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Introduction

L'organogenése est un processus hautement régulé qui exige la synchronisation de divers
programmes cellulaires. Parmi ces programmes, la prolifération cellulaire et la différenciation
jouent des rdles cruciaux dans la mise en place des tissus et des organes. La prolifération
cellulaire est fondamentale pour la croissance et le maintien de I'intégrité des tissus et des
organes, mais elle doit étre rigoureusement régulée pour éviter une prolifération incontrdlée
susceptible de conduire a une hyperplasie tissulaire et a une altération fonctionnelle. D'autre
part, la différenciation cellulaire génére une diversité de types cellulaires essentiels au
fonctionnement des tissus et des organes. La perturbation de ce programme de différenciation
peut entrainer la perte de types cellulaires spécifiques, leur surabondance, voire le maintien de
caractéristiques indifférenciées. En outre, les cellules différenciées présentent généralement une
capacité de prolifération limitée par rapport aux cellules souches ou aux précurseurs cellulaires,
suggérant une possible régulation commune, avec ou sans interdépendance, entre ces deux

programmes cellulaires majeurs.




I.  Lecycle cellulaire

A.  Définitions et genéralités

La cellule est la plus petite unité structurelle et fonctionnelle considérée comme vivante
et le cycle cellulaire est quant a lui le processus de reproduction universel par lequel la cellule
se multiplie. Les deux evénements les plus importants constituant le cycle cellulaire sont la
copie et la séparation des chromosomes de la cellule. Ces évenements prennent respectivement
place au cours de la phase de synthése de I’ADN, ou phase S, et au cours de la mitose, ou phase
M. La succession de phases M et S constitue le cycle cellulaire minimal ou cycle de
segmentation. On retrouve ce cycle minimal au cours des premieres divisions de la cellule ceuf
lors du développement embryonnaire (Tadros and Lipshitz 2009; Farrell and O’Farrell 2014).
La segmentation permet la multiplication rapide du nombre de cellules, mais présente le
désavantage de ne pas maintenir le volume cellulaire qui se voit réduit a chaque division.
L’introduction de deux phases appelées G pour « Gap phase » ou « Growth phase » (Fig. 1),
permet d’augmenter le volume de la cellule mére avant la division, permettant ainsi de limiter
la réduction du volume cellulaire lors de la mitose. La premiere phase G, appelée G1, intervient
entre la mitose et la phase S. Elle permet la synthése des ARNm et des protéines nécessaires a
la phase S ainsi qu’a la croissance cellulaire (B&hler 2005; Cadart et al. 2018; 2022). La seconde
phase G prend place apres la phase S et avant la mitose, il s’agit de la phase G2. Au cours de la
phase G2, on assiste a la maturation des centrosomes, a la synthése des protéines nécessaires a
la mitose ainsi qu’a une rapide croissance cellulaire (Bahler 2005; Mir et al. 2011; Cadart et al.

2018; 2022).




B. La régulation du cycle cellulaire

1. Les principaux acteurs de la régulation du cycle cellulaire

Afin d’assurer la clarté de mes explications, je me placerai dans un cadre englobant les
effecteurs et les mécanismes conservés chez tous les eucaryotes, en laissant de coté
d’éventuelles spécificités propres a un ou des organismes et en me basant sur les nomenclatures
en vigueur chez I’Homme. Dans un premier temps, je présenterai brievement les principaux
acteurs moléculaires impliqués dans la régulation du cycle. Une fois les acteurs clairement
établis, je détaillerai dans un second temps les mécanismes de regulation contrélant la
progression des différentes phases du cycle cellulaire ainsi que le réle de chacun des acteurs

dans ce contexte.

a) Couples Cycline-CDK : régulateurs majeurs du cycle cellulaire

La progression a travers les différentes phases du cycle cellulaire repose principalement sur
des couples de protéines constitués par une cycline (CCN) et par une kinase dépendante des
cyclines, la « cycline dependent kinase » ou CDK. Chaque étape du cycle possede un ou des
couples CDK-CCN qui lui sont spécifiques (Fig. 1). Les CDK, grace a leur activité Kinase,
constituent la sous-unité catalytique du complexe. Les CCN n’ont pas d’activité enzymatique
mais sont nécessaires a 1’activation des CDK, permettant ainsi aux complexes CDK-CCN de
phosphoryler leurs différents substrats. Les différents types de CCN peuvent également
posséder des paralogues présentant des fonctions redondantes et/ou distinctes (Caldon and
Musgrove 2010). L’expression des CDK étant relativement constante au cours du cycle, c’est
la variation de la quantité des CCN, dépendant de leur transcription et de leur dégradation, qui
caractérise et constitue le principal facteur limitant a chaque étape du cycle. En tant que
principaux acteurs de la progression du cycle, les couples CDK-CCN sont les cibles centrales
des régulateurs secondaires du cycle, aussi bien d’inhibiteurs que d’activateurs visant a bloquer,

ralentir ou potentialiser leur activité kinase.




CDK3

Cycline C
CDK1

Cycline B S
Y -70

CDK4/6
Cycline D

G1
G2

point d i~
CDK1 € restriction

Cycline A CDK2

Cycline E

CDK2
Cycline A

Figure 1 Evolution des couples Cycline-CDK au cours du cycle cellulaire :

Deux couples de CDK-CCN agissent dans la progression de la phase G1 et la transition G1/S : CDK4/6-CCND
qui permet le franchissement du point de restriction et CDK2-CCNE qui permet la transition G1/S. Le couple CDK2-
CCNA est présent en début de phase S et favorise l'initiation de la réplication. CDK1-CCNA est présent en début de
phase G2, il permet l'inhibition de la re-réplication et phosphoryle Bora pour faire progresser la phase G2. Le
couple CCNB-CDK1 est présent en fin de phase G2 et au début de la phase M, il permet le franchissement du SAC
"Spindle assembly checkpoint". Le couple CDK3-CCNE est spécifique de la phase GO et permet la reprise du cycle

des cellules quiescentes.




b) Phosphorylation et déphosphorylation des CDK par la kinase
WEEL et la phosphatase CDC25

En plus de I’interaction avec leur CCN respective, I’activité des CDK est régulée par leur
état de phosphorylation. Celui-ci dépend notamment de 1’activité de la kinase WEEI et de la
phosphatase CDC25 (Fig. 2). La kinase WEE1 dépose une phosphorylation inhibitrice sur la
thréonine 14 (Thr14) et la tyrosine 15 (Tyr15) (Parker and Piwnica-Worms 1992; Morgan 1995)
tandis que les phosphatases de la famille CDC25 permettent le retrait de la phosphorylation
inhibitrice et ainsi 1’activation de 1’activité kinase des CDK (Kumagai and Dunphy 1991;
Dunphy and Kumagai 1991). Il existe trois génes paralogues chez I’Homme : CDC25A,
CDC25B et CDC25C, le produit de ce dernier jouant un réle décisif au cours de la transition
G2/M (K. Liu, Zheng, et al. 2020; K. Liu, Lu, et al. 2020). L’équilibre entre 1’activité de WEE1
et celle de CDC25 est au ceeur de la régulation de la phase G2 et constitue également 1’un des

nombreux mécanismes de régulation en phase G1 (Crncec and Hochegger 2019).

C) Activation des CDK par la protéine CAK
Par ailleurs, certaines CDK, a savoir CDK1, CDK2, CDK4 et CDKG®6, nécessitent un
troisieme niveau d’activation en plus de la déphosphorylation dépendante de CDC25. 1l s’agit
d’une phosphorylation activatrice qui potentialise leur activité kinase (Fig. 2). C’est le
complexe CAK « CDK activating kinase », constitué de trois protéines, la cycline H (CCNH),
la protéine MNAT1 ou « Ménage a trois » et la kinase CDK?7, qui se charge de phosphoryler
les CDK sur des résidus thréonine spécifiques, Thr161 et Thr160 respectivement pour CDK1

et CDK2. (Labbé et al. 1994; Devault et al. 1995)

d) Les inhibiteurs de CDK
Il existe deux familles de « Cyclin Dependent Kinase Inhibitor » ou CKI, capables d’inhiber
I’activité des CDK. La premiere famille de CKI est la famille des protéines CIP/KIP, constituée
des protéines CDKN1A (p21¢P), CDKN1B (p27XP!) et CDKN1C (p57*P?) qui sont capables de

réguler toutes les CDK au cours du cycle cellulaire (Fig. 2) ; on les retrouve donc aussi bien en
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phase G1 qu’en phase G2. La protéine p21°P agit en aval de la voie de p53 et participe a I’arrét
du cycle en réponse a des dommages a I’ADN (Wade Harper et al. 1993; Ando et al. 2001)
tandis que p27""** joue un réle majeur dans la régulation du complexe cycline-CDK en phase
G1 et est essentielle a la sortie du cycle cellulaire précédant I’entrée des cellules en quiescence
(G0) (Toyoshima and Hunter 1994). La protéine p575P? est moins étudiée que les deux autres
membres de la famille CIP/KIP et semble présenter diverses fonctions contextuelles,
notamment au cours du développement embryonnaire (Pateras et al. 2009). La seconde famille
de CKI est la famille des inhibiteurs de CDK4 aussi nommeée INK4 (Fig. 2). Elle est spécifique
a la phase G1 et est uniquement capable d’inhiber CDK4/6 (Ortega, Malumbres, and Barbacid

2002).

e) Réle du protéasome 26S et des ubiquitine-ligases E3

Enfin, la régulation du cycle cellulaire nécessite également la dégradation contrdlée de
certains acteurs du cycle, notamment les CCN. Ce processus de dégradation se fait grace au
protéasome 26S, un complexe protéique permettant la dégradation de protéines par protéolyse.
Afin qu’une protéine soit prise en charge par le protéasome et détruite, cette derniére doit lui
étre adressée via une « étiquette » formée par une chaine d’ubiquitine. L’ubiquitinylation des
protéines a adresser au protéasome est réalisée par les complexes de type ubiquitine-ligase E3.
Plusieurs de ces complexes jouent un role régulateur majeur au cours du cycle cellulaire. En
effet, via la dégradation des CCN, de répresseurs du cycle tels que les CKI ou d’activateurs
comme CDC25, la voie du protéasome 26S favorise le franchissement de certaines étapes clés

du cycle cellulaire.

Il existe deux principaux complexes ubiquitine-ligase E3 impliqués dans la régulation du
cycle cellulaire. Le premier, le SCF, est composé de la protéine SKP1, de la cullinl (CUL1), et
d’une protéine F-box spécifique pour chaque cible. Le SCF associé a la F-Box SKP2 ou

SCF°KP2 permet notamment la dégradation de la CKI de la famille CIP/KIP, p27XP!, favorisant
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la transition G1/S, mais également la dégradation de CCNE au cours des phases S et G2 (Fig.
2 ; (Vodermaier 2004)). Le SCF associé a la F-Box BTrCP ou SCFPTP permet la dégradation
de CDC25A au cours de la phase S ou durant la phase G2 pour permettre I’arrét du cycle et la
réparation de I’ADN (Nakayama and Nakayama 2005). Le second complexe ubiquitine-ligase
E3 important est le complexe promoteur de 1’anaphase/Cyclosome ou APC/C « anaphase
promoting complex/Cyclosom » qui induit la dégradation de toutes les CCN a I’exception de
CCNE (Fig. 2 ;(Vodermaier 2004)). APC/C permet également le franchissement du point de
contrdle de la métaphase, le SAC « Spindle assembly checkpoint », en dégradant la sécurine et
la CCNBL1, qui cooperent pour maintenir le SAC (voir détails ci-dessous, cf. Régulation de la

mitose).

A B

' @
WEE1 Phasphorylation .
COK
\' A o \

L
' CDKe e Cycline | CAK QCDK cibles
~ A

inactive active
\ Cycline ~ €PC25 Cycline “. CDK4/6

/ / \- Cycline D
Cycline o ‘/ \

% Cycline D .CDK4/6

APC/C —_— Cycline /\A Cycline E —— SCF**™

Figure 2 Régulation des complexes CDK-CCN : A, Régulation générale des complexes CDK-CCN. Les CKI inhibent

les CDK; La famille CIP/KIP, avec les protéines p21°°, p27P! et p57¢P2, réqule toutes les CDK dans le cycle
cellulaire, p27%?* jouant un réle majeur en phase G1 et étant essentielle & la sortie du cycle précédant I'entrée en
quiescence. La régulation WEE1-CDC25 contréle I'activité des CDK en régulant leur état de phosphorylation. WEE1
dépose une phosphorylation inhibitrice, tandis que CDC25 élimine cette phosphorylation, activant ainsi les CDK.
Le complexe CAK active les CDK-CCN par une phosphorylation activatrice. La dégradation des CKl, des cyclines et
d'autres régulateurs du cycle cellulaire est orchestrée par le protéasome 26S via I'ubiquitinylation dirigée par les
complexes ubiquitine-ligase E3. Deux complexes principaux sont impliqués : le SCF, qui dégrade la CKI p277* et
la cycline CCNE, et I'APC/C, qui dégrade toutes les cyclines exceptée CCNE B, Régulation de CDK4/6 par la famille
des INK4. La famille INK4 inhibe uniquement CDK4/6, empéchant son interaction avec les cyclines par une
modification allostérique. Les étoiles indiquent les CDK actives, « ub » représente I'ubiquitine, P représente le

groupement phosphate.
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2. Regulation de la phase G1
a) Vue d’ensemble et specificité de la phase G1
La régulation de la progression de la phase G1 est un sujet longuement étudié au travers des
années (Howard and Pelc, 1953), mais du fait de sa grande complexité, certaines zones d’ombre
demeurent et font I’objet de différents modeles théoriques (Fujimitsu, Grimaldi, and Yamano
2016). Malgré tout, un solide consensus existe permettant d’avoir une vision relativement

claire des mécanismes de régulation a I’ceuvre.

Le cceur de la régulation de la phase G1 s’articule autour du couple formé par la protéine
du rétinoblastome (RB) et du facteur de transcription E2F. Le facteur de transcription E2F
active la transcription des génes nécessaires a 1’entrée en phase S, tandis que RB inhibe
’activité transcriptionnelle de E2F. Deux couples de CDK-CCN sont impliqués dans la
progression de la phase G1 et dans la transition G1/S (Fig. 1). Le premier couple est formé par
la cycline D (CCND) avec I’'une ou I’autre des kinases CDK4 ou CDK®6. Le second couple est
quant a lui constitué de la cycline E (CCNE) et de la kinase CDK2. Ces deux couples CDK-
CCN sont capables de phosphoryler RB ; la phosphorylation de RB a pour effet de relacher
I’inhibition que ce dernier exerce sur E2F et ainsi de promouvoir la transcription des effecteurs

de la phase S (Fujimitsu, Grimaldi, and Yamano 2016; Cao et al. 1992).

Il existe un second niveau de régulation qui s’articule autour d’un point d’inflexion
particulier, le point de restriction ou point START, qui divise la phase G1 en deux (Fig. 4). En
amont de ce point de restriction (point R), le couple CDK4/6-CCND est majoritaire et le
systéme de régulation de la phase G1 est sensible aux stimuli extérieurs a la cellule, notamment
aux facteurs de croissance (Fig. 1 & 4) ; on parle alors de phase G1 post-mitotique (G1-pm) ou
de phase G1 précoce. En aval du point de restriction, le couple CDK2-CCNE devient dominant
et le systéme de régulation devient autonome-cellulaire (Fig. 1 & 4). A ce stade du cycle

cellulaire, seule I’activation du facteur de transcription p53 en réponse aux dommages causes a
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I’ADN est encore capable de bloquer I’entrée en phase S, permettant ainsi la réparation de
I’ADN ou I’induction de I’apoptose (Bargonetti and Manfredi 2002). On parle alors de phase

G1 pré-synthétique (G1-ps) ou de G1 tardive.

b) Régulation de la voie CDK-RB-E2F
Le facteur de transcription E2F est la pierre angulaire permettant d’initier la transition
G1/S. Ses capacités de transcription sont inhibées par son interaction avec RB ; ainsi, pour
pouvoir effectuer la transition de la phase G1 a la phase S et initier la synthése de I’ADN, il est
nécessaire de relacher I’action inhibitrice de RB. Cette tache revient aux deux couples CDK4/6-
CCND et CDK2-CCNE actifs durant la phase G1, qui sont capables de phosphoryler RB sur
I’un de ses 15 sites de phosphorylation. Il existe différents modéles concernant la dynamique

de phosphorylation de RB par les CDK-CCN (Fujimitsu, Grimaldi, and Yamano 2016).

Le modeéle canonique suppose une phosphorylation continue et progressive de RB tout
au long de la phase G1. Dans un premier temps (phase G1 précoce), le couple CDK4/6-CCND
commence a phosphoryler certains des 15 sites de phosphorylation de RB. Cette
hypophosphorylation a pour effet une diminution de I’inhibition de E2F qui induit la
transcription de certains genes favorisant la transition G1/S, notamment E2F lui-méme, SKP2
et CCNE. La transcription de CCNE entraine la formation du couple CDK2-CCNE et
I’activation de la kinase CDK2, initiant une boucle de rétroaction positive CDK2-RB-E2F. En
effet, le couple CDK2-CCNE permet I’hyperphosphorylation de RB et la levée de I’inhibition
d’E2F, entrainant I’activation de la transcription de CCNE. L’existence de cette boucle de
rétroaction positive auto-entretenue est I’explication classique apportée a I’existence du point
de restriction START et a I’apparente irréversibilité de la phase G1 tardive. Le complexe
CDK4/6-CCND aurait également un effet de tampon : en se liant aux inhibiteurs de CDK de la
famille CIP/KIP, p21°P et p27"PL il limiterait leur interaction avec le couple CDK2-CCNE,

favorisant ainsi I’activité de ce dernier complexe (Fujimitsu, Grimaldi, and Yamano 2016).
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Des études récentes commencent cependant & mettre en doute ce modéle canonique et

semblent pointer vers deux modeles alternatifs.

Le premier modele alternatif se base sur des quantifications précises des niveaux de
phosphorylation de RB observés chez des cellules synchronisées (Sanidas et al. 2019). Dans ce
modele, CDK4/6-CCND monophosphoryle RB sur I’'un de ses 15 sites, en produisant
différentes formes de RB monophosphorylées en fonction du site ciblé. Ces
monophosphorylations ne modifieraient pas les capacités inhibitrices de RB, mais les
différentes formes de RB monophosphorylées pourraient former des complexes avec d’autres
facteurs tels que le complexe de remodelage de la chromatine NURD. Dans ce modéle toujours,
c¢’est uniquement 1’effet tampon exercé par le complexe CDK4/6-CCND sur les inhibiteurs de
CDK de la famille CIP/KIP, p21°"P et p275P!, qui favoriserait I’activité du couple CDK2-CCNE,

seul capable d’hyperphosphoryler RB (Fujimitsu, Grimaldi, and Yamano 2016).

Un autre modele alternatif propose quant a lui que le complexe CDK4/6-CCND soit
nécessaire et suffisant pour hyperphosphoryler RB et pour déclencher la transition G1/S. Le
complexe CDK2-CCNE serait quant a lui nécessaire au maintien de 1’hyperphosphorylation de
RB en phase S et au maintien de la boucle de rétrocontréle CDK-RB-E2F (Chung et al. 2019;

Yang et al. 2020).

Bien que n’ignorant pas les perspectives théoriques nouvelles qui semblent remettre en
cause le modele canonique de la voie CDK-RB-E2F, par mesure de clarté, je me baserai sur ce

dernier du fait de son antériorité dans la suite de ce travail.
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Figure 3 Réqulation de la voie CDK-RB-E2F : A, La transcription des effecteurs de la transition G1/S par E2F est

inhibée par RB ; B, Dans la phase G1 précoce, CDK4/6-CCND hypophosphoryle RB, diminuant son inhibition sur
E2F et initiant la transcription de génes tels que E2F lui-méme, SKP2 et CCNE ; C, La transcription de CCNE conduit
a la formation de CDK2-CCNE, activant CDK2 et amorcant une boucle de rétroaction positive CDK2-RB-E2F. Cette
boucle auto-entretenue explique le franchissement du point de restriction START et la progression apparemment
irréversible de la phase G1 tardive. L’hyperphosphorylation léve complétement I'inhibition d’E2F et initie la

transition G1/S. Les étoiles indiquent les CDK actives, P représente le groupement phosphate.

C) Les régulateurs de [’activité des couples CDK-CCN au cours de
la phase G1

Q) Les inhibiteurs de CDK des familles CIP/KIP et IN4K

En phase G1, I’inhibition de I’activité kinase de CDK4/6 et CDK2 est dépendante des
inhibiteurs de la famille des protéines CIP/KIP, principalement p27<P! et p21°P (Fig. 2 & 4).
La protéine p27X est 1’un des inhibiteurs majeurs des complexes CDK4/6-CCND et CDK2-
CCNE. Elle favorise la sortie du cycle cellulaire en GO, en inhibant la capacité des complexes
CDK-CCN & phosphoryler RB. La protéine p21°P, quant & elle, inhibe la transition G1/S en
aval de la voie p53, en réponse a d’éventuels dommages a I’ADN. La seconde famille de CKI
est celle des INK4, constituée des protéines p16'NK4A p15NK4B 11 8INKAC et n19'NK4D (Fig. 2).
Les proteines de la famille des INK4 inhibent spécifiquement CDK4/6 en se liant directement
a lui, ce qui entraine une modification allostériqgue de CDKA4/6 bloguant sa capacité
d’interaction avec CCND. Il est a noter que, malgré une action directe spécifiquement ciblée
sur CDK4/6, les INK4 semblent également capables de moduler indirectement 1’activité du
complexe CDK2-CCNE. En effet, en inhibant I’interaction entre CCND et CDK4/6, les INK4

réduisent la quantité de complexe CDK4/6-CCND, diminuant ainsi I’effet tampon du complexe
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sur p27<P1 Ainsi, il y a une augmentation de la disponibilité en p27"*! capable d’inhiber le

complexe CDK2-CCNE (Matthews, Bertoli, and de Bruin 2022; Weston and Barr 2023).

2 Levée de I’inhibition et activation des couples CDK-CCN en
phase G1

La levée de I’inhibition pesant sur les couples CDK-CCN ainsi que leur activation permet
de favoriser la progression de la phase G1 et la transition G1/S. Cette activation implique
I’action concomitante de différents effecteurs. Dans un premier temps, la levée de 1’inhibition
des complexes CDK-CCN par les CKI est assurée par la dégradation protéasome-dépendante
de p27KPL, Cette dégradation est médiée par le complexe ubiquitine ligase SCF associé a la
protéine F-Box SKP2 (Fig. 2 & 4 ; (Nakayama and Nakayama 2005)). Suite a la dégradation
de p274P, CDC25A supprime la phosphorylation inhibitrice appliquée par WEEL1 & la kinase
CDK (Fig. 2 & 4). L’activité kinase de la CDK est alors potentialisée par la phosphorylation
activatrice appliquee par la CAK (Fig. 2 & 4). Une fois pleinement activées, les CDK-CCN

peuvent initier la voie CDK-RB-E2F (Fig. 3 ; (Fujimitsu, Grimaldi, and Yamano 2016)).

3) Intégration des facteurs extra-cellulaire

Au cours de la phase G1 précoce, les CKI et les activateurs des complexes CDK-CCN se
trouvent en aval de nombreuses voies de signalisation (Fig. 4). Ces voies permettent
I’intégration de paramétres intracellulaires tels que le volume de la cellule (Grebien et al. 2005),
I’adhésion de la cellule a un substrat (Levenberg et al. 1999), mais également 1’intégration de
facteurs extracellulaires. L’intégration de ces différents signaux est essentielle pour que le cycle
cellulaire ne se comporte pas comme un systeme fermé indépendant des stimuli extérieurs, tel
qu'on peut I’observer au cours du développement embryonnaire précoce. Ces signaux
permettent notamment 1’inhibition du contact, le maintien de I’intégrité des tissus ainsi que la

croissance coordonnée des tissus via des facteurs de croissance.

L’intégration des signaux liés aux facteurs mitogénes implique une grande diversité de

récepteurs et de cascades de phosphorylation pour aboutir a I’induction de la mitose ou de la
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quiescence. Ces voies d’intégration des signaux mitogénes sont regroupées sous le nom de voies
MAP kinases pour « Mitogen-activated protein kinases ». Il existe 5 grands groupes de MAP
kinases : la MAPK p38, ERK1/2, ERKS5, Jun N-terminal Kinase (JNK) et enfin le groupe des
MAPK atypiques.

Les voies centrées sur la MAPK p38 sont majoritairement vectrices de signaux pro-
quiescence et illustrent le role des facteurs favorisant 1’arrét ou le ralentissement du cycle
cellulaire (Martinez-Limon et al. 2020). La MAPK p38 se trouve notamment en aval de la voie
des interleukines. La cascade de phosphorylation impliquée dans cette voie est initiée par la
dimérisation d’une interleukine avec le récepteur membranaire IL6ST/GP130, induisant la
phosphorylation d’une petite protéine G a I’origine de la cascade de phosphorylations
activatrices MAP3K-MKK3/6-p38. Une fois phosphorylée, p38 est capable de réprimer le cycle
cellulaire en régulant positivement 1’activité des inhibiteurs de la famille des CIP/KIP et des
INK4, directement ou indirectement, notamment via la phosphorylation activatrice du
suppresseur de tumeur p53.

La voie d’intégration centrée sur ERK1/2 ou ERK « Extracellular signal-Regulated
Kinases » est vectrice de signaux prolifératifs et permet de comprendre comment les facteurs
mitogenes participent a faire progresser le cycle au cours de la phase G1 précoce. ERK est la
MAP kinase se trouvant en aval de la voie du facteur de croissance EGF « Epidermal Growth
Factor ». La cascade de phosphorylation impliquée dans la voie de I’EGF est initiée par la
dimérisation du facteur de croissance EGF avec son récepteur membranaire EGFR « Epidermal
Growth Factor Receptor », induisant la phosphorylation de la petite protéine G, Ras, a I’origine
de la cascade de phosphorylations activatrices RAS-RAF-MEK-ERK. Une fois phosphorylée,
ERK promeut la synthese de CCND1 via la transcription et la stabilisation des facteurs de

transcription C-Myc et C-Fos (Weston and Barr 2023).

17




Voie MAPK

ERK
p38
Cycline D
CDK4/6
' WEEL _~ inactive CAK@
\_ A N Cycline E
@ cDC25 @ E2F

CDK4/6 CDKa4/6
SCFSKPZ 'inac[‘{ve active SKP2
\ Cycline D Cycline D

Cycline E

Entrée en phase S
Cycline E
E2F

CDK2
Cycline E

Figure 4 Modéle de régulation de la phase G1 : La régulation de la phase G1 du cycle cellulaire est orchestrée

par un réseau complexe de signaux et d'interactions moléculaires. Elle est centrée sur le couple RB-E2F, ol E2F
est un facteur de transcription, activant des génes nécessaires a la phase S tandis que RB inhibe cette activité.
Deux couples, CDK4/6-CCND et CDK2-CCNE, agissent en phosphorylant RB, levant ainsi son inhibition sur E2F et
permettant la progression vers la phase S. Le point de restriction START divise la phase G1 en deux parties, ou le
couple CDK4/6-CCND domine en amont et le couple CDK2-CCNE devient dominant en aval. Les inhibiteurs de CDK
(CKl), tels que p274P1 et p21°°, ainsi que les protéines de la famille INK4, régulent I'activité des complexes CDK-
CCN. La levée de I'inhibition des CKI et I'activation des CDK-CCN sont essentielles pour favoriser la progression de
la phase G1 vers la phase S. De plus, les signaux extracellulaires, intégrés par des voies de signalisation telles que
les MAP kinases, influencent également la régulation de la phase G1, permettant une réponse adaptative aux
stimuli environnementaux et une coordination avec d'autres processus cellulaires. Les étoiles indiquent les CDK

actives, « ub » représente I’'ubiquitine, P représente le groupement
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3. Régulation de la phase S
La régulation de la phase S est principalement sous le contréle des voies impliquant les
Sérine/Thréonine kinases ATR-CHK1 et ATM-CHK?2 ainsi que de la voie p53. Ces voies
assurent le maintien de I’intégrit¢é de ’ADN et le bon déroulement de la réplication en
contrélant, si nécessaire, 1’arrét de la fourche de réplication. Je ne développerai pas plus avant
les mécanismes complexes liés a la régulation de la phase S par ATR-CHK1 et ATM-CHK?2
mais je tiens cependant a mettre en lumiére la régulation médiée par la cycline A (CCNA) avant

et apres la phase S (Fig. 1).

En effet, bien que les mécanismes sous-jacents restent a éclaircir, il semble que CCNA
participe a la mise en place de la machinerie de réplication ou « licensing » au cours de la phase
Gl en interagissant avec MCM7, une protéine du complexe hélicase MCM, 1’un des
composants de la fourche de réplication de I’ADN (Chibazakura et al. 2011) via une interaction
dépendante des CDK, sans que la CDK spécifiqguement impliquée ait pu étre identifiée. Le
complexe CDK2-CCNA semble quant & lui promouvoir I’initiation de la réplication ou
« firing », en agissant en aval de la voie ATR-CHK1, via des mécanismes restant a élucider
(Katsuno et al. 2009). Enfin, le complexe CDK1-CCNA participe a I’inhibition de la re-
réplication en phase G2 en bloquant, par I’intermédiaire de phosphorylations inhibitrices,
I’activité de CDT1 ou « Chromatin licensing and DNA replication factor 1 » (Truong and Wu
2011; Y. Zhou et al. 2020), une protéine qui participe au « licensing » en recrutant des protéines

du complexe hélicase MCM.

19




4. Régulation de la phase G2 et de la transition G2/M

La régulation de la phase G2 s’articule principalement autour de la protéine CDK1 et
de I’équilibre entre la kinase WEE1L et la phosphatase CDC25. CDK1 est la protéine CDK
spécifique de la phase G2 et de la transition G2/M au cours desquelles elle est associee
respectivement aux cyclines A et B1 (CCNB1) (Fig. 1 & 5). La kinase WEEL inhibe I’activité
kinase de CDK1 en phosphorylant sa Thrl14 et sa Tyrl5 (Fig. 5). Inversement la phosphatase
CDC25 permet la déphosphorylation de CDK1 et donc la stimulation de son activité kinase
(Fig. 5 ; (Dunphy and Kumagai 1991, Crncec and Hochegger 2019)). L’évolution du ratio entre
I’activité de WEEL et de CDC25 permet la progression de la phase G2 puis le déclenchement
de la transition G2/M. Au cours de la phase G2, le couple formé par I’association de CCNA et
de CDK1 activée est responsable de la phosphorylation de BORA, un cofacteur de la Kinase
Aurora A (AURKA) (Fig. 5). Le cofacteur BORA ainsi phosphorylé (b BORA) est capable de
s’associer et d’activer Aurora A (Fig. 5; (Tavernier et al. 2021)). Le complexe
AURKA+pBORA ainsi formé phosphoryle ses propres cibles, notamment la kinase POLO 1
(PLK1), un acteur central de la transition G2/M (Tavernier et al. 2021). Une fois phosphorylée,
PLK1 est a I’origine d’un rétrocontrdle positif permettant I’amplification de sa propre boucle
d’activation. En effet, WEE1 et CDC25 sont deux des cibles de PLK1 et leur phosphorylation
par cette derniere est a I’origine d’une inhibition de I’activité de WEEI et d’une augmentation
de l’activité de CDC25 (Fig. 5). Cette modification de 1’équilibre des forces entre WEEI et
CDC25 augmente la fraction de CDK1 activée, amplifiant notablement la fraction de PLK1
activée. En outre, chez les vertébrés, ¢’est ’activation par phosphorylation dépendante de PLK1
du produit du gene paralogue CDC25C qui permet I’activation du complexe CDK1-CCNB1
(Fig. 5; (de Gooijer et al. 2017)). Une fois activé, le complexe CDK1-CCNB1 phosphoryle
ses substrats, en particulier le complexe APC/C (voir ci-dessous), permettant ainsi la transition

G2/M (Tavernier et al. 2021).
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Figure 5 Réqulation de la phase G2 : La régulation de la phase G2 du cycle cellulaire repose principalement sur

I'équilibre entre l'activité de la kinase WEE1 et de la phosphatase CDC25, qui contrélent l'activité de la protéine
CDK1. CDK1, associée aux cyclines A et B1, est spécifique de la phase G2 et la transition vers la phase M. WEE1
inhibe CDK1 en la phosphorylant, tandis que CDC25 la déphosphoryle, stimulant ainsi son activité kinase.
L'évolution du ratio entre WEE1 et CDC25 permet la progression de la phase G2 et le déclenchement de la
transition G2/M. Pendant la phase G2, I'association de CCNA et de CDK1 activé phosphoryle BORA, qui a son tour
active Aurora A. Le complexe AURKA+pBORA phosphoryle PLK1, déclenchant ainsi une boucle d'activation positive
de PLK1. PLK1, a son tour, phosphoryle WEE1 et CDC25, modifiant leur activité pour augmenter la fraction de
CDK1 activée. L'activation de CDC25C par PLK1 permet I'activation du complexe CDK1-CCNB1, qui phosphoryle

ses substrats, notamment le complexe APC/C, conduisant ainsi a la transition G2/M. Les étoiles indiquent les CDK

actives, P représente le groupement phosphate.
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5. Régulation de la mitose

La progression de la mitose est sous le contréle du complexe ubiquitine-ligase E3
APC/C et de ses coactivateurs CDC20 et FZR1/Cdh1l (Fig. 5). Suite a la transition G2/M, un
point de contréle doit étre franchi, le point de contrdle de la métaphase ou « Spindle assembly
checkpoint » (SAC) (Fig. 5). Ce point de contrdle permet 1’alignement des chromosomes et la
bonne fixation du fuseau mitotique aux kinétochores des chromatides sceurs en bloguant leur
dissociation. Les principaux acteurs du SAC sont les cohésines, qui assurent la cohésion des
chromatides sceurs, et la sécurine une protéine inhibant la séparase, une protéase assurant la
dégradation des cohésines. Suite a son activation en phase G2, le complexe CDK1-CCNB1
participe a I’activation d’APC/C par I’intermédiaire de phosphorylations permettant la charge
du coactivateur CDC20 (Fujimitsu, Grimaldi, and Yamano 2016). Le complexe APC/CCPC?
ainsi active induit la dégradation de la sécurine et de la CCNBL1. La dégradation de la sécurine
permet la libération de la séparase tandis que la dégradation de CCNB1 permet I’activation de
la séparase par la levée d’une phosphorylation inhibitrice dépendante du complexe CDK1-
CCNBL1. Ainsi activée la séparase induit la dégradation de la cohésine et donc le franchissement
du SAC (Vodermaier 2004; Fujimitsu, Grimaldi, and Yamano 2016). Le coactivateur FZR1 est
chargé dans le complexe APC/C en fin de mitose pour assurer la transition M/G1 en prévenant

la ré-accumulation des cyclines (Fig. 6).
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6. La sortie du cycle cellulaire : la phase GO

Enfin les cellules sont capables de sortir du cycle cellulaire pour entrer en phase GO
aussi appelée quiescence. La quiescence est une forme de sortie du cycle se produisant
généralement en fin de mitose et au cours de laquelle la cellule conserve sa capacité a retourner
dans le cycle cellulaire sous I’influence d’une stimulation pro-mitotique (Coller, Sang, and
Roberts 2006; Turlings et al. 2008). Contrairement a la phase G1, la régulation qui sous-tend
I’entrée et le maintien de la phase GO est moins bien connue, mais on sait qu’elle nécessite un
contrble transcriptionnel et post-transcriptionnel (Sun and Buttitta 2017, Marescal and
Cheeseman 2020). La quiescence est associée & un taux élevé de CKI, notamment p21°P et
p27KPL(Besson et al. 2006). L’entrée et le maintien dans la phase GO impliquent une dominance
des facteurs pro-quiescence activés notamment par les voies TGFB1, WNT4 et IL6 (Fig. 6;
(Batard et al. 2000; Eliazer et al. 2019; Sampath et al. 2018)). De plus, RB semble jouer un réle
important dans le maintien de la quiescence, premierement grace a son role de répresseur d’E2F
mais également de maniere E2F indépendante. En effet, dans les cellules quiescentes, il semble
que RB hypophosphorylé s’associe avec le complexe APC/CF#R pour cibler et dégrader le
cofacteur SKP2 du SCF, empéchant ainsi le complexe SCFS¥P? de dégrader p274"* (Fig. 6 ;

(Binné et al. 2007)).

La sortie de la phase GO semble quant a elle impliquer un couple cycline-CDK particulier, le
couple CDK3-CCNC (Fig. 1 & 6), dont I’ARN messager est présent en grande quantité dans
les cellules sortant de la phase GO. Ce couple spécialisé dans la sortie de la quiescence semble
phosphoryler RB, levant ainsi I’inhibition de E2F et induisant la reprise de la phase G1 (Ren

and Rollins 2004).
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Figure 6 Entrée et sortie de la phase GO : L’entrée dans la phase GO et le maintien en quiescence nécessitent un

contréle & la fois transcriptionnel et post-transcriptionnel, notamment par des facteurs tels que p21° et p27+*,
Les voies TGFB1, WNT4 et IL6 jouent un réle dans I'activation des facteurs pro-quiescence. RB joue un réle
essentiel dans le maintien de la quiescence en réprimant l'activité de E2F et en interagissant avec le complexe
APC/C* pour stabiliser p27"?*. La sortie de la phase GO implique I'action spécifique du couple cycline-CDK CDK3-
CCNC. Ce couple phosphoryle RB, levant ainsi l'inhibition de E2F et permettant la reprise du cycle cellulaire en

phase G1. Les étoiles indiquent les CDK actives, P représente le groupement phosphate.
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C.  Activation du génome et introduction des interphases G2 et GO/G1

Chez les métazoaires, ’activation du génome zygotique survient au cours de
I’embryogénése précoce et permet la transition entre la transcription maternelle et
embryonnaire (Tadros and Lipshitz 2009; Farrell and O’Farrell 2014; Wong et al. 2022; C. Y.
Zhou and Heald 2023). L’activation du génome zygotique est corrélée avec I’introduction dans
le cycle cellulaire des phases G2 et G1 par I’intermédiaire de mécanismes demeurant
relativement méconnus pour la plupart des organismes modeles. Chez la plupart des
métazoaires, I’introduction des phases G2 et G1 semble se faire de fagon cellule spécifique ou
dépendre du temps de développement. L’introduction des phases G2 et Gl marque
généralement la transition entre une phase plus ou moins longue de clivages embryonnaires au
cours de laquelle les divisions sont synchrones et une phase présentant des cycles cellulaires
matures permettant 1’introduction de divisions asynchrones (M. T. Lee, Bonneau, and Giraldez
2014; Palfy, Joseph, and Vastenhouw 2017). Il est cependant intéressant de noter que chez C.

elegans il existe des divisions asynchrones avant I’introduction des phases G2 et G1.
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Il. Ladifférenciation cellulaire

A.  Définition et principes généraux
La différenciation cellulaire est le processus au travers duquel une cellule acquiert une
fonction spécifique. Cette acquisition de fonction s’accompagne a minima de modifications

transcriptionnelles et structurelles ainsi que d’une perte de potentiel de différenciation.

1. Notion de potentiel de différenciation
a) Le « paysage épigénétique » de Waddington

La notion de potentiel de différenciation est centrale pour comprendre les processus de
différenciation cellulaire. Dans un article de 1940, le généticien Conrad H. Waddington utilise
la métaphore du « paysage épigénétique » pour faire comprendre intuitivement la notion de
potentiel de différenciation et les contraintes qui lui sont associées (Waddington, C. H., 1940).
Il imagine une cellule placée dans un col au sommet d’un paysage vallonné. A partir de ce
point, la cellule ne peut que descendre au travers des vallées qui constituent le paysage et
s’arréter au prochain col en aval. Chaque fois que la cellule descend, elle s’engage sur un
chemin qui représente une voie de différenciation et une fois engagée elle ne peut plus faire
marche arri€re, car elle n’est pas capable de remonter spontanément la pente. Chaque descente
dans une vallée correspond donc a un choix fermant la porte aux autres trajectoires et
destinations qui ne sont accessibles qu’en amont. De la méme maniére, une cellule qui s’engage
sur une voie de différenciation au cours du développement ne peut pas spontanément faire
marche arriére, et lorsqu’elle s’engage dans un destin cellulaire particulier elle perd en général

en potentiel, en capacité a donner certains types de destin cellulaire.
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Figure 7 La métaphore du "paysage épigénétique"” de Conrad H. Waddington : La cellule grise posséde un

potentiel maximal, elle est totipotente. Elle peut donner tous les types cellulaires possibles en s’engageant dans
une voie de différenciation, pour atteindre un destin cellulaire (cellules colorées). 1, correspond a la période de
spécification, son engagement demeure réversible. Les voies magenta et verte correspondent a deux
engagements différents menant a deux destins cellulaires différents, le destin magenta et le destin vert. 2,
correspond a une détermination, un engagement irréversible. 3, les cellules magenta et verte ont un potentiel
plus faible que la cellule grise, elles ne donnent acces qu’a deux destins possibles, elles sont donc oligopotentes.
4, Il s’agit des cellules ayant subi une différenciation terminale. Leur potentiel est nul, elles ne peuvent plus se

diviser et sont totalement différenciées. Modifiée a partir de (Waddington, C. H., 1940)
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b) L’échelle des potentiels de différenciation
Ainsi, au cours du cycle de vie d’un organisme, la cellule ceuf est la cellule présentant
le plus grand potentiel de différenciation, car elle est a I’origine de toutes les lignées cellulaires
constituant I’organisme, elle est au sommet du paysage épigénétique de Conrad H. Waddington,

on dit qu’elle est totipotente (Fig. 7).

Le potentiel de différenciation cellulaire décroit rapidement au cours de I’embryogenése
précoce. Chez les organismes triploblastiques, la cellule ceuf se divise pour donner naissance a
différents précurseurs dits pluripotents, capables de donner des cellules germinales ainsi que

chacun des trois feuillets embryonnaires que sont 1’ectoderme, le mésoderme et I’endoderme.

Chez I’'Homme adulte, il n’existe plus que des cellules-souches dites multipotentes et
oligopotentes siégeant au sein des tissus et capables de produire, respectivement, tout ou partie
des différentes cellules spécialisées constituant leur tissu de résidence. Certaines cellules-
souches ne sont capables de produire qu’un seul et unique type de cellules spécialisées, elles

sont dites unipotentes (Fig. 7).

2. Le concept de destin cellulaire
Le concept de destin cellulaire correspond a une vallée dans le modéle de Waddington,
accessible en aval d’un point de référence donné. Plus une cellule descend le long du paysage
de Waddington plus le nombre de vallées atteignable est restreint. Ainsi, plus le potentiel d’une

cellule est faible, plus le choix de destins cellulaires est restreint (Fig. 7).
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3. Notion de « commitment » ou d’engagement
La métaphore de Waddington permet également de comprendre la notion plus subtile
de « commitment » ou d’engagement. La ou le destin cellulaire représente un état stable, une
vallée, ’engagement correspond au processus menant vers un destin, a I’image d’une cellule
engagée dans une pente entre deux vallées dans la métaphore de Waddington. On peut

subdiviser le processus d’engagement en deux sous-étapes (Fig. 7).

a) La spécification
La spécification correspond a une forme d’engagement réversible. On dit qu’une cellule
est spécifiée lorsqu’elle est capable de se différencier de fagon autonome méme isolée dans un
environnement neutre (bofte de pétri, tube), mais que son engagement demeure réversible si

elle est placée dans un autre environnement (Fig. 7).

b) La détermination
La détermination correspond a une forme d’engagement irréversible. On dit qu’une
cellule est déterminée lorsqu’elle est capable de se différencier de fagon autonome méme

lorsqu’elle est placée dans un autre environnement (Fig. 7).

4, Les modes de spécifications
Chez les métazoaires, il existe différentes manicres d’induire le processus d’engagement.
Dans ce contexte, on parle de mode de spécification et non de mode d’engagement, la
spécification étant la premiére phase de I’engagement. 1l existe 3 grands modes de spécification

décrits en 1991 par Davidson (Davidson 1991) et formalisés par Gilbert (Gilbert SF. 2000).
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a) La spécification autonome

Le premier mode de spécification est appelé spécification autonome ou spécification
mosaique. Ce mode de spécification majoritaire chez les invertébrés est centré sur le principe
de la brisure de symétrie par la ségrégation asymétrique de déterminants cytoplasmiques
maternels (protéines, ARNm) au sein de la cellule, soit de facon cellulaire autonome soit sous
I’influence du voisinage cellulaire. Cette ségrégation différentielle des déterminants
cytoplasmiques induit une division asymétrique du contenu cytoplasmique au cours de la
mitose qui déeterminera le destin cellulaire des deux cellules filles. Ce mode de spécification se
caractérise par une perte rapide de potentiel, pratiquement a chaque division. Ainsi, en cas de
destruction d’un blastomére, tous les organes et toutes les structures découlant de ce blastomeére
sont perdus et aucune compensation n’est possible. Caenorhabditis elegans est 1'un des
organismes modeles caractéristiques de ce mode de spécification (Davidson 1991; Gilbert SF.

2000).

b) La spécification conditionnelle

Le second mode de spécification est appelé spécification conditionnelle ou régulée.
Contrairement au mode de spécification autonome, la spécification conditionnelle se caractérise
par un maintien relatif du potentiel de tous les blastomeéres. La restriction du destin cellulaire
se fait sous le contrdle de facteurs extrinseques tel que des interactions cellules-cellules ou via
des gradients de morphogenes régionaux influengant les cellules selon leurs concentrations. Si
un blastomere est déplacé dans une autre région de I’embryon, il adoptera le destin induit par
son nouvel environnement. De méme, si un blastomere est détruit, les cellules environnantes
sont capables de compenser son absence. Il s’agit du mode de développement majoritaire chez

les vertébrés (Davidson 1991; Gilbert SF. 2000).
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C) La spécification syncytiale
Le dernier mode de spécification est appelé spécification syncytiale, il est propre aux
insectes. Dans ce mode, les premieres divisions embryonnaires sont incomplétes et entrainent
la formation d’une cellule ceuf syncytiale. La spécification des noyaux de la cellule ceuf est sous
le contrble de gradients de morphogénes s’établissant au sein du syncytium (Davidson 1991;

Gilbert SF. 2000).

d) Notion de différenciation terminale et sortie du cycle cellulaire

La différenciation terminale est un concept théorisant 1’idée d’une ultime étape de
différenciation impliquant un potentiel cellulaire nul et une sortie définitive du cycle cellulaire.
Ce concept s’applique bien a certains types cellulaires subissant des modifications drastiques
tel que les érythrocytes, les cellules du cristallin, les kératinocytes ou encore les neurones. Les
cellules ayant atteint le stade de différenciation terminal présentent une forme de sortie du cycle
différente de la quiescence, impliquant notamment des modifications de niveau de compaction
de la chromatine sous le contrdle de différents complexes de remodelage de la chromatine

(Ruijtenberg and van den Heuvel 2016).

B.  Le processus de différenciation

Ainsi, nous avons vu les grandes notions qui permettent de comprendre le principe de
la différenciation cellulaire. Il s’agit donc d’un processus au cours duquel une cellule possédant
un certain potentiel de différenciation s’engage par spécification puis détermination, pour
atteindre un destin cellulaire de moindre potentiel, caractérisé par une fonction spécifique. Au-
dela de ces considérations purement conceptuelles, il est Iégitime de se demander quels sont les
médiateurs de I’engagement et a quoi correspondent biologiquement ces notions d’« acquisition
de fonction » et de « perte de potentiel ». Puisqu’il existe autant de voies de différenciation que

de cellules différenciées, je me contenterai de décrire des mécanismes relativement généraux et
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représentatifs. Je reviendrai plus loin sur les mécanismes impliqués spécifiquement dans mon

modele d’étude, la différenciation de I’intestin chez C. elegans.

Sous I’influence de voies de signalisation activées par des inducteurs spécifiques tels
que des facteurs cytoplasmiques ou un gradient de morphogeéne, la cellule cible se met a
exprimer un ou des facteurs de transcription particuliers, regroupés sous le terme de facteurs de
specification ou de différenciation. Ces facteurs de transcription sont propres a un engagement
particulier et induisent la transcription de leurs génes cibles, dont les transcrits constitueront les
réseaux de genes impliqués dans 1’acquisition des fonctions spécifiques de la cellule
différenciée. Sous I’influence directe ou indirecte des facteurs de différenciation, des
modifications du degré de compaction de la chromatine (Nacht et al. 2016) ainsi que de 1’état
de méthylation de certains genes et promoteurs participent a la diminution du potentiel de la
cellule en cours de différenciation. L’ensemble des transcrits produits par la cellule constitue
son transcriptome, une signature propre permettant de caractériser son état de différenciation.
L’ensemble de ces processus ainsi que des modifications d’autres parameétres de la cellule tels
que des phénomenes d’épissages alternatifs (Fiszbein and Kornblihtt 2017), de transcription
d’ARN régulateurs (X.-Y. Zhao et al. 2014) ou de modifications post-traductionnelles de
protéines (Gomathi et al. 2020) constituent les manifestations biologiques des concepts

caractéristiques de la différenciation cellulaire.
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I1l. Relations entre le cycle cellulaire et la différenciation cellulaire

A.  De nombreux mécanismes expliquent I’antagonisme entre

prolifération et différenciation cellulaire

Au cours de I'embryogenése, la coordination entre le cycle cellulaire et la différenciation
cellulaire est au cceur de nombreux processus développementaux, ces deux processus étant
généralement inversement corrélés. Dans cette partie, je m'intéresserai a la diversité des

mécanismes responsables de cet antagonisme entre prolifération et différenciation.
1. Inhibition des facteurs de différenciation par les CDK

Puisque les CDK constituent les principales kinases liées a la régulation du cycle
cellulaire et qu’elles phosphorylent de nombreux substrats, elles constituent une cible de choix
dans la recherche d’une régulation faisant le lien entre cycle cellulaire et processus de
différenciation. Les CDK peuvent réguler les facteurs de transcription en modifiant 1’affinité
des facteurs de transcription avec leurs promoteurs cibles, en favorisant leur dégradation par le

protéasome ou en modifiant leur localisation cellulaire.

Concernant la modification de I’affinité des facteurs de différenciation pour leurs
promoteurs cibles, ce mode d’action est notamment illustré par la régulation de la superfamille
des facteurs de transcription a motif hélice-boucle-hélice basique ou « basic-Helix-Loop-Helix
» (bHLH) de classe Il et VI. Ces facteurs de différenciation possédent plusieurs sites de
phosphorylation sérine-proline ciblés par les CDK. L’affinité de ces facteurs de transcription
avec leurs promoteurs cibles est modulée par 1’état de phosphorylation de ces sites. Lorsque les
facteurs bHLH de classe 11 sont déphosphorylés, ils possedent une grande capacité d’interaction
avec leurs promoteurs cibles. Inversement, plus ils possedent de sites phosphorylés, plus leur

affinité avec leurs promoteurs diminue (de Martin, Sodaei, and Santpere 2021).
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Ainsi, ce type de régulation est impliqué au cours de la différenciation neuronale chez
le Xénope Xenopus laevis, au cours de laquelle les facteurs bHLH de classe 11, ASCLL1 et
Neurogenin 2 (NGNZ2), voient leur capacité a induire la différenciation neuronale étre inhibée
par leurs phosphorylations dépendantes des CDK (Wylie et al. 2015; Mcdowell et al. 2014). Ce
mode de régulation est conservé chez la souris Mus musculus dans différents contextes de
différenciation tels que la différenciation neuronale au travers de la phosphorylation du facteur
NGN2 (Ali et al. 2011) ou au cours du développement du pancréas via la phosphorylation du
facteur de différenciation NGN3 (Azzarelli et al. 2017). Enfin, au sein de I’intestin gréle et du
cblon chez la souris, le facteur de différenciation de la famille bHLH de classe 1I, Atohl,
contrdle la différenciation des progéniteurs sécrétoires (Tomic et al. 2018). Dans ce contexte,
Atohl participe également a la régulation de la régénération et de I’homéostasie du tissu
intestinal en contrélant la plasticité des progéniteurs sécrétoires. En effet, il a été montré que
les progéniteurs sécrétoires de I’intestin gréle et du cOlon de la souris sont capables de retrouver
des capacités de cellules souches en réponse a des dommages au niveau des cryptes, via la
phosphorylation d’Atohl, qui inhibe leur différenciation sécrétoire et restaure leurs capacités

souches.

La différenciation des muscles squelettiques chez la souris permet d’illustrer la
régulation de la stabilité et de la localisation des facteurs de transcription par les CDK,
respectivement au travers du cas des facteurs de transcription bHLH de classe 11, « myoblast
determination protein » (MyoD) et du facteur de transcription « myocyte enhancer factor 2 »
(MEF2). Ainsi, le couple CDK2-CCNE phosphoryle directement MyoD, diminuant son
accumulation au cours de la phase G1 en favorisant sa degradation par la voie du protéasome
(Song et al. 1998; Kitzmann et al. 1999; Tintignac et al. 2000). De méme, le couple CDK4-
CCND semble réprimer la différenciation des muscles squelettiques en modifiant la localisation
sub-nucléaire de MEF2, bien que le mécanisme d’interaction exact demeure mal compris

(Lazaro, Bailey, and Lassar 2002; Di Giorgio et al. 2015).
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2. Promotion de la différenciation cellulaire par les CKI

De méme que les CDK, facteurs favorisant le cycle, semblent posséder un réle inhibiteur
dans le processus de différenciation, il semble que les CKI, facteurs pro-quiescence, favorisent
par leur action le processus de différenciation cellulaire. En tant qu’antagonistes des CDK, les
CKI sont capables d’interférer avec les mecanismes décrits précédemment, mais semblent
également jouer un role favorisant la différenciation indépendamment de I’inhibition des
couples CDK-CCN. Ainsi, la protéine p57XiP? est capable de promouvoir la différenciation
musculaire squelettique a la fois en inhibant 1’activité du complexe CDK2-CCNE responsable
de la phosphorylation de MyoD (Reynaud et al. 1999), ce qui favorise sa dégradation, mais
également en fixant et stabilisant directement le facteur de transcription MyoD (Reynaud et al.
2000). De méme, p21°P et p27XP! sont impliqués dans des processus de différenciation
cellulaire de fagon indépendante de leur action respective sur le cycle cellulaire. Ainsi, p21¢"
est nécessaire a la différenciation des oligodendrocytes chez la souris (Zezula et al. 2001), tandis
que, la partie N-terminale de la protéine p27<'! est nécessaire a la différenciation de plusieurs
types cellulaire chez le Xénope (Hardwick and Philpott 2014), en permettant de stabiliser les
facteurs de transcription, MyoD et NGN2, respectivement au cours de la myogenése (Vernon
and Philpott 2003) et de la neurogenése (VVernon, Devine, and Philpott 2003). L’importance de
p27¥P! au cours de la neurogenése est conservée chez la souris a la fois grace au role
stabilisateur de la région N-terminale de p27X! sur NGN2 mais également via une promotion
de la migration neuronale par 1’inhibition de la voie RhoA, liée a la partie C-Terminale de

p27XPL (Nguyen et al. 2006).
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3. Inhibition du cycle cellulaire par les facteurs de différenciation

Nous avons vu comment les acteurs du cycle peuvent inhiber ou promouvoir le
processus de différenciation mais, réciproquement, les facteurs de différenciation peuvent agir
en tant qu’inhibiteurs du cycle. Ainsi, de nombreux facteurs de transcription sont connus pour

réguler I’expression des effecteurs du cycle au sein de différents types cellulaires.

Certains facteurs de différenciation peuvent inhiber le cycle cellulaire en promouvant
I’expression des CKI. On peut ainsi citer le principal facteur de différenciation musculaire
MyoD, qui favorise la transcription de p21°° (Reynaud et al. 1999), par un mécanisme restant
a définir, ainsi que la transcription de p57Ki? (Reynaud et al. 1999), en se fixant sur un élément
cis-régulateur (Busanello et al. 2012), au cours de la formation des muscles ; le facteur de la
famille ForkHead, FOXAL1 active le promoteur de p27¥** dans des lignées cellulaires issues de
cancer du sein et du colon (Williamson et al. 2006). De méme, plusieurs facteurs de
transcription possédant un domaine de fixation a doigt de zinc « Zinc-finger transcription
factor » de la famille des facteurs GATA, sont des régulateurs connus du cycle cellulaire. La
famille des facteurs GATA est composée de 6 paralogues chez ’Homme de GATA1 a GATAG,
la plupart étant impliques dans la régulation du cycle cellulaire via I’activation des promoteurs
de divers CKI. Ainsi, au cours de la différenciation des érythroides, le facteur de différenciation
GATAL1 et le facteur EKLF1 agissent de concert pour activer le promoteur de p21°P et favoriser
la différenciation terminale des érythrocytes (Papetti et al. 2010; Siatecka et al. 2010). Le
facteur GATA3 maintient la quiescence des cellules supportrices de la cochlée en interagissant
directement avec le promoteur de p27XP! (Xu et al. 2021), tandis que GATAA4 régule la
prolifération des astrocytes en activant la transcription de p15'NK*B (Agnihotri et al. 2009).
Enfin, GATAZ2 régule quant a lui la prolifération des précurseurs neuronaux (ElI Wakil et al.

2006) au travers d’un mécanisme qui reste a éclaircir.
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Les facteurs de différenciation peuvent également inhiber le cycle cellulaire en réduisant
I’expression des cyclines. C’est notamment le cas de NGN2, qui promeut la sortie du cycle
cellulaire des précurseurs neuronaux au cours de formation de la moelle épiniére chez le poulet.
Dans ce contexte, NGN2 réduit I’expression des cyclines liées aux phases G1 et S tels que
CCND1, CCNE1/2 et CCNA2, probablement de fagon indirecte, tel qu’illustré dans 1’étude de

(Lacomme et al. 2012).

4, Role du remodelage de la chromatine induit par la différenciation
dans la régulation du cycle cellulaire

Au cours de la différenciation, la modification du transcriptome est médiée par 1’action
des facteurs de différenciation sur les promoteurs de leurs génes cibles mais est également
soutenue par la modification du niveau de compaction de la chromatine qui modifie
’accessibilité de certains génes. Ces remodelages du paysage épigénétique s’avérent essentiels
au maintien a long terme des modifications du cycle cellulaire spécifique a une lignée cellulaire
ainsi qu’a la différenciation terminale. Plusieurs complexes de remodelage de la chromatine

sont impliqués dans ce processus de régulation.

a) Les complexes Polycomb et Trithorax

Les protéines du groupe Polycomb (PcG) et leurs antagonistes du groupe Trithorax
(TrxG) sont des acteurs clé du contréle du développement embryonnaire. Ils sont impliqués
dans la détermination du destin cellulaire, la régulation du cycle cellulaire ainsi que dans le
processus de différenciation terminale et le maintien des cellules-souches (Schuettengruber et
al. 2007; 2011; Laugesen and Helin 2014). Initialement découverts chez la drosophile
Drosophila melanogaster (Slifer 1942; Kassis, Kennison, and Tamkun 2017) pour leur réle
dans la régulation des génes Homéobox (HOX), ils sont largement conservés chez une grande

variété d’organismes, notamment chez C. elegans.
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Les protéines PcG forment de larges complexes protéiques dont les plus connus sont les
complexes PCR1 et 2 ou « Polycomb repressor complex 1/2 » respectivement responsables de
I’ubiquitinylation des histones H2 et de la méthylation des histones H3 sur la lysine 27 (H3K27)
(Mdller et al. 2002). En augmentant la compaction de la chromatine, les complexes PCR

réduisent ’accessibilité des geénes, réduisant ainsi leur transcription.

Les protéines TrxG agissent principalement en maintenant la chromatine dans un état
actif (Schuettengruber et al. 2011). En cela, elles se comportent comme des antagonistes des
PcG, en s’opposant a la répression transcriptionnelle induite par les protéines PcG. Les
protéines TrxG agissent notamment en acétylant ou triméthylant les histones H3 sur la lysine 4
(H3K4me3) (Lim et al. 2009). D’autres membres du groupe des TrxG forment des complexes
de remodelage de la chromatine dépendant de I’ATP tels que le complexe SWI/SNF (Chervitz

et al. 1998).

Ainsi, les complexes PcG agissent comme des répresseurs des genes de différenciation
et tendent a maintenir un cycle cellulaire actif, tel que décrit dans la neurogenése et la
myogenése chez la souris. A I’opposé, les complexes TrxG tendent & promouvoir 1’expression

des genes de différenciation et a réprimer le cycle cellulaire.

b) Role du complexe SWI/SNF dans la régulation du cycle
cellulaire

Le complexe SWI/SNF ou « switching/sucrose non-fermenting » est une sous-classe de
complexe protéique appartenant au groupe des TrxG. Il s’agit d’un complexe de remodelage de
la chromatine dépendant de I’ATP, qui est constitué de plusieurs sous-unités. Le cceur du
complexe est constitué autour de la sous-unité ATPase Brahma (BRM), qui posséde un
paralogue chez les mammiferes BRG1 ou « BRM-related Gene 1 ». Autour du cceur constitué
soit par BRM soit par BRG1, les autres protéines sont regroupées sous le nom de BAF

« BRM/BRG1-associated factors », le complexe catalytique étant constitué de BRM/BRG1
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associé a BAF155, BAF177 et SNF5 aussi appelé BAF47. En plus des protéines du complexe
catalytique, on retrouve des protéines associées, dont deux protéines signature BAF250 et
PBRM qui permettent de distinguer deux sous-classes de complexe SWI/SNF, respectivement
nommées SWI/SNF BAF et PBAF. D’autres sous-unités pouvant étre présentes dans le
complexe se caractérisent par leur expression lignage spécifique ou dépendante d’un stade de
développement précis. C’est notamment le cas des sous-unitées BAF45a et BAF53a
caractéristiques des précurseurs neuronaux et qui sont remplacées par BAF45b/c et BAF53b
suite a la différenciation terminale des neurones chez la souris (Lessard et al. 2007). On peut
également noter les 3 génes paralogues BAF60A, B et C ; ce dernier est le seul exprimé dans
les précurseurs des cardiomyocytes mésodermiques et les myoblastes. Il interagit avec GATA4
et MyoD pour permettre la différenciation terminale des cellules musculaires cardiaques et

squelettiques.

Concernant le contréle du cycle cellulaire par le complexe SWI/SNF, ce dernier semble
induire I’expression des CKI p16"™NK4A p15!INK4B ot n21CP dans les cellules tumorales rhabdoides
malignes (Kia et al. 2008; B. G. Wilson et al. 2010; Kuwahara et al. 2010; 2013). Le complexe
SWI/SNF joue également un réle sur le contréle de I’arrét du cycle cellulaire au cours de la
différenciation musculaire chez C. elegans. Dans ce contexte, il semble agir conjointement avec
hlh-1, I’orthologue de MyoD chez C. elegans, d’une part pour lever les répressions
transcriptionnelles induites par le complexe PcG sur les génes spécifiques des muscles, tels
que myo-3, et d’autre part pour supprimer 1’expression de la cye-1, orthologue de CCNE chez
C. elegans, afin d’arréter le cycle cellulaire (Ruijtenberg and Van Den Heuvel 2015). Enfin,
toujours chez C. elegans, la mutation perte de fonction du géne ham-3, orthologue des sous-
unités accessoires BAF60, phénocopie la mutation perte de fonction du géne cki-1, I’orthologue
de p27KP2 chez C. elegans. En effet, dans les deux cas, on assiste a un quasi-doublement du

nombre de noyaux intestinaux lié a un défaut d’arrét du cycle cellulaire des cellules intestinales
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(Ertl et al. 2016). Ainsi, il semble que le complexe SWI/SNF est un complexe de remodelage

de la chromatine essentiel a I’arrét du cycle dans un certain nombre de systéemes différents.

Chez C. elegans, le complexe SWI/SNF semble également jouer un réle majeur dans
I’allongement du cycle cellulaire chez les descendants de la lignée du blastomere E, dont est
issue la lignée intestinale. En effet, I’inhibition précoce de la protéine putative SFNC/SWSN-5
du complexe SWI/SNF induit 1’accélération du cycle cellulaire dans les cellules filles du

blastomere E, Ea et Ep ainsi que des défauts d’ingression intestinale (Kriiger et al. 2015).

C) Autres complexes de remodelage de la chromatine reliant la
différenciation cellulaire et le cycle cellulaire

Il existe d’autres complexes de remodelage de la chromatine connus pour réguler aussi
bien la différenciation que le cycle cellulaire, mais que je ne traiterai pas en détails dans ce
travail. Il s’agit notamment du remodelage de la chromatine dépendant de la protéine RB
(Nielsen et al. 2001; Ruijtenberg and van den Heuvel 2016), ainsi que du complexe

DREAM/MuvB (Fischer and Muller 2017; Ruijtenberg and van den Heuvel 2016).

5. Réle de la kinase DYRKZ1 dans la coordination entre prolifération
et differenciation

Le couplage antagoniste entre la prolifération cellulaire et la différenciation cellulaire
peut également étre coordonné de maniere indirecte par la Kinase Mnb/Dyrkla au cours de la
différenciation des neurones de la moelle épiniere du poulet et du télencéphale de la souris.
Dans ces deux systémes il a été mis en évidence que I’expression de la kinase Mnb/Dyrkla
couple la sortie du cycle cellulaire via 1’augmentation de la transcription de la CKI, p27Xi! et
I’initiation de la différenciation neuronale par la suppression de 1’inhibition latérale induite par

la voie de signalisation Notch (Ha&mmerle et al. 2011).
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B. Des relations plus complexes qu’un simple antagonisme

Les nombreux contextes développementaux et mécanismes moléculaires décrits ci-
dessus confirment I’existence d’un couplage antagoniste entre la prolifération et la
différenciation cellulaire. Dans cette partie, nous allons cependant voir que, dans certains
contextes, les relations entre le cycle cellulaire et la différenciation cellulaire s’averent plus

complexes que ce simple antagonisme.
1. Un antagonisme dépendant du contexte

Le couplage de la différenciation et du cycle cellulaire au cours d’une étape du
développement n’implique pas que ce couplage soit maintenu lors des étapes plus tardives. En
effet, au cours du développement du tube neural chez 1’embryon de poulet, la signalisation «
fibroblast growth factor » (FGF) maintient 1’expression de la cycline D2 dans 1’épithélium
neural caudal immature, tandis que la voie « Sonic hedge Hog » (Shh) active la cycline D1 dans
la gouttiére neurale. Or I’expression forcée de ces cyclines, montre qu’elles sont capables
d’inhiber la différenciation neuronale dans leur zone d’expression dans le tube neural jeune
(Lobjois et al. 2004). Or, au sein du méme tissu, mais a un stade de développement plus tardif ;
I’expression forcée des cyclines D1 et D2, n’est pas capable d’inhiber la différenciation des
motoneurones. Ainsi dans ce contexte, les précurseurs des motoneurones migrent et se
différencient indépendamment de leur état de prolifération dans un tube neural plus mature

(Lobjois et al. 2008).

De méme le réle de facteur de transcription a homéodomaine Prospero au cours de la
différenciation des neuroblastes de type | chez la drosophile (Maurange, Cheng, and Gould
2008) fournit un exemple intéressant de transition d’une régulation agoniste vers une régulation
antagoniste. Les neuroblastes de type 1 peuvent se différencier soit en neurone soit en cellule
gliale en passant par un intermediaire appelé cellule mere gliale (GMC). Ce précurseur est

capable de se diviser une seule et unique fois pour engendrer 2 neurones post-mitotiques ou
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bien 2 cellules gliales. L’engagement dans le destin glial ou neuronal dépend de la séquestration
corticale de facteur de transcription 8 homéodomaine Prospero. En effet, ce dernier est séquestré
asymétriquement au niveau cortical par la protéine Miranda. En fonction d’une horloge
moléculaire, Prospero est asymétriquement réparti lors de la division asymétrique des
neuroblastes de type 1. Lorsque la GMC produite est dépourvue de Prospero, elle se divisera
pour donner deux cellules gliales. Tandis que, lorsque la cellule GMC contient Prospero, le
facteur de transcription est ségrégé dans son noyau et induit la différenciation neuronale en
activant les genes de différenciation et en régulant le potentiel de division de GMC et de ses
cellules filles (Mar et al. 2022). En effet, la localisation nucléaire de Prospero induit une
augmentation de 1’expression de la cycline E au sein de la GMC, ce qui lui permet de se diviser
une fois ; puis Prospero induit la régulation a la baisse de la cycline E dans les neurones issus
de GMC. Bien que les mécanismes exacts restent a déterminer, ce processus participe a la

différenciation terminale des neurones produits.

2. Importance du découplage dans le maintien de I’homéostasie
épithéliale
Ainsi, nous avons vu que les relations entre le cycle cellulaire et la différenciation sont
de nature plus complexe qu’une simple corrélation négative et qu’un découplage peut exister
entre ces deux processus. Ce découplage joue un rdle dans certains processus
développementaux mais peut également étre important pour 1’homéostasie de certains tissus.
Ainsi, dans un tissu a forte capacité régénérative tel que 1’épiderme de souris, la différenciation
lente et progressive des cellules épithéliales est accompagnée d’un maintien des capacités
prolifératives permettant la production de cellules filles au destin cellulaire déterminé a partir

d’une cellule mére déja engagée dans le processus de différenciation (Cockburn et al. 2022).
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3. Promotion de la différenciation cellulaire par les cyclines

Bien qu’elles soient I’un des constituants majeurs des complexes cycline/CDK, et donc
des acteurs majeurs de la prolifération cellulaire, il semble que les cyclines puissent également
jouer un réle pro-différenciation dans certains contextes développementaux particuliers. En
effet, au cours de la neurogenése prenant place durant la formation de la moelle épiniére chez
le poulet, la cycline D1 promeut la différenciation neuronale des précurseurs des motoneurones
par un mécanisme dépendant du facteur de transcription HES6 et indépendant de son action sur

le cycle cellulaire (Lukaszewicza and Anderson 2011).

De méme, chez la drosophile le neuroblaste de type 11, NB6-4 thoracique, se divise
asymétriquement pour donner un neuroblaste et une cellule précurseur gliale (Berger et al.
2010). L’engagement dans le destin glial ou neuronal dépend de la séquestration corticale du
facteur de transcription a homéodomaine Prospero. Ce dernier est séquestré asymétriquement
au niveau cortical par la protéine Miranda et hériter par la cellule précurseur gliale. Or, il a été
montré que la ségrégation corticale de Prospero dans le neuroblaste NB6-4 est dépendante de
la cycline E. En effet, dans ce contexte, la cycline E est nécessaire a I’expression de la protéine

Miranda et ce de facon indépendante de son action sur le cycle cellulaire.

4, Role de la longueur des phases du cycle cellulaire dans le
processus de différenciation
Il existe également d’autres types d’interactions entre la régulation du cycle cellulaire
et la différenciation, ne relevant pas directement du couplage antagoniste. On peut notamment
citer ’influence de la longueur de certaines phases du cycle cellulaire sur I’engagement des
cellules souches dans un destin cellulaire particulier. Ce type de régulation joue notamment un
role majeur au sein du systeme hématopoiétique, dans I'engagement des progéniteurs vers
certains lignages spécifiques. Par exemple, chez les progeéniteurs érythroides, la transition de

l'auto-renouvellement a la différenciation terminale érythroide est dépendante du
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raccourcissement de la phase S (Pop et al. 2010). Dans ce contexte la phase S est raccourcie
grace a la diminution de l'inhibition des CDK médiée par p57KI*2 et a I'augmentation de la

vitesse de la fourche de réplication (Hwang et al. 2017).

On peut également citer ’importance de la longueur de la phase G1 dans la transition
entre 1’autorenouvelement des cellules souches neurale adultes (NSC) et leur différenciation.
La littérature actuelle montre que I’engagement des cellules souches neurale adultes dans le
processus de différenciation neuronale est la conséquence d’un allongement de la phase G1 du
cycle cellulaire (Arai et al. 2011). 11 a été proposé qu’en condition de prolifération rapide des
NSC, la phase G1 est associée a une forte activité de couples CCN/CDK, permettant la
phosphorylation du facteur de transcription pro-neuronal, NGN2. Lorsque NGN2 est
phosphorylé sa capacité a se lier au promoteur des génes pro-neuronaux est inhibée induisant
par conséquent I’inhibition de la différenciation neuronale. L’allongement de la phase G1 étant
associ¢ a une réduction de I’activité des couples CCN/CDK, NGN2 n’est plus phosphoryl¢ dans

ces conditions et peut donc initier la différenciation neuronale (Ali et al. 2011).

Ainsi nous avons vu que la question des relations entre prolifération et différenciation
cellulaire recouvrait une réalité plus complexe qu’un simple couplage antagonique. De ce fait
ces interactions doivent étre questionnées dans le cadre spécifique d’un contexte

développemental précis.
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V. L’organogenese intestinale chez C. elegans

Dans les premiéres parties de cette introduction, j’ai présenté les fondamentaux sous-
tendant la régulation du cycle cellulaire, de la différenciation ainsi que les interactions connues
entre ces deux programmes cellulaires majeurs. Dans cette derniére partie, je présenterai le
modele d’étude C. elegans et plus spécifiquement les différentes étapes de 1’organogenése

intestinale chez cet organisme.
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Figure 8 Lignage cellulaire chez Caenorhabditis elegans : La lignée intestinale est en rouge. Modifiée a partir de

(Bao et al. 2008).
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A. C.elegans en tant que modele

Le nématode libre Caenorhabditis elegans est un invertébré de la famille des
Rhabditidae, mesurant environ 1 mm de longueur, il vit dans le sol ou il se nourrit
principalement de bactéries. C. elegans posséde 5 paires d’autosomes et un seul type de
gonosome, le chromosome X, dont le nombre spécifie le sexe de I’individu : une paire de
chromosome X pour les hermaphrodites et un unique chromosome X pour les males. Les
hermaphrodites constituent 99,9% de la population et les méales, obtenus grace a de rares
événements de non-disjonction méiotique du chromosome X, 0,1% de la population, C. elegans
a été établi en tant qu’organisme modele en biologie par Sydney Brenner dans les années 1960-
70 (Brenner 1973) du fait des nombreux avantages que présente cette espéce, tels que sa petite
taille, sa transparence et son cycle de vie rapide de 3,5 jours a 20°C. La température de culture
est en effet un paramétre important puisque C. elegans est un organisme poikilothermique,
c’est-a-dire que son métabolisme, sa vitesse de développement et la longueur de son cycle de
vie, sont influencés par la température de son milieu (Mendenhall et al. 2017). Depuis les années
70, C. elegans s’est imposé comme un organisme de référence ; il est le premier organisme
multicellulaire dont le génome a été complétement séquencé (The C. elegans Sequencing
Consortium 1998) et il est un modele de référence en ce qui concerne 1’étude du développement
embryonnaire. Dans ce domaine, C. elegans présente un développement embryonnaire
caractéristique du mode de spécification autonome, ou chaque lignée cellulaire invariante et
stéréotypée a pu étre précisément décrite (Fig. 8 ; (Sulston et al. 1983)). La lignée cellulaire
intestinale est I’une des lignées phare des études du développement chez C. elegans, notamment
en ce qui concerne la mise en place de la polarité épithéliale (Fig. 8). Elle semble également
représenter un bon modeéle pour 1’étude des interactions entre le cycle cellulaire et la
différenciation cellulaire du fait de I’apparente coordination de ces deux processus au cours de

I’organogenese intestinale ainsi que des données présentes dans la littérature.
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B.  Morphogenese intestinale chez C. elegans

1. Apercu général de I’intestin chez C. elegans

Chez C. elegans, I’intestin est un tube constitué de 20 cellules organisées en 9 anneaux
successifs de 2 ou 4 cellules s’enchainant le long d’un axe antéro-postérieur (Fig. 9A, C, D).
Le premier anneau est le plus antérieur et est le seul a étre composé de 4 cellules (Fig. 9A ;
(Asan, Raiders, and Priess 2016)); il est connecté sur sa face antérieure au pharynx par
I’intermédiaire de la valve pharyngale (Fig. 9A). Les 8 anneaux suivants sont, quant a eux,
composés de deux cellules (Fig. 9A). Chez I’hermaphrodite, la gonade est directement
connectée a I’anneau 5 (Fig. 9A ; (Asan, Raiders, and Priess 2016)). Le dernier anneau est le
plus postérieur et est connecté sur sa face postérieure au rectum par I’intermédiaire de la valve

rectale (Fig. 9A ; (Asan, Raiders, and Priess 2016)).
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Figure 9 Structure post-embryonnaire de l'intestinede C. elegans : A, Schéma des neuf anneaux intestinaux,

désignés par le terme "int" et numérotés le long de I'axe antéro-postérieur. Le premier anneau, intl, se compose
de quatre entérocytes, tandis que les autres anneaux ne contiennent que deux entérocytes chacun. Dans le coin
supérieur gauche, des fleches sont utilisées pour indiquer les différents axes du corps du nématode. B, Modeéle de
chevauchement des anneaux intestinaux. C, Images de larves nouvellement écloses exprimant des marqueurs
transgéniques pour les cellules intestinales (en vert) et pour toutes les membranes (en rouge). L’encart montre un
zoom sur la lumiere intestinale a I’échelle d’un seul anneau. D, Images de larves nouvellement écloses exprimant
des marqueurs transgéniques pour les cellules intestinales (en vert), montrant chacune des cellules de I'intestin.
Les barres d'échelles représentent 5 um. Issue de (Asan, Raiders, and Priess 2016) respectivement FiglA, 1H,

1G 1D.
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L’intestin est un épithélium polarisé, ses 20 entérocytes possédent un pble basal orienté
vers I’extérieur de I’intestin et constituant la face externe du tube intestinal et un pdle apical,
orienté vers I’intérieur de 1’intestin et constituant la face interne du tube intestinal (Fig. 9B-D
& 10B). Au sein d’un anneau, les cellules adhérent I’une a 1’autre par des jonctions adhérentes
situées sur la périphérie de leur membrane apicale, qui se font face autour d’une lumiére centrale
appelé « lumiére intestinale » ou « lumen » avec un décalage dans le sens antéro postérieur
(Fig. 9B-D & 10B ; (Asan, Raiders, and Priess 2016)). Ce décalage permet a chaque anneau
de se chevaucher, les cellules d’un anneau adhérant également aux cellules des anneaux suivant
et précedent, assurant la continuité du lumen. La membrane apicale des entérocytes présente
une bordure en brosse constituée de microvillosités (Fig. 10B ;(Leung, Hermann, and Priess
1999) ), des prolongements membranaires augmentant la surface d’échange entre 1’entérocyte
et le lumen. En plus de la bordure en brosse, les entérocytes sont caractérisés par la présence en
position basale d’organelles particuliers apparentés aux lysosomes et appelés « gut granules »
(Eaton and Martin-Belmonte 2014) ainsi que par I’expression d’autres marqueurS de
différenciation, notamment d’enzymes digestives telles que GES-1 et de transporteurs
permettant I’absorption des nutriments tels que les transporteurs de peptides PEPT-1 et PEPT-

2 (Fukushige 1998; Fukushige et al. 1999; Sommermann et al. 2010; Dineen et al. 2018).

2. La polarité des entérocytes

Comme je I’ai mentionné précédemment, 1’intestin est un tissu épithélial, constitué de
cellules polarisées, les entérocytes. La polarisation est une organisation structurelle asymétrique
de la cellule, formant deux p6les présentant des constituants et des fonctions différentes. Chez
les entérocytes se met en place une polarisation selon lI'axe apico-basal, avec un p6le apical
faisant face a la lumiére intestinale et caractérisé par le complexe PAR-3, PAR-6, PKC-3/aPKC
(Fig. 10A-B). Les protéines PAR-3 et PAR-6, « PARtitioning-defective », sont des protéines
d’échafaudage et PKC-3 une Sérine/Thréonine kinase associée a la membrane apicale via son

interaction directe avec PAR-6 (M. I. Wilson et al. 2003; Hirano et al. 2005). Le pdle apical est
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délimité par les jonctions apicales et permet la formation de la structure caractéristique des
entérocytes, la bordure en brosse (Fig. 10A-B), ainsi que la localisation des transporteurs
permettant la fonction d’absorption des entérocytes. Le pole basolatéral est quant a Iui défini
par I’expression de LET-413 (Fig. 10A-B)(Bossinger et al. 2004). Certains organites tels que

les « gut granules » se localisent en position basale (Eaton and Martin-Belmonte 2014).
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Figure 10 Polarité apico-basale des entérocytes et microvillosités : A & B, Représentation d'un entérocyte

polarisé et d'un anneau constitué de deux entérocytes présentant une bordure en brosse apicale. La polarité se
caractérise par une organisation asymétrique formant des péles apicaux et basolatéraux distincts. Le pdle apical
est orienté vers la lumieére intestinale et défini par des protéines telles que PAR-3, PAR-6 et PKC-3 (jaune). Dans
les entérocytes différenciés, il présente une bordure en brosse constituée de microvillosités. Le péle apical est
délimité par les jonctions adhérentes (cyan) qui permettent aux deux entérocytes d'un méme anneau d'adhérer
I'un a l'autre. Le péle basolatéral est quant a lui défini par I'expression de LET-413. C, Représentation d'une
microvillosité intestinale chez C. elegans, constituée de faisceaux de filaments d'actine-5 (ACT-5). On trouve aussi
diverses protéines associées a l'actine, telles que EPS-8 et PLST-1, localisées respectivement a la pointe ou a la
base des microvillosités. EPS-8 coiffe les microfilaments d'actine et participe au contréle de la longueur des
microvillosités, tandis que PLST-1 assure la cohésion du faisceau et fixe les racines des filaments d'actine au réseau
terminal. ERM-1, MLC-5 et HUM-5 assurent la liaison entre les filaments d'actine et la membrane plasmique
apicale. Sous les microvillosités intestinales se trouve un réseau terminal composé de filaments d'actine et de

filaments intermédiaires, notamment IFB-2.
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3. Structure des microvillosités intestinales

Les microvillosités sont des ultrastructures spécialisées, mesurant 1 um de long chez C.
elegans et constituant la structure fonctionnelle des entérocytes, la bordure en brosse (Leung,
Hermann, and Priess 1999; Totong, Achilleos, and Nance 2007). La bordure en brosse permet
d’augmenter la surface de contact entre les entérocytes et le bol alimentaire circulant dans le

tube digestif, maximisant ainsi 1’absorption des nutriments.

Le squelette des microvillosités est formé de microfilaments de F-actine-5 (ACT-5) une
forme de I’actine spécifique des cellules intestinales (Fig. 10C). Ces filaments sont organisés
en faisceaux de microfilaments paralleles se déployant perpendiculairement a la membrane
apicale. Les faisceaux d’actine au sein des microvillosités sont stabilisés par la protéine ERM-
1, "unique représentant de la famille Ezrine/Radixine/Moesine chez C. elegans, qui assure la
liaison entre la membrane plasmique et le cytosquelette d’actine (Fig. 10C ; (Gobel et al. 2004;
van Furden et al. 2004)). Au sommet des microvillosités, I’extrémité barbée des microfilaments
d’actine est coiffée par la protéine EPS-8, qui participe au contrdle de la longueur des
microvillosités (Fig. 10C). EPS-8 permet également le regroupement des microfilaments
d’actine, assurant ainsi leur stabilité (Croce et al. 2004; Hertzog et al. 2010). La Plastine-1
(PLST-1) permet également le regroupement des microfilaments d’actine a la base des
microvillosités, assurant en partie 1’ancrage des racines d’actine aux filaments intermédiaires
du réseau terminal (Fig. 10C ; (Grimm-Gunter et al. 2009). Le réseau terminal est une structure
présente au niveau subapical et se déployant de facon transversale par rapport aux
microvillosités (Fig. 10C). Il est constitué de faisceaux d’actine et et de filaments
intermédiaires, IFB-2, IFC-1, IFC-2, IFD-1, IFD-2 et IFP-1 (Carberry et al. 2009; Coch and

Leube 2016).
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4. Description des divisions intestinales

Toutes les cellules intestinales sont issues d’un unique précurseur, le blastomere E qui
provient de la division asymétrique de la cellule EMS (Sulston et al. 1983; Leung, Hermann,
and Priess 1999) dont nous traiterons en détail dans un paragraphe suivant. Le blastomere E
apparait en position ventrale avant le début de la gastrulation (Fig. 11A; (J.-Y. Lee et al.
2006)), il se divise selon I’axe antéro-postérieur (a/p) pour donner deux cellules filles Ea et Ep
(stade appelé E2) (Fig. 11B). Les cellules Ea et Ep, toujours situées en position ventrale
ingressent vers I’intérieur de 1’embryon, initiant la gastrulation (Fig. 11C; (J.-Y. Lee et al.
2006). Une fois au centre de 1’embryon les cellules Ea et Ep se divisent selon un axe
droite/gauche (r/l) formant un intestin constitué de 4 cellules Ear, Eal, Epr et Epl, correspondant
au stade E4 (Fig. 11D ; (Asan, Raiders, and Priess 2016)). Au stade E4, les cellules se divisent
selon 1’axe antéro-postérieur pour former un intestin de 8 cellules, constitué de 4 paires
orientées droite/gauche se succédant le long de I’axe antéro-postérieur (Fig. 11E; (Asan,
Raiders, and Priess 2016)). L’intestin se réorganise alors, la paire de cellules constituant la
deuxiéme rangée antérieure migre en position ventrale et la rangée en premiére position prend
sa place se positionnant au-dessus la rangée 2, qui vient de plonger, et au contact de la troisieme
rangée antérieure (Fig. 11F ; (Asan, Raiders, and Priess 2016)). A ce stade, I’intestin est
constitué d’une couche de cellules supérieures composée de 3 paires de cellules orientées
droite/gauche, que I’on peut nommer rang 1, 3 et 4 selon leur position antéro-postérieure, ainsi
que d’une paire, orientée droite/gauche, en position ventrale sous le rang 1 que 1’on peut
nommer rang 2 (Fig. 11G ; (Asan, Raiders, and Priess 2016)). Chacune de ses paires subit une
division selon I’axe antéro-postérieur pour former un intestin primordial ou « primordium »
constitué de 16 cellules (Fig. 11H). De ces divisions émergent les 8 premiers anneaux
intestinaux, tels que : les cellules de rang 1 donne naissance aux anneaux 1 et 3 ; le rang 2 situé
en position ventrale donne naissance aux anneaux 2 et 5 ; le rang 3 donne les anneaux 4 et 6

tandis que le rang 4 donne les anneaux 7 et 8 (Fig. 111 ; (Asan, Raiders, and Priess 2016)).
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Une fois le primordium constitué, les anneaux 2 et 5 formés en position ventrale, s’intercalent
respectivement entre les anneaux 1 et 3 et entre les anneaux 4 et 6 (Fig. 11J & K). A 20°C,
environ 1h45 apres la division formant le primordium, les anneaux 1 et 8 se divisent une ultime
fois (Fig. 11M; (Asan, Raiders, and Priess 2016)). L’anneau 1 se divise selon un axe
dorso/ventral, formant un anneau de 4 cellules, tandis que 1’anneau 8 se divise selon un axe
antéro-postérieur, donnant naissance aux anneaux 8 et 9 (Fig. 11N ; (Asan, Raiders, and Priess
2016)). L’intestin est alors constitué de 20 cellules organisées en 9 anneaux et cesse de se
diviser. Dans de rares cas, I’embryogenése intestinale de C. elegans peut produire 21 (Leung,
Hermann, and Priess 1999) ou 22 cellules (Sulston and Horvitz 1977), mais le processus de
formation de ces cellules surnuméraires n’est pas décrit dans la littérature. Selon (Leung,

Hermann, and Priess 1999) ces cellules pourraient venir de I'anneau 5.
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Figure 11 Représentation schématique des divisions intestinales chez C. elegans : Les embryons

sont orientés selon les axes indiqués en haut a gauche de la figure. A, le blastomére E nait de la
division de la cellule EMS en position ventrale avant la gastrulation. B, Le blastomere E se divise
selon l'axe antéro-postérieur pour former Ea et Ep. C, les cellules Ea et Ep, situées en position
ventrale, ingressent vers l'intérieur de I'embryon, initiant la gastrulation. D, Les cellules Ea et Ep se
divisent selon un axe droite/gauche, formant un intestin composé de 4 cellules (Ear, Eal, Epr, Epl).
E, Les cellules se divisent a nouveau selon l'axe antéro-postérieur pour former un intestin de 8
cellules, organisées en 4 rangs (r) ou paires droite/gauche le long de I'axe antéro-postérieur. F, les
cellules du rang 2 (r2) plongent en position ventrale. G, Les cellules intestinales se réorganisent,
formant une couche supérieure composée de 3 paires de cellules orientées droite/gauche et une
paire en position ventrale. H, chaque paire de cellules subit une division selon I'axe antéro-
postérieur pour former un intestin primordial de 16 cellules organisées en 8 anneaux (int). I, les
cellules sur la couche ventrale correspondant au futur anneau 5 (int5) entrent en contact avec la
gonade (gris foncé). J, Les cellules paires ventrales s'intercalent respectivement pour former
I'anneau 2 (int2) et I'anneau 5 (int5). K, les anneaux 2 (int2) et 5 (int5) ont terminé leur intégration.
L, I'embryon commence a s'allonger stade « lima bean » (voir stades d'élongation figure 12). M, les
anneaux antérieur (anneau 1 ; int1) et postérieur (anneau 8 ; int8) se divisent respectivement, selon
I'axe droite/gauche et selon l'axe antéro-postérieur. L'une des paires issues de la division de
l'anneau postérieur (anneau 8 ; int8) forme I'anneau 9 (int9). N, I'intestin est alors constitué de 20

cellules organisées en 9 anneaux et cesse de se diviser.

Lima Bean

L A

Figure 12 Stades d’élongation de I'embryon : A, Formation du stade « lima bean » : L'embryon prend une forme

incurvée en position ventrale, ressemblant a un haricot. Cela se produit a la fin du stade E16. B, Formation du
stade « comma » : L'embryon prend une forme de virgule, avec sa queue formant un angle de 90 degrés. C, Stade
« 1.5-fold » : L'embryon présente un repli pleinement formé par sa queue, qui se positionne a la moitié de sa
longueur. D, Stade « 2-fold » : L'embryon a complété son premier repli complet, avec la queue positionnée au
niveau de la téte. E, Stade « 3-fold » : L'embryon forme trois plis sur lui-méme. Au stade « 4-fold », I'embryon

forme quatre plis sur lui-méme (non représenté ici).
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5. Développement de ’intestin et élongation embryonnaire

Peu avant la fin du stade E16, en paralléle de I’organogenése intestinale, le processus
d’élongation commence ; I’embryon s’incurve en position ventrale et prend une forme
caractéristique de haricot, on parle de stade « lima bean » (Fig. 11L & 12A). L’élongation se
poursuit et ’embryon prend une forme de virgule, sa queue formant un angle de 90°et
commencant a former un repli de la face ventrale de I’embryon, on parle de stade « comma »
(Fig. 12B). Le prochain stade notable d’élongation est appelé stade « 1.5-fold », il correspond
aun embryon présentant un repli pleinement formé par la queue de 1’embryon, qui Se positionne
alors a la moitié de la taille totale de I’embryon (Fig. 12C). Au stade « 2-fold », I’embryon a
terminé son premier repli complet, la queue de I’embryon se situe au niveau de sa téte (Fig.
12D). Les deux derniers stades notables sont les plus tardifs, ils correspondent au stade ou
I’embryon se replie 2 fois puis 3 fois sur lui-méme, formant respectivement 3 plis puis 4 plis,

on parle donc de stade « 3-fold » (Fig. 12E) et « 4-fold ».

La transition E16-E20 ayant lieu lors du développement intestinal coincide avec le stade
d’¢longation « lima bean » (Fig. 11L & 15) tandis que la lumiére intestinale commence a se
former au stade lima bean. La formation de la bordure en brosse débute quant a elle au stade
« 2-fold » et la croissance de microvillosités se poursuit ensuite tout au long des stades « 3- et

4-fold » (Bidaud-Meynard et al. 2021).

C. La différenciation intestinale

1. Emergence des lignées endodermique et mésodermique
Le blastomere E a I’origine de I’endoderme est issu de la division asymétrique, au stade
embryonnaire 4 cellules, de la cellule EMS, qui donne également naissance a la cellule MS a
I’origine du mésoderme. L’asymétrie de cette division est induite par le contact direct entre la

cellule P2 et la partie postérieure de la cellule EMS, qui se trouve en position ventrale (Fig.
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13A). Par I’intermédiaire des voies MOM/Wnt (Thorpe et al. 1997; Rocheleau et al. 1997),
MAPK (Shin et al. 1999) et Src « SaRComa » (Bei et al. 2002), la cellule P2 induit notamment
la ségregation asymétrique du facteur de transcription POP-1/TCF « POsterior Pharynx defect-
1/ T-Cell Factor », et de I’orthologue de la B-caténine, « Worm aRMadillo-1 » WRM-1 (Fig.
13B). Ainsi, sous I’influence des signaux provenant de la cellule P2, 1e noyau de la cellule MS
se retrouve enrichi en facteur de transcription POP-1 (Thorpe et al. 1997; Rocheleau et al. 1997)
avec une faible concentration en WRM-1(Nakamura et al. 2005) tandis que le blastomere E est
enrichi en WRM-1 (Nakamura et al. 2005) et présente une concentration nucléaire faible de
POP-1 (Fig. 13C; (Thorpe et al. 1997; Rocheleau et al. 1997). Or, les facteurs de transcription
de la famille des TCF, dont fait partie POP-1, sont connus pour la dualité de leur action sur
leurs genes cibles, activant leur transcription en présence de B-caténine disponible et les
réprimant en 1’absence de B-caténine (Cadigan and Waterman 2012). Ainsi, la forte
concentration en POP-1 associée a la faible concentration en WRM-1 induit la répression des
génes endodermiques dans la cellule MS (Calvo et al. 2001); inversement, la faible
concentration de POP-1 et la forte concentration de WRM-1 dans le blastomére E induisent la
transcription des geénes endodermiques, POP-1 se fixant notamment aux promoteurs des
facteurs de spécification endodermique end-1 et end-3 « ENDoderm determining » (Fig. 13C;
Shetty et al. 2005)). Il est intéressant de noter que 1’accumulation de WRM-1 dans le blastomeére
E semble également liée au déclenchement de la mitose et a I’action de CDK1, probablement
associé a la cycline B1 ou B3 (CYB-1 et CYB-3). En effet, la libération du pool cortical de
WRM-1 est perturbée chez un mutant hypomorphe pour cdk-1 et les couples CDK1/CYB-1 et
CDK-1/CYB-3 sont capables de phosphoryler WRM-1 in-vitro. Ainsi, il est possible que
CDK1/CYB phosphoryle le pool de WRM-1 cortical juste avant la mitose, agissant
éventuellement comme régulateur spatio-temporel de la localisation de WRM-1 (Kim et al.

2013; Ishidate et al. 2013). La transcription des génes endodermiques est également tributaire
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du facteur de transcription SKN-1 « SKiNhead-1 », qui est exprimé dans la cellule EMS et

induit directement 1’expression des facteurs de spécification du mésendoderme MED-1 et

MED-2 « MEsenDoderm » dans les cellules E et MS (Fig. 13C ; Maduro et al. 2001). Les

facteurs MED-1 et MED-2 specifient le destin mésodermique de la cellule MS (Maduro et al.

2001; 2007) ainsi que le destin endodermique du blastomére E en se liant aux promoteurs des

facteurs de spécification endodermique end-1 et end-3 (Maduro, Lin, and Rothman 2002;

Broitman-Maduro, Maduro, and Rothman 2005).
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Figure 13 Représentation schématique de

I'émergence des lignées endodermique et

mésodermique : A, L'embryon de C. elegans au
stade 4 cellules embryonnaires. La cellule EMS
se situe en position ventrale, tandis que la
cellule postérieure P2 est en contact avec la
partie postérieure d'EMS. B, La cellule P2
induit la  division asymétrique d'EMS
notamment a travers la voie MOM/Whnt. Ce
signal provoque une ségrégation asymétrique
des facteurs de transcription POP-1 et WRM-1
dans les noyaux des descendants de EMS au
moment de la division. C-D, Dans le
blastomére E, la faible concentration en POP-1
et la forte concentration en WRM-1 favorisent
l'activation des genes endodermiques tandis
que dans MS la faible concentration en WRM-
1 et la forte concentration en POP-1,
favorisent l'activation des genes
mésodermiques. Les facteurs MED-1/2
participent également a I'activation des génes
mésodermiques chez MS et endodermiques

chez le blastomere E.



L’expression de SKN-1 et MED-1 dans les cellules EMS et E requiert 1’activité des
kinases PAR-4 et PAR-1 qui sont ainsi nécessaires a la différenciation intestinale. Ces deux
kinases empéchent par ailleurs I’expression de MED-1 dans le blastomére C, évitant ainsi la

production anormale de cellules intestinales par ce blastomere (Demouchy et al. 2024).

2. La spécification endodermique

Les facteurs de spécification endodermique END-1 (Zhu et al. 1997; 1998) et END-3
(Maduro et al. 2005) sont des facteurs de transcription de la famille des facteurs a domaine de
fixation a doigt de zinc GATA considérés comme les orthologues du géne GATA-4 chez
I’Homme. lls spécifient le destin endodermique du blastomére E. Ainsi, dans un embryon
double mutant pour end-1 et end-3, le blastomere E ne produit pas d’endoderme mais adopte
un destin typique du blastomére C (formation de muscle et d’épiderme) (Owraghi et al. 2010).
La double mutation pour end-1 et end-3 induit également une augmentation du nombre de
descendants du blastomere E non spécifié (Robertson, Medina, and Lin 2014; Choi, Broitman-
Maduro, and Maduro 2017),. END-1 et END-3 sont exprimés du stade E au stade E4 (Fig. 15),
I’expression d’END-3 précédant celle d’END-1 et participant son activation (Maduro et al.
2007). Les cibles de END-1 et END-3 sont redondantes mais ne se recouvrent pas totalement ;
ainsi, 100% des embryons mutants uniqguement pour end-1 développent un intestin, contre
seulement 95% des mutants end-3 (Maduro et al. 2005; Owraghi et al. 2010). Parmi leurs cibles

se trouvent notamment les promoteurs des genes de spécification intestinale elt-2 et elt-7.

3. La différenciation intestinale
Les facteurs de différenciation ELT-2 et ELT-7 « Erythroid/Erythrocyte-Like
Transcription factor » s’expriment a partir du stade E2, sous I’influence des facteurs de
spécification endodermique END-1 et END-3 (Wiesenfahrt et al. 2015). Tout comme eux, ils
appartiennent a la famille des facteurs GATA a domaine de fixation a doigt de zinc et sont

considérés comme étant des orthologues de GATA-4 chez I’'Homme. Ils déterminent le destin
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intestinal des cellules de la lignée du blastomeére E a partir du stade E2 (Fig. 15) en permettant
la transcription des génes spécifiques de I’intestin, notamment des principaux marqueurs de la
différenciation intestinale tels que 1’enzyme intestinale GES-1 ou le transporteur de peptide
PEPT-1 (Fukushige 1998; Fukushige et al. 1999; Sommermann et al. 2010; Dineen et al. 2018).
L’ expression ectopique d’ELT-2 (Fukushige 1998; McGhee et al. 2007; 2009) ou d’ELT-7
(Sommermann et al. 2010) suffit a induire le destin intestinal et ’expression des génes
spécifique de I’intestin. De plus, leur expression se maintient tout au long de la vie du nématode.
ELT-2 régule la transcription de plus de 80% des génes spécifiques de 1’intestin (McGhee et al.
2009). En conséquence de quoi, les embryons elt-2 (null) présentent des défauts majeurs de
différenciation intestinale, comme des problémes d'ouverture de la lumiére intestinale, bien que
des signes de différenciation persistent (Fig. S4B de Iarticle ci-aprés ; (Fukushige 1998)). A
I’inverse, les mutants elt-7 (null) sont viables et ne montrent pas d'anomalies intestinales
apparentes. Cette absence de défauts intestinaux chez les mutants elt-7 ainsi que la persistance
de certains aspects de différenciation chez les mutant elt-2 peuvent étre expliquées par la

redondance fonctionnelle entre les cibles d'ELT-2 et ELT-7 (McGhee et al. 2009).

4, La polarisation des entérocytes

Le processus de polarisation des entérocytes s’effectue selon un axe apico-basal et
débute au stade E8 par la formation de points d’enrichissement corticaux de PAR-3, PAR-6 et
PKC-3 qui colocalisent avec des protéines des jonctions telles que 1’orthologue de I’E-
cadhérine, HMR-1, au niveau des contacts homotypiques entre les cellules E (Fig. 14A;
(Naturale, Pickett, and Feldman 2023). Au début du stade E16, au cours de la longue interphase
correspondant a I’introduction de la phase G1 (voir plus bas), les points migrent au niveau des
zones de contact entre 4 cellules intestinales et forment des foci au niveau de la ligne médiane
séparant les coté droit et gauche de I’intestin (Fig. 14B). Au cours de la phase E16, les foci

s’étendent de fagon subcorticale, le long de la ligne médiane correspondant au futur domaine
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apical (Fig. 10A & 14C; (Achilleos, Wehman, and Nance 2010; Naturale, Pickett, and Feldman
2023). Les protéines PAR ainsi positionnées au p6le apical permettent de recruter d’autres
protéines a lamembrane apicale gréace a leurs domaines PDZ ou PB1 qui permettent notamment
a PAR-6 de recruter PKC-3 au pole apical (Li et al. 2010). L’accumulation de LET-413 sous
les jonctions permet de définir le p6le basolatéral et la localisation du réseau terminal (Fig.
10A; Bossinger et al. 2004). De plus, les cellules subissent une polarisation dite cytoplasmique,
au cours de laquelle les centrosomes se positionnent face a la ligne médiane et les microtubules
s’organisent selon le futur axe apico-basal. Cette réorganisation des microtubules permet aux
noyaux de migrer en direction du p6le apical de s’aligner le long de la ligne médiane ainsi que
la migration en position basale de certains organelles tels que les « gut granules » (Leung,

Hermann, and Priess 1999).

A B C

E8 E16 précocé E16 tardif

Figure 14 Représentation du processus de polarisation des entérocytes a I’échelle du tissu : A, au stade ES8, des

points d'enrichissement corticaux (points verts) se forment au niveau des zones de contacts homotypiques entre
les cellules E. Ces points d'enrichissement corticaux contiennent les facteurs de polarité tels que PAR-3, PAR-6 et
PKC-3. B, Au début du stade E16, les points se déplacent vers les zones de contact entre plusieurs cellules
intestinales, formant des foci le long de la ligne médiane. C, Durant la phase E16, les foci s'étendent de maniére
subcorticale, définissant ainsi le futur domaine apical. Inspirée du « graphical abstract » de (Naturale, Pickett,

and Feldman 2023).
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5. Formation de la bordure en brosse

La formation de la bordure en brosse commence a la toute fin du stade E16 et au début du
stade E20 durant le stade d’¢longation «lima bean » avec I’accumulation le long de la
membrane apicale des constituants des microvillosités, tels que ACT-5, PLST-1, ERM-1 (Fig.
10C & 15; (Bidaud-Meynard et al. 2021)). En paralléle, le réseau terminal commence a se
former via ’accumulation d’IFB-2 en position subapicale (Carberry et al. 2009; Coch and
Leube 2016). Au stade d’élongation suivant, le stade «comma », la lumiere intestinale
commence a s’ouvrir. Puis au stade « 1.5-fold », les microvillosités commencent a s’assembler,
des extensions de membrane sont visibles (Fig. 15). En paralléle, de nouveaux constituants des
microvillosités tels que EPS-8 s’accumulent au pdle apical (Bidaud-Meynard et al. 2021). EPS-
8 voit sa localisation se modifier au cours de 1’assemblage des microvillosités, passant d’une
position subapicale au stade 1.5-fold a une localisation au sommet des microvillosités au stade
2-fold (données non publiées). La maturation et la croissance des microvillosités se poursuivent

jusqu’a I’age adulte (Bidaud-Meynard et al. 2021).

D.  Lecycle cellulaire au cours de I’organogenése intestinale chez C.
elegans

La formation de I’intestin chez C. elegans présente une autre spécificité ; en effet, son
cycle cellulaire subit diverses modifications. Au cours de I’embryogenése précoce, les
blastomeres se divisent d’abord grace a une succession de phases M et S (Fig. 15). Les phases
G1 et G2 sont ensuite introduites de facon lignage spécifique en commengcant par la lignée
intestinale. Ainsi, la phase G2 apparait pour la premiere fois au stade E2 dans les cellules Ea et
Ep, suite a la premiére division du blastomere E (Fig. 15; (Edgar and McGhee 1988)). Les
phases GO/G1, quant a elles, sont introduites au sein de la lignée intestinale a partir du stade
E16 (Fig. 15; (Boxem and van den Heuvel 2001; Adikes et al. 2020), I’apparition de G0/G1

semble étre la cause de la longue interphase présente au stade E16.
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Figure 15 Représentation schématique de I'organogenése intestinale chez C. elegans et des différents

événements liés au cycle cellulaire, a la différenciation et a I’élongation, survenant au cours de cette

organogenése : Au cours de I'organogenése intestinale chez C. elegans, le blastomére E subit une premiére série
de divisions (voir détails Fig. 11), entrainant la formation d’un intestin primordial constitué de 16 cellules. Durant
ces divisions, le cycle cellulaire de la lignée E marit, passant d’un cycle embryonnaire constitué d’une succession
de phases M et S a un cycle constitué de 3 phases, par I'ajout de la phase G2 au stade E2. Au cours de ces divisions,
les cellules de la lignée E effectuent leur spécification endodermique par l'intermédiaire de I'expression des
facteurs de spécification endodermiques, END-1 et END-3 entre les stades E et E4. Cette spécification est
probablement ¢ I'origine de I'introduction de la phase G2 citée précédemment. A partir du stade E2, les facteurs
de différenciation intestinale commencent a étre exprimés, il s’agit de ELT-2 et ELT-7. La phase G1 du cycle
cellulaire est introduite au stade E16 dans le primordium intestinal. Cela entraine la formation d’un cycle cellulaire
entier, qui rallonge la durée de I'interphase en E16. Durant cette longue interphase, la polarisation des cellules se
met en place (voir détails Fig. 10A et Fig. 14B & C). A la fin du stade E16, les cellules intestinales sont polarisées,
I’'embryon commence a s’allonger indépendamment de [I‘organogenése intestinale et prend la forme
caractéristique de « lima bean » (voir détails Fig. 12A). L’anneau antérieur (anneau 1) et I'anneau postérieur
(anneau 8) se divisent une ultime fois pour produire respectivement : un anneau de 4 cellules en antérieur, et
I’anneau 9 en postérieur (voir détail Fig. 11M & N). Une fois les premier et dernier anneaux divisés, la formation
des microvillosités de la bordure en brosse commence. Ce processus se poursuit jusqu’aux stades post-

embryonnaires. En paralléle, I'embryon continue de s’allonger (voir détails Fig. 12B, C, D & E).
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1. Régulation de la phase G2

La kinase WEE-1.1 est exprimée spécifiguement dans la lignée intestinale au stade E2
ou elle participe a ralentir le cycle cellulaire en phosphorylant CDK-1 (Robertson, Medina, and
Lin 2014). De méme, la phosphatase CDC-25.1 s’oppose a WEE-1.1 et favorise la transition
G2/M en participant a ’activation de CDK-1, en la déphosphorylant, devenant ainsi un
régulateur important du cycle dans la lignée intestinale suite a I’introduction de la phase G2
(Bao et al. 2008). Les embryons possedant la mutation gain de fonction cdc-25.1 présentent
ainsi une accélération des divisions intestinales induisant une division supplémentaire des
entérocytes avant le stade E16 aboutissant a la formation d’un primordium contenant 32 cellules
(Kosti¢ and Roy 2002; Clucas 2002; Demouchy et al. 2024). La phosphatase CDC-25.2 est
également un régulateur important du cycle dans la lignée intestinale ; ainsi, les mutants perte
de fonction pour cdc-25.2 présentent des divisions plus lentes entre E2 et E4 et perdent les
dernieres divisions intestinales des anneaux 1 et 8 entre E16 et 20 (Nair et al. 2013; Y.-U. Lee

et al. 2016).

2. Régulation de la phase G1

La perte de fonction de CKI-1, orthologue de p27K"P! chez C. elegans, n’affecte pas la
durée du cycle cellulaire avant le stade E16, mais est a I’origine d’un défaut d’arrét des divisions
en E16, entrainant la division de ’ensemble des entérocytes, et non pas des seuls anneaux
antérieur et postérieur, apreés le stade E16 (Kosti¢ and Roy 2002). 1l est a noter que la famille
d’inhibiteurs INK4 est absente chez C. elegans, renforcant probablement I’'importance de CKI-
1/P27XP1 au cours de la phase G1 (Park and Krause 1999). De méme, en accord avec
I’introduction tardive de la phase G1, la cycline D1, nommée CYD-1 chez C. elegans, est
requise uniquement pour la division des anneaux antérieur et postérieur entre E16 et E20
(Boxem and van den Heuvel 2001). Ainsi, cela suggere que CKI-1 et CYD-1 sont des

régulateurs majeurs de la phase G1 au cours de I’organogenése intestinale, CKI-1 réprimant la
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progression du cycle dans les cellules des anneaux intérieurs (2 a 7), tandis que CYD-1 favorise
la division des anneaux antérieur et postérieur (1 et 8).

E. Influence de la spécification endodermique sur la prolifération
intestinale

1. Influence de la spécification endodermique sur le nombre de
descendants de E

La spécification endodermique du blastomere E a un impact sur le nombre de divisions
au sein de la lignée intestinale. En effet, il a ét¢ montré qu’un blastomere E isolé est capable de
produire des cystes présentant 16 ou 20 cellules (Leung, Hermann, and Priess 1999). Ainsi, le
blastomére E semble capable de contréler le nombre de cellules intestinales de fagcon autonome
cellulaire. De plus, ¢’est bien la spécification endodermique et/ou la différenciation intestinale
qu’elle implique qui régulent le nombre de descendants du lignage E. En effet, un défaut de
spécification du blastomere E par la voie MOM/Wnt induit une augmentation du nombre de
descendants du blastomere E (Robertson, Medina, and Lin 2014). De la méme maniére, la
déstabilisation du réseau de genes sous-tendant la spécification endodermique induit une
augmentation du nombre de descendants de E. L’augmentation du nombre de descendants de
E est d’autant plus grande que le processus de spécification est affecté (Choi, Broitman-

Maduro, and Maduro 2017).

2. Influence de la spécification endodermique sur la vitesse du cycle
dans le lignage E

La specification endodermique du blastomere E a egalement un impact sur la vitesse du
cycle cellulaire chez les descendants de E. En effet, si la cellule EMS est isolée avant I’induction
de la voie MOM/Wnt par P2, le blastomére E non-spécifié qui en émerge donne des descendants
qui ne présentent pas 1’allongement du cycle spécifique a cette lignée (Goldstein 1992). De
plus, ¢’est sous I’influence de la voie MOM/Wnt qui induit la ségrégation asymétrique de POP-

1 et WRM-1, qu’est initiée la transcription de la kinase inhibitrice WEE-1.1/WEEL1, participant
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a I’allongement du cycle cellulaire chez les descendants du blastomere E (Robertson, Medina,
and Lin 2014). Cette expression précoce de WEE-1.1 est a associer a I’introduction lignage

spécifique de la phase G2 a partir du stade E2 (Edgar and McGhee 1988; Y.-U. Lee et al. 2016).

V. Objectifs de la these

Dans la troisiéme partie de ce travail, nous avons presenté certains des mecanismes
régulateurs qui sous-tendent I’antagonisme existant entre la prolifération et la différenciation
cellulaire. Nous avons également mis en lumicre que cette relation était plus complexe qu’un
simple couplage antagoniste et qu’elle présentait au contraire une grande complexité
d’interactions dépendante du contexte développemental. De ce fait, ces interactions doivent étre

questionnées au sein d’un contexte développemental précis.

Pour étudier cette relation, le développement embryonnaire bien décrit, stéréotypé et
présentant une spécification autonome du nématode C. elegans peut s’avérer étre un atout. De
plus, parmi les différentes lignées cellulaires existantes chez C. elegans, la lignée intestinale,
issue du blastomére E, présente une coordination apparente entre la prolifération cellulaire et la
différenciation au cours de sa formation. Mon projet de thése visait donc a découvrir si cette
apparente coordination au cours de I’organogenese intestinale était le reflet d’une régulation

croisée entre le cycle cellulaire et le processus de différenciation.

Concernant I’influence du cycle cellulaire sur la différenciation intestinale, on sait que
la polarisation prend place durant la longue interphase présente au stade E16 suite a
I’introduction de la phase G1. De plus, le début de la formation de la bordure en brosse coincide
avec la fin des divisions intestinales. Mon premier objectif de thése a donc été de mettre en
lumiere les éventuelles influences du cycle cellulaire sur la regulation de ces deux aspects de la
différenciation. Je me suis notamment demandé si un mécanisme comptant le nombre de

divisions ou de cellules intestinales pouvait synchroniser la prolifération des cellules
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intestinales et I’avancement de leur différenciation. Pour tester cette hypothése, j’ai observé si
la polarisation et la formation de la bordure en brosse étaient prématurées chez des embryons
mutants gain-de-fonction pour le géne cdc-25.1 qui présentent une accélération du cycle
cellulaire intestinal précoce (Kosti¢ and Roy 2002; Clucas 2002; Bao et al. 2008; Demouchy et
al. 2024). Je me suis également demandé si lI'arrét des divisions intestinales était un prérequis a
la formation de la bordure en brosse intestinale. J’ai donc étudié la dynamique du recrutement
apical de différents constituants de la bordure en brosse dans un contexte de défaut d’arrét des
divisions intestinales en E16. Pour ce faire, j'ai utilisé une souche génétiqguement modifiée qui
exprime, spécifiguement dans la lignée intestinale, un systéme de dégradation inductible a
l'auxine, appelé degron. En utilisant ce systeme, jai pu provoquer la dégradation de CKI-
1/p27KP! dans I'intestin en cours de développement. En l'absence de ce régulateur majeur du
cycle cellulaire, toutes les cellules intestinales subissent une division supplémentaire au stade
E16, ce qui conduit a la formation d'un intestin mature hyperplasique composeé de 32 cellules

(Kosti¢, Li, and Roy 2003; Fujita, Takeshita, and Sawa 2007).

Concernant I’influence de la différenciation intestinale sur la prolifération, nous savons
que la spécification endodermique qui la précede joue trés tét un réle majeur dans la
modification du cycle cellulaire au sein du lignage E. S’il semble évident que certaines
caractéristiques du cycle cellulaire au sein du lignage E, notamment I’introduction de la phase
G2, sont des conséquences directes de la spécification endodermique, il est plus compliqué de
conclure en ce qui concerne les modifications plus tardives telles que I’introduction des phases
GO0/G1 ou le controle différentiel du cycle cellulaire au sein des anneaux antérieur et postérieur
(1 et 8) au stade E16. Nous savons que les facteurs de specification endodermique et de
différenciation intestinale appartiennent a la méme famille de facteurs de transcription, les
facteurs GATA. Tous sont des orthologues chez C. elegans du facteur GATA4 chez ’homme.

Or, cette famille de facteurs de transcription est connue pour jouer un réle majeur dans la
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régulation du cycle cellulaire au cours de la différenciation dans de nombreux systéemes. De
plus, il existe une forte redondance dans les cibles des facteurs de spécification endodermique
END-1/3 et des facteurs de différenciation intestinale ELT-2/7. Enfin, on sait que les facteurs
de spécification endodermique cessent d’étre exprimés autour du stade E4, il est donc
raisonnable de penser que si END-1/3 controlent les liens précoces entre le cycle cellulaire et
le destin intestinal, alors, ELT-2 et ELT-7 pourraient étre impliqués dans la régulation plus
tardive du cycle cellulaire. Mon second objectif de thése a donc été d’étudier la possibilité d’une
régulation de la prolifération intestinale par les différents aspects du processus de
différenciation, notamment les facteurs de différenciation ELT-2 et ELT-7. Grace a une
approche combinant une mutation de perte de fonction pour ELT-7 et une déplétion par
interférence ARN de ELT-2, j'ai étudié si I'absence des facteurs de différenciation ELT-2 et

ELT-7 modifiait le nombre de divisions intestinales et I'expression des régulateurs du cycle.
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Résultats

Le développement des organismes multicellulaires repose sur des processus
fondamentaux tels que la prolifération et la différenciation cellulaires. On considére
généralement que l'arrét du cycle cellulaire et la différenciation terminale sont inversement
corrélés, ce qui suggere une coordination entre ces deux processus. Dans l'article suivant, nous
avons exploité le modele stéréotypé de I'organogenése intestinale du C. elegans pour examiner
si le contrble des programmes de prolifération et de différenciation est systématiquement

couplé.
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Abstract

Cell proliferation and differentiation are essential processes underlying multicellular organism
development. Cell proliferation arrest usually precedes terminal differentiation, suggesting that these
two processes may be coordinated. Here we took advantage of the very stereotyped development of
the C. elegans intestine to address whether the control of the proliferation and differentiation
programs are systematically coupled. We show that retarding cell cycle arrest leads to a delay in the
recruitment of some, but not all, brush border components. Reciprocally, we find that cell cycle arrest
relies on the differentiation factors ELT-2 and ELT-7 only in posterior intestinal cells. The occurrence of
supernumerary divisions in the absence of ELT-2 and ELT-7 is associated with changes in the expression
pattern of the cell cycle regulators CKI-1 and cyclin B1. Our work thus demonstrates the existence of
reciprocal interactions between cell proliferation and cell differentiation. It nevertheless also shows
that these two processes are only partially coupled, suggesting the existence of additional mechanisms

ensuring their temporal control.

Introduction

The development of a single-cell egg into a multicellular organism involves both the generation of a
large number of cells through cell proliferation and the acquisition of specialized cell functions through
differentiation. Cell proliferation arrest usually precedes terminal differentiation, suggesting the
existence of mechanisms that coordinate the two processes. Consistently, several mechanisms
through which cell cycle regulators control the activity of differentiation factors have been described.
Reciprocally, differentiation factors have been shown to induce the expression cell cycle inhibitors
(Ruijtenberg and van den Heuvel, 2016). The inverse correlation between proliferation and
differentiation has also led to the common hypothesis that cell cycle exit may be a prerequisite to
differentiation. Although this is indeed the case in some instances (e.g. (Willms et al., 2020)), the
situation appears to be more complex than anticipated and some examples of uncoupling between

cell cycle exit and differentiation have been described (Cockburn et al., 2022; Lobjois et al., 2008;



Martinez et al., 2024). We therefore decided to investigate further how changes in cell proliferation
affect differentiation during development and, reciprocally, how differentiation contributes to cell
cycle regulation.

To address this question, we took advantage of the extremely stereotyped and well characterized
development of the C. elegans intestine. This simple intestine is composed of 20 cells, which all derive
from a single embryonic precursor cell, the E blastomere. This blastomere undergoes a series of cell
divisions that successively give rise to the so-called E2, E4, E8, E16 and E20 intestinal development
stages (Fig.S1) (Asan et al., 2016; Leung et al., 1999; Sulston et al., 1983). First, the E blastomere and
all its descendants divide four times to produce 16 intestinal cells, which are organized into eight
intestinal rings, each being formed by two cells (Fig.S1). Cells from the first and last intestinal rings
then divide once more, thereby giving rise to the 20-cell stage intestine, formed by nine intestinal rings,
all containing 2 cells, except the first anterior ring which is constituted by 4 cells (Fig.S1) (Asan et al.,
2016).

While all early embryonic divisions are characterized by a quick succession of S and M phases, cell cycle
length progressively increases in the E lineage from the E2 stage on until it becomes markedly long
between the E16 and E20 stage (Leung et al., 1999; Sulston et al., 1983). The initial increase in intestinal
cell cycle length is due to the introduction of a G2 phase at the E2 stage while a G1 phase is probably
introduced only at the E16 stage (Edgar and McGhee, 1988; Wong et al., 2022). The CDC-25.1
phosphatase, which promotes G2/M transition through the activation of the cyclin dependent kinase
CDK-1, has been shown to be required for intestinal divisions and embryos carrying cdc-25.1 gain-of-
function mutations present an acceleration of intestinal divisions (Bao et al., 2008; Clucas et al., 2002;
Demouchy et al., 2024; Kosti¢ and Roy, 2002). The CDC-25-2 phosphatase also appears to regulate
intestinal divisions: in cdc-25-2 loss-of-function mutants, the E2 to E4 division has been reported to be
slower and the E16 to E20 division does not occur, suggesting that CDC-25-2 contributes to cell cycle
progression together with CDC-25.1 in early intestinal divisions and becomes essential for the E16 to

E20 division (Lee et al., 2016; Nair et al., 2013). On the other hand, the WEE-1.1 kinase starts to be



expressed in the intestinal lineage at the E2 stage and prevents G2/M transition through the inhibition
of CDK-1, thereby contributing to cell cycle length increase (Robertson et al., 2014). Consistent with
the late appearance of a G1 phase, cyclin D1 (CYD-1), which promotes G1 progression, is required solely
for the E16 to E20 division (Boxem and Van Den Heuvel, 2001). Loss of the CDK inhibitor CKI-1 also
does not affect cell cycle length until the E16 stage but leads to the abnormal late division of all
intestinal cells after the E16 stage (Kosti¢ and Roy, 2002). Altogether, those observations suggest that
both CYD-1 and CKI-1 are essential regulators of the E16 to E20 division, with CYD-1 promoting G1
progression and division in the most anterior and posterior intestinal cells and CKI-1 preventing cell

cycle progression in the remaining enterocytes.

Intestinal fate specification relies on the restricted expression of two GATA transcription factors, END-
1 and END-3, in the E blastomere (Maduro et al., 2005; Zhu et al., 1997; Zhu et al., 1998). END-1 and
END-3 then trigger the expression of the differentiation GATA factors ELT-7 and ELT-2, which start to
be expressed at the E2 and E4 stage, respectively, and persist in enterocytes until adulthood (Nair et
al., 2013; Sommermann et al., 2010; Wiesenfahrt et al., 2016). ELT-2 is a major regulator of intestinal
differentiation and controls the transcription of more than 80% of intestinal specific genes, including
digestion enzymes, nutrient transporters and microvilli components (McGhee et al.,, 2009).
Consequently, elt-2 null mutants display short and irregular microvilli and die as L1 larvae but
nevertheless display a continuous intestinal lumen as well as typical gut granules (Fukushige et al.,
1998). This persistence of some aspects of intestinal differentiation in the absence of ELT-2 is due to
the partial redundancy between ELT-2 and ELT-7 (Dineen et al., 2018; Sommermann et al., 2010).
Consistently, in larvae lacking both ELT-2 and ELT-7, large portions of the intestine show neither a
lumen nor gut granules (Sommermann et al., 2010).

Polarization of the intestinal epithelium and formation of the brush border are two major steps of
intestinal differentiation. Polarization becomes apparent at the E16 stage when the polarity proteins
PAR-3, PAR-6 and PKC-3 start to accumulate at the apical membrane of enterocytes (Achilleos et al.,

2010; Leung et al., 1999; Totong et al., 2007). Some microvilli components, including the intestine



specific isoform of actin ACT-5 and the actin/membrane linker ERM-1, also start to localize at the apical
membrane during the E16 stage, prior to microvilli formation (Bidaud-Meynard et al., 2021). Microvilli
start to grow between the 1.5- and 2-fold stage embryonic stages, when the intestine has reached the
E20 stage (Asan et al., 2016; Bidaud-Meynard et al., 2021). At this point, the apical localization of ACT-
5 and ERM-1 markedly increases and additional microvilli components, in particular the actin-capping
protein EPS-8, are also recruited to growing microvilli (Bidaud-Meynard et al., 2021).

Thus, polarization and the first apical accumulation of brush border components occur at the E16 stage
while microvilli formation starts at the E20 stage once the cell cycle is arrested in all intestinal cells.
Here we first ask whether the timing of those differentiation steps is linked to the timing of cell
divisions. By using a cdc-25(gof) mutation that accelerates intestinal division, we show that there is no
precocious polarization or brush border formation when intestinal cells divide faster, indicating that
differentiation is not triggered by the number of divisions undergone by intestinal cells. We next tested
the effect of delaying cell cycle arrest by inducing the degradation of the cell cycle inhibitor CKI-1. We
found that only some aspects of brush border formation are delayed when intestinal cells undergo an
extra-round of divisions, thereby showing that some, but not all, aspects of differentiation require prior
cell cycle arrest. Finally, we reciprocally assessed whether differentiation factors control intestinal
divisions. Strikingly we found that the lack of ELT-2 and ELT-7 induce supernumerary intestinal divisions
but that this phenomenon is restricted to the most posterior intestinal cells, suggesting that additional

mechanisms, independent of the differentiation program, ensure that intestinal cells stop dividing.

Results

Acceleration of intestinal cell cycles does not lead to precocious polarization or brush border
formation

In control embryos, polarization occurs at the E16 stage, just before the beginning of embryonic
elongation, and brush border formation at the E20 stage, when the embryos reach the 2-fold stage

(Fig.S1). We first wondered whether the timing of these intestinal differentiation steps was defined by
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the number of cell cycles undergone by intestinal blastomeres. If this were the case, one would expect
polarization and/or brush border formation to occur earlier in embryos in which intestinal divisions
occur faster. To test this hypothesis, we took advantage of the cdc-25.1(rr31) gain-of-function
mutation, which has been shown to accelerate intestinal cell cycles and to lead to an additional division
of intestinal blastomeres (Demouchy et al., 2024; Kosti¢ and Roy, 2002). As a consequence, cdc-
25.1(rr31) embryos reach the E8 and E16 stage earlier than control embryos and eventually display on
average 38 intestinal cells (Demouchy et al., 2024; Kosti¢ and Roy, 2002) (Fig.S1). Consistently, we
observed that control embryos reached the E16 stage prior to the beginning of embryonic elongation
whereas cdc-25.1(rr31) embryos already had 32 intestinal cells at this same stage (Fig.1A). To assess
the timing of epithelial polarization, we looked at the apical accumulation of the PAR protein PAR-3.
As previously described, in control embryos, PAR-3 started to accumulate in discrete foci at the apical
membrane of enterocytes at the early E16 stage and eventually formed a continuous apical line later
during the E16 stage, when the embryo was about to start elongating (Fig.1A) (Achilleos et al., 2010).
In cdc-25.1(rr31) embryos, foci started to accumulate at the early E32 stage and formed a continuous
line later during the E32 stage, short prior to the beginning of elongation (Fig.1A). By contrast, no apical
PAR-3 foci were observed at the E16 stage (Fig.1A). Thus, although intestinal cells divide faster in cdc-
25.1(rr31) embryos, they do not polarize prematurely, indicating that reaching the E16 stage is not
sufficient to trigger polarization. We next examined the timing of brush border formation by analyzing
the apical accumulation of the brush border proteins ERM-1 and EPS-8. In control embryos, ERM-1 and
EPS-8 progressively accumulated at the apical membrane during the first steps of embryonic
elongation, as microvilli start to grow (Fig.1B-C) (Bidaud-Meynard et al., 2021). No precocious
accumulation of either ERM-1 (Fig.1B) or EPS-8 (Fig1.C) was observed in cdc-25.1(rr31) embryos; ERM-
1 accumulation was even slightly reduced (Fig.1B). Altogether, our results thus indicate that the timing
of intestinal polarization and brush border formation is not linked to the number of cell cycles

undergone by intestinal blastomeres.



Retardation of cell cycle arrest delays the recruitment of some brush border components

We next asked whether cell cycle arrest was a prerequisite for brush border formation. CKI-1 was
previously shown to be required for cell cycle arrest (Fig.S2A) (Kosti¢ and Roy, 2002). We therefore
used an auxin-inducible degron to specifically degrade CKI-1 in the intestine and induce the appearance
of a late supplemental intestinal division (see material and methods for details). Following CKI-1
degradation, 2-fold embryos displayed around 30 intestinal cells (Fig.52B). No increase in intestinal cell
number was observed at the beginning of elongation (Fig.52B, early lima bean stage), confirming that
the supernumerary intestinal cells observed at the 2-fold stage arose from a late additional division.
We first examined the effect of CKI-1 degradation on the timing of ERM-1 apical accumulation, which
did not seem to be altered (Fig.2A). By contrast, we found that CKI-1 degradation delays the
recruitment of EPS-8 to the apical membrane. Indeed, while EPS-8 apical accumulation became clearly
apparent at the 2-fold stage in control embryos, it markedly increased only at the 3-fold stage following
CKI-1 degradation (Fig.2B). This observation strongly suggests that the accumulation of EPS-8 at the
apical membrane requires a prior arrest of the cell cycle, thereby pointing towards the existence of a
mechanism linking the timing of at least some aspects of intestinal differentiation to cell cycle

progression.

Intestinal polarization and brush border formation are not required to arrest intestinal cell divisions
We next sought to determine whether intestinal differentiation reciprocally controls cell cycle
progression. We first tested whether the occurrence of two major differentiation steps, polarization
and/or brush border formation, could contribute to cell cycle arrest. We first tested the possible role
of polarization by degrading the polarity protein PAR-3 in intestinal cells (Fig.S3A) and found that 2-
fold embryos without PAR-3 had the same number of intestinal nuclei as control embryos (Fig.S3B).
We next assessed the importance of brush border formation by depleting ACT-5 (Fig.S3C), the
intestinal specific form of actin, which has been shown to be required for microvilli formation

(MacQueen et al., 2005) and observed that 2-fold embryos lacking ACT-5 displayed 20 intestinal nuclei



(Fig.S3D). Thus, cell cycle arrest occurs in intestinal cells independently of both polarization and brush

border formation onset.

ELT-2 and ELT-7 are required to prevent the appearance of supernumerary divisions in posterior
intestinal cells

We next asked whether the differentiation factors ELT-2 and ELT-7 themselves could be involved in
controlling cell cycle progression. Depleting ELT-2 by RNAi was sufficient to induce strong brush border
and lumen defects (Fig.S4A-B). We nevertheless found that control and elt-2(RNAi) 2-fold embryos
both displayed 20 intestinal nuclei (Fig.3A). Similarly, elt-7(tm840) null mutants displayed 20 intestinal
nuclei at the 2-fold stage (Fig.3B). Thus, the loss of either ELT-2 or ELT-7 is not sufficient to affect
intestinal divisions. To unveil a possible redundant effect of ELT-2 and ELT-7, we next depleted ELT-2
by RNAI in elt-7(tm840) embryos. Interestingly, we observed the presence of supernumerary intestinal
nuclei in elt-7(tm840); elt-2(RNAi) 2-fold embryos (Fig.3B), strongly suggesting that ELT-2 and ELT-7 act
redundantly to restrict the number of intestinal cells. Importantly, we did not observe any increase in
intestinal cell number in elt-7(tm840); elt-2(RNAi) embryos at the beginning of elongation (Fig.3B, early
lima bean stage), suggesting that the presence of extra nuclei at the 2-fold stage is due to late
supernumerary divisions. To test whether the presence of supernumerary intestinal nuclei was indeed
due to supernumerary cell divisions and not for instance to endomitosis, we next counted the number
of intestinal cells in embryos expressing both the intestinal nuclear marker end1p::H1::mCherry and
the membrane marker end1p::GFP::CAAX. This showed that elt-7(tm840); elt-2(RNAi) 2-fold embryos
do not display only supernumerary intestinal nuclei but also supernumerary intestinal cells (Fig.3C).
Altogether our observations indicate that ELT-2 and ELT-7 act redundantly to prevent abnormal late
divisions of intestinal cells. Notably, both the most posterior nuclei (Fig.3B) and the most posterior
cells (Fig.3C) of elt-7(tm840); elt-2(RNAi) intestines appeared smaller than others, suggesting that extra

divisions may occur in the posterior region of the intestine.



To undoubtedly determine the origin of supernumerary intestinal cells, we next recorded the late steps
of intestinal development in elt-7(tm840); elt-2(RNAi) embryos expressing end1p::H1::mCherry and
end1p::GFP::CAAX. These movies revealed that elt-7(tm840); elt-2(RNAi) embryos first underwent the
E16 to E20 transition as described in wildtype embryos (Asan et al., 2016), with cells from both the
most anterior and most posterior rings dividing once (Fig.4). However, elt-7(tm840); elt-2(RNAi)
embryos also displayed supernumerary divisions (n=12/14 embryos) (Fig.4), which occurred on
average 58 min (min/max=36/93 min, n=8) after the E20 stage and emanated from cells of the 9"
intestinal ring (n=12/12 embryos with supernumerary divisions), occasionally also from the 8"
intestinal ring (n=7/12 embryos with supernumerary divisions). Thus, once the intestine has reached
the E20 stage, the differentiation factors ELT-2 and ELT-7 appear to be required to arrest cell divisions

specifically in the most posterior enterocytes.

Posterior enterocytes undergoing a supernumerary division show an abnormally late re-
accumulation of Cyclin B1

We then set out to determine whether the appearance of a late additional division in the most
posterior enterocytes was associated with changes in the expression of cell cycle regulators. First, we
examined the expression of cyclin B1 (CYB-1), one of the three B-type cyclins, which, together with
CDK-1, ensure proper progression through M phase (van der Voet et al., 2009). In E16 stage control
embryos, CYB-1::GFP was never observed in cells that had stopped dividing but accumulated in the
nuclei of enterocytes from the first and last intestinal rings (rings 1 and 8) before they divided to give
rise to the E20 stage intestine (n=16/16 embryos) (Fig.S5). Occasionally, nuclear accumulation of CYB-
1::GFP was also visible in one or two cells of the 7" intestinal ring (n=5/16 and 2/16 embryos,
respectively). These cells then also divided again, leading to the formation of an intestine composed
of 21 or 22 cells. Such an occasional presence of 21 or 22 intestinal cells has been previously described
(Sulston and Horvitz, 1977). Importantly, CYB-1::GFP was no longer visible once the intestine had
reached the E20 (or E21/E22) cell stage (Fig.S5). Similarly, in E16 stage elt-7(tm840) embryos treated

with control RNAI, CYB-1::GFP accumulated in the nuclei of the first and last intestinal ring enterocytes



until they divided and did not reappear in their daughter cells (n=12/12 embryos) (Fig.5A). In E16 stage
elt-7(tm840); elt-2(RNAi) embryos, CYB-1::GFP also accumulated in the nuclei of the first and last
intestinal ring enterocytes until they divided (n=11/11 embryos) (Fig.5B). CYB-1::GFP then never
reappeared in the daughter cells of the first intestinal ring (n=11/11 embryos) but accumulated again
in one (n=4/11 embryos) or two (n=5/11 embryos) pairs of posterior daughter cells (Fig.5B). Among
these 9 embryos that displayed a late accumulation of CYB-1::GFP, 8 then underwent supernumerary
late divisions. In 2/11 embryos, CYB-1::GFP did not reappear in the posterior daughter cells; no
supernumerary division was observed in those embryos. Thus, in the absence of ELT-2 and ELT-7, the
abnormally late expression of the mitotic cyclin CYB-1 precedes the supernumerary division of the

most posterior intestinal cells.

CKI-1 accumulation is delayed in posterior enterocytes undergoing a supernumerary division

We then examined whether the loss of ELT-2 and ELT-7 alters the expression of the cell cycle inhibitor
CKI-1. During the E16/E20 transition in control embryos, GFP::CKI-1 transiently accumulated in the
nuclei of the cells produced by the division of the first and last intestinal rings (Fig.S6A-B). A weak
nuclear signal sometimes preceded division: this signal was visible in n=6/10 and 4/10 embryos for
anterior and posterior cells, respectively, and appeared on average 20 min before division. GFP::CKI-1
then accumulated in the nuclei of anterior and posterior daughter cells just after division: 7/10
embryos displayed an accumulation in anterior nuclei (6 in both pairs of daughter cells, 1 in only one
pair) and 9/10 in posterior nuclei (7 in both pairs of daughter cells and 2 in only one pair). GFP::CKI-1
levels then progressively decreased until no more GFP::CKI-1 could be detected (on average 35 and 40
minutes after the division of anterior and posterior cells, respectively) (Fig.S6A-B). GFP::CKI-1 displayed
a similar transient accumulation in E16/E20 stage elt-7(tm840) embryos treated with control RNAI
(Fig.6A-B): prior to the division of anterior and posterior cells, a weak nuclear signal was visible in
n=8/10 and 4/10 embryos, respectively; after division, GFP::CKI-1 accumulated in the nuclei of anterior
and posterior daughter cells (in all anterior daughter cell nuclei in n=10/10 embryos, in all posterior

daughter cell nuclei in 9/10 embryos and in one pair of posterior daughter cells in 1/10 embryo). In
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E16/E20 stage elt-7(tm840); elt-2(RNAi) embryos, GFP::CKI-1 also transiently accumulated in the two
most anterior intestinal nuclei: it was visible in 2/9 embryos before division and in 8/9 embryos after
division (in all anterior daughter cells in 6/9 embryos and in one pair of anterior daughter cells in 2/9
embryos) (Fig.6C). By contrast, when the two most posterior intestinal cells divided, GFP::CKI-1 was
detected in 1/9 embryo prior to division and in none or only one pair of daughter cells after division in
5/9 and 4/9 embryos, respectively (Fig.6D). Among these 9 embryos, at least 8 then underwent late
supernumerary divisions, with 7/8 showing a late nuclear accumulation of GFP::CKI-1 in
supernumerary cells (Fig.6D). Our observations thus show that, during the E16/E20 transition, CKI-1
normally transiently accumulates in the nuclei of anterior and posterior intestinal cells once they have
undergone their last division. This accumulation is likely to drive cell cycle arrest. However, in the
absence of ELT-2 and ELT-7, the accumulation of CKI-1 in posterior nuclei after the E16/E20 division is
severely reduced; this lack of CKI-1 accumulation probably contributes to the ability of posterior cells

to divide one more time.

Altogether, our results demonstrate that ELT-2 and ELT-7 are required to prevent to occurrence of
supernumerary late divisions in posterior intestinal cells. In the absence of ELT-2 and ELT-7, posterior
intestinal cells do not accumulate the cell cycle inhibitor CKI-1 after the E16/E20 transition but rather
re-accumulate cyclin B1, a major regulator of the G2/M transition. Those changes in the accumulation

of cell cycle regulators are likely to drive the appearance of a supernumerary division.

Discussion

In this study, we addressed how cell proliferation and differentiation are regulated during
development by using the C. elegans intestine as a model system. We have shown that acceleration of
intestinal divisions does not impact the timing of differentiation whereas delaying cell cycle arrest

postpone the recruitment of some brush border components. Reciprocally, we also have found that
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differentiation factors are required to restrain intestinal divisions, although this function surprisingly

appears to be restricted to the most posterior intestinal cells.

The first signs of intestinal differentiation, namely polarization and apical recruitment of some
microvillicomponents such as ERM-1, are visible at the E16, when most intestinal have ceased dividing
and during the long interphase that precedes the last division of the most anterior and posterior
intestinal cells (Achilleos et al., 2010; Bidaud-Meynard et al., 2021; Leung et al., 1999; Totong et al.,
2007). The next important steps of differentiation, including gut granules formation, microvilli growth
and nutrient transporter expression, are initiated at the lima bean, 2-fold and 3-fold stage,
respectively, once the intestine has reached the E20 stage and all intestinal cells have undergone cell
cycle arrest (Asan et al., 2016; Bidaud-Meynard et al., 2019; Hermann et al., 2005 and our unpublished
observations). This led us to wonder whether the timing of intestinal cell divisions and differentiation
were regulated by two independent timers that happen to coincide or whether some mechanisms exist
to actively coordinate the two processes. In the latter case, we hypothesized that either the number
of cell divisions undergone by intestinal cells could be used as a clock controlling differentiation or that
the cell cycle status, namely cell cycle arrest, could be the trigger for differentiation. We find that
acceleration of the cell cycle induced by a cdc-25.1 gain-of-function mutation leads neither to the
premature polarization of intestinal nor to the precocious recruitment of brush border components.
Thus, the number of divisions undergone by intestinal cells is not sufficient to provide the temporal
information required to induce differentiation in a timely manner. By contrast, we show that degrading
the cell cycle inhibitor CKI-1 in intestinal cells in order to delay cell cycle arrest is sufficient to delay the
apical recruitment of the brush border component EPS-8. These observations indicate that CKI-1 is
required to induce the timely recruitment of some brush border components, thereby revealing its

ability to couple cell cycle arrest with some aspects of intestinal differentiation.

The mechanisms by which CKI-1 degradation delays EPS-8 recruitment remain to be investigated. This

effect could be due to the delay in cell cycle arrest per se and to the prolonged activity of cyclin-CDK
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complexes. Notably, cyclin-CDK complexes have been shown to regulate actin-binding proteins, for
instance both cyclin B1-CDK1 and cyclin D1-CDK4/6 phosphorylate filamin (Cukier et al., 2007; Zhong
et al., 2010), an actin cross-linker whose homolog FLN-2 accumulates at the base of microvilli in C.
elegans (Bidaud-Meynard et al., 2019). Moreover, in C. elegans enterocytes, enterohemorrhagic E. coli
intriguingly induce microvilli effacement and redistribution of ACT-5 to the cytoplasm in a CDK-1
dependent manner. This effect of CDK-1 on ACT-5 involves the phosphorylation of the formin CYK-1 by
CDK-1 (Huang et al., 2021). It is therefore plausible that introducing an additional cell cycle modifies
actin dynamics and impairs the recruitment of brush border components through the abnormally late
activity of cyclin-CDK complexes. Alternatively, it is possible that the delayed recruitment of EPS-8 is
not directly due to prolonged cell cycle but to the lack of a cell-cycle independent function CKI-1. CKI
homologues have for instance been shown to promote muscle and neuronal differentiation by
stabilizing the MyoD and Neurogenin 2 transcription factors, respectively (Nguyen et al., 2006;
Reynaud et al., 2000; Vernon and Philpott, 2003; Vernon et al., 2003). They are also able to regulate
the cytoskeleton through the Rho/ROCK/LIMK/cofilin pathway (Besson et al., 2008). In the C. elegans
intestine, the loss of CKI-1 does not seem to delay all aspects of intestinal differentiation. In particular,
ERM-1 apical recruitment appears to be unaffected, suggesting that CKI-1 is unlikely to control brush
border formation through the regulation of the differentiation factors ELT-2 and ELT-7. It is however
possible that the loss of CKI-1 induces alterations in the Rho/ROCK/LIMK/cofilin pathway, thereby
modifying the dynamics of actin filaments and the recruitment of actin-binding proteins such as EPS-

8.

Our results indicate that the timing of some aspects of brush border formation is regulated by the cell
cycle status and/or CKI-1. It is however noteworthy that delaying cell cycle arrest does not seem to
hamper the apical recruitment of ERM-1. This strongly suggests that early aspects of differentiation,
such as ERM-1 apical recruitment, which normally occur at the E16 stage, that is before the last
intestinal divisions, are not temporally regulated by cell cycle arrest; by contrast, later steps of

differentiation, including EPS-8 apical recruitment, which normally occur at the E20 stage when all
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intestinal cells have ceased dividing, may rely on cell cycle regulators. These observations confirm that
the relationships between cell cycle and differentiation are dependent on the developmental context.
The ability of cells to at least initiate differentiation before cell cycle arrest may favor a smooth
transition from undifferentiated progenitors to fully differentiated post-mitotic cells and help to
produce of a sufficient pool of differentiated cells in tissues with a high demand for cell production
such as the epidermis (Cockburn et al., 2022). By contrast, the dependence of late differentiation steps
on cell cycle arrest may ensure that highly specialized structures such as the brush border do not form

in cells that will divide again.

While our first results indicated that cell cycle regulators control some aspects of intestinal
differentiation, we next asked whether differentiation factors reciprocally regulate the ability of
intestinal cells to divide. Previous studies have shown that the properties of intestinal cell cycles are
tightly linked to the acquisition of intestinal cell fate. Intestinal specification is in particular both
necessary and sufficient to control the number of intestinal cell divisions. Pioneering work has indeed
shown that isolated E blastomeres divide to produce a 16-20 cell cyst-like structure, indicating that
they contain most of the information required to control the number of intestinal cell cycles (Leung et
al.,, 1999). It was also shown that defects in intestinal specification lead to the appearance of
supernumerary E descendants, suggesting that specification signals restrict the number of intestinal
divisions (Choi et al., 2017; Robertson et al., 2014). It is however noteworthy that several hours
separate intestinal specification and cell cycle arrest, raising the question of the signal that may act as
a relay between specification factors and exit of the cell cycle. Our observations demonstrate that,
although specific differentiation steps, namely polarization and brush border formation, do not trigger
cell cycle arrest, the differentiation factors ELT-2 and ELT-7 themselves prevent the occurrence of some
late intestinal divisions. Our results show that ELT-2 and ELT-7 allow the accumulation of CKI-1 in
posterior intestinal cells after the E16/E20 transition. In the absence of ELT-2 and ELT-7, the lack of
CKI-1 accumulation in posterior cells after the E16 to E20 division is likely to contribute to their ability

to reenter the cell cycle, to re-accumulate cyclin B1 and divide once more.
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In mammals several GATA factors have been shown to directly promote the transcription of CKI
homologues (Agnihotri et al., 2009; Papetti et al., 2010; Xu et al., 2021), suggesting that ELT-2 and ELT-
7 could directly control CKI-1 expression. Nevertheless, although ELT-2 and ELT-7 start to be expressed
in all intestinal cells from the E2/E4 stages on (Nair et al., 2013; Sommermann et al., 2010), our results
strikingly show that they do not inhibit divisions prior to the E20 stage but rather specifically prevent
the late occurrence of supernumerary divisions in the most posterior intestinal cells. These
observations suggest that additional mechanisms ensure cell cycle progression during early intestinal
development and that posterior cells are more prone to escape cell cycle arrest once the intestine has
reached the E20 stage. Posterior intestinal cells distinguish themselves from more anterior cells in
particular by the expression of two Hox transcription factors, NOB-1 and PHP-3 (Liu and Murray, 2023;
Murray et al., 2022; Zhao et al., 2010). Interestingly, Hox family members have been shown to promote
proliferationin C. elegans (Heinze et al., 2023; Roiz et al., 2016), raising the possibility that the presence
of NOB-1 and/or PHP-3 in posterior cells could contribute to their ability to undergo supernumerary

divisions in the absence of ELT-2 and ELT-7.

In conclusion, our work reveals the existence of reciprocal interactions between the cell proliferation
and cell differentiation programs during the development of the C. elegans intestine. We show on one
hand that delaying cell cycle arrest hampers the recruitment of some brush border components. On
the other hand, we find that the differentiation factors ELT-2 and ELT-7 are required to prevent late
supernumerary divisions in posterior intestinal cells. These mechanisms are likely to be important to
coordinate intestinal differentiation with intestinal divisions. We however find that not all
differentiation steps require prior cell cycle arrest and, reciprocally, that cell cycle arrest in most
intestinal cells does not rely on differentiation factors. This study thus underlines that proliferation and
differentiation are only partially coupled, suggesting the existence of additional mechanisms ensuring

their temporal control.
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Materials and Methods

Worm strains

Strains were grown on agar plates containing NGM growth media and seeded with E. coli (OP50 strain)

and maintained at 20°C. The strains used in this study are listed in Table S1.

New CRISPR strains

CRISPR-CAS9-genome edited CKI-1::AlD::BFP strain was generated at the SEGiCel facility (SFR Santé
Lyon Est, CNRS UAR 3453, Lyon, France). It was obtained by inserting a GASGASGAS linker, an Auxin
Inducible Degron (AID, MPKDPAKPPAKAQVVGWPPVRSYRKNVMVSCQKSSGGPEAAAFVK) (Zhang et al.,

2015), a GGGGSGGGG linker and tagBFP2 to the C-terminus of CKI-1.

Auxin induced degradation

Intestine specific degradation of CKI-1 was induced by incubating at 20°C embryos expressing CKI-
1::AID::BFP 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)). After 4 h of auxin treatment, all 2-fold embryos displayed
supernumerary enterocytes, suggesting that CKI-1 was efficiently degraded. The effect of extra
intestinal cell divisions on ERM-1 and EPS-8 apical accumulation was measured in comma to 3-fold

embryos after 4 h of auxin treatment.

RNAi vectors and feeding conditions

RNAi was performed by feeding worms with RNAi clones 48 h on 1 mM IPTG plates. L4440 was used
as a control (Timmons and Fire, 1998). For elt-2 RNAI, a 555bp fragment amplified from the elt-2
genomic sequence (oligos F-tacaacaaatcaatacagg and R-ataaaagttgatcacgtacc) was cloned into a

Gateway compatible L4440 vector.

Microscopy and time-lapse recordings

For still imaging of live embryos, embryos were mounted on 2% agarose pads in a drop of M9 medium
enriched in OP50 bacteria to immobilize embryos. Standard confocal images were acquired with a SP8

confocal microscope (Leica) equipped with a HC Plan-Apo 63x, 1.4 NA objective and the LAS AF
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software. Z-stacks were acquired with 300 or 400 nm steps. Superresolution images were acquired
with a LSM 880 microscope (Zeiss), equipped with a Plan-Apo 63x, 1.4 NA objective and the Zen Black
software. The Airy Scan module was used to obtain superresolution images.

For time-lapse experiments, adult hermaphrodites were dissected in M9 medium. Embryos were then
transferred to a 4 plL 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
63x%, 1.4 NA objective and a photometrics Evolve EMCCD camera. The setup was controlled by the
Inscoper Imaging Suite. Embryos were maintained at 23°C during recordings. Images were acquired at

3 minutes intervals. Z-stacks were acquired with 400 nm steps.

Image analysis and guantifications

Images were assembled for illustration using the Fiji and Inkscape 1.1 softwares. All embryos are
oriented with the anterior pole to the left. Max intensity z-projections were obtained with Fiji.
Quantifications of ERM-1 and EPS-8 apical levels were performed with Fiji, by measuring mean
fluorescence intensity along a segmented line covering the whole intestine (E16 to 2-fold embryos) or
the visible part of the anterior intestine (3-fold embryos). Fig.3A-B, Fig.52B, Fig.S3B,D and Fig.S4A have
been post-treated with a 3D Gaussian filter(X sigma=2, Y sigma=2, Z sigma=2, Fiji). Fig.S3C has been
post-treated with a 3D Gaussian filter (X sigma=1, Y sigma=1, Z sigma=1, Fiji). All the movies have been

post-treated with a 3D Gaussian filter (X sigma=2, Y sigma=2, Z sigma=2, Fiji).

Statistical analysis

Statistical analysis and graphic representations were performed with the Graphpad Prism 10.0.3
software. Graphs show all individual values (dots), the median and the standard deviation (black lines).
Details of the statistical tests used are indicated in each figure legend. Two-tailed unpaired Student’s t

tests were performed when data passed the Shapiro and Kolmogorov-Smirnov normality tests and
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when sample variance was equal; two-tailed Welch’s t tests were performed when data passed the
Shapiro and Kolmogorov-Smirnov normality tests and when sample variance was unequal; two-tailed
non-parametric Mann-Whitney tests were performed when data did not pass the Shapiro or

Kolmogorov-Smirnov normality test.
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Fig.1: Acceleration of intestinal cell cycles triggered by a cdc-25.1 gain of function mutation does not
lead to precocious polarization or brush border formation. A. Maximum Z-projections from confocal
images of control and cdc-25.1(rr31) (cdc-25.1(gof)) embryos expressing PAR-3::GFP, HMR-1::mKate2
and the intestinal nuclear marker end1p::H1::mCherry. In cdc-25.1(rr31) embryos, intestinal cell
divisions occur faster such that the intestine reaches the E16 stage approximately at the same time as
the E8 stage in control embryos and the E32 stage before elongation initiation (also see Fig.51). In
control and cdc-25.1(rr31) embryos, PAR-3 apical foci (blue arrowheads) start to be visible in intestinal
cells at the E16 and E32 stage, respectively. PAR-3 then forms an apical line (red arrowheads) just
before the beginning of elongation. Dashed lines outline intestinal cells. B-C. Maximum Z-projections
from confocal images of control and cdc-25.1(rr31) (cdc-25.1(gof)) embryos expressing ERM-1::mNG
(B) or EPS-8::mNG (C) at the indicated embryonic stages and quantification of ERM-1::mNG (B) and
EPS-8::mNG (C) fluorescence levels in those embryos (a.u: arbitrary unit). In C, dashed lines outline the
extent of the embryos; at the 3-fold stage, the fainter lines indicate the embryonic region which is
folding in a lower focal plane. ns: non-significant (P>0.05), **P<0.01, Mann-Whitney test for comma
stage in B and 3-fold-stage in C, Welch’s t test for 1.5-fold stage in B and 2-fold stage in C, unpaired t

test for 2-fold stage in B and 1.5-fold stage in C. Scale bars: 5 um.

Fig.2: Retardation of cell cycle arrest following CKI-1 degradation induces a delay in the accumulation
of the brush border component EPS-8. Maximum Z-projections from confocal images of auxin-treated
embryos expressing ERM-1::mNG (A) or EPS-8::mNG (B) and either elt-2p::TIR-1 (Control) or both elt-
2p::TIR-1 and CKI-1::degron::BFP (CKI-1::degron) at the indicated embryonic stages and quantification
of ERM-1::mNG (A) and EPS-8::mNG (B) fluorescence levels in those embryos (a.u: arbitrary unit). In B,
dashed lines outline the extent of the embryos; at the 3-fold stage, the fainter lines indicate the
embryonic region which is folding in a lower focal plane. ns: non-significant (P>0.05), *P<0.05,
**P<0.01, ****P<0.0001, unpaired t test for A, Welch’s t test for 1.5 and 2-fold stages in B, Mann-

Whitney test for 3-fold stage in C. Scale bars: 5 pm.
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Fig.3: Loss of ELT-2 and ELT-7 leads to the presence of supernumerary intestinal cells. A. (left)
Maximum Z-projections from confocal images of 2-fold embryos expressing the intestinal nuclear
marker endl1p::H1::mCherry and treated with control or elt-2 RNAI. (right) quantification of the
number of intestinal nuclei in those embryos. ns: non-significant (P>0.05, Mann-Whitney test). B. (left)
Maximum Z-projections from confocal images of 2-fold elt-7(tm840) embryos expressing
end1p::H1::mCherry and treated with control or elt-2 RNAi. The elt-7((tm840); elt-2(RNAi) embryo
shown has 25 intestinal nuclei (only 23 are visible on the maximal projection). In this embryo, the
posterior nuclei (circled with dotted lines) appear smaller than other intestinal nuclei, suggesting that
they may result from supernumerary intestinal divisions. (right) Quantification of the number of
intestinal nuclei in elt-7(tm840) early lima bean and 2-fold embryos treated with control or elt-2 RNA..
ns: non-significant (P>0.05), ****P<0.0001 (Mann-Whitney test). In A and B, dashed lines outline the
extent of the embryos. C. (left) Confocal images taken at three different focal planes of elt-7(tm840)
2-fold embryos expressing the intestinal membrane marker end1p::GFP::CAAX and treated with
control or elt-2 RNAI. Dotted lines outline cells from the most anterior (white) and posterior (magenta)
intestinal rings. elt-7((tm840) embryos have 20 intestinal cells, with 4 anterior and 4 posterior cells
arising from the late intestinal divisions occurring between E16 and E20 stage. The elt-7((tm840); elt-
2(RNAi) embryo shown has 23 intestinal cells, with 7 small posterior cells that may result from late
supernumerary divisions. (right) Quantification of the number of intestinal cells in elt-7(tm840) 2-fold

embryos treated with control or elt-2 RNAI. ****P<0.0001 (Mann-Whitney test). Scale bars: 5 um.

Fig.4: Loss of ELT-2 and ELT-7 leads to supernumerary divisions in the posterior region of the
intestine. Schematic representations (upper row) and confocal images showing the first and last rings
of E16 to E21 stage elt-7(tm840) embryos treated with elt-2 RNAi and expressing the intestinal
membrane marker endlp::GFP::CAAX and the intestinal nuclear marker endlp::H1l::mCherry.
White/cyan and red/yellow circles highlight the membrane of the enterocytes from the first and last
intestinal ring, respectively, before (E16) and after (E17 to E20) their division. The first division of the

E16 to E20 transition was used as reference for division timing (t=0). In this embryo, first ring divisions
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occur between t=21 to t=27 min (cyan cells) and t=39 to t=42 min (white cells; at t=42 min 2 focal
planes are shown to make the two white daughter cells visible). Last ring divisions occur at t=0 (red
cells) and between t=30 to t=39 min (yellow cells). Later, between t=132 to t=135, one of the yellow

daughter cells undergoes a supernumerary division. Scale bars: 5 um

Fig.5: Loss of ELT-2 and ELT-7 is associated with the late accumulation of CYB-1::GFP in posterior
enterocytes. A-B. Schematic representations (upper row) and maximum Z-projections (A) or single
focal planes (B) from confocal images showing the first and last rings of E16 to E20 stage elt-7(tm840)
embryos treated with control (A) or elt-2 (B) RNAi and expressing the intestinal nuclear marker
endl1p::H1::mCherry and CYB-1::GFP. White/cyan and red/yellow circles highlight the nuclei of the first
and last intestinal ring enterocytes, respectively, before (E16) and after (E17 to E20) their division. The
first division of the E16 to E20 transition was used as reference for division timing (t=0). In the elt-
7(tm840) embryo (A), first ring divisions occur at t=0 (white nuclei) and between t=6 to t= 24 min (cyan
nuclei). Last ring divisions occur at t=6 min (yellow nuclei) and between t=6 to t= 24 min (red nuclei).
CYB-1::GFP accumulates specifically in the first and last ring enterocytes prior to their division and does
not reappear in their daughter cells. In the elt-7(tm840); elt-2(RNAi) embryo (B), first ring divisions
occur at t=24 min (white nuclei) and t= 36 min (cyan nuclei). Last ring divisions occur at t=0 (red and
yellow nuclei). At t=36 min, CYB-1::GFP starts to reappear in one cell of ring 9 (one of the red nuclei);
at t=66 min, it is clearly visible in all cells from ring 8 and 9 (2 red and 2 yellow nuclei, 2 focal planes
are shown to make the 4 nuclei visible). One of the red and one of the yellow daughter cells undergo
a supernumerary division at t= 81 min and t=90 min, respectively. The other red and yellow daughter

cells both undergo a supernumerary division immediately after (not shown). Scale bars: 5 um

Fig.6: Loss of ELT-2 and ELT-7 is associated with the loss of GFP::CKI-1 accumulation in posterior
enterocytes. A-D. Schematic representations (upper rows) and confocal images showing the first and
last rings of E16 to E20 stage elt-7(tm840) embryos treated with control (A-B) or e/t-2 (C-D) RNAi and

expressing the intestinal nuclear marker end1p::H1::mCherry and GFP::CKI-1. A single elt-7(tm840)
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embryo and a single elt-7(tm840); elt-2(RNAi) embryo are shown in A and B and in C and D,
respectively. Focal planes were chosen to display the anterior (A and C) or posterior (B and D) cell
divisions. White/cyan and yellow circles highlight the nuclei of one cell of the first and last intestinal
ring enterocytes, respectively, before (E16) and after (E17 to E20) their division. The first division of
the E16 to E20 transition was used as reference for division timing (t=0). In the elt-7(tm840) embryo,
one of the first ring divisions (A) occurs at t=0 (white nuclei, only one daughter cell visible in the chosen
focal plane). Division of the other anterior cell (cyan nucleus) occurs in a different focal plane and is
not shown here. GFP::CKI-1 starts to be visible in the white mother cell nucleus prior to division (t=-9
min) and accumulates in the nucleus of the two white daughter cells after the division (t=6 min) and
then progressively disappears until it is not any longer visible (t=66 min). One of the last ring divisions
(B) occurs between t=3 and t=6 min (yellow nuclei). Division of the other posterior cell (red nucleus)
occurs in a different focal plane and is not shown here. GFP::CKI-1 accumulates in the nucleus of the
two yellow daughter cells after the division (t=9 min) and then progressively disappears until it is not
any longer visible (t=33 min). In the elt-7(tm840); elt-2(RNAi) embryo, one first ring division (C) occurs
at t=18 min (cyan nuclei). Division of the other anterior cell (white nucleus) occurs in a different focal
plane and is not shown here. GFP::CKI-1 accumulates in the nucleus of the two cyan daughter cells
after the division (t=24 min, 2 focal planes are shown to make the two daughter nuclei visible) and
then progressively disappears until it is not any longer visible (t=66 min). One last ring division (D)
occurs at t=0 (yellow nuclei). Division of the other posterior cell (red nucleus) occurs in a different focal
plane and is not shown here. GFP::CKI-1 does not accumulate in the nucleus of the two yellow daughter
cells right after the division (t=12 min). It eventually becomes visible in one of the two yellow daughters
at t=81 min. This cell then undergoes a supernumerary division at t=87 min and its daughters then

accumulate GFP::CKI-1 in the nucleus (t=96 min). Scale bars: 5 um.

Fig.S1: The cdc-25.1(rr31) gain of function mutation leads to the acceleration of intestinal cell
divisions and to the appearance of an additional division. Schematic representation of intestinal

divisions in control and cdc-25.1(rr31) embryos. In control embryos, the E blastomeres and all its
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descendants divide to successively give rise to the E2, E4, E8 and E16 stages. The most anterior and
posterior cells then divide one more time to form the E20 stage. The E16 stage is reached before the
start of elongation while 2-fold embryos are at the E20 stage. Polarization and brush border formation
occur at the E16 and 2-fold stage, respectively. In cdc-25.1(rr31) embryos, intestinal cells divide faster
and one more time than in control embryos, thereby containing 32 intestinal cells before elongation

and about 40 intestinal cells after elongation.

Fig.S2: Loss of CKI-1 leads to the appearance of a late supplementary division of intestinal cells. A.
Schematic representation of intestinal divisions in control embryos and in embryos lacking CKI-1.
Intestinal cells divide at the same speed and both embryos have 16 intestinal cells at the beginning of
elongation; in embryos lacking CKI-1, all intestinal cells then undergo an additional late division after
the E16 stage so that embryos display around 32 cells during elongation (Kosti¢ and Roy, 2002). B.
Maximum Z-projections from confocal images of auxin-treated embryos expressing the intestinal
nuclear marker end1p::H1::mCherry and either elt-2p::TIR-1 (Control) or both elt-2p::TIR-1 and CKI-
1::degron::BFP (CKI-1::degron) at the indicated embryonic stages and quantification of intestinal nuclei
number in those embryos. Asterix indicate non intestinal cells that occasionally express
endlp::H1::mCherry. ns: non-significant (P>0.05), ****P<0.0001, Mann-Whitney test. Scale bars: 5

pum.

Fig.53: Intestinal polarization and brush border formation are not required to arrest intestinal cell
divisions. A. Maximum Z-projections from confocal images of comma embryos expressing
GFP::degron::PAR-3 and elt-2p::TIR-1 and treated 30 min with DMSO or auxin. In the presence of auxin,
PAR-3 is specifically degraded in intestinal cells. B. Maximum Z-projections from confocal images of
auxin-treated 2-fold embryos expressing the intestinal nuclear marker elt-2p::NLS:: GFP and either elt-
2p::TIR-1 (Control) or both elt-2p::TIR-1 and GFP::degron::PAR-3 and quantification of the number of
intestinal nuclei in those embryos. ns: non-significant (P>0.05, Mann-Whitney test). C. Maximum Z-

projections from confocal images of 2-fold embryos expressing ACT-5::GFP and treated with control
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and act-5 RNAI. ACT-5::GFP is efficiently depleted in embryos treated by act-5 RNAi. D Maximum Z-
projections from confocal images of 2-fold embryos expressing the intestinal specific nuclear marker
ELT-2::mNG and treated with control or act-5 RNAi and quantification of the number of intestinal nuclei
in those embryos. ns: non-significant (P>0.05, Mann-Whitney test). Dashed lines outline the extent of

the embryos. Scale bars: 5 um.

Fig.S4: Loss of ELT-2 leads to strong intestinal defects. A-B. Maximum Z-projections from confocal
images of 2-fold embryos expressing the intestinal nucleic marker ELT-2::mNG and treated with control
or elt-2 RNAI. Dashed lines outline the extent of the embryos B. Super-resolution confocal images of
the intestine in 3-fold embryos expressing ERM-1::mNG and treated with control or e/t-2 RNAI. In
control embryos, the intestine is characterized by a regular lumen and a well-defined brush border; on
the contrary, elt-2 RNAI treated embryos display discontinuities of the intestinal lumen (white

arrowhead) and a poorly structured brush border. Scale bars: 5 um.

Fig.S5: Expression pattern of CYB-1::GFP in control embryos. Schematic representations (upper row)
and maximum Z-projections from confocal images showing the first and last rings of a E16 to E20 stage
embryo expressing the intestinal nuclear marker end1p::H1::mCherry and CYB-1::GFP. White/cyan and
red/yellow circles highlight the nuclei of the first and last intestinal ring enterocytes, respectively,
before (E16) and after (E17 to E20) their division. The first division of the E16 to E20 transition was
used as reference for division timing (t=0). In this embryo, the two first ring divisions occur at t=0 (white
and cyan nuclei). Last ring divisions occur at t=9 min (yellow nuclei) and t= 27 min (red nuclei). CYB-
1::GFP accumulates specifically in the first and last ring enterocytes prior to their division and does not

reappear in their daughter cells. Scale bars: 5 um.

Fig.S6: Expression pattern of GFP::CKI-1 in control embryos. A-B. Schematic representations (upper
rows) and confocal images showing the first and last rings of a E16 to E20 stage embryo expressing the
intestinal nuclear marker end1p::H1::mCherry and GFP::CKI-1. The same embryo is shown in A and B.
Focal planes were chosen to display the anterior (A) or posterior (B) cell divisions. White and yellow
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circles highlight the nuclei of one cell of the first and last intestinal ring enterocytes, respectively,
before (E16) and after (E17 to E20) their division. The first division of the E16 to E20 transition was
used as reference for division timing (t=0). In this embryo, one first ring division (A) occurs at t=3 min
(white nucleus). Division of the other anterior cell (cyan nucleus) occurs in a different focal plane and
is not shown here. GFP::CKI-1 starts to be visible in the white mother cell just prior to division (t=-3
min) and accumulates in the nucleus of the two white daughter cells after the division (t=9 min) and
then progressively disappears until it is not any longer visible (t=51 min). One last ring division (B)
occurs at t=0 (yellow nuclei, 2 focal planes are shown to make the two daughter nuclei visible). Division
of the other posterior cell (red nucleus) occurs in a different focal plane and is not shown here.
GFP::CKI-1 accumulates in the nucleus of the two yellow daughter cells just after the division (t=9min)
(2 focal planes are shown to make the yellow daughter nuclei visible) and then progressively

disappears until it is not any longer visible (t=57 min). Scale bars: 5 um.
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Table S1: C. elegans strains used in this study

Strain Complete genotype Source Figures
This study
hmr-1(cp57) from OX704
(Soto lab (Sasidharan et
al., 2018); originally from
cdc-25.1(rr31) hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; par-3(it298[par- LP238, Goldstein lab)
FL676 3::gfp]) lll; stls10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + Fig.1A
unc-119(+)] par-3(it298) from
KK1216 (Kemphues lab)
stls10220 from
RW10234 (Waterston
lab, via CGC)
hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; par-3(it298[par-3::gfp]) lll; This study
FL677 stls10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc- Fig.1A
119(+)]
This study
erm-1(bab59[erm-1::mNG”3xFlag]) cdc-25.1(rr31) hmr-
FL678 1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; stis10220[end-1p::his- erm-1(bab59) from Fig.1B
24::mCherry::let-858 3' UTR + unc-119(+)] FL378 (Bidaud-Meynard
et al, 2019)
erm-1(bab59[erm-1::mNG”3xFlag]) I, hmr-1(cp57[hmr-
FL697 1::mKate2]) I; stls10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' This study Fig.1B
UTR + unc-119(+)]
This study
FLeaa cdc-25.1(rr31) I, hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; eps- eps-8(bab140) from Fig. 1
8(bab140[eps-8::mNG]) IV FL290 (Bidaud-Meynard
etal., 2021)
FL552 hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; eps-8(bab140[eps-8::mNG]) IV This study Fig.1C
erm-1(bab59[erm-1::mNG”"3xFlag]) I; mibls48[elt-2p::TIR- This study
FL748 1::tagBFP2-Lox511::tbb-2-3'UTR, 1V:5014740- mibls48 from BOX273 Fig.2A
5014802(cxTi10882 site)] IV; stls10220[end-1p::his- (Boxem lab (Castiglioni
24::mCherry::let-858 3' UTR + unc-119(+)] et al., 2020)
erm-1(bab59[erm-1::mNG”3xFlag]) I; cki-1(bab393[cki- This study
1::AID::tagBFP2]) Il; mibls48[elt-2p::TIR-1::tagBFP2- .
FL763 Lox511::tbb-2-3'UTR, IV:5014740-5014802(cxTi10882 site)] 1v; | cki-1(bab393) from Fig.2A
stls10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc-119(+) | FL733 (this study)
eps-8(bab140[eps-8::mNG]) mibls48[elt-2p::TIR-1::tagBFP2-
FL755 Lox511::tbb-2-3'UTR, IV:5014740-5014802(cxTi10882 site)] 1V; | This study Fig.28
stls10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc-
119(+)]
cki-1(bab393[cki-1::AID::tagBFP2]) Il; eps-8(bab140[eps-
8::mNG]) IV mibls48[elt-2p::TIR-1::tagBFP2-Lox511::tbb-2- This study
FL764 3'UTR, IV:5014740-5014802(cxTi10882 site)] 1V; Fig.2B
stls10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc-
119(+)]
FL630 stls10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc- This study Fig.3A
119(+)]
This study
FL734 elt-7(tm840) V; stis10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' :/IItS_Z gn(ijgi :;OI;:), via Fig.38

UTR + unc-119(+)]

Maduro lab, (McGhee et
al., 2007))
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This study
zuls70 from MS2293

EL747 elt-7(tm840) zuls70[end-1p::GFP::CAAX] V; stIs10220[end- (Maduro lab (Choi et al., | Fig.3C
1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc-119(+)] 2017), originally from Fig.4
Nance lab (Wehman et
al., 2011))
This study
cyb-1(tn1806[cyb-1::GFP::tev::3xflag]) IV; elt-7(tm840) V; cyb-1(tn1806) from

FL760 stls10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc- DG4569 (Greenstein lab, | Fig.5

119(+)] via CGC (Spike et al.,
2022))
This study
cki-1(bmd132[GFP::LoxP::cki-1::3xFLAG]) Il; elt-7(tm840) V; cki-1(bmd132) from

FL758 stls10220[end-1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc- DQMA455 (Matus lab, via | Fig.6
119(+)] CGC (Adikes et al.,

2020))
mibls48[elt-2p::TIR-1::tagBFP2-Lox511::tbb-2-3'UTR,

FL741 IV:5014740-5014802(cxTi10882 site)] 1V; stls10220[end- This study Fig.S2B
1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc-119(+)]
cki-1(bab393[cki-1::AID::tagBFP2]) II; mibls48[elt-2p::TIR-

FL753 1.'.'tagBFPZ-L?XEI1::téb-2-3'UTR, 1V:5014740- . This study Fig.52B
5014802(cxTi10882 site)] 1V; stIs10220[end-1p::his-
24::mCherry::let-858 3' UTR + unc-119(+)]

(mibG3] ) ( ) This study
par-3(mib68[eGFP-Lox2272::aid::par-3b+eGFP(nolntrons)- .

FL511 LoxP::aid::par-3g]) ll; mibls48[elt-2p::TIR-1::tagBFP2- g‘é;ig”g':’:fief::gb Fig.S3A

Lox511::tbb-2-3'UTR, IV:5014740-5014802(cxTi10882 site)] IV s

(Castiglioni et al., 2020)
hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; par-3(mib68[eGFP- This study
Lox2272::aid::par-3b+eGFP(nolntrons)-LoxP::aid::par-3g]) IlI;

FL605S mibls48[elt-2p::TIR-1::tagBFP2-Lox511::thb-2-3'UTR, rris1 from MR142 (Roy | fjo 53
1V:5014740-5014802(cxTi10882 site)] IV; rris1[elt- lab, via CGC (Kostic and
2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3'UTR + unc-119(+)] X Roy, 2002)
hmr-1(cp57[hmr-1::mKate2]) I; mibls48[elt-2p::TIR-1::tagBFP2-

FL607 Lox511::tbb-2-3'UTR, I1V:5014740-5014802(cxTi10882 site)] 1V; | This study Fig.S3B
rris1felt-2p::NLS::GFP::LacZ::unc-54 3'UTR + unc-119(+)] X

VI268 | fgEx12[act-5p::act-5::GFP + unc-119(+)] Il; unc-119(ed3) il S(()) :’;)' lab (zhang etal., | o o3¢

Fig.53D

FL660 elt-2(bab354[elt-2::mNG]) X (Demouchy et al., 2024) Fig.S4A

FL378 erm-1(bab59[erm-1::mNG3xFlag]) | g%f;;‘d"\/'ey”ard etal, | piosan
cyb-1(tn1806[cyb-1::GFP::tev::3xflag]) IV; stls10220[end- . .

FL752 1);1::his—24::mChyerry::/et—858 3' U{'Ri unc-119(+)] This study Fig.5

FL709 cki-1(bmd132[GFP::LoxP::cki-1::3xFLAG]) I, stis10220[end- This study Fig.56

1p::his-24::mCherry::let-858 3' UTR + unc-119(+)]
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Discussion

Au cours de ma thése, j’ai étudié les régulations croisées impliquant le processus de
prolifération cellulaire et le processus de différenciation cellulaire au sein du modéle de
I’organogeneése intestinale chez le nématode C. elegans. J’ai pu montrer que 1’accélération des
divisions intestinales n’affecte pas le timing de polarisation des entérocytes, ni celui de la
formation de la bordure en brosse. En revanche, j’ai pu mettre en évidence qu’un retard dans
I’arrét du cycle cellulaire retardait le recrutement de certains composants de la bordure en
brosse. J’ai également pu montrer que les facteurs de transcription ELT-2 et ELT-7 sont

nécessaires a I’arrét du cycle cellulaire dans I’anneau postérieur de 1’intestin.

VI. L’accélération du cycle cellulaire induite par cdc-25.1(gof)
n’accélere ni la prolifération ni la formation de la bordure en brosse

Chez C. elegans, I’organogenése intestinale présente une apparente coordination
temporelle entre les premiers signes de la différenciation structurelle des entérocytes et
I’introduction de la phase GO/G1 dans le cycle cellulaire des entérocytes. En effet, différentes
études mettent en évidence une introduction de la phase GO/G1 au sein de la lignée intestinale
au stade E16 (Boxem and van den Heuvel 2001; Adikes et al. 2020). En paralléle, les cellules
de la lignée E se polarisent. Suite & la division des anneaux antérieur et postérieur, les divisions
intestinales cessent définitivement. On voit alors d’importantes étapes de la différenciation
intestinale se mettre en place, telles que I’expression polarisée des transporteurs de nutriments,
la formation des granules intestinaux au niveau du pole basal et la formation de la bordure en
brosse au pole apical des entérocytes. Ainsi, nous nous sommes demandé si ces différents
mécanismes coincidaient du fait d’une régulation commune ou s’il s’agissait de processus

découplés I’un de I’autre.
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Nous avons d’abord fait 1’hypothése que si les deux processus sont corégulés, un
mécanisme comptant le nombre de divisions ou de cellules intestinales pourrait synchroniser la
prolifération des cellules intestinales et I’avancement de leur différenciation. Pour tester cette
hypothése, j’ai utilisé une souche gain de fonction pour la phosphatase CDC-25.1, qui induit
une accélération des divisions précoces des cellules intestinales, provoquant un quasi-
doublement du nombre de cellules dans I’intestin mature (Kosti¢ and Roy 2002; Clucas 2002;
Bao et al. 2008; Demouchy et al. 2024). J*ai constaté que 1’accélération du cycle induite par le
mutant gain de fonction CDC-25.1 n’entraine pas d’accélération dans 1’établissement de la
polarisation, ni de la formation de la bordure en brosse.

A.  L’accélération du cycle cellulaire induite par cdc-25.1(gof)
n’accélere pas la polarisation

Si la polarisation dépendait d’un mécanisme comptant le nombre de divisions ou de
cellules intestinales, alors la polarisation prendrait place plus tét chez les embryons cdc-
25.1(gof) que chez les embryons contréles. Or dans les embryons contrdles, PAR-3 commence
a s’accumuler dans des foci au niveau de la membrane apicale au début du stade E16 et puis
forme une ligne apicale continue a la fin du stade E16, au début de 1’élongation de I’embryon,
marqueur temporel important puisque ce processus d’¢longation est décorrélé de
I’organogenése intestinale. De méme, dans les embryons cdc-25.1(gof), PAR-3 s’accumule
dans des foci apicaux au début du stade E32 puis forme une ligne apicale au stade E32 plus
tardif, au début de 1’élongation de I’embryon : il n’y a donc pas d’accélération de la mise en

place du processus de polarisation chez les mutants cdc-25.1(gof).
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B.  L’accélération du cycle cellulaire induite par cdc-25.1(gof)
n’acceélere pas la formation de la bordure en brosse

Concernant la formation de la bordure en brosse, j’ai observé I’accumulation apicale
de deux composants de la bordure en brosse, I’un recruté au cours de la phase E16, ERM-1,
I’autre recruté plus tardivement, un peu apres le stade 1.5-fold, EPS-8. Mes données montrent
que le profil d’accumulation apicale d’ERM-1 et d’EPS-8 ne présente aucune accélération
significative de la dynamique d’accumulation chez les mutants cdc-25.1(gof) par rapport aux
embryons controles. Ainsi il semble que le nombre de divisions et/ou le nombre de cellules
intestinales ne fournissent pas d’informations permettant de coordonner la prolifération et la
différenciation intestinale.

C.  L’accélération du cycle cellulaire induite par cdc-25.1(gof) semble
modifier ’accumulation d’ERM-1 au stade 2 -fold

En revanche, mes données montrent qu'une différence significative existe concernant
I'accumulation apicale d'ERM-1 au stade 2-fold. Dans ce contexte, la souche mutante cdc-
25.1(gof) présente une accumulation plus faible d'ERM-1 au podle apical que le contrdle. Peu
d’embryons ayant été observés dans ces conditions, il faudra augmenter le nombre
d'observations pour confirmer la significativité de cette différence. Il pourrait également étre
intéressant de regarder si cette différence se maintient ou s'amplifie au cours des stades plus
tardifs comme le stade 4-fold et chez les larves L1. Il s'agit d'une observation surprenante qui
ne semble pas étre liée au nombre de cellules, puisqu'on n'observe rien de tel dans notre souche
CKI-1 degron (voir ci-dessous). Une hypothese possible est que la localisation apicale d'ERM1
puisse étre perturbée par un changement de I'activité des couples cycline/CDK potentiellement
induit par lI'augmentation de la stabilité de la phosphatase CDC-25.1. En effet, il a été montré
dans différents contextes que l'activité des complexes cycline/CDK régule les protéines
associées a l'actine. C'est notamment le cas de la filamine, une protéine de réticulation qui est

phosphorylée a la fois par le complexe cycline B1-CDKL1 et par le complexe cycline D1-
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CDKa4/6 (Cukier, Li, and Lee 2007; Zhong et al. 2010). De plus, l'infection des entérocytes par
des E. coli entérohémorragiques, chez C. elegans, induit I'effacement des microvillosités et la
redistribution de I'ACT-5 dans le cytoplasme de maniere dépendante de CDK-1. Cet effet de
CDK-1 sur I'ACT-5 implique la formine CYK-1 et sa phosphorylation par CDK-1 (Huang et

al. 2021).

VII. La dégradation de CKI-1 retarde partiellement la formation de la
bordure en brosse

Nous avions formulé une seconde hypothése selon laquelle la formation de la bordure
en brosse nécessiterait I'arrét des divisions intestinales. Afin de tester cette hypotheése, j'ai utilisé
une souche génétiqguement modifiée exprimant, spécifiquement dans la lignée intestinale, un
systeme degron inductible a I'auxine. Grace a ce systeme, j'ai pu induire la dégradation de CKI-
1/p27XP! dans I'intestin en cours de développement. En l'absence de ce régulateur majeur du
cycle cellulaire, I'ensemble des cellules intestinales produisent une division supplémentaire au
stade E16, ce qui induit la formation d'un intestin mature hyperplasique de 32 cellules (Kostic,
Li, and Roy 2003; Fujita, Takeshita, and Sawa 2007).

A.  Ladégradation de CKI-1 retarde le recrutement d’EPS-8 a la
membrane apicale

J'ai constaté que l'ajout d'un cycle de division supplémentaire a la fin de la phase
proliférative de l'intestin retardait le recrutement d'EPS-8 a la membrane entre les stades 1.5fold
et 2-fold. Le retard est toujours perceptible au stade 3-fold mais un rattrapage partiel semble
s'opérer entre le stade 2-fold et le stade 3-fold. On peut se demander si ce rattrapage serait
complet aux stades plus tardifs ou bien si le recrutement demeurera toujours plus faible en
I'absence de CKI-1. Pour répondre a ces interrogations, nous observerons des stades 4-fold et
des larves L1. Ces résultats montrent que certains aspects de la différenciation intestinale sont

dépendants de I'état du cycle cellulaire ou de CKI-1.
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B. Ladégradation de CKI-1 pourrait impacter differemment les
constituants de la bordure en brosse en fonction de leur temporalité de
recrutement

Il est intéressant de remarquer que tous les constituants de la bordure en brosse ne sont
pas sensibles a I’absence d’arrét du cycle cellulaire. En effet, aucun retard de recrutement n'est
visible pour ERM-1 qui est recruté au stade E16. Ainsi, on peut supposer que les facteurs
recrutés précocement, avant E20, soient régulés indépendamment de I’arrét du cycle cellulaire,
tandis que les facteurs recrutés aprés E20, soient dépendants de 1’arrét du cycle. Pour tester
cette hypothese, il conviendra de suivre le timing de recrutement apical d'autres constituants de
la bordure en brosse, recrutés précocement tels que la filamine FLN-2 et la plastine PLST-1, ou
recrutés apres le stade E20 tels que la myosine légére MLC-5 ou la myosine lourde HUM-5
(Bidaud-Meynard et al. 2021). 1l conviendra également d'observer des embryons plus précoces
(E16), car un éventuel retard de recrutement des marqueurs précoces pourrait possiblement
survenir au stade E16. Nous pourrons également suivre si le retard de recrutement d'EPS-8 a
des effets sur la formation de la bordure en brosse a plus long terme, comme des défauts
d'élongation des microvillosités, tel qu'observe chez des mutants pour eps-8 (Croce et al. 2004).
Nous pouvons également nous demander si ce retard peut affecter d'autres aspects de la
différenciation, tels que la localisation basale des granules intestinaux ou l'expression de

I'enzyme GES-1.
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C. Le mécanisme a I’origine du retard de recrutement d’EPS-8 reste a

eclaircir

Le mécanisme par lequel la dégradation de CKI-1 retarde le recrutement apical d’EPS-
8 reste a éclaircir. On peut supposer que ce mécanisme est lié a 1’état du cycle en lui-méme et
au maintien prolongé de I’activité des couples cycline/CDK que cela implique. En effet, comme
nous I’avons vu précédemment, on sait que I’activité des complexes cycline/CDK peut réguler
les protéines associées a ’actine (Cukier, Li, and Lee 2007; Zhong et al. 2010; Huang et al.
2021). On peut envisager que l'introduction d'un cycle cellulaire supplémentaire modifie la
dynamique de l'actine et entrave la formation de la bordure en brosse via l'activité
anormalement tardive des complexes cycline-CDK. Cette hypothése pourrait étre testée en
vérifiant si I’inhibition des CDK et la perte du cycle supplémentaire permettent de restaurer le

timing de recrutement d’EPS-8 & la membrane apicale.

L’autre mécanisme envisageable est que le retard de recrutement d’EPS-8 est lié a une
fonction de CKI-1/p27X"! indépendante du cycle cellulaire. Il a en effet été démontré que les
orthologues de CKI-1 favorisent la différenciation musculaire et neuronale en stabilisant les
facteurs de transcription MyoD et Neurogenin 2 (Reynaud et al. 2000; Vernon and Philpott
2003; Vernon, Devine, and Philpott 2003; Nguyen et al. 2006). Elles sont également impliquées
dans la régulation du cytosquelette par la voie Rho/ROCK/LIMK/cofiline (Besson, Dowdy, and
Roberts 2008). Cependant, nous avons observé que la déplétion de ELT-2 est a I’origine d’une
diminution de I’expression d’ERM-1 (Fig. S4B de I’article). L’absence de retard du
recrutement de ERM-1 en I’absence de CKI-1 suggere donc que CKI-1 n’affecte pas
I’expression des facteurs de différenciation intestinale ELT-2 et ELT-7. Malgré tout, une
quantification d’ELT-2/7 nous permettra de confirmer 1’impact de 1’absence de CKI-1 sur

I’expression des facteurs de différenciation intestinale.
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D. Ladifférence de comportement de ERM-1 et EPS-8 souligne la
variabilité des relations entre cycle cellulaire et différenciation

La différence de comportement entre ERM-1 et EPS-8 met en lumiére que les relations
entre le cycle cellulaire et la différenciation sont contextuelles et peuvent varier. Pour compléter
nos résultats, il serait intéressant d’étudier quelles seraient les conséquences d’un arrét précoce
du cycle cellulaire et de la formation d’un intestin hypoplasique sur la différenciation des
entérocytes. Ainsi, nous pourrions tester si un arrét précoce du cycle cellulaire intestinal est
suffisant pour induire prématurement le recrutement apical d’EPS-8 et potentiellement d'autres
effecteurs de la différenciation. Au cours de ma thése, j’ai essayé de mettre en place un tel
systeme en générant une souche exprimant au sein de la lignée intestinale un systéme degron
inductible a I’auxine ciblant la phosphatase CDC-25.1. Malheureusement, I’expression de cette
construction n’a pas eu d’effet sur la prolifération des cellules intestinales, possiblement a cause
de la redondance qui pourrait exister entre CDC-25.1 et CDC-25.2. La phosphatase CDC-25.2
est principalement connue pour son rdle dans la régulation du dernier cycle de division
intestinales entre E16 et E20, puisqu’en son absence ces divisions n’ont pas lieu (Y.-U. Lee et
al. 2016). Mais il a également été montré un ralentissement de la division de E2 a E4 chez des
embryons possédant 1’alléele mutant thermosensible cdc-25.2(g52) (également nommé emb-
59(g52)), en conditions non-permissives (Nair et al. 2013). Ainsi nous construisons
actuellement une souche possédant a la fois la mutation thermosensible pour cdc-25.2 et le
systeme degron ciblant CDC-25.1. I’espére que cette souche nous permettra de comprendre les
relations entre la prolifération et la différenciation dans un contexte d’arrét précoce et de fournir

a la communauté un modéle d’hypoplasie intestinale précoce chez C. elegans.
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VIII. Les facteurs ELT-2 et ELT-7 régulent I’arrét du cycle cellulaire dans les
anneaux postérieurs au cours de la transition E16/E20

Tandis que nos premiers résultats indiquent que les régulateurs du cycle cellulaire
contrblent certains aspects de la différenciation intestinale, nous nous sommes également
interrogeés sur le role des facteurs de différenciation ELT-2 et ELT-7 sur la capacité des cellules
intestinales a se diviser. Comme nous ’avons vu en introduction, des études antérieures ont
montré que les capacités prolifératives des descendants du blastomére E sont intimement liées
a la spécification endodermique. Des travaux précurseurs ont en effet montré que des
blastomeres E isolés sont capables de produire des cystes présentant 16 ou 20 cellules (Leung,
Hermann, and Priess 1999). Ainsi, le blastomere E semble posséder toutes les informations
nécessaires au contrdle du nombre de cellules intestinales de facon autonome. Il a ensuite été
démontré que la déstabilisation du réseau de genes sous-tendant la spécification endodermique
induit une augmentation du nombre de descendants de E, suggérant que les signaux de
spécification limitent le nombre de divisions intestinales (Robertson, Medina, and Lin 2014;
Choi, Broitman-Maduro, and Maduro 2017). Cependant, il est a noter que plusieurs heures
séparent la spécification intestinale et I'arrét du cycle cellulaire, ce qui pose la question des
potentiels effecteurs servant de relais entre les facteurs de spécification et la sortie du cycle
cellulaire. Nos données montrent que, bien que certains aspects de la différenciation, a savoir
la polarisation et la formation de la bordure en brosse, ne déclenchent pas l'arrét du cycle
cellulaire, les facteurs de différenciation ELT-2 et ELT-7 empéchent I'apparition de divisions
intestinales tardives. Il est a noter que le rythme des divisions intestinales est egalement
étroitement lié a la spécification intestinale, qui semble étre requise pour l'augmentation de la
longueur du cycle cellulaire observée dans la lignée E (Goldstein 1992; Robertson, Medina,
and Lin 2014). Cependant, nos résultats montrent que les embryons témoins et les embryons

dépourvus d'ELT-2 et d'ELT-7 contiennent 16 cellules intestinales juste avant I'élongation, ce
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qui suggere que, contrairement aux facteurs de spécification, ELT-2 et ELT-7 contrélent le

nombre de cycles cellulaires mais pas leur longueur.

A.  L'accumulation de CKI-1 dans les anneaux postérieurs au cours de
la transition E16/E20 est régulée par ELT-2 et ELT-7

Comme nous I’avons vu précédemment, CKI-1 joue un réle crucial dans I’arrét des
divisions intestinales au stade E16. Nos données montrent clairement que I’accumulation de
CKI-1 dans les anneaux postérieurs de I’intestin suite a la transition E16/E20 est dépendante de
I’expression des facteurs de différenciation ELT-2 et ELT-7. Cela pourrait expliquer pourquoi,
en l'absence d'ELT-2 et d'ELT-7, les cellules des anneaux postérieurs ne sortent pas du cycle

cellulaire, accumulent a nouveau de la cycline B1 et se divisent une nouvelle fois.

Cependant, on sait que les embryons cki-1(ARNi) ne présentent qu’un seul cycle
surnumeéraire, produisant ainsi 32 noyaux intestinaux (Kosti¢ and Roy 2002). Ces résultats
impliquent I’existence de mécanismes supplémentaires arrétant ensuite le cycle cellulaire. Par
ailleurs, ce cycle supplémentaire n’a lieu que dans les anneaux centraux, I’anneau antérieur et
postérieur se divisent normalement comme lors de la transition E16/E20 mais ne se divisent pas
une fois de plus de facon tardive. La présence de divisions surnuméraires au niveau des
entérocytes postérieurs en absence des facteurs de différenciation ELT-2 et ELT-7 suggere donc
que ELT-2 et ELT-7 affectent non seulement I’expression de CKI-1 mais également un autre

mécanisme contribuant a I’arrét du cycle.
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B.  Hypothése d’une régulation de CKI-1 par ELT-2/7 via la voie des
facteurs de transcription GATA

Des études de transcriptomiques ont permis d’identifier certains génes cibles de ELT-
2 et ELT-7. L’étude de (Dineen et al. 2018) montre que I’expression du gene cki-1 ne semble
pas étre affectée dans les mutants elt-2 et/ou elt-7 et que parmi les effecteurs du cycle, seul cyb-
2.2 semble étre régule a la baisse dans les mutants elt-2 et les mutants elt-2 ; elt-7. L’étude de
(McGhee et al. 2009) montre une légére surexpression de cdc-25-1 et une baisse de I’expression
de cyc-1 et cyd-1 chez les mutants elt-2. Ces études ont cependant été effectuées au stade
larvaire L1 et ne permettent donc pas de conclure quant a un possible effet de ELT-2 et/ou ELT-
7 sur I’expression de CKI-1 ou d’autres régulateurs du cycle a un stade tres précis (transition

E16/E20) du développement embryonnaire.

Je n’ai pas pu déterminer la maniére dont ELT-2 et ELT-7 contrdlent I'accumulation de
CKI-1, mais on sait que dans différents systemes la famille des facteurs de transcription GATA,
a laquelle appartiennent ELT-2/7, est impliquée dans la régulation du cycle cellulaire par
I’activation des promoteurs de différentes CKI. On peut notamment citer le cas du facteur
GATA3 qui maintient la quiescence des cellules supportrices de la cochlée en interagissant
directement avec le promoteur de p27Kipl, chez la souris (Xu et al. 2021). Ainsi, ELT-2 et
ELT-7 pourraient directement cibler le promoteur de CKI-1. Pour tester cette hypothese, on
pourrait chercher si des séquences cibles spécifiques des facteurs GATA sont présentes dans le
promoteur de cki-1, puis muter les nucléotides les plus importants a 1’aide de la technique
CRISPR-Cas9 dans le but d’inhiber la fixation éventuelle d’ELT-2/7 sur le promoteur. Une fois
assurés de I’effectivité de la méthode, il faudra vérifier si la souche présentant le promoteur

mute phénocopie le changement d’accumulation de CKI-1 au cours de la transition E16/E20.

Il est envisageable que le contrdle de 1I’expression de cki-1fasse egalement intervenir le

complexe de remodelage de la chromatine SWI/SNF. En effet, une étude a montré que la

78




mutation perte de fonction du géne ham-3 (Ertl et al. 2016), orthologue des sous-unités
accessoires BAF60 du complexe SWI/SNF, phénocopie la mutation perte de fonction du gene
cki-1, induisant un doublement du nombre de cellules du primordium, qui passent ainsi de 16 &
32. Ce complexe participe également au processus de différenciation des muscles chez C.
elegans et chez la souris. Chez la souris, le complexe SWI/SNF accompagné de la sous-unité
accessoire BAF60C interagit, probablement de fagon directe, avec GATA4 et MyoD, au niveau
des promoteurs de leurs génes cibles, permettant la coopération du complexe SWI/SNF et du
facteur GATAA4 pour transactiver des genes cibles de GATA4 et MyoD. Ainsi, I’action croisée
du complexe SWI/SNF et des facteurs de transcription GATA4 et MyoD permet la
différenciation terminale des cellules musculaires cardiaques et squelettiques (Lickert et al.
2004; Puri and Mercola 2012). Chez C. elegans, le complexe SWI/SNF agit conjointement avec
hlh-1, I’orthologue de MyoD, d’une part pour lever les répressions transcriptionnelles des génes
spécifiques des muscles, et d’autre part pour supprimer 1’expression de la cycline-E1 (cye-1)
afin d’arréter le cycle cellulaire (Ruijtenberg and Van Den Heuvel 2015). Ainsi, il semble
raisonnable de penser que le complexe SWI/SNF accompagné de la sous-unité accessoire
HAM-3 puisse interagir avec les facteurs ELT-2/7 pour contrdler I’expression de CKI-1 dans
I’intestin de C. elegans. Afin de tester cette hypothése, il conviendrait d’une part d’étudier le
pattern d’expression de HAM-3 a I’aide d’une protéine fusion GFP afin de savoir si elle est
présente dans 1’anneau postérieur de I’intestin aux stades E16/E20. 1l conviendrait également
de Vérifier si la perte de HAM-3 modifie I’expression de CKI-1. Je pourrais également tester si
une déplétion de HAM-3 produit des divisions surnuméraires dans les anneaux postérieurs
apreés la transition E16/E20. La dégradation précoce de HAM-3 ayant pour effet le doublement
des cellules du primordium, la construction d’un systéme degron inductible a I’auxine ciblant

HAM-3 sera nécessaire.
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C.  Hypothése d’une régulation indirecte de CKI-1 par ELT-2/7

Une autre hypothése concernant le défaut d’accumulation de CKI-1 serait qu’il soit la
conséquence d’une dérégulation survenant en amont de CKI-1 On sait notamment que la
localisation nucléaire de CKI-1 et I’entrée en quiescence chez C. elegans est dépendante de la
phosphatase CDC-14 (Saito et al. 2004; Roy et al. 2011). Ainsi, CDC-14 constitue une cible de
choix pour commencer a étudier la ou les voies de signalisation qui pourraient étre impliquées
dans le défaut d’accumulation nucléaire de CKI-1. Les mutants cdc-14 présentent quelques
entérocytes surnuméraires a 1’dge adulte (Saito et al. 2004). L’origine de ces cellules
surnuméraires n’a cependant pas été¢ ¢tudiée de fagon précise. Dans un premier temps nous
pourrions donc analyser finement le développement intestinal dans les mutants cdc-14 afin de
déterminer si 1’apparition de cellules surnuméraires se fait de fagon similaire dans les mutants
cdc-14 et elt-2 ; elt-7. Nous pourrions aussi caractériser la localisation de CDC-14 dans
I’intestin au cours de la transition E16/E20 et déterminer quel est I’effet de 1’absence de ELT-

2/7 sur cette localisation.

D.  Aspect temporel de la regulation du cycle cellulaire par ELT-2/7

On peut également questionner la temporalité de la régulation du cycle et le fait que les
deux facteurs de différenciation commencent a étre exprimés aux stades E2/E4 (Sommermann
etal. 2010; Nair et al. 2013) mais qu’ils n'empéchent pas les divisions intestinales avant le stade
E20. Différentes hypotheses peuvent étre émises pour expliquer cela : cela peut suggérer que
ELT-2 et ELT-7 n'atteignent pas des niveaux d'expression suffisants pour induire l'arrét du
cycle cellulaire a des stades plus précoces ou bien que leur action soit dépendante de
modifications au sein du cycle cellulaire survenant au cours de la transition E16/E20. Pour
répondre & la premiére hypothese, il nous faudra quantifier les niveaux d’expression d’ELT-2/7
au cours du développement intestinal afin de définir un niveau seuil susceptible de déclencher

I’action inhibitrice d’ELT-2/7, puis tenter de voir si les divisions intestinales s’arrétent
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précocement dans des contextes de surexpression d’ELT-2/7. Mais je ne privilégie pas cette

hypothése.

Concernant la seconde hypothése, on constate que tout au long du développement
intestinal, le cycle cellulaire au sein de la lignée E ne cesse d’évoluer. Dans un premier temps,
suite & la spécification endodermique, on observe I’introduction de la phase G2 et I’expression
de WEE-1.1, respectivement (Edgar and McGhee 1988; Y.-U. Lee et al. 2016) et (Robertson,
Medina, and Lin 2014). Dans un second temps, il y a une intégration de la phase GO/G1 a partir
du stade E16 (Boxem and van den Heuvel 2001; Adikes et al. 2020). Ainsi, il semble clair que
le cycle cellulaire est trés dynamique au cours de 1’organogenese intestinale. Or, une dernicre
modification du cycle plus subtile semble s’opérer pour permettre la transition E16/E20, au
moins dans les anneaux antérieur et postérieur. En effet, on sait que la phosphatase CDC-25.2
joue un réle mineur dans la prolifération intestinale du stade E au stade E16. Le mutant
thermosensible cdc-25.2(g52) présente un simple ralentissement de la division de E2 a E4 en
conditions non-permissives (Nair et al. 2013). En revanche, son r6le devient crucial a partir de
la transition E16/E20 dans les anneaux antérieur et postérieur, puisque les mutants cdc-25.2
perdent les divisions antérieure et postérieure, formant un intestin mature de 16 cellules au lieu
de 20 (Y.-U. Lee et al. 2016). Ainsi, au moment de cette transition E16/E20, il semble s’opérer
une modification dans 1’expression ou I’importance fonctionnelle de certains acteurs du cycle
cellulaire intestinal. Cette maturation du cycle cellulaire semble se maintenir au stade larvaire,
puisque la phosphatase CDC-25.2 est nécessaire aux endomitoses qui surviennent dans
I’intestin des larves au stade L1 (Y.-U. Lee et al. 2016). Ainsi, une maturation d’un cycle
cellulaire embryonnaire vers un cycle cellulaire larvaire, qui s’initierait au moment de la
transition E16/E20, pourrait étre le contexte de régulation au sein duquel ELT-2 et ELT-7
agissent sur I’expression de CKI-1. Pour tester cette hypothese, il conviendrait de trouver

d’autres effecteurs du cycle cellulaire qui, comme CDC-25.2, voient leur importance changer.
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On sait que CDC-25.2 agit en déphosphorylant les phosphorylations inhibitrices déposées par
WEE-1.3 tandis que CDC25.1 agissait contre ’action de WEE-1.1. Ainsi, il serait intéressant
de déterminer si WEE-1.3 est présente dans les cellules intestinales a partir du stade E20 et si

son expression est regulée par ELT-2/7.

E.  Aspect spatial de la régulation du cycle cellulaire par ELT-2/7

Enfin, il convient de se questionner quant a la régulation spatiale de 1’action d’ELT-2 et
ELT-7. En effet, au cours de la transition E16/E20, on observe a la fois la division de I’anneau
le plus antérieur (anneau 1) et celle de I’anneau le plus postérieur (anneau 8 du primordium).
Or, larégulation d’ELT-2 et ELT-7 est strictement limitée a 1’anneau postérieur du primordium.
Ainsi, on peut distinguer 3 zones distinctes dans 1’intestin primordial : le premier anneau,
capable de faire la transition E16/E20 mais insensible & la régulation ELT-2/7 ; une zone
centrale composée des anneaux 2 a 7, ne se divisant pas durant la transition E16/E20 ; et enfin
le dernier anneau, capable de se diviser durant la transition E16/E20 et sensible a la régulation
ELT-2/7. Or, on sait que les cellules intestinales postérieures se distinguent des cellules plus
antérieures notamment par I'expression de deux facteurs de transcription Hox, NOB-1 et PHP-

3 (J. Liu and Murray 2023; Murray et al. 2022; Z. Zhao et al. 2010).

Dans un premier temps, nous étudierons la dynamique d’expression des genes Hox
postérieurs dans des embryons contrdles avant et apres la transition E16/E20. Nous ferons
ensuite de méme dans des embryons déplétés en ELT-2/7, pour voir si I’absence d’ELT-2/7
modifie I’expression des geénes Hox postérieurs. On pourra également analyser 1’effet de la

perte des génes Hox postérieurs sur 1’expression de CKI-1.

Il a été démontré que les membres de la famille Hox favorisent la prolifération chez C.
elegans (Heinze et al. 2023; Roiz et al. 2016), il est donc envisageable que la présence de NOB-

1 et/ou PHP-3 dans les cellules postérieures contribue a leur capacité a subir des divisions
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surnuméraires en l'absence d'ELT-2 et d'ELT-7. Pour tester cette hypothese, nous utiliserons
des souches mutantes pour nob-1 et php-3, ainsi qu'une approche de déplétion par ARN
interférant pour évaluer I'impact de la déplétion simple ou double des genes Hox postérieurs
sur le nombre de cellules intestinales dans des embryons témoins et déplétés en ELT-2/7. Si les
génes Hox postérieurs ont un réle pro-mitotique dans ce contexte, nous pourrions observer une
disparition des divisions surnuméraires en l'absence simultanée d'ELT-2/7 et de NOB-1 et/ou
PHP-3. Si les génes Hox postérieurs jouent un réle dans I'engagement du dernier anneau du
primordium en E16 dans la division E16/E20, il est possible que cette division soit compromise
; dans ce cas, nous envisagerons l'utilisation d'une approche de dégradation conditionnelle avec

notre systéme degron.

Nous pourrions également mener des expériences d'expression ectopique des génes Hox
postérieurs dans I'anneau antérieur a l'aide de transgenes exprimant nob-1 et php-3 sous le
contréle du promoteur de ceh-37 (J. Liu and Murray 2023) pour vérifier si cet anneau devient
alors sensible a larégulation ELT-2/7. En revanche, nous devons également considérer que c'est
peut-étre le géne Hox antérieur ceh-37 (ou ses cibles) qui possede une spécificité d'action pro-
quiescence sur le cycle cellulaire. Nous pourrons donc dépléter les génes Hox antérieurs pour
voir si le premier anneau devient sensible a la régulation ELT-2/7, et les exprimer
ectopiquement en postérieur a l'aide d'un transgéne exprimant ceh-37 sous le contréle du

promoteur de nob-1 ou de php-3 pour évaluer leur éventuel effet pro-quiescence.
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IX. Conclusion générale

Mon travail de thése a permis de mettre en évidence qu'au cours de l'organogenese
intestinale chez C. elegans, certains aspects de la différenciation intestinale semblent étre
régulés par I'état du cycle cellulaire, tel que la stabilité de I'expression apicale d'ERM-1 au stade
2-fold ou le recrutement apical d'EPS-8. De méme, dans mon systeme d'étude, les facteurs de
différenciation ELT-2/7 régulent l'arrét de la prolifération dans un contexte spatio-temporel
précis, que sont les anneaux postérieurs au cours de la transition E16/E20. Mes résultats
illustrent la complexité des relations existantes entre le programme de différenciation et de
prolifération cellulaire au cours de la formation des organes. Ainsi, I'organogenese nécessite
une coordination complexe entre le cycle cellulaire et la différenciation, comprenant des
périodes de couplage et de découplage entre ces deux processus, assez éloignées de la vision

naive d'une simple corrélation négative.
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Résumé : La prolifération et la différenciation
cellulaires sont des processus essentiels qui
sous-tendent le  développement des
organismes multicellulaires. L'arrét de la
prolifération cellulaire précéde généralement
la différenciation terminale, suggérant que
ces deux processus pourraient étre
coordonnés. Nous avons utilisé le
développement trés stéréotypé de l'intestin
de C. elegans pour déterminer si les
contréles des programmes de prolifération et
de différenciation sont systématiquement
couplés. Nous montrons qu'un retard dans
l'arrét du cycle cellulaire entraine un retard
dans le recrutement de certains composants
seulement de la bordure en brosse.
Réciproquement, nous constatons que l'arrét

du cycle cellulaire repose sur les facteurs
de différenciation ELT-2 et ELT-7
uniguement dans les cellules intestinales
postérieures. L'apparition de divisions
surnuméraires en l'absence d'ELT-2 et
d'ELT-7 est associée a des changements
dans le profil d'expression des régulateurs
du cycle cellulaire CKI-1 et cycline B1.
Notre travail démontre donc l'existence
d'interactions  réciproques entre la
prolifération et la différenciation cellulaire.
Il montre cependant aussi que ces deux
processus ne sont que partiellement
couplés, suggérant l'existence de
mécanismes supplémentaires assurant
leur contrdle temporel.

Deciphering the relationships between cell proliferation and differentiation during

intestinal organogenesis in C. elegans

Keywords : Embryogenesis, Cell cycle, Differentiation

Abstract Cell  proliferation and
differentiation are essential processes
underlying multicellular organism
development. Cell proliferation arrest

we find that cell cycle arrest relies on the
differentiation factors ELT-2 and ELT-7 only
in posterior intestinal cells. The occurrence
of supernumerary divisions in the absence of

usually precedes terminal differentiation,
suggesting that these two processes may
be coordinated. Here we took advantage
of the very stereotyped development of
the C. elegans intestine to address
whether the control of the proliferation and
differentiation programs are systematically
coupled. We show that retarding cell cycle
arrest leads to a delay in the recruitment
of some, but not all, brush border
components. Reciprocally,

ELT-2 and ELT-7 is associated with changes
in the expression pattern of the cell cycle
regulators CKI-1 and cyclin B1. Our work
thus demonstrates the existence of
reciprocal interactions  between  cell
proliferation and cell differentiation. It
nevertheless also shows that these two
processes are only partially coupled,
suggesting the existence of additional
mechanisms ensuring their temporal control.



