet, la perte de fonction de PAR-4 entraîne la présence 

d’un excès d’entérocytes, associée à des déformations majeures de la lumière intestinale et à la présence 

de jonctions apicales additionnelles. J’ai pu montrer que les embryons cdc-25.1(gof) présentent des 

défauts intestinaux similaires, reliés à l’excès d’entérocytes. En suivant les divisions des descendants du 

blastomère E, mes observations montrent que PAR-4 régule le nombre d’entérocytes, non pas en 

contrôlant le cycle cellulaire, mais en restreignant le devenir cellulaire du blastomère C notamment. En 

effet, la perte de fonction de PAR-4 induit l’expression anormale du gène end-1, spécifique du lignage E, 

en particulier dans les descendants de la cellule Cp. Mes résultats préliminaires suggèrent que l’expression 

de end-1 en-dehors du lignage E dans les embryons par-4(it47) est en partie reliée à la présence de la 

protéine MED-1 dans le lignage C. Toutefois, l’activation de l’expression de med-1 semble indépendante 

de SKN-1 dans les embryons par-4(it47). Mes résultats de thèse montrent également que la perte de 

fonction de PAR-1 induit un défaut de spécification similaire aux embryons par-4(it47) avec une expression 

de end-1 dans le lignage Cp, la présence ectopique de MED-1 dans le lignage C et l’absence de stabilisation 

de SKN-1 dans les blastomères embryonnaires. Pour conclure, mes résultats de thèse révèlent une 

nouvelle fonction de PAR-4 dans l’embryon C. elegans dans la régulation de la spécification du blastomère 

C par rapport au développement intestinal.  

 

I. PAR-4 contribue à la régulation de la taille des microvillosités et des 

jonctions apicales  

Mes résultats de thèse ont montré que la perte de fonction de PAR-4 n’affecte pas l’établissement 

de la polarité apico-basale des entérocytes chez le nématode. En effet, les protéines de polarité PAR-6 et 

LET-413 sont localisées normalement respectivement aux pôles apical et basolatéral dans les embryons 

PAR-4. En revanche, la perte de fonction de PAR-4 conduit à une variabilité de la taille des microvillosités 
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ainsi que des plus longues jonctions apicales dans les embryons PAR-4 tardifs. Ces deux phénotypes 

mineurs ont été observés et quantifiés sur des coupes de MET effectuées par Ophélie Nicolle.  

1. Rôle mineur de PAR-4 sur la taille des microvillosités  

a. Potentielle implication de certains composants de la bordure en brosse 

Ce phénotype mineur pourrait être entraîné par un défaut de la localisation et/ou de la fonction 

de l’actine ou des protéines régulatrices du réseau d’actine au sein des microvillosités. Anne Pacquelet a 

détaillé la localisation de plusieurs composants de la bordure en brosse intestinale, en focalisant son 

observation dans les embryons contrôles et par-4(it47) au stade 2-fold (n > 10 pour chaque condition).  

Tout d’abord, l’actine microvillositaire a été observée grâce à un transgène permettant 

l’expression de l’actine ACT-5 tagguée à la GFP. ACT-5 est spécifiquement exprimée dans l’intestin du 

nématode. Les embryons par-4(it47) ne présentent pas de défaut de la localisation de l’ACT-5. De plus, 

l’intensité du signal ACT-5::GFP est similaire entre les embryons contrôles et les embryons par-4(it47). Par 

ailleurs, il a été décrit que la déplétion de EPS-8, une protéine située à la pointe des microvillosités, 

entraîne une bordure en brosse anormalement irrégulière chez C. elegans. Par ailleurs, dans cette 

condition génétique, les microvillosités sont en moyenne plus longues par rapport aux embryons 

contrôles. Toutefois, le signal de la protéine EPS-8 fusionnée de manière endogène au fluorochrome 

mNeonGreen (mNG) dans les embryons par-4(it47) est similaire à celui visible dans les embryons 

contrôles. Pour compléter l’étude, la localisation des composants de la bordure en brosse HUM-5, FLN-2, 

tous normalement exprimés à la membrane apicale des entérocytes (Bidaud-Meynard et al. 2021), a été 

caractérisée. Pour cela, des embryons au stade 2-fold exprimant chacun de ces marqueurs fusionnés à leur 

loci respectifs à un fluorochrome ont été observés. Les embryons par-4(it47) au stade 2-fold ne présentent 

pas de défaut de la localisation de HUM-5 et FLN-2. De plus, l’analyse de la localisation de PLST-1 est en 

cours au laboratoire. Ces résultats suggèrent que PAR-4 n’agit pas directement sur ces facteurs, ou du 

moins sur leur localisation au sein de la bordure en brosse, afin de réguler finement la taille des 

microvillosités.  

Par ailleurs, l’irrégularité de la longueur des microvillosités entraînée par la perte de fonction de 

PAR-4 pourrait aussi être liée à un défaut des protocadhérines. Ces protéines relient les microvillosités 

entre elles et sont capables de réguler la taille des microvillosités (Crawley, Shifrin, et al. 2014; Pinette et 

al. 2019). Par exemple, les souris déficientes en CDHR2 présentent des microvillosités en moyenne plus 
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courtes et plus variables en longueur (Pinette et al. 2019). En revanche, chez C. elegans, la perte de 

fonction de la protocadhérine CDH-8 n’influence pas la longueur des microvillosités (Zhu et al. 2022). Ainsi, 

PAR-4 ne semble pas exerce un rôle sur les protocadhérines.  

b. Rôle de PAR-4 sur la phosphorylation de l’ezrine ? 

Dans des conditions de suractivation de LKB1 dans des cellules intestinales en culture, il a été décrit 

que LKB1 est capable d’induire une cascade de signalisation phosphorylant in fine l’ezrine et entraînant la 

formation de microvillosités au pôle apical de ces cellules. Dans l’intestin de C. elegans, PAR-4 pourrait 

être également impliquée dans la régulation de la forme phosphorylée de l’ezrine : phospho-ERM-1. La 

phosphorylation de ERM-1 n’est pas essentielle à la formation de microvillosités chez C. elegans (Ramalho 

et al. 2020). Toutefois, les larves mutantes pour le site conservé T544 de la phosphorylation de ERM-1 

développent des microvillosités raccourcies par rapport aux contrôles (Ramalho et al. 2020). Par ailleurs, 

dans les embryons porteurs de la mutation T544A, le signal phospho-ERM-1 n’est plus strictement apical 

comme dans les embryons contrôles, mais est aussi localisé à la membrane basolatérale (Ramalho et al. 

2020). Ce phénotype n’étant pas similaire aux défauts observés dans les embryons par-4(it47), PAR-4 ne 

semble pas agir via la phosphorylation de ERM-1 pour réguler la taille des microvillosités intestinales. Ainsi, 

alors que la suractivation de LKB1 dans des cellules intestinales en culture humaines est suffisante pour la 

polarisation apico-basale et la formation de microvillosités, la perte de fonction de PAR-4 chez le nématode 

ne perturbe pas drastiquement ces deux processus. 

c. Défauts des microvillosités et développement du nématode 

 Les changements significatifs de la taille des microvillosités des embryons par-4(it47) ne seraient-

ils pas reliés à un blocage de l’élongation des embryons. Ainsi, leur stade développemental serait plus 

avancé que leur morphologie l’indique. La longueur en moyenne plus longues des microvillosités des 

embryons par-4(it47) soutient cette hypothèse. En effet, les microvillosités s’allongent au cours du 

développement embryonnaire et larvaire (Bidaud-Meynard et al. 2021). En revanche, les microvillosités 

sont en moyenne plus fines dans les embryons par-4(it47), ce qui va à l’encontre du processus de 

maturation des microvillosités qui s’élargissent au contraire dans les embryons et larves contrôles (Bidaud-

Meynard et al. 2021). Cela suggère que les défauts mineurs de taille des microvillosités induits par la perte 

de fonction de PAR-4 sont reliés à un rôle de PAR-4 qui n’est pour l’heure pas élucidé.  
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 Pour terminer sur ce point, il serait également possible de tester la fonctionnalité des 

microvillosités affectées par la perte de fonction de PAR-4. Pour cela, la localisation de transporteurs 

exprimés au pôle apical des entérocytes, tels que PEPT-1, pourrait être décrite dans les embryons par-

4(it47). Par ailleurs, une autre expérience serait de tester l’absorption de la nourriture chez les larves en 

analysant leur développement, leur croissance et leur potentielle létalité. Toutefois, il serait auparavant 

nécessaire de tester si les embryons par-4(it47) sont capables d’éclore sans mourir. De plus, ces embryons 

peuvent présenter des défauts pléiotropiques tels que des défauts de morphogenèse. Une alternative 

consisterait à dégrader la protéine PAR-4 spécifiquement dans les cellules intestinales pour empêcher 

l’apparition d’autres défauts.  

2. Rôle mineur de PAR-4 dans la régulation de la longueur des jonctions apicales 

En plus des variations de la taille des microvillosités, les embryons par-4(it47) présentent 

également des jonctions apicales (CeAJs) plus longues. Il est intéressant que ce phénotype mineur possède 

des similarités avec la drosophile. En effet, l’œil de clones mutants lkb1(null) présente des jonctions 

adhérentes en moyenne plus longues (Amin et al. 2009). Par ailleurs, certaines jonctions paraissent 

fragmentées. Chez C. elegans, il est connu que LET-413Scribble permet la compaction des CeAJs (Legouis et 

al. 2000; McMahon et al. 2001). Sa déplétion entraîne une perte de polarité apico-basale ainsi que la 

présence de CeAJs fragmentées dans les cellules intestinales. Je n’ai pas observé ces défauts dans les 

embryons par-4(it47). Par ailleurs, j’ai montré que la localisation de LET-413 n’est pas perturbée dans 

l’intestin des embryons par-4(it47). Ces résultats suggèrent que PAR-4 n’agit pas via LET-413 pour réguler 

la taille des CeAJs dans l’intestin. Cependant, il est possible que PAR-4 exerce un rôle mineur sur un autre 

composant des jonctions. Des résultats récents décrivent l’expression de AFD-1, un homologue de 

AfadinCanoe au niveau de la partie la plus apicale des jonctions (Pickett et al., 2021). Au laboratoire, nous 

pourrions observer cette protéine dans les embryons par-4(it47) pour caractériser d’éventuels défauts de 

localisation. De plus, nous pourrions observer en MET l’ultrastructure des jonctions apicales dans des 

embryons déplétés en AFD-1.  

3. Localisation de PAR-4 et polarisation des entérocytes 

A l’aide d’une souche de vers exprimant la protéine PAR-4 fusionnée au locus par le fluorochrome 

mNeonGreen, j’ai noté que PAR-4 est localisée au cortex cellulaire de toutes les cellules embryonnaires, 
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confirmant des données déjà publiées (Roy et al. 2018). Par ailleurs, aux stades E16 et lima bean, j’ai noté 

un enrichissement de PAR-4 sur des foci au pôle apical des entérocytes. En observant simultanément la 

localisation de PAR-4 et de la protéine apicale PAR-3, j’ai mis en évidence que ces foci de PAR-4 sont 

localisés de manière subapicale par rapport à PAR-3 (données non montrées). Ils sont particulièrement 

enrichis au niveau des jonctions apicales entre les anneaux intestinaux et aux régions où la lumière 

intestinale s’ouvre, suggérant une contribution de PAR-4 au cours de ces processus. Ainsi, les défauts 

mineurs de la structure de la BB et des CeAJs observés dans les embryons par-4(it47) sont-ils dus à une 

fonction de PAR-4 spécifiquement dans les cellules intestinales ? Pour le savoir, nous pourrions utiliser le 

système de dégradation de la protéine PAR-4 inductible à l’auxine spécifiquement dans les entérocytes. 

Dans ce système, les vers expriment simultanément deux transgènes : la protéine PAR-4 fusionnée à un 

locus et à un fluorochrome ainsi que le récepteur à l’auxine TIR-1 sous le contrôle du promoteur elt-2, 

spécifique des cellules intestinales. Ainsi, l’ajout d’auxine induit l’interaction de PAR-4-degron avec TIR-1, 

entraînant la dégradation de PAR-4 uniquement dans les entérocytes. Comme le gène elt-2 est exprimé à 

partir du stade E2, cette expérience permettrait de tester le rôle de PAR-4 dans la différentiation des 

cellules intestinales. Nous pourrions analyser l’ultrastructure de la membrane apicale développée par les 

embryons déplétés en PAR-4 dans l’intestin en MET. Si d’éventuels défauts sont similaires à ceux observés 

dans les embryons par-4(it47), alors cela suggérerait que les défauts de la taille des microvillosités et des 

jonctions apicales sont directement reliés à une fonction de PAR-4 au sein des entérocytes. Cette 

expérience pourrait également être utilisée pour confirmer nos résultats sur la polarisation des cellules 

intestinales. Nous pourrions ainsi générer des souches permettant d’observer la localisation de différents 

marqueurs de la polarité apico-basale (PAR-6, LET-413, protéines de jonctions) et des composants de la 

bordure en brosse intestinale (ERM-1, EPS-8, PLST-1, ACT-5…) dans des embryons déplétés en PAR-4 dans 

les entérocytes. 

II. Conséquences développementales d’un excès d’entérocytes 

1. Dans les larves 

Mes résultats de thèse montrent que la perte de fonction de PAR-4 entraîne l’apparition de 

déformations de la lumière intestinale à la fin de l’embryogenèse. Si les embryons par-4(it47) survivent et 

sont capables d’éclore, ou dans le cas contraire, en utilisant le système de dégradation de PAR-4 dans 

l’intestin, alors nous pourrions analyser la présence de ces défauts dans les larves : se sont-ils atténués ou 
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persistent-ils ? Pour déterminer si la lumière intestinale est continue comme chez les larves contrôles, 

nous pourrions effectuer un test nommé « Smurf assay » qui consiste à faire ingérer aux larves un colorant 

bleu (Pickett M. et al., 2021; Sallee et al., 2021). De cette manière, il est possible de visualiser d’éventuelles 

obstructions intestinales. En parallèle, l’expérience pourrait être réaliser également dans les larves cdc-

25.1(gof) qui se développent normalement malgré les déformations de la lumière visibles aux stades 

embryonnaires tardifs et dont le phénotype larvaire n’a pas été caractérisé.  

2. Formation de la lumière intestinale 

Par ailleurs, la présence d’un excès d’entérocytes soulève de nombreuses questions 

développementales. Tout d’abord, comment la lumière intestinale s’ouvre-t-elle lorsqu’un nombre 

aberrant d’entérocytes constituent l’épithélium ? En MET, nous pourrions comparer la morphologie de la 

lumière intestinale depuis le stade lima bean jusqu’aux stades 3-4-fold entre les embryons contrôles et les 

embryons par-4(it47) (Bidaud-Meynard et al. 2021). Par ailleurs, mes résultats de thèse montrent que les 

déformations majeures de la lumière intestinale dans les embryons par-4(it47) sont visibles en microscope 

confocale à fluorescence dans les embryons aux stades 3 et 4-fold mais pas dans les embryons au stade 2-

fold. Comment expliquer ce décalage temporel de l’apparition des défauts de la lumière ? Pendant 

l’élongation de l’embryon, et par extension de l’intestin, la lumière s’élargit selon l’axe gauche-droite de 

l’organisme (Bidaud-Meynard et al. 2021). Cet élargissement est visible sur les coupes transversales 

effectuées en MET (Bidaud-Meynard et al. 2021). De plus, le pôle apical devient aussi plus large via un 

élargissement des entérocytes selon l’axe antéro-postérieur. Ainsi, il est possible que puisque la lumière 

s’élargit au cours de l’embryogenèse, les déformations de lumière s’amplifient et deviennent observables 

(Bidaud-Meynard et al. 2021). Pour vérifier les résultats, il serait nécessaire de caractériser la morphologie 

de la lumière intestinale dans les embryons par-4(it47) au stade 2-fold par MET. 

3. Organisation des cellules intestinales au sein du tissu 

a. Dans les embryons tardifs 

De plus, comment les cellules intestinales surnuméraires s’organisent-elles pour former un 

épithélium intègre ? En 2017, Choi et ses collaborateurs ont décrit l’organisation des entérocytes au sein 

d’embryons cdc-25.1(rr31) aux stades lima bean et 1.5-fold via l’observation de marqueurs des 

membranes et des noyaux des cellules intestinales (Choi et al. 2017). Ils ont remarqué que les entérocytes 
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additionnels dans les embryons cdc-25.1(rr31) au stade 1.5-fold forment des anneaux intestinaux 

supplémentaires et/ou des anneaux formés de plus de deux cellules (hors anneau le plus antérieur) (Choi 

et al. 2017). Nos observations en microscopie confocale à fluorescence via le marqueur vha-6p::PH::GFP 

et en MET ont confirmé la présence d’anneaux formés de plus de deux, jusqu’à ? quatre ou cinq ?,quatre 

cellules dans les embryons cdc-25.1(rr31). Par ailleurs, nous avons également mis en évidence que les 

embryons par-4(it47) présentent un phénotype similaire. Afin de déterminer si les cellules intestinales 

surnuméraires peuvent également s’organiser en anneaux supplémentaires dans les embryons par-

4(it47), j’ai observé un marqueur des membranes des entérocytes au stade 2-fold, puis effectué une 

reconstruction en 3D via le logiciel d’analyse d’image Imaris (données non montrées). Mes résultats 

préliminaires suggèrent que les cellules intestinales surnuméraires peuvent élaborer des anneaux 

supplémentaires, en plus des anneaux formés de plus de deux cellules. J’ai également effectué cette 

analyse dans les embryons cdc-25.1(rr31) au stade 2-fold, confirmant les résultats publiés. Ainsi, les 

embryons par-4(it47) et cdc-25.1(rr31) présentent un phénotype final similaire vis-à-vis de l’organisation 

des cellules intestinales surnuméraires dans le tissu.  

b. Au cours du développement intestinal 

En revanche, j’ai montré que l’origine de l’excès d’entérocytes diffère entre la perte de fonction 

de PAR-4 et le gain de fonction de CDC-25.1. Alors que la phosphatase CDC-25.1 contrôle le cycle cellulaire 

et le nombre de divisions intestinales, la protéine PAR-4 restreint le devenir cellulaire du blastomère 

embryonnaire C pour l’empêcher d’adopter une identité intestinale. Mes résultats de thèse suggèrent que 

les cellules intestinales surnuméraires des embryons par-4(it47) s’intercalent entre les entérocytes issus 

du lignage E. Comment ce processus se déroule-t-il au cours de l’organogenèse de l’épithélium intestinal ? 

Il serait intéressant de décrire les réarrangements des cellules intestinales au cours du développement 

dans les embryons par-4(it47) et les comparer aux embryons contrôles. Pour cela, nous pourrions filmer 

le développement de l’intestin dans des embryons exprimant simultanément un marqueur membranaire 

de toutes les cellules embryonnaires, un marqueur des noyaux intestinaux ainsi qu’un marqueur de la 

bordure en brosse. Ensuite, une segmentation des cellules au cours du temps pourrait être effectuée afin 

de visualiser en trois dimensions l’organisation des descendants de E au sein du tissu et de l’embryon, de 

façon similaire à Asan et ses collaborateurs (Asan et al. 2016). Cette analyse permettrait de caractériser 

les réarrangements cellulaires des cellules localisées en-dehors et anormalement spécifiées en cellules 

intestinales dans les embryons par-4(it47).  
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Les entérocytes des embryons contrôles subissent des réarrangements cellulaires tels que 

l’intercalation des anneaux int2 et int5 mais aussi les rotations des anneaux int2 à int4 (Asan et al. 2016). 

Ces réarrangements cellulaires concernent-ils les mêmes anneaux dans les embryons par-4(it47) 

présentant un excès de cellules intestinales ? Cela suggérerait que l’expression génétique le long de 

l’intestin, qui régule ces réarrangements, est conservée malgré l’excès de cellules intestinales. 

L’expérience proposée ci-dessus permettrait également d’observer la formation de la lumière intestinale 

via le marqueur de la bordure en brosse dans un contexte d’excès d’entérocytes. En outre, au stade 

« E16 », il serait intéressant de déterminer si toutes les cellules intestinales, en excès, contactent la ligne 

médiane, localisée au centre de l’intestin, avec leur pôle apical. Certaines coupes de l’intestin des 

embryons par-4(it47) au stade 3-4-fold en MET montrent l’organisation des cellules intestinales 

surnuméraires : leurs pôles apicaux sont de largeur variable, mais ils contactent tous la lumière intestinale. 

Il serait intéressant de déterminer le stade développemental au cours duquel les entérocytes 

surnuméraires s’intercalent.  

 

III. Régulation de la spécification des blastomères embryonnaires par PAR-4 

et PAR-1 

Les expériences de lignage des descendants de E dans les embryons par-4(it47) ont montré que 

PAR-4 n’est pas impliquée dans le contrôle du cycle cellulaire des cellules intestinales. A l’opposé, elle est 

décrite comme un régulateur du cycle cellulaire dans l’embryon 2-cellules via CDC-25.1. Ainsi, PAR-4 

exerce des fonctions distinctes au cours de l’embryogenèse du nématode.  

1. Rôle de PAR-4 sur l’expression de end-1 et elt-2 

Mes résultats de thèse révèlent un nouveau rôle de PAR-4 dans la régulation de la spécification du 

blastomère C. En effet, la perte de fonction de PAR-4 induit l’expression du gène end-1 dans des cellules 

qui ne proviennent pas du lignage intestinal. Le gène end-1 est un des premiers gènes à être exprimé dans 

le blastomère E, induisant la spécification du lignage vers l’identité intestinale. Dans les embryons 

contrôles, la présence de END-1 induit ensuite l’expression de elt-2, le facteur de transcription essentiel à 

la différentiation intestinale. Dans les embryons par-4(it47), j’ai mis en évidence que les cellules 

ectopiques, issues à l’origine du lignage C, peuvent ensuite exprimer ou non elt-2. Ainsi, il semble que la 
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perte de fonction de PAR-4 génère de la variabilité au niveau de l’expression de elt-2. Ces résultats ont été 

décrits dans des embryons exprimant simultanément deux transgènes fusionnés à la GFP dont l’intensité 

de signal diffère : le marqueur end-1 est d’intensité faible tandis que le marqueur elt-2 a une forte 

intensité. Nous pourrions confirmer ces résultats en utilisant deux transgènes permettant l’expression de 

protéines fluorescentes pouvant être distinguées via deux filtres distincts à l’acquisition au microscope. 

De cette manière, il sera plus aisé de visualiser le nombre de cellules exprimant end-1, puis compter le 

nombre d’entre elles exprimant ensuite elt-2. Par ailleurs, cela permettrait également de mieux décrire 

une éventuelle variabilité d’expression de end-1 avant que le transgène elt-2 ne soit exprimé. Ainsi, nous 

pourrons caractériser la variabilité d’expression génétique et distinguer l’étape de spécification intestinale 

(END-1) et celle de différentiation intestinale (ELT-2), de manière similaire au travail réalisé Choi et ses 

collaborateurs (Choi et al. 2017) 

Cependant, les transgènes utilisés correspondent à des rapporteurs transcriptionnels permettant 

de suivre l’expression de end-1 ou de elt-2. Ainsi, il serait intéressant de décrire le phénotype de la perte 

de fonction de PAR-4 au niveau des protéines END-1 et ELT-2. Pour cela, des souches de vers exprimant 

les protéines END-1 et ELT-2 fusionnées de manière endogène à un fluorochrome sont disponibles au 

laboratoire. L’observation de la protéine endogène fluorescente END-1 dans les embryons par-4(it47) 

permettrait de vérifier que la perte de fonction de PAR-4 entraîne non seulement l’expression de end-1, 

mais aussi la présence ectopique de la protéine END-1. Cette observation pourrait également permettre 

de mesurer les niveaux protéiques de END-1 dans le lignage C, mais aussi dans le lignage E. De plus, 

l’observation de la protéine endogène fluorescente ELT-2 permettrait de confirmer la présence d’un excès 

de cellules intestinales différenciées dans les embryons par-4(it47). Par ailleurs, ces souches exprimant les 

facteurs fluorescents END-1 et ELT-2 de manière endogène pourront également être utilisées afin de 

caractériser le lien éventuel entre la variabilité des niveaux protéiques de END-1 et la capacité des cellules 

à exprimer elt-2. Une étude a montré que l’expression de end-1 doit atteindre un seuil critique nécessaire 

à l’activation de l’expression de elt-2 (Raj et al. 2010). De plus, comme il a été montré que END-3 est 

capable d’activer l’expression de end-1 (Maduro et al. 2007), il serait intéressant de décrire son expression 

dans les embryons par-4(it47). Pour ce faire, nous pourrions observer des embryons exprimant le facteur 

END-3 fusionnée de manière endogène à un fluorochrome afin de confirmer ces résultats.  

Dans les embryons par-4(it47), mes résultats de thèse montrent une variabilité de l’expression de 

elt-2 au sein des descendants de C mais également dans le lignage E : elt-2 n’est pas toujours exprimé dans 

tous les descendants de E. Comme pour la description du phénotype dans le lignage C, il serait intéressant 
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de décrire si la variabilité de l’expression de elt-2 est corrélée aux niveaux protéiques de END-1 ou END-3. 

Ces résultats au sein du lignage E rappellent les premières données publiées sur la description du rôle de 

PAR-4 dans l’embryon du nématode (Morton et al. 1992). Il a été décrit que la perte de fonction de PAR-4 

induit une absence de granules intestinaux visibles en lumière polarisée (Morton et al. 1992). Ces granules 

sont visibles dans des cellules intestinales différenciées. Ces expériences ont été effectuées suite à une 

longue perte de fonction de PAR-4 dans des mutants thermosensibles PAR-4, voire dans des embryons 

mutants par-4(null) (Morton et al. 1992). Nous pourrions donc décrire l’expression de END-1 et ELT-2 dans 

les embryons par-4(it47) dans ces conditions d’inactivation longue en amont. Si les embryons par-4(it47) 

ne présentent pas de signal de protéines END-1 fluorescentes, alors la perte de fonction de PAR-4 empêche 

strictement la spécification intestinale. Toutefois, il est possible que la protéine END-1 soit présente dans 

les descendants de E, mais en plus faibles niveaux protéiques, qui ne soient pas suffisants pour induire in 

fine l’expression du elt-2, entraînant ainsi l’absence de cellules intestinales différenciées.  

2. Quelles sont les voies de signalisation impliquées ? 

a. PAR-1 régule également la spécification du blastomère C 

Au cours de ma thèse, j’ai commencé à explorer les mécanismes moléculaires par lesquels PAR-4 

peut agir dans les blastomères embryonnaires, notamment dans le blastomère C. J’ai montré que la perte 

de fonction de PAR-1 induit un défaut d’identité cellulaire similaire aux embryons par-4(it47). Pour 

compléter l’étude, il serait intéressant de caractériser le lignage intestinal dans les embryons par-1(zu310) 

pour tester si PAR-1 est impliquée dans la régulation du cycle cellulaire dans ce contexte. La spécification 

intestinale repose sur une cascade de signalisation impliquant un réseau de multiples facteurs de 

transcription. La protéine SKN-1 a été montrée comme étant en amont de cette cascade : elle active 

l’expression des gènes med-1,2, qui induisent à leur tour l’expression des gènes end-1,3. Il a été montré 

précédemment que l’expression de SKN-1 et/ou MED-1 est suffisante pour convertir des blastomères non 

issus de EMS en précurseurs du mésendoderme (Maduro et al. 2001).  

b. Implication de MED-1 

Mes données préliminaires suggèrent que la protéine MED-1 est anormalement présente dans les 

cellules filles du blastomère C, Ca et Cp, dans les embryons par-4(it47). Toutefois, ces données nécessitent 

d’être complétées par un nombre d’embryons observés plus important pour confirmer ces conclusions. 
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Mon jeu de données dans les embryons par-1(zu310) étant plus fourni, il est possible de conclure que la 

perte de fonction de PAR-1 induit la présence de MED-1, associée à l’expression de end-1, dans le lignage 

C. 

c. Implication de SKN-1 

Afin de poursuivre la caractérisation des mécanismes moléculaires impliqués dans ce processus, 

j’ai analysé la localisation de SKN-1. Pour cela, une souche exprimant la protéine SKN-1 fusionnée au locus 

à la GFP a été utilisée. Au contraire de ce qui est décrit dans la littérature via des expériences 

d’immunomarquage (Bowerman et al. 1993, 1992), l’étude de la dynamique des protéines SKN-1 

endogènes a révélé une absence d’asymétrie protéique. SKN-1 est enrichie dans les noyaux des cellules 

AB et P1 au stade 2-cellules, puis dans tout ou partie des quatre blastomères au stade 4-cellules avant de 

ne plus être détectée au stade 8-cellules.  Par ailleurs, mes résultats de thèse révèlent suggèrent que les 

pertes de fonction de PAR-1 et PAR-4 ne conduisent pas à la stabilisation de la protéine SKN-1 dans le 

blastomère C. Toutefois, il serait nécessaire de compléter cette analyse en effectuant des films dans les 

embryons par-4(it47) pour visualiser la dynamique de SKN-1 au cours de l’embryogenèse précoce.  

Ainsi, ces observations suggèrent l’existence d’une voie de signalisation induisant l’expression de 

med-1 qui n’implique pas la stabilisation de SKN-1. Cela contraste avec les phénotypes décrits des 

embryons déplétés en GSK-3 ou LIN-23 ou les embryons oma-1(gof) qui présentent tous une stabilisation 

anormale de la protéine SKN-1 au sein du blastomère C notamment (Hebeisen and Roy 2008; Lin 2003; 

Maduro et al. 2001; Shirayama et al. 2006). De plus, un rôle de PAR-1 sur la régulation de l’asymétrie de 

SKN-1 dans les embryons 2-cellules et 4-cellules avait été démontré (Guo and Kemphues 1995). En 

revanche, nous ne pouvons pas exclure un effet activateur de la perte de fonction de PAR-1 ou PAR-4 sur 

l’activité de SKN-1 dans le blastomère C, indépendamment de ses niveaux protéiques, conduisant à 

l’expression anormale de med-1 dans ce lignage. 

d. Un autre régulateur possible : PAL-1 

Il a été proposé que le ratio protéique SKN-1:PAL-1 est important pour la spécification du 

blastomère C (Maduro et al. 2001). PAL est un facteur de transcription impliqué dans la spécification du 

lignage C mais qui joue également un rôle de régulateur positif de la spécification intestinale dans le 

blastomère E (Bowerman et al. 1997; Hunter and Kenyon 1996; Maduro, Kasmir, et al. 2005). Dans la 
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littérature, les embryons PAR-4 et par-1 présentent une absence de signal PAL-1 (Bowerman et al., 1997; 

Hunter & Kenyon, 1996). Ainsi, il serait nécessaire de décrire les niveaux protéiques de PAL-1 dans les 

embryons par-4(it47) et par-1(zu310). Il est possible que ceux-ci présentent une absence ou une 

diminution de PAL-1 au sein du blastomère C. Dans ce cas, même une faible quantité de protéines SKN-1 

présente dans le blastomère C pourrait suffire à activer l’expression de med-1. Ainsi, le ratio SKN-1/PAL-1 

serait déséquilibré en faveur de SKN-1 et de l’induction de la spécification intestinale.  

e. Expériences pour tester l’implication SKN-1 et PAL-1 

Afin de tester l’implication de SKN-1 dans la conversion du blastomère C en précurseur de 

l’endoderme dans les embryons par-4(it47) et par-1(zu310), nous pourrions tester l’effet d’une déplétion 

partielle de SKN-1 par interférence à l’ARN. Si les embryons ne présentent plus de signal ectopique, cela 

indiquerait que le défaut de spécification du blastomère C est dépendant de SKN-1. Par ailleurs, si les 

niveaux protéiques de PAL-1 sont diminués voire absents dans les embryons par-4(it47) et par-1(zu310), 

nous pourrions tester l’effet d’une réactivation de l’expression de pal-1. La traduction de PAL-1 est 

contrôlée par la protéine MEX-3 (Draper et al. 1996; Huang et al. 2002). En effet, l’absence de MEX-3 

entraîne la présence de PAL-1 dans toutes les cellules embryonnaires (Hunter and Kenyon 1996). Par 

ailleurs, il a été montré que PAR-4 et PAR-1 sont capables de promouvoir PAL-1 en inhibant l’activité de 

mex-3 (Huang et al. 2002). La double perte de fonction PAR-4 et MEX-3 rétablit l’expression de PAL-1 

(Huang et al. 2002). Ainsi, nous pourrions analyser le devenir du blastomère C et de ses descendants dans 

les doubles mutants par-4 ; mex-3. Si les embryons ne présentent plus de signal ectopique, cela signifierait 

que le défaut de spécification du blastomère C est relié à une absence de PAL-1. La caractérisation de 

l’effet de la déplétion de SKN-1 ou de la restauration de l’expression de PAL-1 dans les embryons par-

4(it47) et par-1(zu310) peut être effectuée sur la base de l’apparition du signal end-1 dans des cellules du 

lignage C. 

Par ailleurs, la signalisation intercellulaire impliquée pour la spécification du blastomère EMS au 

stade 4-cellules pourrait également être impliquée. En effet, dans les embryons déplétés en GSK-3, il a été 

proposé que le blastomère C adoptait un destin cellulaire similaire à EMS (Maduro et al. 2001). En effet, 

ces embryons gsk-3(ARNi) présentent des niveaux nucléaires de POP-1 asymétriques dans le lignage C 

similaires à ceux retrouvés dans les cellules filles de EMS, MS et E. Ainsi, le noyau de Ca montre un 

enrichissement plus élevé en POP-1 par rapport au noyau de Cp (Maduro et al. 2001). Toutefois, la cellule 

Ca ne produit pas des tissus dérivés de MS lors de la déplétion de GSK-3. En revanche, la cellule Ca des 
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embryons déplétés en GSK-3 et en PAL-1 adopte un destin similaire à la cellule MS. Cette asymétrie 

similaire aux cellules filles de MS suggère l’existence d’une signalisation intercellulaire provenant du 

blastomère P3 vers C. En effet, la cellule Cp provient de la région du blastomère C qui était en contact avec 

le blastomère P3, de la même façon que la signalisation P2 vers EMS. Il est intéressant de noter que dans 

les  la protéine POP-1 s’accumule asymétriquement dans les cellules C et P3, avec la cellule antérieure C 

présentant un plus fort niveau protéique que P3 (Lin et al. 1995; Thorpe et al. 1997). De plus, dans les 

embryons mutants pie-1, le blastomère C adopte un destin similaire à MS tandis que le blastomère P3 se 

convertit en précurseur de l’endoderme (Thorpe et al. 1997). Dans ce contexte génétique, les faibles 

niveaux protéiques de POP-1, activateurs de l’expression des gènes intestinaux, suffisent à la spécification 

du blastomère P3 vers une identité cellulaire similaire au blastomère E (Thorpe et al. 1997). Les niveaux 

de POP-1 n’ont pas été caractérisés dans les cellules filles du blastomère C. Toutefois, dans la continuité, 

il est possible qu’il existe une asymétrie antéro-postérieure de POP-1, avec un enrichissement de POP-1 

plus fort dans Ca par rapport à Cp. Dans un contexte sensibilisé par une autre dérégulation, par exemple 

une augmentation de l’activité de SKN-1 ou une diminution de la présence de PAL-1, POP-1 pourrait 

contribuer à l’expression de end-1 dans les descendants de Cp dans les embryons par-4(it47) et par-

1(zu310). 

3. Caractérisation fine du devenir des descendants de C qui adoptent un destin 

intestinal 

a. Rythme de divisions 

Afin de définir le devenir des descendants de C dans les embryons par-4(it47) et par-1(zu310), des 

expériences d’isolation de blastomères pourraient être réalisées. Par exemple, nous pourrions isoler le 

blastomère C des embryons par-4(it47) et par-1(zu310) et caractériser le devenir cellulaire de leurs 

descendants en effectuant des immunomarquages de facteurs spécifiques de l’intestin différencié, par 

exemple IFB-2. Il serait également intéressant de déterminer si les descendants du lignage C qui expriment 

ectopiquement end-1 et elt-2 adoptent un comportement similaire aux descendants de E, à savoir un 

rythme de division particulièrement lent. Pour cela, nous pourrions caractériser finement leur lignage. Afin 

de distinguer plus aisément les descendants de E des descendants de C sur les films de lignage, une 

méthode de segmentation puis de suivi des noyaux au cours du temps pourrait être établie. J’ai commencé 

cette analyse avec l’aide de Thierry Pécot (plateforme Biosit) et d’outils de « deep-learning ». Toutefois, 

mes films de lignage actuels ne sont pas idéaux pour ce type d’analyse. En effet, les signaux des noyaux 
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des entérocytes sont d’intensité très variable entre l’expression de end-1 et celle de elt-2 au cours du 

temps. Ainsi, il serait préférable que les embryons expriment les protéines fluorescentes endogènes END-

1 et ELT-2, désormais disponibles au laboratoire. Par ailleurs, pour faciliter la segmentation, il serait 

nécessaire que les embryons expriment un marqueur nucléaire de toutes les cellules embryonnaires.  

b. Changement d’identité cellulaire 

Enfin, mes résultats de thèse montrent que certains descendants du blastomère C expriment les 

facteurs MED-1, END-1 et ELT-2 normalement spécifiquement exprimés par le lignage intestinal. 

L’expression de ces marqueurs intestinaux suggère un changement d’identité cellulaire. Réciproquement, 

il serait intéressant de déterminer si ces cellules perdent l’expression de marqueurs spécifiques du lignage 

C. Un problème se présente à nous : il n’existe pas de facteurs spécifiquement exprimés dans le lignage du 

blastomère C. En effet, celui-ci produit des cellules de la peau et de muscles. Les deux descendants de C, 

Ca et Cp, donnent naissance à des lignages symétriques et équivalents selon l’axe gauche-droite (Edgar et 

al. 2001; Hunter and Kenyon 1996; Stigler and Chamberlin 2012). Dans l’embryon 28-cellules, juste après 

que la gastrulation ne soit initiée via la migration de Ea et Ep, l’embryon possède quatre descendants de 

C : Caa, Cap, Cpa et Cpp. Les descendants de Caa et Cpa donnent naissance à l’épiderme dorsal tandis que 

les descendants de Cap et Cpp produisent des cellules musculaires. Il serait trop compliqué d’observer des 

marqueurs généraux de ces tissus et de caractériser d’éventuelles absences cellulaires. Ainsi, j’ai recherché 

des marqueurs exprimés dans une partie du lignage C. Les facteurs transcription TBX-8 et TBX-9 sont 

exprimés dans les cellules Ca et Cp ainsi que dans les cellules Ea et Ep, trois descendants de AB destinés à 

de l’hypoderme et quatre descendants de MS destinés à du muscle (Andachi 2004; Pocock et al. 2004). 

Par ailleurs, la protéine VAB-7 est spécifiquement exprimée dans les cellules Caaap, Capp, Cpap et Cppp 

(Ahringer 1996). L’expression de VAB-7 est induite par PAL-1 et TXB-8/TBX-9 qui fonctionnent dans des 

voies parallèles. Nous pourrions effectuer des films de lignage dans des embryons exprimant 

simultanément les protéines fluorescentes TBX-8/TBX-9 ou VAB-7 et un marqueur transcriptionnel end-1. 

Cette expérience permettrait de décrire si l’expression de end-1 est associée à la perte de l’expression de 

ces marqueurs du lignage C.  
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Titre : Contrôle de l’hyperplasie intestinale par la kinase PAR-4/LKB1 chez Caenorhabditis elegans 
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Résumé :  La protéine de polarité et suppresseur 
de tumeur PAR-4/LKB1 est considérée comme 
un régulateur majeur de la physiologie 
intestinale. Son activation ectopique est 
suffisante pour induire la formation de 
microvillosités apicales dans des lignées 
cellulaires intestinales cancéreuses, tandis que 
des mutations du gène lkb1 sont responsables 
du syndrome de Peutz-Jeghers (PJS) dans 
lequel les patients développent des polypes 
intestinaux bénins. Il est crucial de mieux 
caractériser son rôle dans les entérocytes in 
vivo. Pour ce faire, nous avons utilisé la 
microscopie confocale et électronique pour 
observer l'épithélium intestinal chez les 
embryons C. elegans mutants par-4. De manière 
surprenante, PAR-4 n'est pas strictement 
requise pour la polarité intestinale 
 

et la formation de microvillosités. Cependant, 
les embryons par-4 présentent des entérocytes 
supplémentaires, ce qui entraîne des défauts 
dans l'architecture du tissu, notamment des 
déformations de la lumière. Des expériences de 
lignage ont révélé que le nombre excessif 
d’entérocytes présents dans les embryons 
par-4 n’est pas induit par une hyperprolifération 
cellulaire, mais par des défauts de spécification. 
Alors que dans les embryons contrôles, les 
entérocytes proviennent tous du blastomère E, 
dans les embryons par-4, des entérocytes 
supplémentaires naissent également à partir du 
blastomère C. Ce travail révèle une nouvelle 
fonction nécessaire de PAR-4 pour restreindre 
l’acquisition du destin intestinal au lignage E.  

 

Title : Control of intestinal hyperplasia by the kinase PAR-4/LKB1 in Caenorhabditis elegans 

Keywords :  C. elegans, intestine, PAR-4, specification, hyperplasia, embryogenesis 

Abstract : The polarity and tumor suppressor 
protein PAR-4/LKB1 is thought to be a major 
regulator of intestinal physiology. Its ectopic 
activation is indeed sufficient to induce apical 
microvilli formation in intestinal cancer cell lines. 
Moreover, mutations in the lkb1 gene are 
responsible for the Peutz-Jeghers syndrome 
(PJS) in which patients develop benign intestinal 
polyps. As this master kinase acts via various 
signaling pathways, it is crucial to better 
characterize its role in enterocytes in vivo. To do 
so, we used confocal and electron microscopy to 
observe the intestinal epithelium in C. elegans 
par-4 mutant embryos. Surprisingly, PAR-4 is not 
strictly required for intestinal polarity and 
microvilli formation. However, par-4 mutant 
embryos display extra enterocytes, which lead to  

striking defects in tissue architecture, notably to 
strong lumen deformations. Lineage 
experiments revealed that PAR-4 does not 
control the number of enterocytes by regulating 
cell proliferation, but rather by controlling cell 
fate specification during embryogenesis. While 
in wild type embryos intestinal cells exclusively 
arise from the E blastomere, in  par-4 mutants 
additional enterocytes arise from the C 
blastomere. Thus, PAR-4 prevents intestinal 
specification in the C lineage of wild type 
embryos. This work reveals a novel function of 
PAR-4 in the regulation of cell fate specification 
during embryogenesis. This appears to be 
essential to prevent intestinal hyperplasia in 
C. elegans. 
 

 


