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Résumé

Au cours de la progression tumorale, les cellules acquièrent de nouvelles caractéristiques biomécaniques qui affectent
la façon dont elles interagissent avec leur environnement. Ces changements biomécaniques peuvent d’ailleurs leur conférer
un avantage sur les cellules normales pour envahir les tissus environnants.

Nous nous sommes intéressés à l’oncoprotéine Src, suractivée dans de nombreux cancers et associée à la survenue de
métastases. L’objectif de cette thèse a été de caractériser la réponse biomécanique de cellules uniques à l’activation
de Src. Nous avons choisi l’optogénétique pour contrôler dans le temps et de façon réversible, l’activation de Src dans
des cellules épithéliales en culture, déposées sur des gels de polyacrylamide. En parallèle, nous avons caractérisé le
phénotype biomécanique des cellules transformées en utilisant, d’une part, la Microscopie de Force de Traction (TFM)
et en observant, d’autre part, le cytosquelette des cellules.

Nous avons d’abord montré que des cellules isolées Src-activées réorganisent leur cytosquelette et changent leur phénotype
mécanique : elles s’étalent et accroissent leur contractilité. Notre étude a également permis d’identifier différentes voies
de signalisation impliquées dans ce changement de phénotype mécanique. De manière intéressante, l’augmentation de la
contractilité des cellules Src-transformées ne repose pas sur l’activation de Rho mais sur l’activation de la kinase MLCK,
et sur un flux de calcium provenant en partie du réticulum endoplasmique. Afin de mieux comprendre les interactions
de cellules transformées avec leur environnement, nous avons ensuite étudié l’influence de la rigidité du substrat sur la
réponse mécanique des cellules à l’activation de Src. Nous avons identifié une rigidité particulière, autour de 10 kPa,
pour laquelle le changement de phénotype mécanique est maximal.

Notre étude apporte un nouvel éclairage sur les changements biomécaniques des cellules transformées au début de la
tumorogenèse et révèle comment la mécanosensibilité cellulaire est altérée.

Abstract

During tumoral progression, cells acquire new biomechanical properties, which affect the way they interact with their
environment. These biomechanical changes may give them an advantage over normal cells to invade surrounding tissues.

We are interested on the Src oncoprotein, which is overactivated in many cancers and involved in their metastatic
spread. The aim of this thesis was to characterize the biomechanical response of single cells to Src activation. We chose
optogenetics to control in time and in a reversible way, the activation of Src in cultured epithelial cells, deposited on
polyacrylamide gels. In parallel, we characterized the biomechanical phenotype of transformed cells by using Traction
Force Microscopy (TFM) and by observing their cytoskeleton.

We first showed that isolated Src-activated cells reorganize their cytoskeleton and change their mechanical phenotype :
they spread and increase their contractility. Our study also identified different signaling pathways involved in this change
of mechanical phenotype. Interestingly, the increase in contractility of Src-transformed cells does not rely on Rho ac-
tivation but on MLCK activation, and on a calcium influx coming in part from the endoplasmic reticulum. To better
understand the interactions of transformed cells with their environment, we then studied the influence of substrate rigi-
dity on the mechanical response of cells to Src activation. We identified a particular rigidity, around 10 kPa, for which
the change in mechanical phenotype is maximal.

Our study sheds new light on the biomechanical changes of transformed cells in the early stage of cancer and reveals
how cell mechanosensitivity is affected.
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Dans cette thèse, nous nous intéressons aux changements de propriétés biomécaniques des cellules
épithéliales soumises à une perturbation signalétique particulière : la suractivation de l’oncoprotéine
Src. Cette protéine se retrouve suractivée dans de nombreux cancers humains et cette suractivation a
été associée au caractère malin des cellules cancéreuses. Le manuscrit comporte 5 chapitres qui visent
d’abord à étudier la cellule isolée puis la cellule en interaction avec son environnement :

• Dans le Chapitre I, nous décrivons les propriétés mécaniques des cellules épithéliales, les outils
in vitro pour les mesurer, l’oncoprotéine Src et enfin l’approche que nous avons choisie pour
mesurer le changement de phénotype mécanique ainsi que les changements dans l’organisation
du cytosquelette associés à une suractivation de Src

• Dans le Chapitre II, nous décrivons les méthodes d’analyse et les protocoles expérimentaux
utilisés pour mener cette étude.

• Dans le Chapitre III, nous caractérisons le phénotype mécanique de la cellule Src-activée et
l’organisation de son cytosquelette ainsi que les voies moléculaires responsables de ces change-
ments.

• Dans le Chapitre IV, nous étudions la mécanosensibilité de cette cellule transformée vis-à-vis
de la rigidité de son substrat.

• Dans le Chapitre V, nous faisons un bilan des principaux résultats obtenus et discutons des
différentes perspectives de cette étude.
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Rhéologie : lexique

Contrainte : La contrainte ¯̄σ est un tenseur d’ordre 2. Elle correspond à la force F⃗ exercée sur un
objet par unité de surface. Elle s’exprime en Pascal, Pa, ou (N/m2) : 1 Pa correspond à 1 pN/µm2.

On considère dans la suite un objet soumis à une contrainte ¯̄σ sur une de ses faces. Soit n⃗ le
vecteur unitaire normal à la surface sur laquelle la contrainte est appliquée.

Contrainte normale : Contrainte associée aux forces appliquées perpendiculairement au plan de
la face considérée. La force F⃗ est donc parallèle à n⃗.

— si F⃗ .n⃗ > 0 : contrainte de compression
— si F⃗ .n⃗ < 0 : contrainte d’extension

Contrainte de cisaillement : Contrainte associée aux forces agissant parallèlement ou tangen-
tiellement au plan de la face considérée : la force F⃗ est perpendiculaire à n⃗.

Pour une contrainte uniaxiale (¯̄σ est alors un scalaire) et si l’objet a un comportement
élastique linéaire, on définit deux paramètres : le module d’Young E et le coefficient de poisson
ν. La relation reliant la contrainte exercée σ à la déformation ϵ (allongement relatif) s’écrit :

σ = Eϵ avec E : module d’Young (Pa) et ϵ = l − l0
l0

= ∆l

l
(1)

Si ϵ > 0 : contrainte d’extension. Si ϵ < 0 : contrainte de compression

Souvent, l’objet se contracte dans le plan perpendiculaire à l’étirement, le coefficient de pois-
son ν, sans unité, correspond au rapport de la déformation transverse sur la déformation en
allongement.

ν = −
∆w
w

ϵ
avec − 1 ≤ ν ≤ 1

2 (objet incompressible) (2)

Déformations sous contraintes normales et tangentielles. Extrait du polycopié de cours de F. Elias (Elias, 2018).

Rigidité : valeur maximale de la contrainte qui peut être tolérée par un objet avant sa défaillance.
Dans ce manuscrit, nous emploierons abusivement le terme de rigidité pour désigner le module
d’Young (en Pa) de la cellule ou de son substrat.

xx
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1. Mise en contexte

1 Mise en contexte

Au cours du processus tumoral, les propriétés mécaniques des cellules cancéreuses et de leur en-
vironnement évoluent. De nombreuses études ont montré que l’évolution de ces propriétés jouait un
rôle essentiel dans la progression tumorale : de la transformation oncogénique, qui correspond à l’ini-
tiation du processus tumoral au développement des métastases. Les cellules cancéreuses modifient et
adaptent leurs propriétés mécaniques en fonction de l’environnement dans lequel elles évoluent, ce qui
leur permet, entre autres, d’échapper aux processus de régulations physiologiques. Cette adaptation
leur est nécessaire pour survivre et proliférer dans des conditions difficiles. Il est donc important de
comprendre les changements des propriétés mécaniques des cellules transformées au cours du processus
tumoral.

Au cours de cette thèse, nous nous sommes intéressés à l’effet de la suractivation de l’oncoprotéine
Src (expression de l’oncogène c-src) sur les propriétés mécaniques de cellules épithéliales. La protéine
Src se trouve suractivée dans de nombreux cancers humains et sa suractivation a été associée à une
augmentation du pouvoir invasif des cellules et au développement de métastases. Dans nos expériences,
les cellules sont soumises à une suractivation transitoire de Src (d’une durée de 1 h), soutenue (pendant
plusieurs h) ou des cycles d’activation courts et répétés. En particulier nous avons étudié le "phénotype
mécanique" des cellules, terme qui englobe les aspects géométriques (aire d’étalement, isotropie de
forme) et dynamiques (amplitude et distribution des forces exercées par la cellule) en réponse à la
suractivation de Src (Chapitre III). La cellule n’est pas seule, elle interagit avec son environnement
"direct" : le support sur lequel elle repose (la matrice extracellulaire MEC) mais aussi les cellules
voisines. Nous avons choisi d’étudier un aspect de ces interactions : l’effet de la rigidité de la MEC sur
le phénotype de la cellule Src-activée (Chapitre IV) (Figure I.1).

Caractérisation du phénotype 
mécanique et du cytosquelette 

cellule Src-activéecellule normale

Chapitre III 

Rigidité du substrat

Chapitre IV 

Mécanosensibilité de la cellule 
Src-activée à la rigidité du substrat

Figure I.1 – Plan de ce manuscrit sur l’étude du phénotype mécanique des cellules Src-activées

Dans ce chapitre d’introduction, nous décrivons les propriétés mécaniques de la cellule épithéliale.
Nous présentons ensuite les outils in vitro qui ont été développés pour étudier le phénotype mécanique
des cellules. Cette partie est suivie d’une présentation de la protéine Src, qui fait l’objet de notre
étude : Src est à la fois un acteur important de la mécanique cellulaire mais aussi un protagoniste
de la progression tumorale. Enfin, nous présentons l’approche que nous avons adoptée pour étudier le
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

phénotype mécanique des cellules transformées par la suractivation de Src.

2 Description mécanique de la cellule épithéliale

Dans cette partie, nous décrivons les acteurs biologiques qui interviennent dans les mécanismes
de production de forces cellulaires à l’échelle de la cellule épithéliale individuelle puis nous décrivons
les interactions de la cellule avec son "environnement physique" direct : son substrat et ses cellules
voisines.

2.1 Description mécanique d’une cellule épithéliale isolée

2.1.1 Acteurs biologiques impliqués dans la production de force

L’architecture de la cellule épithéliale et ses propriétés mécaniques sont assurées par un réseau
organisé et complexe de biopolymères (Bausch & Kroy, 2006). Ce réseau est constitué principalement
de trois types de filaments : les filaments d’actine, les filaments intermédiaires et les microtubules
(Alberts et al., 2017). Ces filaments peuvent être associés à des moteurs moléculaires, qui transforment
une énergie chimique (hydrolyse de l’ATP en ADP) en une énergie mécanique (Iino et al., 2020). Parmi
ces moteurs moléculaires, nous nous intéressons en particulier aux myosines qui se déplacent le long
des filaments d’actine. Il existe plusieurs types de myosines (Sellers, 2000). Citons la myosine I qui
permet le transport d’organites le long des filaments d’actine et la myosine II qui permet à la cellule
de générer des forces contractiles. Nous présentons ici la structure du cytosquelette d’actine ainsi que
celle des myosines II qui constituent les acteurs essentiels de la génération de forces par la cellule.

Le cytosquelette d’actine Le cytosquelette d’actine est composé de monomères d’actine globulaire
(actine-G), structures polaires de 5,4 nm de diamètre. La polymérisation de ces monomères grâce
à l’énergie libérée lors de l’hydrolyse de l’ATP donne naissance à des chaînes de monomères. Ces
chaînes s’assemblent en structure hélicoïdale de 5-9 nm de diamètre qui correspond à l’enroulement
de deux chaînes de monomères, formées l’une sur l’autre. Les filaments d’actine formés présentent
une extrémité dite "barbée", extrémité (+), lieu de polymérisation des monomères d’actine et une
extrémité (-) dite "pointue", lieu de dépolymérisation de l’actine. Les filaments d’actine s’associent en
structures complexes par l’intermédiaire d’agents de pontage et de nucléation (Figure I.2). L’actine
est régulée par de nombreuses molécules comme la tropomyosine, protéine fibreuse dimérique enroulée
autour du filament d’actine qui permet de le stabiliser et de réguler l’interaction entre la myosine et le
filament d’actine (Gunning et al., 2015). Décrivons maintenant les principales organisations de l’actine
à l’intérieur de la cellule adhérente (Blanchoin et al., 2014).
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

Lamellipode 

Fibre de stress 

Cortex cellulaire 

Filopode 

a

b

Noyau 

c

d

réseau réticullé et branché 
de filaments d'actine

 

réseau réticullé de filaments d'actine

100 nm

Adhésion 

1 µm

faisceau de filaments d'actine parallèles
faisceau de filaments d'actine

anti-parallèles contractiles

500 nm myosines II

500 nm

Figure I.2 – Les différentes organisations de l’actine d’une cellule adhérente Schéma d’une cellule adhérente
montrant différentes structures composées d’actine ainsi que leurs images en microscopie électronique (a) Lamellipode,
réseau réticulé et branché de filaments d’actine. (b) Filopode, faisceau de filaments parallèles d’actine. (c) Fibre de stress,
faisceau de filaments anti-parallèles et contractiles d’actine. L’activité des myosines II (marquées en jaune) permet de
contracter le faisceau de filaments d’actine. (d) Cortex cellulaire, réseau réticulé de filaments d’actine. Adapté de (Morone
et al., 2006; Blanchoin et al., 2014; Svitkina, 2018).

• Le lamellipode (Pollard & Borisy, 2003) est une large protrusion membranaire, caractérisée
par un flux rétrograde de filaments d’actine branchés entre eux (Figure I.2 a). Pour une cellule
non polarisée, il existe un flux d’actine dirigé vers le centre de la cellule. Ce réseau enchevêtré
d’actine est formé grâce au complexe Arp 2/3 qui se fixe sur un filament déjà formé et joue le rôle
de nucléateur de la polymérisation d’actine pour permettre l’embranchement de deux filaments.
Un réseau dit "branché" est formé par la répétition de ces embranchements. Les lamellipodes
permettent aux cellules épithéliales d’adhérer et de migrer sur leur substrat (Giannone et al.,
2004).

• Les filopodes sont des protrusions membranaires cylindriques, plus petites que les lamellipodes,
composées de faisceaux de filaments parallèles d’actine (Figure I.2 b). Ils sont liés entre eux
par l’intermédiaire de protéines de pontages comme la fascine (Mellor, 2010). Les filopodes
permettent, entre autres, aux cellules de sentir les propriétés de l’environnement comme sa
rigidité (Wong et al., 2014).
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

• Les fibres de stress (SF) sont des faisceaux de filaments d’actine organisés de façon anti-
parallèle (Figure I.2 c). Leur association est assurée par des protéines de pontage comme l’α-
actinine. Il en existe trois types (Hotulainen & Lappalainen, 2006) (Figure I.3) :
— les fibres de stress ventrales sont ancrées à chaque extrémité par des adhésions focales
— les fibres de stress dorsales sont ancrées à une seule extrémité par des adhésions focales

ou des complexes focaux
— les arcs transversaux, de forme convexe, ne sont pas directement ancrés aux adhésions et

"glissent" vers le centre de la cellule via un flux rétrograde d’actine (Figure I.3 e-f).
Les fibres de stress ventrales et les arcs transversaux contiennent des myosines II (voir para-
graphe suivant) qui leur permettent de se contracter.

SF dorsales
SF ventrales
arcs 
transversaux

vinculine

F-actine

co-localisation

a b

c d

10 µm
F-actine

vinculine

10 µm

5 µm

0 min 

5 min 

10 min 

e f

Figure I.3 – Les différentes fibres de stress d’une cellule adhérente Fibres de stress dans les cellules U2OS fixées
(a) Marquage de la F-actine (utilisation de la phalloïdine) pour visualiser les filaments d’actine de la cellule. (b) Trois
types de fibres de stress sont mis en évidence sur l’image de F-actine : les fibres de stress dorsales (en rouge), les fibres
de stress ventrales (en vert) et les arcs transversaux (en jaune). (c) Marquage des vinculines (utilisation de l’anticorps
anti-vinculine) pour visualiser les adhésions focales de la cellule. (d) Image fusionnée du marquage de la F-actine (en
vert) et des vinculines (en rouge). (e) Dynamique de l’actine visualisée par la GFP-actine. (f) Zoom de la région d’intérêt
indiquée par un rectangle bleu sur (e) : les fibres de stress dorsales interagissent avec les arcs transversaux pour former
un réseau continu de fibres de stress. Les arc transversaux sont entraînés vers le centre de la cellule en raison du flux
rétrograde d’actine. Adapté de (Hotulainen & Lappalainen, 2006).

• Le cortex de la cellule est constitué principalement de filaments d’actine réticulés (Figure
I.2 d) par des protéines de pontage telles que la filamine ou la fascine, qui lient les filaments
entre eux, mais n’influent pas sur la polymérisation de l’actine. Le cortex cellulaire, lié à la
membrane plasmique, permet de réguler la forme globale de la cellule. Il permet également aux
cellules de résister aux contraintes mécaniques extérieures et d’exercer des contraintes sur les
cellules voisines au sein d’un tissu (Kelkar et al., 2020).
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

Les myosines II L’activité des myosines II sur les filaments d’actine permet à la cellule de générer
des forces contractiles, essentielles dans de nombreuses fonctions physiologiques telles que l’adhésion,
la migration ou la division (Vicente-Manzanares et al., 2009). Les myosines II sont constituées de
deux chaînes lourdes qui se dimérisent. Sur chacune de ces chaînes au niveau du cou se trouvent deux
chaînes légères : une chaîne dite "régulatrice", partie phosphorylable de la myosine et une chaîne dite
"essentielle" qui stabilise le cou. (Figure I.4 b). La tête de la myosine contient un site actif (hydrolyse
de l’ATP) et un site de liaison à l’actine. Si l’actine le permet (libération des sites de liaison ie en
absence de tropomyosine), la myosine se fixe sur un filament d’actine. En l’absence d’ATP, la myosine
est stable. En revanche en présence d’ATP, le groupement phosphate se détache ce qui entraîne un
changement de conformation de la myosine, qui se détache et subit une inversion de conformation
pour le prochain cycle (Watanabe et al., 2007). La myosine II se déplace vers l’extrémité (+) d’un
filament d’actine par des cycles successifs de phosphorylation et de déphosphorylation de sa chaîne
légère régulatrice. En utilisant un dispositif in vitro à l’échelle de la molécule unique, Finer et al. ont
montré qu’à chaque cycle de phosphorylation, la myosine II se déplace d’environ 11 nm sur un filament
d’actine et génère une force de 3-4 pN (pour des concentrations en ATP allant de 0,01 à 2 mM)(Finer
et al., 1994).

2.1.2 Mécanismes de la génération de forces

Nous allons décrire ici deux mécanismes importants de la génération de forces (Figure I.4) : la
polymérisation des filaments d’actine et la contraction de l’actomyosine, complexe protéique formé
par l’assemblage d’actine et de myosine.

Forces de polymérisation de l’actine Les filaments d’actine polymérisent avec des cinétiques
d’association différentes à leurs extrémités (+) et (-). L’énergie chimique libérée lors de l’insertion
d’un monomère à l’extrémité (+) du filament est convertie en travail mécanique. Les filaments utilisent
cette énergie mécanique pour pousser la structure s’opposant à leur croissance, comme la membrane
plasmique (Figure I.4 a). Ce mécanisme est à l’origine des forces de protrusion générées par la cellule
pour adhérer et migrer sur son substrat (Theriot, 2000; Démoulin et al., 2014).

Contractilité de l’acto-myosine Les myosines II se lient et "marchent" sur les filaments d’actine
dans la direction imposée par la polarité du filament : vers l’extrémité (+). Pour deux filaments associés
en parallèle mais ayant une polarité opposée, le mouvement en sens opposé des myosines II va induire
le glissement d’un filament sur l’autre et générer des forces contractiles (Figure I.4 c). Les myosines
II ainsi associées à des filaments d’actine antiparallèles, forment ce qu’on appelle des "fibres de stress"
(Figure I.2 c), structures essentielles de la contractilité cellulaire. La cellule épithéliale peut ainsi
générer des contraintes de plusieurs dizaines de nN/µm2 sur un substrat constitués de micro-piliers de
PDMS (rigidité allant de 1.3 à 21.8 nN/m) (du Roure et al., 2005).
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

chaîne légère régulatrice

chaîne légère essentielle

Structure de la Myosine II b

c
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Force liée à la 
polymérisation de l'actine 

Force générée par le 
complexe acto-myosine
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Figure I.4 – Mécanismes de génération de forces dans les cellules (a) Modèle de brownian ratchet pour expliquer
la génération d’une force de protrusion lors de la polymérisation de l’actine. Les fluctuations thermiques engendrent un
mouvement de l’extrémité (+) du filament d’actine. Ce mouvement permet l’insertion d’un monomère qui étend la
longueur du filament. Il en résulte une force de protrusion sur la structure s’opposant à la croissance, telle que la
membrane plasmique de la cellule. Adapté de (Theriot, 2000). (b) Organisation moléculaire de la myosine II. Elle est
constituée de deux chaînes lourdes qui se dimérisent. Chaque chaîne lourde comprend : une tête qui permet la fixation à un
filament d’actine, un cou et une queue (une partie hélicoïdale en violet et une partie non hélicoïdale en rouge). Au niveau
du cou de chaque chaîne lourde, on trouve deux chaînes légères : une chaîne dite "régulatrice", partie phosphorylable de
la myosine, et une chaîne dite "essentielle" qui stabilise le cou. (c) Dans les fibres de stress, les molécules de myosine II
s’associent avec des filaments d’actine arrangés de manière antiparallèle. La translocation (indiquée par des flèches) des
myosines dans les assemblages bipolaires conduit à la contraction du réseau d’actine. Adapté de (Kneussel & Wagner,
2013).

2.2 L’environnement direct de la cellule épithéliale

In vivo, la cellule épithéliale est dans un environnement complexe, composé d’une matrice ex-
tracellulaire (MEC), de cellules et de fluides interstitiels. Cet environnement génère des signaux bio-
chimiques (libération de facteurs de croissance, d’hormones, d’ions, protéines de la MEC,...) mais aussi
des signaux physiques (rigidité, adhésion, topographie, confinement, . . .) qui influencent le fonction-
nement de la cellule et en particulier ses propriétés mécaniques (Frantz et al., 2010; Charras & Sahai,
2014). Dans cette thèse, nous nous sommes intéressés à un aspect de l’environnement physique de la
cellule : son interaction avec la MEC, en étudiant l’influence de la rigidité.

Dans la suite, nous utiliserons le terme environnement pour désigner, soit le substrat sur
lequel la cellule repose, soit les cellules qui l’entourent au sein d’un tissu.
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

2.2.1 Matrice extracellulaire

In vivo, la plupart des cellules sont attachées à une MEC qui joue un rôle essentiel dans leur
fonctionnement (Calderwood et al., 1999; Bear et al., 2002; Galbraith et al., 2007). Cette dernière est
constituée d’un ensemble de macromolécules (Frantz et al., 2010) :

• les collagènes : protéines majoritaires (30% de la masse totale des protéines de la MEC chez
les mammifères) qui déterminent en grande partie les propriétés physiques de la MEC.

• des glycosaminoglycanes et protéoglycanes : protéines hydrophiles négativement chargées
capables de retenir l’eau et les ions, qui forment un hydrogel autour des cellules.

• des fibres élastiques : composées principalement d’élastine qui donnent à la MEC son élas-
ticité. Cette élasticité permet par exemple aux tissus de se rétracter après avoir été étirés de
façon transitoire.

• des glycoprotéines : protéines qui participent à l’architecture de la MEC et qui facilitent
l’adhésion des cellules. Citons entre autre :
— la laminine qui permet de mailler le réseau créé par le collagène (Aumailley, 2013).
— la fibronectine, une protéine fibreuse, mécano-régulatrice du comportement cellulaire. Le

dépliement de la fibronectine permet d’exposer plusieurs sites de liaison aux intégrines, ce
qui permet l’adhésion de la cellule à la MEC. Cette protéine peut être étirée d’une longueur
plusieurs fois supérieure à sa longueur au repos par les forces de traction exercées par la
cellule (Smith et al., 2007).

La MEC est avant tout une source de signaux biochimiques. En particulier, elle contient un grand
nombre de facteurs de croissance solubles tels que TGF-β qu’elle libère et qui agissent sur les cellules
(Wipff et al., 2007). Elle est aussi un substrat mécanique sur lequel les cellules adhèrent et exercent
des forces pour migrer. La MEC permet aussi de stabiliser mécaniquement les cellules soumises à des
forces externes. Listons ici les propriétés physiques de la MEC, essentielles pour son interaction avec
la cellule (Ruprecht et al., 2017; Charras & Sahai, 2014) :

• topographie, déterminée par la taille et l’orientation des fibres qui la composent.
• élasticité : la MEC a un module d’Young allant de 0,1 kPa (tissu cérébral) à 100 kPa (os). Ce

module d’Young dépend notamment de la composition en collagène et de l’organisation de la
MEC (épaisseur des fibres, taux de réticulation).

• adhésion : la MEC présente des zones aux propriétés adhésives hétérogènes qui dépendent
notamment des glycoprotéines qui la composent.

• confinement : la géométrie de la MEC peut créer un confinement spatial des cellules dans une
ou plusieurs dimensions.

Toutes ces propriétés physiques influent profondément sur le comportement des cellules : adhésion,
migration, croissance, survie des cellules et différentiation (Walma & Yamada, 2020).
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

2.2.2 Cellules voisines : le tissu épithélial

lame basale 

zone apicale 

zone basale 

jonction serrée 

jonction adhérente 

jonction de 
communication 

desmosome 

microvillosités 

hémidesmosome adhésion focale

filament d'actine 

filament intermédiaire 

Figure I.5 – Adhésions et polarité apico-basale d’un tissu épithélial La cellule adhère à la MEC via les hémi-
desmosomes et les adhésions focales. Les cellules adhèrent entre elles via différentes types de jonctions : les jonctions
serrées séparant la zone apicale de la zone basale, les jonctions adhérentes, les desmosomes et enfin les jonctions de
communication. Adapté d’un schéma accessible à l’adresse suivante : https://www.nature.com/scitable/topicpage/

cell-adhesion-and-cell-communication-14050486/

In vivo, la cellule épithéliale n’est pas seule mais entourée d’autres cellules épithéliales avec les-
quelles elle forme un tissu épithélial. Les tissus épithéliaux ou epithelium, tels que la peau ou l’épi-
thélium intestinal, s’organisent en tissus cohésifs composés de cellules jointives, situés à la surface des
organes : ils constituent une "barrière" qui protège le corps et les organes de "l’extérieur".

Polarité apico-basale Les tissus épithéliaux sont caractérisés par une polarité apico-basale (Figure
I.5). Les zones apicale et basale ont des compositions en protéines et lipides particulières, et sont
séparées par des jonctions, appelées jonctions serrées. Cette polarité apico-basale est nécessaire au
bon fonctionnement du tissu épithélial : elle règle la prolifération, l’adhésion cellulaire, la croissance,
le métabolisme et l’apoptose au sein des tissus épithéliaux (Martin-Belmonte & Perez-Moreno, 2011).
La perte de cette polarité est impliquée dans la transition épithélio-mésenchymateuse (TEM), un
processus au cours duquel les cellules épithéliales acquièrent peu à peu le phénotype des cellules
mésenchymateuses. La TEM intervient au cours de la progression tumorale à laquelle elle participe
en augmentant la motilité et le pouvoir invasif des cellules (Thiery et al., 2009; Martin-Belmonte &
Perez-Moreno, 2011; Puisieux et al., 2018). Plus précisément :

• La zone apicale est en contact avec le milieu extérieur. Cette zone contient des protéines spé-
cifiques à l’organe qu’elle protège : elle assure ainsi les échanges de substances avec l’environne-
ment (sécrétion et absorption) et permet le bon fonctionnement de l’organe. Les microvillosités
présentes au niveau de l’interface avec l’environnement facilitent ces échanges en augmentant
la surface d’échange avec le milieu extérieur.

• La zone basale est celle qui fait face au milieu intérieur et repose sur la MEC. La membrane
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

basale est en contact avec le substrat et permet l’ancrage du tissu. Elle assure aussi une certaine
perméabilité, aux nutriments en particulier. In vivo, les tissus épithéliaux reposent sur un feuillet
de matériau extracellulaire appelé lame basale qui les sépare des tissus conjonctifs, parcourus
par des vaisseaux sanguins transportant l’oxygène et les nutriments. Celle-ci est composée
principalement de collagène IV et de laminine (Khalilgharibi & Mao, 2021). In vitro, cultivés
sur des substrats 2D, les tissus épithéliaux présentent aussi une polarité apico-basale : la partie
apicale fait face au milieu de culture et la partie basale adhère au substrat (Yonemura, 2014).

Jonction adhérente ba

Vers le
substrat

Vers la
cellule

forces de traction

Contrainte intercellulaire

Couplage mécanique 
entre les systèmes adhésifs 

Figure I.6 – Contraintes intercellulaires au niveau des jonctions adhérentes (a) Jonctions adhérentes (JA),
complexes protéiques dynamiques constitués de E-cadhérine et d’une multitude de protéines adaptatrices et de signali-
sation, dont la vinculine et l’α-caténine, qui assurent le lien mécanique entre les cytosquelettes d’actomyosine de deux
cellules voisines. Adapté de (Dufort et al., 2011). (b) Les JA sont les principaux mécanosenseurs qui permettent à la
cellule de sentir les contraintes exercées par ses voisines et de transmettre des contraintes à ses voisines. Il existe un
couplage entre le système d’adhésion avec la MEC et le système d’adhésion entre cellules voisines. Ce couplage permet
aux cellules d’adapter leur comportement à celui de leurs voisines et ainsi de se coordonner au sein du tissu épithélial.
Adapté de (Ladoux & Mège, 2017).

Les jonctions cellule-cellule dans les tissus épithéliaux Au sein d’un tissu épithélial, les cellules
adhèrent entre elles via différents types de jonctions : les jonctions serrées, les jonctions d’ancrage et
enfin les jonctions de communication (Figure I.5) :

• Les jonctions serrées, situées au niveau de la partie apicale du tissu épithélial, permettent
d’assurer la cohésion et la fonction barrière du tissu épithélial.

• Les jonctions d’ancrage, situées sous les jonctions serrées, connectent le cytosquelette d’une
cellule avec celui de ses voisines. Il en existe deux types : les jonctions adhérentes et les des-
mosomes, reliant respectivement les filaments d’actine et les filaments intermédiaires de deux
cellules voisines. Les jonctions adhérentes jouent un rôle important dans la transmission de
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

l’information mécanique ainsi que dans l’émergence des comportements collectifs (Ladoux &
Mège, 2017). Elles sont constituées d’une multitude de protéines dont la plus connue est la E-
cadhérine. Cette protéine recrute les caténines α et β permettant la liaison des cytosquelettes
d’actine de deux cellules voisines (Figure I.6). Les E-cadhérines se trouvent le plus souvent
sous-exprimées dans la TEM, ce qui altère la cohésion du tissu et la migration collective des
cellules qui s’individualisent (Gheldof & Berx, 2013).

• Les jonctions de communication, situées au niveau de la membrane basale, permettent aux
cellules de communiquer entre elles via des signaux chimiques ou électriques : échange d’ions,
de messagers secondaires et de petits métabolites (Meşe et al., 2007).

2.3 Interaction avec la matrice extracellulaire

2.3.1 Adhésions cellulaires à la MEC

La cellule adhère à la MEC via différentes familles de protéines transmembranaires. Ces protéines,
sensibles aux propriétés chimiques et mécaniques de l’environnement, lient la MEC au cytosquelette
de la cellule (Burridge & Chrzanowska-Wodnicka, 1996; Berrier & Yamada, 2007; Zaidel-Bar et al.,
2007). Il existe deux types d’adhésions avec la MEC : les hémidesmosomes et les adhésions focales
(AF) liant respectivement les filaments intermédiaires et les filaments d’actine à la MEC (Figure I.5).

direction de migration

Flux retrograde 
d'actine

forces de traction

Contractilité de 
l'actomyosine 

Force exercée
par la cellule

Force 
extérieure

Adhésion focale ba

Figure I.7 – Adhésions de la cellule à la MEC (a) Adhésions focales, complexes protéiques dynamiques constitués
d’intégrines et d’une multitude de protéines adaptatrices et de signalisation, dont la vinculine et la taline, qui assurent
le lien mécanique entre le cytosquelette d’actomyosine et la MEC. Les AF permettent à la cellule de communiquer avec
son environnement. Adapté de (Dufort et al., 2011) (b) Les AF servent notamment de points d’ancrage sur lesquels les
cellules tirent pour adhérer ou migrer sur leur substrat en générant des forces de traction. Adapté de (Ladoux & Mège,
2017).
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a b

c

Nascent adhesion

Branched actin

Transition zone

Figure I.8 – Étapes de maturation des adhésions focales (a) Schéma d’une cellule adhérente et de son système
adhésif avec la MEC (b) Zoom de la zone encadrée en noire en (a) : les adhésions naissantes sont situées dans le
lamellipode, les complexes focaux à la limite entre le lamellipode et la zone lamellaire, les adhésions focales dans la zone
lamellaire et les adhésions fibrillaires dans le corps cellulaire. Adapté de (Bouvard et al., 2013). (c) Morphologie, temps
de vie moyen, composition des adhésions au cours du processus de maturation. Adapté de (Gardel et al., 2010).

Dans notre étude, nous nous intéressons aux adhésions focales (AF) (Figure I.7 a), un ensemble
de protéines qui comprend les intégrines qui permettent à la cellule de "sentir" son environnement.
Les intégrines sont des protéines hétérodimériques transmembranaires composées de sous-unités α et
β qui constituent les briques de base des AF. On compte une vingtaine de couples α et β différents.
Les intégrines comportent une partie extracellulaire qui peut se lier à certaines protéines de la MEC
(fibronectine, laminine), une partie transmembranaire et enfin une partie intracellulaire qui se lie aux
filaments d’actine via des protéines d’adaptation telles que la taline et la vinculine. Lorsqu’elles sont
dans un état de faible affinité avec la MEC, les sous-unités α et β sont en configuration repliée. Mais
lorsqu’elles sont activées, elles subissent un changement de conformation : les deux sous-unités se
déplient ce qui permet de dévoiler des sites cryptiques sur lesquels d’autres molécules vont pouvoir
être recrutées (Figure I.8). Les intégrines sont activées par des protéines telles que la taline (Tadokoro
et al., 2003) qui permet leur attachement à la MEC et la formation d’adhésions "naissantes" (taille
caractéristique inférieure à 0,25 µm) au niveau des lamellipodes de la cellule via le recrutement de la
paxilline (Gardel et al., 2010). Les adhésions naissantes peuvent se désassembler rapidement (temps
de vie de l’ordre de la minute) ou s’associer à d’autres protéines telles que FAK pour former des
"complexes focaux" (taille caractéristique de 0,5 µm) dans la région lamellaire de la cellule (Gardel
et al., 2010) (Figure I.8). L’activité de la myosine II dans cette région génère une tension sur les
adhésions qui stimule leur maturation par le recrutement de nouvelles molécules telles que la vinculine
et la zyxine. En effet lorsqu’elle est soumise à des forces suffisantes, la taline se déplie exposant des
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sites de liaison pour la vinculine. Les AF matures, de forme elliptique (1 µm en largeur, 1-10 µm en
longueur), génèrent des adhésions stables entre la cellule et la MEC pendant en moyenne 17 min dans
des cellules épithéliales PtK1 (Gupton & Waterman-Storer, 2006) (Figure I.8). Liées aux fibres de
stress de la cellule, les AF constituent des "embrayages" moléculaires (molecular clutch) sur lesquels
les cellules tirent pour générer des "forces de traction" (Case & Waterman, 2015) (Figure I.7 b). Les AF
peuvent maturer davantage via le recrutement de la tensine, entre autres, pour donner des adhésions
fibrillaires stables qui participent au remodelage de la MEC (Zaidel-Bar et al., 2003). Les forces de
traction naissent lors de l’engagement des intégrines dans la MEC puis leur intensité augmente avec
la maturation des AF qui renforce leur lien avec le cytosquelette (Schwarz & Gardel, 2012). Les
forces générées par la polymérisation de l’actine entraînent un flux rétrograde d’actine. Lorsque les
intégrines s’engagent dans la MEC, les forces de traction atteignent une centaine de Pa, entraînant
une diminution du flux rétrograde d’actine de 25 à 2 nm/s dans des cellules épithéliales PtK1 (Gardel
et al., 2008).

Les contraintes que les cellules exercent sur leur substrat pour adhérer et migrer sont exprimées
en Pa : il s’agit de forces surfaciques. Dans la suite on les nommera forces de traction qui
est d’ailleurs le terme utilisé, abusivement, dans la littérature.

2.3.2 Mécanosensibilité et mécanotransduction au niveau des adhésions focales

Pour interagir avec son environnement, la cellule procède en trois étapes (Vogel & Sheetz, 2006) :

• elle "sent" les propriétés mécaniques de son environnement via des mécanismes de mécanosen-
sibilité. La mécanosensibilité des cellules décrit la capacité des cellules à percevoir les signaux
mécaniques de son environnement : contraintes, déformation, rigidité, topographie et adhésivité
du substrat (Bershadsky et al., 2006; Geiger et al., 2009).

• elle "transmet" et "interprète" l’information mécanique via des mécanismes de mécanotrans-
duction (Wang et al., 1993). Ces mécanismes désignent les processus par lesquels la cellule
transforme les signaux mécaniques détectés dans son environnement en signaux biochimiques,
qui déclenchent une réponse biologique.

• elle "répond" en adaptant son phénotype ou modifie les propriétés de son environnement.

Dans le cas des cellules adhérentes à une MEC, la mécanotransduction se fait principalement au
niveau des AF qui couplent la MEC au cytosquelette de la cellule (Geiger et al., 2009). D’autres voies
permettant la mécanotransduction sont utilisées par la cellule telles que les canaux mécanosensibles
activés lors de l’étirement de la membrane plasmique de la cellule comme Piezo1 (Ridone et al., 2019)
ou l’activation des récepteurs couplés aux protéines G (Alonso et al., 2016). Dans le cadre de cette
thèse, nous décrivons uniquement la mécanosensibilité et la mécanotransduction au niveau des AF.
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Figure I.9 – Mécanotransduction au niveau des adhésions focales Schéma montrant les interactions entre les
différents modules qui permettent à la cellule de communiquer avec la matrice extracellulaire (MEC). (1) Les forces
générées par la polymérisation de l’actine et par l’actomyosine affectent des protéines mécanosensibles spécifiques dans
le module de liaison de l’actine comme la taline, le module récepteur (représenté par les intégrines), le module de
polymérisation de l’actine et le module de signalisation (par exemple, la kinase d’adhésion focale FAK, p130Cas). (2)
Tous ces modules en interaction répondent aux propriétés de la MEC et aux forces mécaniques appliquées en agissant sur
la génération de force et le cytosquelette de la cellule. (3) La stimulation du module de signalisation entraîne l’activation
ou l’inactivation de petites protéines G, telles que Rho et Rac. (4) Ces petites protéines G agissent sur les protéines
régulant le cytosquelette, affectant le module de génération de force (5). Adapté de (Geiger et al., 2009)

Mécanosensibilité au niveau des AF Les AF sont les principaux mécanosenseurs qui permettent
à la cellule de "sentir" sa MEC. Le degré de maturation ainsi que le recrutement des protéines au sein
des AF dépendent directement des propriétés physiques de l’environnement (Schiller & Fässler, 2013).
La relation entre AF et génération de forces est bidirectionnelle : les AF permettent la génération de
force mais évoluent aussi en fonction des forces auxquelles elles sont soumises. Elles s’adaptent à la
force appliquée (traction interne ou force extérieure) en modifiant leur taille : l’AF change de taille
en fonction de la force appliquée (Geiger et al., 2001). Ainsi la tension mécanique générée par les
forces contractiles sur les AF participe à leur maturation et au recrutement de nouvelles protéines,
en particulier la vinculine, qui stabilise et renforce les AF (Case & Waterman, 2015). La rigidité du
substrat affecte directement les propriétés des AF. Le temps de vie des AF et le taux de maturation
sont plus importants sur des substrats rigides (rigidité supérieure à quelques dizaines de kPa) que sur
des substrats plus "mous" (quelques kPa) (Féréol et al., 2009; Oakes et al., 2018).
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2. Description mécanique de la cellule épithéliale

Mécanotransduction au niveau des AF Après avoir "lu" les signaux mécaniques de son environ-
nement, la cellule transmet ces signaux à l’intérieur de la cellule par l’intermédiaire du cytosquelette
(Hoffman et al., 2012). Les molécules composant les AF activent une cascade de voies de signalisation
(module de signalisation, activation de petites protéines G) qui modifie l’architecture du cytosquelette
et la génération de force (Figure I.9). Par exemple, l’activation de la voie de signalisation Rho/ ROCK
augmente l’activité des myosines II et l’assemblage des filaments d’actine, participant à l’augmenta-
tion de la contractilité cellulaire. Les signaux mécaniques peuvent être transmis jusqu’au noyau où
ils affectent la transcription de l’ADN ainsi que l’expression de protéines. Les forces ressenties par la
cellule au niveau des AF se propagent via le cytosquelette sur des distances allant de quelques µm
jusqu’à quelques dizaines de µm (échelle de la cellule) (Wang et al., 2009) et la signalisation mécanique
se produit rapidement sur des échelles de temps de quelques secondes, voire moins (Dufort et al., 2011)
(Figure I.10).

proteines de 
signalisation

Noyau

Membrane 
plasmique

Recepteur

Transduction d'un signal : s

Propagation de la vague : µs-ms

Contractilité de l'acto-myosine : s

Changement de conformation 
d'une protéine : ms-s

myosine II

F-actine

F-actine

dépliement
de la protéine 

a

b

c

d

Figure I.10 – La mécanotransduction, un processus rapide Les câbles d’acto-myosine se contractent à un taux de
1 µm/s (b), et les ondes de tension générées par la contractilité peuvent rapidement se propager à travers le cytosquelette
(c). Les contraintes exercées sur les protéines mécaniquement sensibles telles que la taline et p130Cas peuvent induire
des changements de conformation, comme le dépliement des protéines, en quelques ms à quelques s pour des forces de
l’ordre de quelques pN (a). Au cours de la mécanotransduction, ces changements de conformation des protéines activent
des réseaux de signalisation biochimique, qui peuvent atteindre le noyau en quelques dizaines de secondes (d). Adapté
de (Dufort et al., 2011).

Adaptation En "lisant" (mécanosensibilité) et en "transmettant" (mécanotransduction) l’informa-
tion mécanique de l’environnement, la cellule est capable de s’adapter aux changements de propriétés
physiques de ce dernier. En particulier, ces mécanismes permettent aux cellules de maintenir un état
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d’équilibre interne en dépit des changements de leur environnement, appelé homéostasie (Humphrey,
2008; Boudou et al., 2019). La cellule et la MEC s’influencent mutuellement (Bissell et al., 1982;
Schultz et al., 2011) : on parle d’interactions réciproques (Boudou et al., 2019). D’un côté, la cellule
adapte ses propriétés mécaniques à celles de l’environnement (Vogel & Sheetz, 2006). De l’autre, elle
modifie les propriétés mécaniques de la MEC en remodelant les fibres de collagène, en dégradant
ou en synthétisant des protéines comme la fibronectine (Iordan et al., 2010; Humphrey et al., 2014;
Schultz et al., 2015). La cellule sent la rigidité de son substrat et adapte ses propriétés bio-mécaniques
à cette dernière. Cette mécanosensibilité à la rigidité du substrat sera décrite plus en détail dans le
Chapitre IV.

A l’échelle de la cellule et du tissu, les mécanismes de mécanotransduction et d’homéostasie permettent
aux cellules de s’adapter à leur environnement et d’assurer leur fonctionnement (Humphrey et al., 2014;
Boudou et al., 2019; Andersen et al., 2022). L’altération des mécanismes d’homéostasie est à l’origine
de nombreuses pathologies comme le cancer (Paszek et al., 2005; Huang & Ingber, 2005).

2.4 Altération du phénotype mécanique de la cellule cancéreuse

Un cancer est le plus souvent dû à la mutation ou à la dérégulation de gènes affectant des fonctions
physiologiques essentielles telles que l’apoptose ou la prolifération.

2.4.1 Altérations physiologiques des cellules cancéreuses

Les cellules cancéreuses présentent six altérations physiologiques (Hanahan & Weinberg, 2011) :
• un maintien de la signalisation proliférative : les cellules peuvent se diviser en l’absence

de facteurs de croissance
• un contournement des suppresseurs de croissance : Les cellules cancéreuses ont la capa-

cité d’échapper aux programmes d’inhibition de la prolifération cellulaire. Elles peuvent, par
exemple, contourner l’"inhibition de contact de prolifération", qui correspond à l’arrêt de la
division cellulaire au delà d’une certaine densité cellulaire dans le tissu épithélial.

• une résistance à la mort cellulaire ou apoptose (en cas de dommage de l’ADN notamment)
• une immortalité réplicative qui leur permet de se diviser indéfiniment et d’éviter la sénes-

cence cellulaire précédant la mort cellulaire
• une capacité à induire l’angiogenèse pour développer de nouveaux vaisseaux sanguins et

assurer la survie et la croissance de la tumeur
• une activation des processus d’invasion des tissus environnants et l’activation du déve-

loppement de métastases

2.4.2 Étapes de la carcinogenèse

Les carcinomes, cancers qui se développent à partir de cellules épithéliales, représentent plus de
80 % des cancers humains (Jemal et al., 2008). La carcinogenèse correspond au processus de formation
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des carcinomes et comprend trois phases :
• une phase d’initiation au cours de laquelle une cellule épithéliale subit une ou plusieurs

mutation(s).
• une phase de promotion au cours de laquelle des promoteurs participent à la croissance et

à la prolifération de la cellule mutée : une colonie de cellules mutées se forment, l’adénome.
• une phase de progression au cours de laquelle certaines cellules de l’adénome vont accumuler

d’autres mutations, entraînant la formation d’une tumeur maligne : les cellules se divisent de
façon excessive, sont capables de vasculariser la tumeur et d’envahir les tissus environnants.
Elles peuvent ensuite se détacher de la tumeur primaire, circuler dans les vaisseaux sanguins
pour atteindre et coloniser d’autres organes (métastases).

2.4.3 De l’importance de la mécanique dans le cancer

Le développement des métastases, responsables de 90% des morts causées par un cancer (Steeg,
2016), reste un événement rare en raison des nombreuses étapes que la cellule cancéreuse doit franchir.
Au cours des différentes étapes formant la «cascade métastastique» (Figure I.11), les cellules font
en effet face à de nombreuses contraintes mécaniques pouvant affecter leur survie et leur progression
(Gensbittel et al., 2020).

tumeur primaire vascularisation détachement intravasation

cellule tumorale 
circulante

adhésion au vaisseau
sanguin

extravasation
croissance d'une
seconde tumeur

Figure I.11 – Étapes constituant la "cascade métastatique". Adapté de (Wirtz et al., 2011).

Dans la tumeur primaire, les cellules sont exposées à des forces de compression importantes
en raison de l’augmentation du volume de la tumeur et de l’augmentation de la rigidité du micro-
environnement lors du remodelage du tissu entourant la tumeur, qui se produit dans plusieurs types
de tumeurs comme le cancer du sein (Gensbittel et al., 2020). Les cellules doivent ensuite s’extraire
de la tumeur primaire et franchir la MEC puis l’endothélium pour atteindre les vaisseaux sanguins
(intravasation). Dans ces vaisseaux, les cellules font face à des forces liées au flux sanguin (cisaille-
ment) ainsi qu’à des forces de compression importantes lorsqu’elles se retrouvent confinées dans des
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vaisseaux sanguins étroits. Les cellules cancéreuses doivent ensuite parvenir à s’accrocher au niveau de
l’endothélium : elles quittent les vaisseaux sanguins et s’infiltrent dans l’endothélium d’un autre organe
(extravasation). Le franchissement de cette barrière endothéliale permet aux cellules de coloniser cet
organe. Les cellules cancéreuses doivent modifier leurs propriétés mécaniques tout au long de cette
cascade métastatique pour échapper aux processus de régulation physiologique de l’organisme.

2.4.4 Altérations des propriétés mécaniques des cellules cancéreuses

Dans cette partie, nous décrivons les altérations des propriétés mécaniques des cellules cancéreuses.

  

Elasticité cellulaire  

Déformabilité 

a  c 

déformabilité optique (%)

Module d'Young (kPa)

cytoplasme noyau

Pourcentage de cellules
b

50 µm

Force de traction totale (nN)

Force de traction

Figure I.12 – Propriétés mécaniques des cellules cancéreuses. Propriétés mécaniques des cellules cancéreuses
humaines du sein (a) Mesure du module d’Young au niveau du noyau et dans le cytoplasme de cellules normales MCF10
et métastatiques MDA-MB-231. Adapté de (Agus et al., 2013). (b) Mesure de la déformabilité de cellules cancéreuses
non métastatiques mod-MDA-MB-231 et métastastiques MDA-MB-231. Adapté de (Guck et al., 2005). (c) Mesure de la
force de traction totale pour des cellules cancéreuses non métastatiques MCF10A et métastatiques MDA-MB-231. Haut
(de gauche à droite) : cartographie des forces de traction et images en contraste de phase. Bas : comparaison des forces
de traction totales. Adapté de (Kraning-Rush et al., 2012).

Modification de la rigidité et de la déformabilité cellulaire A l’échelle de la cellule unique,
de nombreuses études in vitro ont montré une diminution de la rigidité des cellules au cours de la
progression tumorale (Lekka et al., 1999; Cross et al., 2008; Weder et al., 2014; Alibert et al., 2017).
En utilisant un AFM, Lekka et al. ont mesuré le module d’Young de cellules humaines issues de
l’uretère et de la vessie, normales ou cancéreuses. Ils ont montré que les cellules cancéreuses ont un
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module d’Young 10 fois plus petit que celui des cellules normales (Lekka et al., 1999). De même,
Agus et al. ont montré que des cellules cancéreuses métastastiques du sein, les MDA-MB-231, ont un
module d’Young deux fois plus faible que celui des cellules normales MCF10 (Figure I.12 a) (Agus
et al., 2013). L’évolution de la rigidité cellulaire a été proposée comme pouvant être un marqueur de
la progression tumorale (Xu et al., 2012). Cette diminution de rigidité se traduit par une meilleure
capacité des cellules à se déformer. Guck et al. ont mesuré la capacité de cellules cancéreuses du sein
à se déformer en réponse à une contrainte, en utilisant un étireur optique désigné par le terme de
"déformabilité" (Guck et al., 2005). Ils ont montré que la déformabilité des cellules augmente avec leur
pouvoir métastatique (Figure I.12 b). Cette meilleure déformabilité permet aux cellules de s’adapter
aux contraintes géométriques rencontrées, et peut faciliter l’invasion des cellules cancéreuses dans les
tissus voisins ou leur migration dans des vaisseaux sanguins étroits. Bien que la majorité des cellules
cancéreuses soit moins rigide que les cellules normales (Alibert et al., 2017), cette relation est inversée
à l’échelle du tissu : les tissus cancéreux ont une rigidité plus importante que les tissus sains en raison
de l’augmentation de rigidité du micro-environnement qui les entoure (Gensbittel et al., 2020). La
palpation manuelle des tissus est d’ailleurs une méthode utilisée par les médecins pour détecter les
lésions cancéreuses (Ingber et al., 1995).

Modification des forces de traction De nombreuses études ont montré que les forces de traction
exercées par les cellules cancéreuses sur la MEC sont modifiées au cours du processus tumoral (Li
et al., 2017). Certaines études in vitro ont établi un lien entre les forces de traction et le potentiel
métastatique des cellules. Ainsi, Kraning-Rush et al. ont montré que les forces de traction augmentent
avec le potentiel métastatique de cellules humaines du sein, du poumon et de la prostate (Kraning-
Rush et al., 2012) (Figure I.12 c). D’autres études sont nécessaires pour parvenir à associer l’état de
contractilité de la cellule au stade de la transformation cellulaire (Tseng et al., 2012) ou avec leur
pouvoir invasif (Peschetola et al., 2013).

Modification des mécanismes de mécano-sensibilité Wolfenson et al. ont montré que les cel-
lules cancéreuses du sein MDA-MB-231 étaient insensibles à la rigidité de leur substrat contrairement
aux cellules normales MCF10 (cellules cultivées sur une matrice de micro-piliers de raideur 0,85 pN/nm
à 8,4 pN/nm). Ils ont montré que cette absence de mécanosensibilité est liée à l’absence d’une protéine
dans le module de détection des cellules, la tropomyosine Tpm2.1. Cette insensibilité à la rigidité du
substrat permet ainsi aux cellules d’échapper aux processus de régulation physiologique, comme le
processus d’apoptose qui est favorisé sur un substrat de faible rigidité (Wolfenson et al., 2016). Nous
détaillerons davantage les altérations de la mécanosensibilité des cellules cancéreuses dans le Chapitre
IV de ce manuscrit.

Pour mesurer le phénotype mécanique des cellules dans les cas physiologiques comme pathologiques,
de nombreux outils in vitro ont été développés.

19



3. Les outils pour étudier le phénotype mécanique des cellules

3 Les outils pour étudier le phénotype mécanique des cellules

3.1 Les systèmes in vitro sont particulièrement adaptés à l’étude du phénotype
mécanique

Les systèmes in vivo sont complexes et leur compréhension nécessite d’intégrer un grand nombre
de paramètres. Déterminer l’influence de chaque paramètre peut s’avérer hardu. Les systèmes in vitro
visent à décortiquer ces systèmes biologiques complexes en sous-systèmes. L’utilisation de systèmes
in vitro permet de contrôler un grand nombre de paramètres : température, géométrie, type cellulaire
ainsi que les propriétés mécaniques de l’environnement (Ruprecht et al., 2017; Bao & Suresh, 2003).
Les systèmes in vitro présentent quelques avantages comparés aux systèmes in vivo :

• ils sont minimalistes : le nombre de paramètres à considérer est plus faible que dans les
systèmes in vivo

• ils permettent de réaliser des mesures plus facilement reproductibles car les paramètres tel
que la température, l’humidité, les propriétés physiques des substrats, le type cellulaire sont
contrôlés.

• ils sont moins coûteux (argent, temps) : les systèmes in vivo nécessitent d’élever des animaux.

Ces systèmes in vitro présentent néanmoins des limitations, principalement liées à leur caractéristique
minimaliste :

• Lignées cellulaires utilisées Les lignées cellulaires utilisées dans les études in vitro sont des
lignées immortalisées : les cellules ont subi des mutations qui peuvent impacter leur phénotype
et modifier leur comportement.

• Un environnement extrêmement simplifié In vivo, les cellules évoluent dans un environ-
nement 3D complexe. Elles sont entourées d’une matrice extracellulaire à la composition et à
la topographie hétérogène et dynamique, et interagissent avec d’autres cellules.
— Les substrats utilisés dans les études in vitro sont plus rigides (plastique : 2 GPa, verre :

60 GPa) que les rigidités physiologiques de la MEC (0,5-100 kPa). Pour s’approcher des
rigidités physiologiques, il faut utiliser des substrats en polyacrylamide ou en PDMS. De
plus, les substrats utilisés in vitro ont une composition et une topographie "figée", qui ne
rendent pas compte de l’aspect dynamique et hétérogène de l’environnement cellulaire in
vivo

— Les systèmes in vitro limitent les interactions. In vivo, les cellules reçoivent des messages
biologiques, physiques et chimiques de l’organisme.

3.2 Mesure des propriétés mécaniques de cellules isolées

Pour mesurer les propriétés mécaniques des cellules, en particulier leur propriétés rhéologiques
(élasticité, viscosité) à l’échelle de la cellule unique, de nombreuses méthodes in vitro ont été dé-
veloppés : des méthodes dites "actives" pour lesquelles une déformation est mesurée en réponse à
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l’application d’une contrainte et des méthodes dites "passives" qui consistent à mesurer des défor-
mations (Table I.1). Ces méthodes peuvent être rangées en 3 catégories : les méthodes optiques, les
méthodes dites "de contact" et les méthodes "non invasives" (Figure I.13, Table I.1). Nous décrivons
ci-dessous rapidement le principe et les grandeurs mesurées pour chacune de ces méthodes. La micro-
scopie de forces de traction (TFM), méthode à la base de ce travail de thèse, sera présentée plus en
détail dans la partie suivante.

micro-piliersTFMi j

pince magnétique AFM

micropipettemicro-plaques 

plaque rigide

plaque flexible

bobine

b

c e

étireur optique

pince optique

f

g

a

Méthodes optiques

dmicrofluidique

Méthodes de contact

Méthodes non invasives

h microrhéologie passive

Figure I.13 – Méthodes pour mesurer les propriétés mécaniques de cellules isolées (a) Micro-plaques (b)
Micropipette (c) Microfluidique (d) AFM (e) Pince magnétique (f) Étireur optique (g) Pince optique (h) microrhéologie
passive (i) TFM (j) Micro-piliers. Adapté de (Ladoux & Mège, 2017; Hao et al., 2020).

3.2.1 Méthodes de contact

Micro-plaques La méthode consiste à comprimer une cellule entre deux micro-plaques parallèles
(une plaque est rigide sous la cellule/agrégat et l’autre plaque est rigide ou flexible). Cette méthode
permet de mesurer la tension de surface, les contraintes ainsi que les propriétés rhéologiques d’une
cellule (Figure I.13 a) (Forgacs et al., 1998; Desprat et al., 2005; Marmottant et al., 2009).

Micropipette La méthode consiste à aspirer une cellule avec une micropipette circulaire en contrô-
lant la pression d’aspiration (Figure I.13 b). Il est possible d’obtenir la tension de surface et les
propriétés rhéologiques de la cellule (Hochmuth, 2000; Guevorkian & Maître, 2017).
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Technique A/P Mesure
Quantité

mécanique
mesurée

OG
force/contrainte
/déformabilité

Débit
de mesures

Avantages Inconvénients

Micro-plaques A déformations
-tension de surface
-contraintes

0, 1 − 1000 Pa 6 c/h -mesure précise
-invasif (contact permanent)
-débit de mesures faible

Micropipette A
déformations

de surface

-tension de surface
-propriétés
rhéologiques

1-1000 Pa 1-100 c/h
-mise en place facile
-mesure cellule adhérente
ou en suspension

-perturbatif (contact permanent)

Microfluidique A déformations
-déformabilité
-propriétés
rhéologiques

0-50 % 10-104 c/s
- robuste et facile à utiliser
-débit de mesures élevé
-mesure de cellules circulantes

-repose sur des modèles pour
mesurer élasticité ou la viscosité
-sonde la mécanique sur
des temps courts
-pas de mesure de cellule
adhérente à un substrat

AFM A
déplacement

du levier

-tension de surface
-propriétés
rhéologiques

10−2-102 nN 1-20 c/h
-mesure d’une grande précision
-cartographie

-invasif (nécessite un contact)
-débit de mesures faible
-étape de calibration nécessaire

Pince
magnétique

A déformations -tension de surface 0,01-100 Pa 1-10 c/h
-permet de manipuler des objets
intracellulaires en profondeur
-utilisation in vivo possible

-invasif (nécessité d’injecter
des particules magnétiques)
-débit de mesures faible

Etireur
optique

A déformation
-déformabilité
-propriétés
rhéologiques

s/o 1-10 c/s

-mesure sans contact avec
la cellule
-peut être combiné à un
dispositif microfluidique
pour automatisation/tri

-perturbatif (élévation
de température
générée par les lasers)
-pas de mesure de cellule
adhérente à un substrat

Pince
optique

A déformations

-tension
de membrane
-propriétés
rhéologiques

0,01-10 Pa 10-100 c/h
-peut être intégré facilement
dans un dispositif optique

-calibration difficile
-perturbatif (élévation locale
de température générée
par le laser)
-étude de mécanismes longs
impossibles

Microrhéologie
passive

P
positions

des traceurs
-propriétés
rhéologiques

s/o 10-30 c/h
-non invasif
-mesures locales

-mesures difficiles

TFM P
déformation
du substrat

-forces de traction 1-104Pa 10-100 c/h

-mesure absolue
-méthode non invasive
-possibilité de moduler
la rigidité du substrat

-reconstruction des forces,
erreurs liées à l’inversion
numérique
-grande sensibilité au bruit de
déplacement des billes

Micro-piliers P
déplacement
des piliers

-forces de traction 10−2-100 nN 10-100 c/h

-mesure absolue
-pas d’image de référence
nécessaire
-calcul direct des forces

-substrat utilisé : points
d’adhésion discrets
(difficile de comparer avec
situation physiologique)

Table I.1 – Récapitulatif des principaux outils utilisés pour la mesure des propriétés mécaniques des
cellules Pour chaque méthode, A/P : méthode active/passive, mesures effectuées, quantité(s) mécanique(s) mesurée(s),
ordre de grandeur des forces/contraintes/déformabilités mesurées, débit de mesures (c/s : nombre de cellules/s, c/h :
nombre de cellules/h), avantages et inconvénients.

Microfluidique La méthode consiste à faire circuler une cellule dans un canal microfluidique (Figure
I.13 c). La cellule peut être comprimée au niveau d’une construction ou soumise à un flux (cisaillement,
élongation). Ces méthode permettent de mesurer la déformabilité des cellules (leur capacité à se
déformer en réponse à une contrainte), et en s’appuyant sur des modèles, de mesurer les propriétés
rhéologiques de la cellule (Urbanska et al., 2020; Dupire et al., 2020).

AFM La méthode consiste à sonder la topographie de la surface avec une résolution subnanométrique
en utilisant une pointe ayant un rayon de courbure allant de quelques nm à quelque µm , reliée à un
levier flexible (Krieg et al., 2018; Wu et al., 2018). Le choix du rayon de courbure de la pointe dépend
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de l’échantillon à mesurer. La pointe de l’AFM est utilisée pour indenter la cellule localement. La
déflection du levier, mesurée sur des photodiodes, permet d’obtenir la force en fonction de l’indentation
de la cellule. En particulier, la spectroscopie de forces AFM vise à mesurer le module d’Young et la
topographie de la cellule (Figure I.13 d).

Pinces magnétiques La méthode consiste à injecter des particules magnétiques dans une cellule et
à les manipuler grâce à un gradient de champ magnétique. La déformabilité de la cellule est mesurée
en fonction des contraintes appliquées (Figure I.13 e) (Bausch et al., 1999; Tanase et al., 2007).

3.2.2 Méthodes optiques

Étireur optique La méthode consiste à utiliser deux lasers pour piéger et déformer une cellule sans
la toucher : en imposant une contrainte sur la cellule, les propriétés rhéologiques de la cellule sont
mesurées (Figure I.13 f) (Yang et al., 2016).

Pinces optiques La méthode consiste à manipuler des objets diélectriques, de tailles micromé-
triques, injectés dans la cellule pour imposer des forces sur la surface avec lesquels ils sont en contact
(Figure I.13 g) (Svoboda & Block, 1994). Les déformations mesurées permettent de mesurer les pro-
priétés rhéologiques de la cellule (Ayala et al., 2016).

3.2.3 Méthodes non invasives

Microrhéologie passive La méthode consiste à suivre le mouvement brownien de traceurs dans
le cytoplasme des cellules (organelles ou particules endocythées par les cellules) (Figure I.13 h). Le
mouvement des traceurs permet de mesurer les propriétés rhéologiques du cytoplasme de la cellule
(Yamada et al., 2000; Helfer et al., 2000, 2001; Wirtz, 2009).

La TFM et la méthode des micro-piliers sont décrites dans les paragraphes suivants.

3.3 Microscopie de forces de traction (TFM)

Au cours de cette thèse, nous avons utilisé la TFM pour caractériser le phénotype mécanique de
cellules seules, ou en groupe. Cette méthode permettant de mesurer les forces de tractions exercées
par les cellules sur leur substrat, apparaît la plus adaptée pour étudier le "phénotype mécanique" des
cellules Src-activées : elle est "passive", non invasive et nous donne la possibilité de mesurer les forces
en temps réel.

3.3.1 Historique

Les premières études décrivant les "forces de traction" datent des années 1980 avec les observations
de Harris (Harris et al., 1980, 1981) : des fibroblastes individuels déposés sur des substrats déformables
en silicone créent des ridules lorsqu’ils se déplacent (Figure I.14 a). Plus tard, des études montreront
que ces cellules migrent en rampant sur leur substrat et pour cela génèrent des forces de traction (Lee
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et al., 1994; Burton et al., 1999). Ces forces peuvent être estimées en mesurant les déformations du
substrat, elles-mêmes mesurées via le déplacement de petites billes incorporées dans le substrat supposé
élastique (Oliver et al., 1995; Beningo & Wang, 2002) (Figure I.14 b) : des gels de polyacrylamide (PAA)
(Kandow et al., 2007) ou de polydiméthylsiloxane (PDMS) (Teo et al., 2020b). Les caractéristiques
de ces deux substrats seront détaillées dans la suite du manuscrit (voir paragraphe 5.3.1). Cette idée
donne naissance à la technique de TFM, méthode aujourd’hui couramment utilisée pour mesurer les
forces de traction exercées par les cellules (Figure I.14 b-c).

a Contraste de phase

Déplacements des billes du susbtrat

Forces de traction
Pa

µm

100 µm

b

50 µm

Figure I.14 – Mesure des forces de traction par la méthode de TFM (a) Déformations créées par des fibroblastes
sur une surface en caoutchouc de silicone. Adapté de (Harris et al., 1980) (b) (haut) Image en contraste de phase d’un
fibroblaste déposé sur un gel de PAA (milieu) Champ de déplacement des billes dans le substrat (bas) Reconstruction
des forces de traction. Adapté de (Wang & Lin, 2007).

3.3.2 Principe d’une expérience de TFM

Décrivons le principe de la microscopie de forces de traction, tel qu’il a été utilisé pour notre projet.
Les cellules sont déposées sur des gels de PAA contenant des billes fluorescentes suffisamment petites
pour pouvoir être considérées comme ponctuelles. Lorsque les cellules ont adhéré au substrat, elles
sont imagées ainsi que le plan renfermant les billes situées sous la cellule, à différents points de temps
t (Figure I.15 a). À la fin de l’expérience, une image de référence des billes doit être prise, après avoir
détaché les cellules avec de la trypsine : elle correspond à l’image des billes dans l’"état relâché" du gel
(Figure I.15 b). Notons que cette image de référence ne peut être prise avant l’expérience étant donné
qu’il n’est pas possible de prédire où les cellules sont déposées. L’image des billes dans l’état "contraint"
à l’instant t est comparée à l’image "de référence" dans l’état "relâché" pour mesurer le déplacement
des billes en utilisant la méthode de PIV (Particle Image Velocimetry) (Annexe A, Figure I.15 c). Les
forces de traction sont obtenues à partir du déplacement des billes par une inversion numérique, et
sous certaines hypothèses, que nous décrivons dans le paragraphe suivant. En répétant cette procédure
pour tous les points de temps t d’une expérience de quelques heures, l’évolution des forces de traction
au cours du temps est obtenue (Figure I.15 d).

24



3. Les outils pour étudier le phénotype mécanique des cellules
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Figure I.15 – Principe de la TFM (a) Acquisition de l’image 1 : image des billes et de la cellule dans l’état contraint
du gel de PAA à un point de temps t. (b) Acquisition de l’image 2 : image des billes dans l’état relâché du gel de PAA
après avoir détaché la cellule avec de la trypsine. (c) Détermination du déplacement des billes à l’instant t en comparant
l’image 1 et l’image 2 (d) Reconstruction des forces de traction à l’instant t à partir du champ de déplacement trouvé
en (c). Notons que le bruit expérimental peut faire apparaître lors de la reconstruction numérique, des forces de traction
là où il ne devrait pas y en avoir.

3.3.3 Approche analytique

Hypothèses La reconstruction des forces de traction requiert la théorie de l’élasticité pour décrire
les déformations du substrat comme une conséquence des forces qui lui sont appliquées (Landau et al.,
1986). Les déformations du gel sont considérées faibles (< 5%) ce qui permet de se placer dans le régime
linéaire (Martiel et al., 2015). Le substrat est, lui, supposé homogène, élastique et semi-infini. Pour
être considéré semi-infini, l’épaisseur du gel doit être suffisamment grande devant les déplacements
mesurés des billes. En pratique, nous avons estimé l’épaisseur des gels de PAA à 40 µm (voir 4.3 du
Chapitre II), en accord avec la littérature, et les déplacements mesurés sont de l’ordre du µm. Sous
ces hypothèses, la formulation de Boussinesq peut être utilisée et l’équation liant le déplacement des
billes u⃗ aux forces de traction f⃗ est donnée par (Burton & Taylor, 1997) :

u⃗(r⃗) = (f⃗ ∗ G)(r⃗) =
∫

r⃗′∈Ωc

G(r⃗ − r⃗′)f⃗(r⃗′)dr⃗′ (I.1)

avec G(r⃗) = (1 + ν)
πEr3

(1 − ν)r2 + νx2 νxy

νxy (1 − ν)r2 + νy2

 où r =
√

x2 + y2 (I.2)

où
• Ωc : domaine cellulaire
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• u⃗ : vecteur déplacement
• f⃗ : champ de force surfacique
• r⃗ : vecteur position
• G(r⃗) : fonction de Green qui dépend des propriétés du substrat
• E : module d’Young du substrat, supposé constant
• ν : coefficient de poisson du substrat
• (x, y) : coordonnées cartésiennes en un point du substrat.

Méthodes pour le calcul des forces de traction Pour reconstruire les forces de traction f⃗ à
partir du champ de déplacement des billes u⃗, une inversion mathématique de l’équation I.1 doit être
réalisée. Il existe plusieurs méthodes de reconstruction des forces. Nous allons décrire ici la méthode la
plus utilisée, la FTTC (Fourier Transform Traction Cytometry) (Figure I.16). Elle consiste à calculer
la formulation de Boussinesq dans l’espace de Fourier (Butler et al., 2002). L’équation I.1 devient
alors :

f⃗(x, y) = F−1(F(u⃗)/F(G)) avec F : transformée de Fourier en 2D (I.3)

PaxillineActine dé

Choix optimal

Régularisation

a

b

10 µm

Figure I.16 – Procédure de régularisation en FTTC (a) De gauche à droite : marquage de l’actine, des adhésions
(paxilline) dans une cellule et déplacements des billes associées. (b) Reconstruction des forces de traction en utilisant la
méthode FTTC et en choisissant différentes valeurs pour le paramètre de régularisation λ. Le cadre rouge correspond
au paramètre de régularisation optimal λ = 10−5 (qui permet d’obtenir une réduction optimale du bruit expérimental)
obtenu par une approche bayésienne. Adapté de (Soiné et al., 2015).
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Nécessité d’utiliser une méthode de régularisation pour la FTTC : Le calcul des forces en
utilisant la FTTC est sensible aux petites variations des déplacements mesurés. Ainsi les solutions
peuvent être erronées en présence de bruit expérimental (Schwarz & Soiné, 2015). Pour résoudre ce
problème, la FTTC est associée à une méthode de régularisation qui permet de minimiser l’erreur due
au bruit expérimental (Soiné et al., 2015; Huang et al., 2019) (voir Annexe B pour plus de détails
sur les procédures de régularisation). Ces méthodes de régularisation consistent à faire des hypothèses
sur la distribution spatiale et sur la gamme de forces de traction attendues : les forces de traction
locales trop élevées ou les gradients de traction trop abrupts sont filtrés. Le choix du paramètre de
régularisation ajuste ce "filtrage". Il peut être choisi de façon arbitraire ou déterminé automatiquement
pour obtenir une réduction optimale du bruit expérimental sur la position des billes. Pour le déterminer
automatiquement, plusieurs méthodes sont utilisées : le critère dit de la courbe en L (Hansen, 1992) ou
l’estimation par une approche bayésienne (Huang et al., 2019). Le choix du paramètre de régularisation
influe beaucoup sur la distribution et la valeur des forces de traction reconstruites (Figure I.16 f). Si ce
paramètre de régularisation est choisi trop petit, le bruit l’emporte sur les forces de traction estimées.
Au contraire, s’il est choisi trop grand, la résolution spatiale du champ de force est plus faible et les
valeurs de forces de traction sont sous-estimées.

3.3.4 Une alternative à la TFM : la méthode des micro-piliers

Cette méthode consiste à déposer les cellules sur un tapis de piliers cylindriques et élastiques.
Typiquement, il s’agit de piliers en PDMS de rayon de l’ordre du µm, espacés de quelques µm (Figure
I.13 j, Figure I.17). En générant des forces de traction, les cellules "fléchissent" les micro-piliers. Dans le
régime linéaire des petites déformations, la déviation des micro-piliers est directement proportionnelle
aux forces exercées par la cellule sur le substrat (Tan et al., 2003; du Roure et al., 2005; Ghibaudo
et al., 2008) (Figure I.17).

Figure I.17 – Méthode des micro-piliers pour mesurer les forces de traction (a) Image SEM du tapis de
micro-piliers en PDMS utilisés pour mesure des forces de traction (b) Image SEM d’une cellule individuelle déposée sur
un tapis de micro-piliers (1 µm de diamètre et 2 µm de distance centre à centre) qui exerce des forces faisant fléchir les
piliers (c) Image SEM d’une monocouche de cellules, déposée sur un tapis de micro-piliers (2 µm de diamètre et 3 µm de
distance centre à centre). Encart : Vue agrandie de la zone délimitée par le carré noir. Extrait de (du Roure et al., 2005)
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La méthode des micro-piliers présente l’avantage d’une reconstruction simple des forces à partir des
déplacements par rapport à la TFM : il n’y a pas d’étape d’inversion numérique qui nécessite une
procédure de régularisation. De plus, en jouant sur les facteurs de forme des piliers (hauteur L, diamètre
D), une large gamme de raideurs K est accessible (K ∝ ED4/L3). Elle présente néanmoins quelques
inconvénients : difficultés de mise en œuvre (les piliers doivent toujours être en milieu aqueux pour
éviter qu’ils ne collent les uns aux autres) et topographie particulière du substrat qui peut affecter le
comportement physiologique de la cellule.

3.3.5 Détermination des forces de traction en 3D

Des études ont montré que les cellules exercent des forces de traction dans le plan mais aussi des
forces normales au substrat qui peuvent être mesurées par la TFM "2,5 D" (0,5 D étant la dimension
verticale située sous les cellules) (Hur et al., 2009; Maskarinec et al., 2009; Legant et al., 2013). Des
méthodes de TFM "3D" ont également été développées afin de mesurer les forces de traction exercées
par les cellules confinées dans des matrices 3D à l’échelle de la cellule unique (Legant et al., 2010; Hall
et al., 2013) et d’un groupe de cellules (Gjorevski et al., 2015). Dans cette thèse, nous nous limitons
à la mesure des forces de traction exercées par les cellules dans le plan 2D du substrat.

3.3.6 Relation entre forces de traction et propriétés morphologiques des cellules

Rayon de courbure R
(A=constante)

Aire d'étalement A (R=constant)
Rayon de courbure R (µm)

Forces de traction max (kPa)

A: Aire d'étalement  
R: Rayon de courbure 

a b 

c 

d 

Aire d'étalement (µm²)

20 µm

15 µm

Forces de traction max (kPa)

Figure I.18 – Influence des paramètres géométriques sur l’amplitude des forces de traction (a) Schéma
montrant les paramètres géométriques étudiés avec des cellules fibroblastes NIH 3T3 : l’aire d’étalement A et le rayon
de courbure R. (b) Forces de traction maximales en fonction de l’aire d’étalement de la cellule (à gauche) et du rayon
de courbure (à droite). (c) Influence de l’aire d’étalement A (augmentation de A de gauche à droite) sur les forces de
traction à R constant : (haut) marquage de l’actine (en rouge) et des adhésions focales (en vert) dans les cellules (bas)
cartographie des forces de traction exercées par les cellules (d) Influence du rayon de courbure R (augmentation de R
de gauche à droite) sur les forces de traction à A constante : (haut) marquage de l’actine (en rouge) et des adhésions
focales (en vert) dans les cellules (bas) cartographie des forces de traction exercées par ces cellules. Adapté de (Oakes
et al., 2014).
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Plusieurs études ont tenté d’identifier les paramètres affectant les forces de traction exercées par
une cellule. Oakes et al. ont montré que l’amplitude de la force totale générée par une cellule est indé-
pendante de la densité d’AF de la cellule mais qu’elle dépend fortement des paramètres géométriques
(aire, courbure) (Oakes et al., 2014) (Figure I.18). De plus, ils ont montré que :

• l’amplitude des forces de traction augmente avec la surface d’étalement de la cellule (Figure
I.18 c)

• pour une surface d’étalement donnée, la courbure locale de la membrane cellulaire détermine
la distribution et l’amplitude des forces de traction : l’amplitude des forces est d’autant plus
grande que la courbure est importante.

4 Src, acteur de la mécanique cellulaire et de la progression tumorale

Dans cette thèse, nous nous sommes intéressés à la protéine Src qui joue un rôle essentiel dans
la régulation du phénotype mécanique des cellules. Src est également une oncoprotéine (Yeatman,
2004). La dérégulation de son activité est d’ailleurs observée dans de nombreux cancers humains et
la suractivation de Src a été associée à un pouvoir invasif et métastatique accrue des cellules (Irby &
Yeatman, 2000).

4.1 Src : découverte, caractéristiques et mécanisme

4.1.1 Rétrospective historique

v-Src est le premier oncogène viral à avoir été découvert. Cet oncogène viral est identifié pour
la première fois par Peyton Rous en 1911 comme un virus pouvant produire des tumeurs dans le
poulet (Rous, 1911). Il faut attendre les années 50 pour que son observation soit confirmée (Rubin,
1955; Svet-Moldavsky, 1957) : le Rous sarcoma virus (RSV) est bien responsable du développement de
cellules tumorales dans le poulet. Le fait qu’un virus puisse causer un cancer reste un mystère jusqu’en
1970, année où Steve Martin isole un mutant thermosensible de RSV qui transforme les cellules de
poulet à 35˚C mais laisse les cellules normales si la température dépasse 35˚(Martin, 1970). Cette
découverte suggère qu’il existe au moins un gène dans l’ARN du virus responsable de la transformation
cancéreuse des cellules du poulet, c’est-à-dire un oncogène. En 1976, Mickael Bishop et ses collègues
découvrent que le gène responsable de l’induction de cancer dans le RSV, v-src, est un gène provenant
d’une cellule normale du poulet, le gène c-src (Stehelin et al., 1976). Durant une réplication, le virus
RSV a inséré dans son génome un gène cellulaire, créant ainsi l’oncogène viral. Suite à ces découvertes,
l’idée que ces oncogènes soient impliqués dans la progression tumorale sans l’intervention d’un virus
émerge. Cette hypothèse sera vérifiée dans les décennies qui suivent : c-Src, une protéine importante
dans de nombreux processus physiologiques se trouve sur-exprimée et suractivée dans de nombreux
cancers (Yeatman, 2004).
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Dans la suite, nous écrirons Src pour parler de l’oncoprotéine c-SRC, sauf mention contraire.

4.1.2 Structure de Src et localisation

La protéine Src appartient à la famille des SFKs (Src Family Kinases) : un groupe de tyrosine
kinases non réceptrices. Les tyrosines kinases sont des enzymes qui transférent un phosphate de l’ATP
vers un résidu tyrosine d’une protéine (phosphorylation) pour transmettre un signal depuis la surface
de la cellule aux protéines cytoplasmiques ou au noyau. Elles sont dites "non réceptrices" lorsqu’elles
sont non transmembranaires (par opposition aux réceptrices tyrosines kinases (RTK)) et sont localisées
du côté interne de la membrane plasmique (Ingley, 2008).

Conformation de
Src inactif 

Conformation de 
Src actif 

Ligand de liaison 
SH2 

Ligand de liaison 
SH3 

Mécanismes impliqués dans 
l'activation de Src 

Figure I.19 – Structure et fonctionnement de l’oncoprotéine c-Src (du poulet) (a) Conformation inactive de
Src dans le poulet : Y527 interagit avec le domaine SH2, SH3 interagit avec le domaine SH2 et le domaine catalytique.
(b) Mécanismes impliqués dans l’activation de Src : déphosphorylation de Y527 et autophosphorylation de Y416 (c)
Conformation ouverte, active de Src, la kinase peut phosphoryler ses substrats. Adapté de (Martin, 2001).

Chaque protéine de la famille Src contient une ancre méristoyle N-terminale qui la lie à la membrane
plasmique ; une région SH4 spécifique à chaque protéine ; un domaine SH2 qui peut se lier à des sites
spécifiques de phosphorylation de la tyrosine ; un domaine SH3 impliqué dans l’interaction protéine-
protéine ; un domaine catalytique SH1 (domaine dit "tyrosine kinase") et une région C-terminale
(Brown & Cooper, 1996). L’activité biologique de Src est régulée par la phosphorylation de deux
sites : Y416 et Y527 dans le poulet (Y419 et Y530 chez l’homme). L’autophosphorylation de Y416 et
la déphosphorylation de Y527 résultent en l’activation de Src alors que la phosphorylation de Y527
provoque son inhibition (Piwnica-Worms et al., 1987) (Figure I.19). Src est activée par de nombreux
stimuli extracellulaires comme le facteur de croissance EGF (Maa et al., 1995) mais aussi par les RTK
(Bromann et al., 2004).
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4.2 Rôle de Src dans la mécanique cellulaire

4.2.1 Rôle de Src dans les système adhésifs de la cellule

Src, présente dans les adhésions focales de la cellule (Figure I.20 a), joue un rôle essentiel tout
au long de leur vie : de leur naissance à leur désassemblage (Yeatman, 2004; Wu et al., 2016). Pour
permettre l’adhésion de la cellule à un substrat, Src inhibe RhoA, une protéine essentielle de la
contractilité cellulaire (Boateng & Huttenlocher, 2012; Huveneers & Danen, 2009). Src participe ensuite
à la maturation des AF (Playford & Schaller, 2004) en phosphorylant deux substrats : p130Cas et
paxilline (Sachdev et al., 2009). Enfin Src joue un rôle essentiel dans le désassemblage des AF (Webb
et al., 2004).

Src régule également les jonctions adhérentes entre cellules (Yeatman, 2004; Gayrard et al., 2018;
Teo et al., 2020a) (Figure I.20 a). Des études ont d’ailleurs montré son rôle dans le remodelage
du tissu épithélial (Shindo et al., 2008; Hunter et al., 2018). Récemment, Teo et al. ont montré que
l’activation de Src permettait de diminuer la tension au niveau des jonctions entre cellules pour faciliter
l’extrusion d’une cellule apoptotique (Teo et al., 2020a). L’activation de Src peut aussi donner lieu au
désassemblage des JA (Fujita et al., 2002). De plus, il semble que l’activation de Src soit à l’origine
d’une TEM partielle ou complète des cellules épithéliales (Boyer et al., 2002; Frame, 2002). Behrens
et al. ont montré que l’oncogène v-src participe à la différentiation épithéliale et à leur pouvoir invasif.
Les cellules épithéliales MDCK transfectées avec un mutant thermosensible de v-src ont un phénotype
épithélial à 40,5°C et acquièrent une morphologie de type fibroblaste à la température spécifique de
35°C qui se caractérise notamment par une perte des contacts entre les cellules (Behrens et al., 1993).

4.2.2 Rôle de Src dans la mécanotransduction

Src régule l’interaction entre les intégrines et le cytosquelette de la cellule et se trouve donc au
cœur des mécanismes de mécanotransduction (Thomas & Brugge, 1997; Guarino, 2010) : Src peut
interagir directement avec les intégrines β3 via son domaine SH3 (Huveneers & Danen, 2009; De Mets
et al., 2019). Au niveau des sites d’engagement des intégrines, l’activation de Src est responsable de
l’activation de Rac et, par conséquent, de l’activité protrusive ainsi qu’au recrutement de p130Cas et
de la paxilline, participant à la maturation des adhésions (Playford & Schaller, 2004). L’association
de Src aux intégrines permet de traduire la déformation mécanique en signaux biochimiques (Figure
I.20) (Koudelková et al., 2021). Une étude parue en 2005 montre qu’une stimulation mécanique locale
(poussée sur la membrane à l’aide de billes, manipulées avec une pince optique) dans des HUVECs
donne naissance à une vague d’activation de Src, directionnelle et à portée longue (à plusieurs dizaine
de µm du point d’application de la force) (Wang et al., 2005).

4.2.3 Rôle de Src dans la migration cellulaire

Src orchestre le renouvellement des adhésions et joue ainsi un rôle central dans la migration cellu-
laire : en l’absence de Src, la motilité des cellules est fortement altérée (Klinghoffer et al., 1999). Src
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s’associe à FAK pour permettre l’assemblage et la maturation des adhésions via la phosphorylation de
Cas, de la paxilline, et de p190 RhoGAP à l’avant des cellules en migration, ainsi que le désassemblage
des adhésions à l’arrière de la cellule via le recrutement de ERK/MAPK et de la protéase calpaïne
(Guarino, 2010) (Figure I.20 b).
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Figure I.20 – Rôle de Src dans les systèmes adhésifs de la cellule Localisation de Src au niveau des jonctions
adhérentes entre cellules et dans les adhésions focales (flèches noires). Adapté de (Yeatman, 2004) (b) Rôle de Src
pendant la migration cellulaire. Adapté de (Guarino, 2010).

4.3 Rôle de Src dans le processus tumoral

4.3.1 Dérégulation de Src dans les cancers

L’oncoprotéine Src est dérégulée dans de nombreux cancers humains (Frame, 2002; Irby & Yeat-
man, 2000) : Src se retrouve par exemple dérégulée dans 80% des cancers colorectaux (CRC) (Irby &
Yeatman, 2000) et dans 70% des cancers du sein (Ottenhoff-Kalff AE et al., 1992).
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Mutation de Src Src est rarement mutée en comparaison à d’autres oncogènes comme Ras, muté
dans 30% des cancers (Prior et al., 2012). Irby et al. ont rapporté qu’un mutant de Src (mutation
au niveau de Y530), montrant une activité oncogène significative lorsqu’il est transfecté dans des
fibroblastes de rongeurs, était exprimé dans 12% des cellules du CRC testées (Irby et al., 1999). En
séquençant les kinases d’un grand nombre de biopsies cancéreuses, une étude plus récente a montré
que le taux de mutation de Src dans les CRC était plus faible que celui obtenu par Irby et al. : Src
est mutée dans seulement 1% des cellules CRC analysées (Greenman et al., 2007). Le fait que les
mutations soient rares indique que la dérégulation de Src dans les cancers est induite par d’autres
mécanismes (Frame, 2002; Sirvent et al., 2012) (Figure I.21 a).

Surexpression La dérégulation de Src dans le CRC est associée à une surexpression de la protéine
(Summy & Gallick, 2003) : Src se trouve en effet surexprimée dans les biopsies tumorales (Yeatman,
2004). Cependant, la surexpression seule de Src n’est pas suffisante pour induire une transformation
cellulaire (Maa et al., 1995). La surexpression de Src dans les cancers semble donc liée à une altération
des régulateurs de Src (Brown & Cooper, 1996; Mao et al., 1997; Summy & Gallick, 2003). Sirvent et
al. ont ainsi montré que la rétention de CSK, principal inhibiteur de l’activité de Src, est suffisante
pour induire pleinement l’activité oncogènique de Src dans le CRC (Sirvent et al., 2009).

Suractivation Src se trouve également suractivée dans de nombreux cancers humains (Irby & Yeat-
man, 2000). Le niveau d’autophosphorylation du site Y416 permet de mesurer l’activité de Src dans
les cellules. L’activité de Src est 4 à 20 fois plus importante dans les cellules cancéreuses du sein et 5
à 8 fois plus grande dans la majorité des CRC (Irby & Yeatman, 2000). Cette suractivité correspond
à une activité oncogénique suffisante pour transformer la cellule (Summy & Gallick, 2003). De plus,
le niveau de suractivation de Src est associé à un mauvais pronostic clinique (Allgayer et al., 2002;
Elsberger et al., 2010), suggérant un rôle crucial de Src dans la tumorigénèse tardive. Talamonti et
al. ont montré que le niveau d’activation de c-Src augmentait au cours de la progression tumorale :
des cellules métastatiques de CRC présentent des niveaux d’activation de Src 90 fois plus grand que
les niveaux détectés dans la muqueuse normale (Talamonti et al., 1993). La diminution des adhésions
entre cellules et l’activation de protéines qui dégradent la MEC suite à l’activation de Src augmentent
le pouvoir invasif des cellules (Figure I.21 c). Src accroît également la motilité des cellules cancé-
reuses en régulant les adhésions focales et le cytosquelette (Yeatman, 2004). De plus, l’activation de
Src stimule l’angiogenèse par l’activation de VEGF (Abu-Ghazaleh et al., 2001) (Figure I.21 c). Src
est aussi impliquée dans la TEM via la désorganisation des adhésions cellule-cellule (De Rooij et al.,
2005) et l’activation de la voie de signalisation FAK-ERK-MLCK-myosines II (Avizienyte et al., 2004;
Avizienyte & Frame, 2005) (Figure I.21 c). Ayant un rôle mineur dans la prolifération cellulaire, Src
semble plus importante dans le maintien d’un phénotype malin que dans l’initiation tumorale (Summy
& Gallick, 2003). Dans le CRC, une surexpression et une suractivation de Src interviennent au début
de la carcinogenèse puis la progression vers l’état métastatique est associée à une augmentation de
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l’activité de Src (Figure I.21 b) (Summy & Gallick, 2003; Yeatman, 2004).
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Figure I.21 – Src, acteur de la progression tumorale (a) Mécanismes pouvant mener à la conformation ouverte
de Src (conformation active de Src) dans les cellules cancéreuses. Adapté de (Frame, 2002). (b) Niveaux d’expression et
d’activité de Src dans la progression du cancer colorectal. La surexpression et l’activation de Src sont des caractéristiques
précoces de la formation des adénomes, tandis que l’augmentation continue de l’activité de Src est observée avec la
progression tumorale vers le stade métastatique. (c) Rôle d’une suractivation de Src dans la progression tumorale. Src
augmente le pouvoir invasif et la motilité des cellules : perte des adhésions cellule-cellule et renouvellement des adhésions
focales. Son activation entraîne par ailleurs l’activation des protéines de dégradation de la matrice extracellulaire et
participe à l’angiogenèse. Adapté de (Yeatman, 2004).

4.3.2 Src, une cible thérapeutique

Src est apparue comme une cible thérapeutique de choix et de nombreuses molécules pharmaco-
logiques ont été développées dans le but d’inhiber Src de façon sélective dans les cancers : la plus
connue est le dasatinib (Aleshin & Finn, 2010; Mayer & Krop, 2010). Ces inhibiteurs semblent mieux
fonctionner au début de la carcinogenèse et pourraient se révéler assez efficaces si ils sont combinés à
d’autres traitements (Aleshin & Finn, 2010). Le succès de ces molécules s’est cependant avéré limité
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en raison de l’implication de Src dans de nombreux processus physiologiques : son inhibition peut être
au désavantage du patient.

4.4 Études in vitro sur la suractivation de Src

De nombreuses études in vitro ont porté sur l’effet de la suractivation de Src dans des cellules
en culture (Table I.2). Listons ici les changements de morphologie et de propriétés mécaniques des
cellules suractivant Src.

Effet sur la morphologie de la cellule La suractivation de Src induit un étalement des cellules
(Polackwich et al., 2013; Karginov et al., 2014; Klomp et al., 2016; Shaaya et al., 2020; Kerjouan
et al., 2021). Karginov et al. ont utilisé un commutateur allostérique (Rap-R) pour étudier les effets
d’une suractivation de Src sur la morphologie de cellules HeLa (Karginov et al., 2014). Rap-R permet
d’activer Src lors d’ajout de rapamycine. Le système Rap-R a été fabriqué en insérant une protéine
de liaison iFKBP dans le domaine catalytique de c-Src qui provoque son inactivation. L’ajout de
rapamycine entraîne l’hétérodimérisation de l’iFKBP avec FRB (FKBP-rapamycin binding), ce qui
provoque la réactivation de Src. En utilisant ce système, Karginov et al. ont montré que des cellules
HeLa s’étalent fortement suite à l’activation de Src (augmentation de l’aire d’un facteur 2) (Figure I.22
a) (Karginov et al., 2014). Un peu plus tôt, en 2013, une étude avait montré que dans un environnement
3D de collagène, des cellules cancéreuses du sein MDA-MB-231 suractivant Src ont une aire et un
volume plus grand que des cellules Src wt (Polackwich et al., 2013) (Figure I.22 b).

Effet sur le cytosquelette d’actine L’étalement des cellules Src-activées s’accompagne de la
formation d’extensions membranaires : lamellipodes et filopodes. Polackwich et al. ont montré que
dans un environnement 3D de PAA, des cellules MDA-MB-231 suractivant Src présentent deux fois
plus de filopodes et que ceux-ci sont deux fois plus longs que ceux des cellules contrôles (exprimant
un Src wt) (Polackwich et al., 2013). Ils ont aussi montré que les extensions formées ont un temps
de vie plus grand dans les cellules Src-activées que dans les cellules wt (Figure I.22 d). La présence
de ruffles, cycles de protrusion/rétraction de la membrane au niveau des lamellipodes est une autre
caractéristique de l’activation de Src (Hamadi et al., 2009; Shaaya et al., 2020). Du point de vue
moléculaire, l’activation de Src entraîne l’activation de Rac (Guarino, 2010; Klomp et al., 2016),
petite GTPase qui sous sa forme active déclenche la formation de lamellipodes. La suractivation de
Src provoque également l’activation de FAK et de p130Cas (Karginov et al., 2014), tous deux impliqués
dans la formation de lamellipodes et de filopodes.

Effet sur le système adhésif de la cellule La suractivation de Src affecte les systèmes adhésifs
de la cellule (adhésions avec la MEC et adhésions cellule-cellule). En observant la localisation de Src
dans des astrocytomes humains U87-MG suractivant Src (transfectées avec le mutant Src-Y530F),
Hamadi et al. ont montré que la protéine Src, initialement dans les AF des cellules, se relocalise dans

35



4. Src, acteur de la mécanique cellulaire et de la progression tumorale

les membranes nouvellement formées, où elle initie la formation de nouvelles adhésions. Karginov et
al. ont ensuite montré que les adhésions sont deux fois plus nombreuses et plus longues dans des
cellules HeLa Src-activées (activation du système Rap-R) (Karginov et al., 2014). Cette observation
avait d’ailleurs d’ailleurs été observée par Polackwich et al. (Polackwich et al., 2013) (Figure I.22 c).
Les adhésions entre cellules sont également affectées par la suractivation de Src. Irby et al. ont montré
que les cellules du CRC suractivant Src ont jusqu’à sept fois moins d’adhésions entre elles que des
cellules wt (Irby & Yeatman, 2002). En effet, la suractivation de Src entraîne la phosphorylation des
cadhérines donc la perte de l’association entre cadhérine et caténine. En particulier, l’activité élevée
de Src entraîne la redistribution des composants des jonctions adhérentes vers les complexes adhésifs
avec la MEC (Avizienyte et al., 2002).

Effet sur les forces de traction et la rigidité corticale En utilisant la TFM, Polackwich et al.
ont montré que la suractivation de Src dans des cellules MDA-MD-231 augmente les forces de traction
d’un facteur 1,5 dans un environnement 3D (Polackwich et al., 2013) (Figure I.22 e). En 2014, par
des mesures AFM, Sreenivasappa et al. ont montré que des cellules musculaires VSMC suractivant
Src sont, dans la région lamellaire, plus rigides que les cellules wt (Sreenivasappa et al., 2014) (Figure
I.22 f). Ces études montrent que les propriétés mécaniques cellulaires sont modifiées sous l’effet de
l’activation de Src.

Etude Type cellulaire Espèce
2D

/3D
Substrat I/C

Technique
utilisée pour

suractiver Src

Résultats majeurs sur
le phénotype mécanique
des cellules Src-activées

(Irby & Yeatman, 2002)
SW 480 et HCT 116
cellules cancéreuses

du colon
H 2D plastique C Src-531 diminution de l’adhésion entre cellules

(Avizienyte et al., 2002)
KM12C

cellules cancéreuses
du colon

H 2D plastique C pUSE/Src527F redistribution du système adhésif

(Hamadi et al., 2009) U87-MG H 2D
178 mg/ml
Matrigel

I c-Src-Y530F formation de nouvelles adhésions

(Polackwich et al., 2013) MDA-MB-231 H 3D
collagène

80 Pa
I c-Src(Y527F)

étalement, augmentation du volume,
des forces de traction, du nombre,
du temps de vie et de la longueur

des adhésions

(Karginov et al., 2014) HeLa H 2D verre I RapR
étalement, augmentation du nombre

et de la taille des adhésions,
mécanismes moléculaires

(Sreenivasappa et al., 2014) VSMC R 2D verre I c-Src-Y530F augmentation de la rigidité dans la zone lamellaire
(Klomp et al., 2016) HeLa H 2D verre I RapR étalement, mécanismes moléculaires

(Shaaya et al., 2020) HeLa H 2D verre I LightR
étalement, mécanismes

moléculaires

(Kerjouan et al., 2021) MDCK, SYF C,S 2D verre I optoSrc
étalement, relocalisation de Src au niveau

des adhésions focales

Table I.2 – Conditions expérimentales et principaux résultats des études in vitro, mentionnées dans ce
manuscrit, décrivant les effets de la suractivation de Src dans des cellules en culture : type cellulaire, espèce
(H : humain, R : rat, C : chien, S : souris), dimension, substrat utilisé, échelle de l’étude (I : cellule individuelle, C :
colonie de cellules), méthode utilisée pour suractiver Src, principaux résultats sur le phénotype mécanique des cellules
Src-activées.
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Figure I.22 – Effets de la suractivation de Src sur la morphologie, le cytosquelette et les propriétés
mécaniques des cellules (a) Image d’une cellule HeLa avant activation (gauche) et après activation de Src (avec le
système de switch allostérique Rap-R) (droite). Adapté de (Karginov et al., 2014). (b) Comparaison de la morphologie
(Volume en fonction de l’aire) de cellules cancéreuses du sein MDA-MD-231 transfectées avec un Src wt ou un Src
constutivement actif (ca-Src) dans un environnement 3D de collagène de rigidité 80 Pa, adapté de (Polackwich et al.,
2013). (c) Image en fluorescence des adhésions dans des cellules HeLa, avant et pendant l’activation de Src, même
système qu’en (a) : formation de nouvelles adhésions et élongation des adhésions dans les cellules Src-activées. Adapté
de (Karginov et al., 2014).(d) Mesure du nombre, de la durée de vie moyenne, des longueurs moyenne et maximale des
extensions des cellules wt et ca-Src. (e) (gauche) Images confocales des cellules Src wt et ca-Src dans le gel de PAA
(droite) Forces de traction totales (en Pa). (d-e) adapté de (Polackwich et al., 2013). (f) Mesure du module d’Young
dans la zone lamellaire de cellules Src dominant négatif (DN), Src wt et suractivant Src (constitutivement actif, CA) en
utilisant un AFM. Adapté de (Sreenivasappa et al., 2014).

4.5 Src et la compétition cellulaire

L’interaction entre des cellules normales et des cellules suractivant Src donne lieu à un phéno-
mène de compétition entre les deux populations cellulaires (Kajita et al., 2010; Moitrier et al., 2019a;
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Kajiwara et al., 2021). Kajita et al. ont montré que dans l’embryon de poisson zèbre, les cellules
Src-activées (activation induite par v-Src) sont extrudées du tissu sain (Kajita et al., 2010) (Figure
I.23 a). In vitro, ils ont aussi montré que la suractivation de Src (induite par le mutant ts-Src) dans
des cellules isolées au sein d’une monocouche MDCK entraîne aussi leur extrusion apicale (Kajita
et al., 2010) (Figure I.23 b). Plus récemment, notre équipe a montré que la suractivation locale de
Src dans un groupe de cellules au sein d’une monocouche de cellules MDCK (en utilisant le système
optogénétique optoSrc décrit dans la partie suivante) résulte en une extrusion apicale et collective des
cellules transformées (Moitrier et al., 2019a) (Figure I.23 c).

a

b

extrusion apicale des cellules suractivant Src

cellules suractivant Src

extrusion collective apicale des cellules

c
extrusion apicale

CONTROL v-Src

20 µm

10 µm 10 µm

20 µm

50 µm

Figure I.23 – Compétition entre cellules suractivant Src et cellules normales (a) Une cellule exprimant v-Src
(en vert) est extrudée apicalement d’une monocouche de la couche enveloppante d’un embryon de poisson zèbre. Les
noyaux cellulaires sont marqués en bleu et les jonctions entre cellules en rouge. Adapté de (Kajita et al., 2010). (b)
Des cellules MDCK ts-Src sont marquées par un fluorophore (CMTPX, rouge) et mélangées avec des cellules MDCK
normales. Un changement de température (35°C) entraîne l’activation de Src dans ces cellules : les cellules Src-activées
(indiquées par les flèches rouges) sont alors extrudées apicalement par les cellules MDCK normales. Adapté de (Kajita
et al., 2010). (c) Images en contraste de phase montrant l’extrusion collective de cellules suractivant Src (situées dans le
cercle bleu), après 30 h de suractivation, dans une monocouche de cellules MDCK. Adapté de (Moitrier et al., 2019a).

Les études in vitro ont permis de décrire les changements de morphologie des cellules Src-
activées. Certaines d’entre elles ont aussi permis d’identifier quelques acteurs moléculaires im-
pliqués dans ces changements. Dans notre étude in vitro, nous avons combiné optogénétique,
TFM, pharmacologie, et microfabrication pour pouvoir étudier non seulement le changement
de phénotype mécanique (aire et force) mais aussi les voies de signalisation, associés à la sur-
activation de Src, à l’échelle de la cellule individuelle (Chapitre III) puis en fonction de la
rigidité du substrat (Chapitre IV).
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5 Notre approche pour étudier le phénotype mécanique de cellules Src-activées

5.1 Questions posées

Cette étude vise à étudier le phénotype biomécanique de cellules transformées par la suractivation
de Src et à analyser dans un second temps comment ces cellules transformées adaptent leur phénotype
à la rigidité de leur environnement.

5.2 L’optogénétique pour suractiver Src

5.2.1 Principe de l’optogénétique

L’optogénétique allie optique et génétique pour contrôler dans le temps et dans l’espace l’expres-
sion d’un gène ou d’une protéine via la lumière. Cette méthode a tout d’abord été développée dans
le domaine des neurosciences ; depuis 2010 elle s’impose comme une méthode de choix en biologie
cellulaire (Toettcher et al., 2010; Kennedy et al., 2010; Deisseroth, 2011; Tischer & Weiner, 2014). En
effet, l’optogénétique permet d’étudier de manière spécifique le rôle de protéines à différentes échelles :
intracellulaire (Toettcher et al., 2013; Cavanaugh et al., 2020), cellulaire (Valon et al., 2017; Moitrier
et al., 2019a) et même à l’échelle d’un organisme entier comme dans les embryons de drosophile pour
l’étude de la morphogenèse (Guglielmi et al., 2016; Hartmann et al., 2020). Les systèmes optogéné-
tiques utilisent des couples de protéines photosensibles. Les plus connus étant :

• les domaines LOV (light-oxygen-voltage) activables en lumière bleue (λ ∼ 450 nm) (Crosson
et al., 2003)

• les cryptochromes CIB1 et CRY2 activables en lumière bleue (λ ∼ 390-480 nm) (Liu et al.,
2008; Kennedy et al., 2010)

• les phytochromes B et PIF6 activables en lumière rouge (λ ∼ 650 nm) et inactivés en lumière
infra-rouge (λ ∼ 750 nm) (Pathak et al., 2013)

L’exposition à la lumière de ces systèmes optogénétiques permet soit la dimérisation des protéines,
soit un changement de conformation allostérique, ou de rendre active une protéine dont la fonction
était stériquement bloquée (Shaaya et al., 2021).

5.2.2 Avantages et limitations de l’optogénétique

Approches "classiques" de biologie cellulaire Les approches "classiques" pour perturber l’ex-
pression d’une protéine englobent la pharmacologie et les approches génétiques.

• L’approche pharmacologique consiste à utiliser de petites molécules (centaines de g/mol),
le plus souvent perméables à la membrane, qui inhibent/ activent l’action d’une ou plusieurs
protéines pour étudier leurs rôles dans les mécanismes biologiques étudiés (Martino et al., 2018).

• Approches génétiques Pour perturber l’expression des protéines, plusieurs outils génétiques
existent : le knock down, qui consiste à réduire l’expression d’un ou plusieurs gènes (en utilisant
des siARN) et le knock out qui consiste à inactiver un gène en le remplaçant ou le supprimant. La
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technologie CRISPR-Cas9 est aussi utilisée depuis quelques années pour contrôler l’expression
des protéines en changeant directement le génome des cellules (Adli, 2018). Cette technologie
permet d’ailleurs de réaliser plus efficacement des knock in (Banan, 2020) et des knock out
(Ishibashi et al., 2020).

L’approche pharmacologique est relativement peu coûteuse, rapide et simple à mettre en place. Ce-
pendant elle ne permet pas un contrôle précis ni dans le temps ni dans l’espace ; elle n’est pas très
sélective et est rarement réversible. Les approches génétiques, quant à elles, peuvent être longues, coû-
teuses et complexes à mettre en place ; elles ne sont pas non plus réversibles mais offrent une meilleure
spécificité.

Avantages de l’optogénétique L’optogénétique présente plusieurs avantages : une grande spécifi-
cité (car l’inhibition ou l’activation est génétiquement encodée), une excellente résolution dans le temps
(échelle de la s-min) et dans l’espace (µm), une toxicité moindre et un processus souvent réversible
(Tischer & Weiner, 2014). En outre, les systèmes optogénétiques permettent d’activer de façon tran-
sitoire une protéine donnée, avec la possibilité d’effectuer des cycles répétés d’activation/inactivation.
Lorsqu’ils ciblent une kinase, ils miment alors ce qu’il se passe in vivo (Kholodenko, 2006).

Limitations de l’optogénétique L’optogénétique présente néanmoins quelques limitations :

• Longueur et difficulté à mettre en place
• Limitations des canaux de fluorescence utilisables : la majorité des systèmes optogéné-

tiques sont sensibles à la lumière bleue (longueurs d’onde comprises entre 405-530 nm). Ceci
limite le choix des protéines fluorescentes pour l’observation des protéines ou composants cel-
lulaires.

• Phototoxicité : la lumière bleue peut être toxique pour les cellules (Magidson & Khodja-
kov, 2013). Il convient de l’utiliser à puissance faible et de priviligier l’utilisation de pulses
d’activation pour éviter les effets phototoxiques (Douthwright & Sluder, 2017).

• Contraintes pour le marquage de composants cellulaires : l’optogénétique rend difficile
la mise en place de certaines techniques nécessitant de fixer l’échantillon telles que l’immuno-
marquage.

5.2.3 Le système CRY2-CIBN

Le système CRY2/CIBN est un couple de protéines issues de plantes, couramment utilisé en optogé-
nétique. Les protéines CRY2 et CIBN s’associent rapidement (environ 3 s) lorsqu’elles sont illuminées
en lumière bleue (390-480 nm) et se dissocient à l’arrêt de l’illumination dans le bleu (Figure I.24 a-c).
Le temps de demi-vie est de 6 ± 1 min (Idevall-Hagren et al., 2012) et la complète dissociation du
dimère CRY2-CIBN se fait en 12 min (Kennedy et al., 2010) (Figure I.24 d).
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Figure I.24 – Système optogénétique CRY2-CIBN (a) Schéma de la dimérisation des protéines CRY2 (marquée
par la m-Cherry) et CIBN (marquée par la GFP, à la membrane) sous lumière bleue, réversible en l’absence de lumière
bleue. (b) Images de fluorescence de CIBN-GFP et de CRY2-mCherry co-exprimées dans des cellules HEK293T. CRY2-
mCherry est imagée avant l’excitation lumineuse (CRY2 est cytoplasmique) et après deux impulsions de 100 ms de
lumière bleue (488 nm) espacées de 12,5 min. (c) Quantification de la fluorescence du CRY2-mCherry cytoplasmique
d’une cellule soumise à des impulsions de lumière bleue à 0 et 12,5 min (indiquées par les flèches noires). Au bout de
12 min, la fraction de CRY2-mCherry qui s’est transloquée à la membrane après l’impulsion en lumière bleue a rediffusée
entièrement dans le cytoplasme. Adapté de (Kennedy et al., 2010).

5.2.4 L’optoSrc, une version photoactivable de Src

Notre collaborateur (O. Destaing, Institute for Advanced Biosciences, Inserm U 1209, CNRS UMR
5309 et Université Grenoble Alpes) a élaboré une version synthétique et photoactivable de la protéine
Src basé sur le système CRY2-CIBN : l’optoSrc (Figure I.25). Pour cela il a réalisé plusieurs mutations,
inspirées de la littérature :

• suppression de l’ancrage membranaire mérystoyle
• suppression de l’activité de SH2 par la mutation R175L
• substitution de la tyrosine par la phénylalanine pour obtenir une conformation ouverte de Src

(mutation Y527F)
• fusion avec CRY2-mCherry

Pour résumer, l’optoSrc est un mutant Src constitutivement actif, qui est (Figure I.25) :
• cytoplasmique
• fusionné à CRY2-mCherry
• prêt à être relocalisé à la membrane sous l’effet d’un pulse de lumière bleu où il pourra phos-

phoryler ses substrats (il est dit "potentiellement actif").
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Figure I.25 – Le système optoSrc (à gauche) En l’absence de lumière bleue, l’optoSrc fusionné au marqueur
fluorescent mCherry est situé dans le cytoplasme de la cellule. (à droite) Sous illumination en lumière bleue, il y a
dimérisation de OS et du CIBN-GFP-Caax ancré à la membrane : l’optoSrc se relocalise à la membrane où il peut
phosphoryler ses substrats. Cette activation forcée de Src est réversible : à l’arrêt de l’illumination bleue, l’optoSrc
rediffuse dans le cytoplasme (temps caractéristique de dissociation de ∼ 3 min).

L’optoSrc (OS) ne mime donc pas complètement la structure de Src : l’ancrage spécifique à la mem-
brane manque et est remplacé par un motif Caax (Cysteine, aliphatic amino acid x : amino acid). De
plus, l’OS présente une mutation ponctuelle importante dans le domaine SH2 qui limite sa capacité
à se lier aux motifs phosphotyrosines (pTyr). Enfin le site Tyr527, important dans la régulation de
l’ouverture de la kinase, a aussi été supprimé dans l’OS.

Cette construction a été exprimée de façon stable dans une lignée épithéliale modèle, la lignée MDCK
(Madin-Darby Canine Kidney) pour obtenir des cellules "MDCK optoSrc" (Figure I.26). L’illumination
dans le bleu de ces cellules induit une suractivation de la protéine Src après quelques s. Le système
optoSrc permet ainsi de contrôler dans le temps et dans l’espace le niveau de Src actif, et ce, de
manière réversible (temps de dissociation totale de ∼ 12 min) (Moitrier et al., 2019a; Kerjouan et al.,
2021) (Figure I.26 a et d).

Caractérisation biologique des cellules MDCK OS éclairées en lumière bleue Pour des
cellules MDCK OS éclairées dans le bleu, l’expression de pY416 (autophosphorylation) augmente de
plus d’un facteur 2, signe que l’OS est capable de s’autophosphoryler sous lumière bleue (Kerjouan
et al., 2021) (Figure I.26 b). De plus, la suractivation de Src dans des cellules SYF (cellules dépourvues
de Src endogène) montrent des niveaux de phosphorylation de la paxilline équivalents à ceux d’un Src
wt (Kerjouan et al., 2021). L’illumination dans le bleu de l’OS crée donc une suractivation de Src
dans la même gamme qu’un Src endogène : il s’agit d’une activation physiologique de Src D’un point
de vue morphologique, le recrutement de l’OS à la membrane génère des lamellipodes et des ruffles
dorsaux (Figure I.26 a). Les lamellipodes sont formés immédiatement après la photoactivation de
Src (1 ± 0,5 min) et disparaissent environ 5 min après l’arrêt de l’illumination (Kerjouan et al.,
2021) (Figure I.26 c), en accord avec la littérature (Karginov et al., 2014) (voir Paragraphe 4.4). La
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dynamique d’apparition et de disparition des lamellipodes est cohérente avec le temps caractéristique
de dimérisation (∼ 3 s) et de dissociation (∼ 3 min) du système CRY2-CIBN.

b c
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Invadosomes
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Figure I.26 – Activation de l’optoSrc dans des cellules MDCK (a) Séquence temporelle d’images en fluorescence
montrant l’activation cyclique locale de l’OS marqué en mCherry (carré bleu, impulsion de 100 ms toutes les 30 s pendant
5 min) dans des cellules MDCK optoSrc. L’activation de OS induit son recrutement à la membrane plasmique exprimant
CIBN-GFP-Caax, déclenchant localement des ruffles dorsaux de la membrane (flèches bleues). (b) L’illumination de
l’OS dans le bleu induit une activation de son domaine kinase (mesurée par le ratio OS pY416 :OS total) mais pas
en présence de PP2, un inhibiteur de Src. L’actine est représentée comme un contrôle de charge. (c) Quantification
des différents phénotypes acto-adhésifs obtenus après 20 min d’activation cyclique en lumière bleue de cellules MDCK
optoSrc. (a-c) adapté de (Kerjouan et al., 2021). (d) Série temporelle d’images en fluorescence montrant l’activation de
l’OS marqué par la mCherry. Illumination partielle d’un groupe de cellules MDCK optoSrc (dans le rectangle bleu) avec
des impulsions bleues toutes les 20 secondes pendant 20 minutes, puis 20 minutes dans l’obscurité. Le cycle est répété
une fois. Les flèches rouges indiquent le recrutement de l’OS à la membrane sous illumination bleue. Après l’arrêt de la
stimulation, OS diffuse à nouveau vers le cytoplasme (flèches blanches). Adapté de (Moitrier et al., 2019a)
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5.2.5 Autres constructions optogénétiques permettant de contrôler l’activation de Src

Nous ne sommes pas les seuls à s’être intéressés au contrôle optogénétique de la proteine Src.
L’équipe de Karginov (Illinois, USA, Université de l’Illinois Chicago) a développé récemment un autre
outil optogénétique pour photoactiver Src dans des cellules : le système Light-R (Shaaya et al., 2020)
(Figure I.27 a). Light-R est composé de deux domaines photorécepteurs Vivid (VVD) (provenant d’un
champignon, Neurospora crassa) connectés par un lien flexible composé de 22 acides aminés permettant
de créer une "pince" ouverte dans l’obscurité et qui se referme sous lumière bleue. Inséré dans le domaine
catalytique de Src, Light-R agit donc comme un commutateur allostérique. L’activation du système
Light-R dans des cellules HeLa reproduit les effets d’une suractivation de Src : un étalement cellulaire
(Figure I.27 b) et la formation de nouvelles adhésions (Figure I.27 c) mais aussi l’activation, entre
autres, de p130Cas et de la paxilline, principaux substrats de Src. Cependant, une des limitations de
ce système réside dans son inactivation assez lente : il faut 2 h pour que la phosphorylation de Src
retourne à son état d’avant activation alors que l’inactivation de l’OS se fait en ∼ 12 min.

a Système Light-R   b

c
temps (en min)   

Aire normalisée   

Lumière 
  bleue   

Lumière 
  bleue   

Lumière bleue ON  Lumière bleue ON  

Lumière bleue 
ON protéine protéine active 

inactive 

Lumière bleue
OFF 

Lumière bleue OFF Lumière bleue OFF Lumière bleue OFF 

Figure I.27 – Système optogénétique Light-R pour contrôler l’activation de Src dans les cellules (a) Système
Light-R permettant l’activation d’une protéine lorsqu’il est illuminé en lumière bleue, et l’inactivation de la protéine dans
le noir. (b) Aire normalisée moyenne de cellules HeLa soumises à une séquence d’activation en lumière bleue : OFF/30
min ON/20 min OFF/30 min ON puis OFF. (c) Séquences d’images en fluorescence de Light-R-Src-mCherry soumise
à la séquence d’activation décrite en (b). Les flèches jaunes montrent la relocalisation de Src au niveau de structures
ressemblant à des adhésions focales. Adapté de (Shaaya et al., 2020). L’article ne fournit pas de barre d’échelle pour (c),
la taille de la cellule est de l’ordre de 50 µm.
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5.3 La microfabrication pour contrôler l’environnement cellulaire

5.3.1 Contrôle de la rigidité du substrat

In vivo, les rigidités cellulaires s’étendent sur plusieurs ordres de grandeur : de 0,1 kPa (tissu
nerveux) à 100 kPa (os) (Figure I.28).

Module d'Young E (Pa) 

fluide : sang, 
mucus 

neurone 

poumon 

sein 

cellules 
endothéliales fibroblastes muscles lisses 

muscles squeletique 

cellules 
du cartilage ostéoblastes 

os 

Augmentation de E dans les tumeurs du sein 

Augmentation de la rigidité de l'ECM 

Figure I.28 – Gamme de rigidité cellulaire chez l’Homme Module d’Young de différents tissus : de quelques
centaines de Pa pour les tissus mous comme celui du poumon à plus de 100 kPa pour les tissus osseux, les tissus les plus
rigides. Adapté de (Butcher et al., 2009).

In vitro, pour se rapprocher de ces rigidités physiologiques, les cellules peuvent être cultivées sur des
gels de PAA ou du PDMS qui présentent de nombreux avantages :

• biocompatibilité
• transparence
• peu coûteux et facile à préparer
• matériaux pouvant être utilisés pour la microscopie de force de traction.
• possibilité de contrôler leur module d’Young :

— pour le PAA : sur la gamme 100 Pa-100 kPa en ajustant la concentration relative des
monomères (acrylamide) et des agents de réticulation (bis-acrylamide) (Tse & Engler, 2010)

— pour le PDMS : sur la gamme 2-100 kPa en ajustant le taux de réticulant (Teo et al., 2020b)

Comparaison des gels de PAA et du PDMS Les gels de PAA présentent quelques limitations :
• Conservation Les gels de PAA doivent être utilisés rapidement (quelques jours) car leurs

propriétés mécaniques évoluent dans le temps (Denisin & Pruitt, 2016). Denisin et al. ont
montré que des gels de PAA (conservés dans du PBS à 4°C) ont un module d’Young qui
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augmente au cours du temps (× 1,55 au bout de 10 jours pour certains gels).
• Hydratation Les gels de PAA doivent être hydratés en permanence dans du milieu de culture

ou du PBS. Un manque d’hydratation peut entraîner des craquelures à leur surface rendant
impossible la mesure de forces de traction avec la méthode de TFM.

Face à ces limitations, le PDMS peut représenter une alternative de choix. Le PDMS permet en effet
d’obtenir un substrat inerte, à la durée de vie indéfinie (pas d’altération des propriétés mécaniques) qui
ne nécessite pas de conditions de stockage particulières (Teo et al., 2020b). Cependant, ces substrats
en PDMS présentent aussi plusieurs inconvénients comparé aux gels de PAA :

• Rigidité minimale de 2 kPa : en dessous, il est nécessaire d’utiliser les gels de PAA.
• Comportement visqueux : le PDMS présente un comportement visqueux lorsqu’il est utilisé

à faible rigidité (Kenry et al., 2015).
• Résolution : la résolution de la cartographie des forces de traction est plus petite avec des

substrats en PDMS en raison de leur indice de réfraction de 1,4 alors que celui du PAA est
proche de celui de l’eau (1,33) pour les gels de PAA.

• Moins adaptés aux expériences longue durée (plusieurs jours) que les gels de PAA. En
effet, des cellules comme les MDCK sont capables de pomper des ions. Le PDMS étant hydro-
phobe (hydrophobocité qui peut être légèrement attenuée après passage au plasma cleaner),
une accumulation de liquide peut se former sous la monocouche cellulaire, ce qui perturbe l’ar-
chitecture de l’épithélium et mène à la formation d’une structure en 3D (Latorre et al., 2018).
Ce phénomène n’est pas observé sur des gels de PAA qui sont eux, perméables aux ions.

Dans cette thèse, nous avons utilisé les gels de PAA pour nos expériences, technique utilisée dans
l’équipe (Moitrier et al., 2019a,b).

5.3.2 Contrôle du voisinage

Microfabrication En utilisant des techniques de microfabrication, il est possible de contrôler l’adhé-
sion des cellules sur leur substrat en créant des zones adhésives aux cellules et des zones non-adhésives.
Plusieurs méthodes permettent de créer des micro-patrons adhésifs à l’échelle de la cellule ou d’un
groupe de cellules sur des surfaces dures (verre). Ces méthodes ont ensuite été adaptées aux gels de
PAA ou au PDMS. Pour créer ces micro-patrons sur les gels de PAA ou sur du PDMS, différentes tech-
niques existent. Citons-en quelques unes : le stencil patterning (Wang et al., 2002), le micro-contact
printing (Versaevel et al., 2012) ou encore le micro-patterning (Vignaud et al., 2014) que nous avons
utilisée dans notre projet .

Avantages La variabilité de comportements entre cellules constitue un défi dans les expériences in
vitro. En effet, sur un substrat homogène, les cellules d’un même type cellulaire présentent une grande
diversité dans leurs formes et l’organisation de leur cytosquelette. L’utilisation de micro-patrons adhé-
sifs permet de contrôler l’étalement, la géométrie (Oakes et al., 2014), l’organisation du cytosquelette
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(Albert & Schwarz, 2016) des cellules ainsi que les forces de traction qu’elles génèrent (Vitiello et al.,
2019) (Figure I.29). Les cellules confinées sur des micro-patrons adhésifs peuvent être moyennées pour
obtenir l’organisation moyenne du cytosquelette (Figure I.29 a,b) et la distribution moyenne des forces
de traction pour une géométrie adhésive donnée (Figure I.29 c) (Tseng et al., 2011). Les micro-patrons
limitent ainsi la variabilité expérimentale. De plus, en confinant les cellules dans des micro-patrons,
les cellules isolées ou les groupes de cellules ne peuvent ni se toucher ni sortir du champ d’observation
du microscope, ce qui permet de mesurer plus de cellules ou de groupes de cellules. L’analyse est aussi
plus aisée car il n’est pas nécessaire de détecter les contours de la cellule/ du groupe de cellules (Figure
I.29 a,b).
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Figure I.29 – Utilisation de micro-patrons de fibronectine pour contrôler la géométrie, le cytosquelette
de cellules épithéliales et pour la mesure de forces de traction (a) Ensemble de micro-patrons de fibronectine
(33,5 µm de large, image de gauche) sur du verre sur lesquelles les cellules adhèrent (image du milieu, marquage des
filaments d’actine), collectés pour l’analyse puis moyennés pour obtenir la distribution moyenne des filaments d’actine
dans une cellule (image de droite). Adapté de (Albert & Schwarz, 2016). (b) Organisation interne moyenne d’une cellule
épithéliale RPE1 déposée sur un micro-patron de fibronectine en forme d’arbalète (sur du verre). Image obtenue après
moyennage des distributions d’organites cellulaires (noyau, centrosome, appareil de Golgi, cortactine et F-actine) de n
cellules. Adapté de (Théry et al., 2006). (c) Cellule MCF10A individuelle sur un gel de PAA confinée dans un micro-
patron de fibronectine en forme d’arbalète. Image en fluorescence de la fibronectine (haut gauche), des filaments d’actine
(bas gauche), forces de traction en Pa pour une cellule unique (haut droite) et forces de traction moyennées sur 35
cellules. Adapté de (Tseng et al., 2011).

Limitations Confiner la cellule dans des micro-patrons constitue une perturbation de son compor-
tement physiologique puisque la cellule est contrainte. Or, naturellement une cellule modifie sa forme,
son étalement et migre sur son substrat. Dans notre étude, nous n’avons en pratique pas utilisé les
micro-patrons car les cellules suractivant Src (éclairées en lumière bleue) forment un lamellipode : en
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les confinant, nous aurions perturbé la formation du lamellipode. Nous avons cependant utilisé les
micro-patrons adhésifs pour des expériences visant justement à limiter l’étalement des cellules : ces
expériences ont donné des résultats difficiles à interpréter comme nous le verrons dans le Chapitre III
de ce manuscrit.

5.4 Étude du cytosquelette et des mécanismes moléculaires

Pour compléter notre étude du phénotype mécanique associé à l’activation de Src, nous avons
visualisé les changements du cytosquelette. Nous avons choisi de marquer trois composants importants
de la génération de forces : l’actine, les adhésions focales et les myosines II.

Pour étudier les mécanismes moléculaires sous-jacents à l’activation de Src, nous avons utilisé une
approche pharmacologique. Nous avons inhibé/activé un ou plusieurs acteurs de différentes voies de
signalisation, en ajoutant les inhibiteurs/activateurs dans le milieu cellulaire avant l’activation de Src.

• Le phénotype mécanique des cellules avant activation en présence de l’inhibiteur/activateur
permet de vérifier l’efficacité de la drogue ajoutée.

• La comparaison du phénotype mécanique des cellules lors de l’activation de Src, avec et sans
drogue, permet de connaître l’effet de la drogue sur l’activation de Src.

En résumé, dans ce projet, nous utilisons :
• l’optogénétique pour contrôler dans le temps et de façon réversible, l’activation de Src

dans les cellules
• la TFM pour mesurer dans le temps les forces de traction exercées par les cellules sur

leur substrat
• le marquage fluorescent de l’actine, des adhésions focales et des myosines II pour

étudier la réorganisation du cytosquelette des cellules Src-activées
• une approche pharmacologique pour étudier les mécanismes moléculaires sous-jacents

à l’activation de Src
• des gels de PAA pour étudier le phénotype mécanique des cellules en fonction de la

rigidité du substrat et sur des rigidités physiologiques.
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1 Biologie cellulaire

1.1 Lignées cellulaires

Nous avons utilisé les lignées cellulaires immortalisées MDCK (Madin-Darby Canine Kidney) et
MEF (Mouse Embryonic fibroblast) dans leur forme normale (non éclairées) ou dans leur forme optoSrc
(éclairées).

La lignée MDCK est une lignée cellulaire épithéliale, issue de rein de chien. La lignée MEF est
une lignée cellulaire de type fibroblaste, issue de l’embryon de souris. Ces deux lignées cellulaires
modèles (très utilisées dans les études in vitro), faciles à cultiver, se caractérisent par un cycle
cellulaire rapide (≤ 24 h) et forment facilement des monocouches en culture.

Toutes les constructions optoSrc (656+654, 656+653, 653+909) (voir Table II.1 pour les détails) ont
été produites par Olivier Destaing (IAB, Inserm U 1209, CNRS UMR 5309 et Université Grenoble).
Les constructions optoSrc 656+653 et 656+654 ont été transfectées de façon stable dans des cellules
MDCK par Olivier Destaing. Les constructions 653+909 ont été transfectées de façon stable dans des
cellules MDCK et MEF par Fanny Tabarin (Équipe BMBC, Institut Curie).

Pour visualiser les composants du cytosquelette, nous avons choisi un marqueur fluorescent dans le
rouge lointain, l’iRFP ; la GFP et la mCherry ne pouvant être utilisées (marquant respectivement
CIBN-Caax et CRY2-OS). Nous avons choisi d’observer trois composants du cytosquelette :

• les filaments d’actine (actine-F) avec le marquage LifeAct. Les cellules MDCK OS (653+656)
expriment déjà la LifeAct-iRFP mais à un niveau trop faible pour être visualisé avec notre
système optique, une nouvelle lignée cellulaire a dû être construite.

• l’activité de la myosine par le marquage de MRLC (chaîne légère régulatrice de la myosine
II) qui est la partie phosphorylable des myosines II.

• les adhésions focales par le marquage des vinculines, protéines présentes dans les adhésions
focales matures.

Pour le marquage des composants du cytosquelette, les plasmides LifeAct-iRFP, MRLC-iRFP et
vinculin-GFP ont été donné par Mathieu Coppey (Institut Curie). Le plasmide vinculin-iRFP a été
généré par Fahima Di Federico (Équipe BMBC, Institut Curie) à partir du plasmide vinculin-GFP.
La transfection de ces plasmides dans les cellules MDCK 653+909 a été réalisée par Fanny Tabarin
(Table II.1).
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2. Acquisition des images

Les cellules MDCK optoRhoA ont été données par Xavier Trépat (IBEC, Barcelone).
Pour toutes les expériences de TFM et d’AFM nous avons utilisé les cellules MDCK OS "656+653".
Les lignées cellulaires sans CIBN à la membrane ("656+654") ou wt sont utilisées comme contrôle pour
la lignée MDCK OS. Les cellules MDCK 653+909 (+LifeAct-iRFP ou +MRLC-iRFP ou +vinculin-
iRFP) ont été utilisées pour les expériences de visualisation du cytosquelette (Table II.1).

Lignée cellulaire mCherry GFP iRFP
Utilisation dans
les expériences

MDCK 656+653
"MDCK OS"

OS CIBN-Caax LifeAct∗
-TFM cellule isolée
-AFM cellule isolée
-TFM groupe de cellules

MDCK 656+654 OS Caax LifeAct∗ Contrôle TFM cellule isolée
MDCK 653+909 OS CIBN-Caax s/o Contrôle TFM cellule isolée

MDCK 653+909 LifeAct-iRFP OS CIBN-Caax LifeAct Visualisation cytosquelette
MDCK 653+909 vinculine-iRFP OS CIBN-Caax vinculine Visualisation cytosquelette
MDCK 653+909 MRLC-iRFP OS CIBN-Caax MRLC Visualisation cytosquelette

MDCK optoRhoA optoRhoA CIBN-Caax s/o TFM cellule isolée
MDCK wt s/o s/o s/o Contrôle TFM cellule isolée

MEF 653+909 OS CIBN-Caax s/o TFM cellule isolée

Table II.1 – Lignées cellulaires utilisées dans les expériences Pour chaque lignée cellulaire : protéines marquées
en mCherry, GFP ou i-RFP et pour quelles expériences présentées dans ce manuscrit elles ont été utilisées. s/o signifie
sans objet.∗ faible expression.

1.2 Culture cellulaire

Toutes les lignées cellulaires sont cultivées à 37°C, 5 % CO2 et 95 % d’humidité relative dans
un milieu Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM GlutaMAX, Gibco) auquel est ajouté de la
penicilline-streptomycine à 1% vol/vol (Gibco) et du serum fœtal de bovin (FBS, Gibco) à 10 %
vol/vol. Le passage des cellules est effectué tous les 2-4 jours à l’aide de Trypsin-EDTA (Gibco). Les
cellules sont testées régulièrement pour l’absence de mycoplasmes. Avant chaque expérience, les cellules
sont comptées avec un appareil numérique Scepter 2.0 (Mercks Millipore).

2 Acquisition des images

Toutes les expériences (hormis les expériences d’AFM) ont été réalisées sur un vidéomicroscope inversé
(Zeiss AxioObserver 7) équipé :

• d’une platine motorisée (SCAN IM 130×100, Marzhauser)
• d’une source de fluorescence pE-300 white (CoolLed)
• d’une LED pE-100 (CoolLed) pour la lumière de transmission (contraste de phase)
• d’une caméra CCD Retiga 6000 (Qimaging)
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3. Photoactivation

• d’objectifs ×10 (Zeiss, EC Plan Neofluar, 0.3, Ph1), ×20 (Olympus, LCPlanFI, 0.4, Ph1), ×40
(Olympus, UPlanFLN, 0.75, Ph2, infini/0.17, OFN 26.5), ×60 (Olympus, UPlanSAPO, 1.35
huile, infini/0.17, FN 26.5).

Des filtres permettant de sélectionner les longueurs d’onde comprises entre 610 nm et 710 nm (FGS900S
et RG610, Thorlabs) sont placés en sortie de la LED pE-100 pour éviter l’illumination parasite du
CRY2 et protéger les cellules de la phototoxité importante dans l’infrarouge. Le microscope est piloté
par le logiciel MetaMorph (Molecular Devices). L’atmosphère autour de l’échantillon est maintenue à
5 % de CO2 et 95 % d’humidité avec le système « The Brick » (Life Imaging Services) et à 37 °C avec
le système « The Cube and the Box » (Life Imaging Services).

L’acquisition des images en Cy5 (filtre 49006, Chroma), en Cy5.5 (filtre 49022, Chroma), en GFP
(Filter Set 10, Zeiss), en contraste de phase et en mCherry (filtre 49008, Chroma) se fait :

• toutes les 1,5, 3 ou 6 min pendant la durée de l’expérience pour les expériences de TFM de
cellules isolées ou les groupes de cellules non confinées dans les micro-patrons

• toutes les 1 ou 3 min pendant la durée de l’expérience pour les expériences de visualisation des
adhésions et des fibres de stress

• toutes les 2 s pendant la durée de l’expérience pour les expériences de visualisation de la
F-actine.

3 Photoactivation

Afin de suractiver Src dans les cellules optoSrc, les cellules sont éclairées en lumière bleue en
utilisant deux sources d’illumination (Figure II.1) :

• Pour les expériences de cellules isolées ou de groupe de cellules non confinées, la source X-Cite
XLED, BDX LED (émission : 450-495 nm, Lumen Dynamics) couplée à un filtre d’excitation
(450-490 nm)

• Pour les expériences de cellules confinées dans des micro-patrons, le canal GFP du microscope
à épifluorescence : source LED pE-300 white combinée au filtre d’excitation du Filter Set 10
(Zeiss, 450-490 nm).

Contrôle spatial de l’illumination en lumière bleue Le système Mosaic 2 (Andor) couplé à la
source X-Cite contrôlé par le plugin "Mosaic Targeted Illumination" permet de réaliser une illumination
localisée sur les cellules. Le DMD (Digital micromirror device) du Mosaic 2 est une grille de 800 par
600 micro-miroirs carrés de côté 16 µm. L’aire maximale d’illumination du Mosaic 2 est de 160 × 120
µm2 avec l’objectif 40 ×, ce qui correspond à une fenêtre plus petite que celle de la caméra Rétiga
R6 qui est de 235 × 175 µm2. Sur un même gel de PAA, on peut donc appliquer des protocoles
d’illumination différents pour chaque cellule (Figure II.1).
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3. Photoactivation

Microscope
Zeiss AxioObserver 

Source épifluorescente
Cool LED pE-300white

Source X-Cite XLED 
BDX LED

DMD 

Matrice de micro-miroirs
ON/OFF 

miroirs OFF 

Illumination locale en 
lumière bleue 

miroirs ON 

50 µm

Diviseur de faisceau 
50/50 

Illumination en 
lumière bleue 
de la source 

Utilisation de journaux pour contrôler 
la séquence d'illumination bleue 

Figure II.1 – Contrôle de l’illumination en lumière bleue : contrôle spatial et temporel Image en microscopie
électronique d’un DMD disponible sur le site www.optics.rochester.edu/workgroups/cml/opt307/spr05/john/

Cellule Src-activée

Cellule normale

OFF OFF

ON

OFF

ON

OFF

ON3 min

200 ms

3 min

200 ms

3 min

200 ms

Lumière bleue 
OFF

Lumière bleue 
ON

Activation transitoire de Src Activation soutenue de Src Activation "oscillatoire" de Src

Figure II.2 – Séquences d’illumination en lumière bleue pour contrôler la suractivation de Src dans les
cellules Activation transitoire (gauche), activation soutenue (milieu) et activation en "oscillation" (droite) de Src. Les
séquences temporelles détaillées ainsi que la réponse des cellules à ces différentes activations sont étudiées dans le Chapitre
III (activation transitoire de Src) et en annexe C de ce manuscrit (activations soutenue et en "oscillation" de Src).

Contrôle temporel de l’illumination en lumière bleue L’écriture de journaux sur le logiciel
MetaMorph (Molecular Devices) permet de choisir les paramètres temporels de l’illumination en lu-
mière bleue : fréquence des pulses, durée des pulses de lumière bleue, durée des périodes avec ou sans
lumière bleue (Figure II.2).
Trois types de séquence d’illumination en lumière bleue ont été utilisées pour suractiver Src dans les
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4. Réalisation des gels de PAA pour les expériences de TFM

cellules :
• OFF-ON-OFF permettant une activation transitoire de Src
• OFF-ON permettant une activation soutenue de Src
• OFF-ON-OFF-ON-OFF... permettant une activation en "oscillations" de Src

Conditions standards d’illumination en lumière bleue : pulses de 200 ms toutes les 3 min.
Dans la suite, sauf mention contraire, la mention «illumination en lumière bleue » fait référence à
cette séquence d’illumination. Ces conditions d’illumination permettent un recrutement modéré
et quasi-continu de l’optoSrc à la membrane.

Puissance lumineuse La puissance lumineuse de sortie (à 1 cm environ de l’objectif 40x du mi-
croscope) pour la source XCite-XLED-BDX et la source GFP est de 0,19 mW, mesure réalisée avec
le puissance-mètre Thorlabs PR100 A λ=488 nm, sur le calibre 5 mW. Pour avoir la même puissance
lumineuse de sortie pour les deux sources, nous avons ajouté un diviseur de faisceau pour ne prendre
que 70 % de la puissance lumineuse de la source XCite-XLED-BDX et 30 % de la source pE-300 white ;
et nous avons ajusté le % d’intensité des LED des deux sources dans le menu Configure Illumination
de MetaMorph (80 % pour la source XCite-XLED-BDX et 10 % pour la sourec GFP).

4 Réalisation des gels de PAA pour les expériences de TFM

Les gels de polyacrylamide (PAA), utilisés pour les expériences TFM, sont réalisés en salle blanche
afin de limiter la présence de particules parasites sur ces gels.

4.1 Protocole de fabrication des gels uniformes

Le protocole, adapté de (Tse & Engler, 2010), comporte 4 grandes étapes que nous allons détailler
(Figure II.3) :

Étape 1 La première étape consiste à "activer" des lamelles de verres (#1.5, épaisseur ∼ 170 µm,
diamètre 30 µm, Warner Instruments). Les lamelles de verre sont rendues hydrophiles par oxydation
au plasma pendant 10 min. Elles sont ensuite plongées dans une solution contenant 1 mL de 3-
aminopropyltriethoxylsilane (Sigma) dans 49 mL d’isopropanol pendant 10 min sous agitation. Elles
sont rincées abondamment à l’eau distillée puis placées dans une solution à 0,5 % de glutaraldéhyde
(1 mL) dans de l’eau distillée (49 mL) pendant 30 min sous agitation. Elles sont à nouveau rincées
abondamment à l’eau puis séchées à l’air comprimé. Ces lamelles "activées" sont conservées dans un
endroit sec et propre et utilisées dans les 48 h.

Étape 2 En parallèle, une solution de fibronectine dans du PBS à 25 µg/mL est préparée à partir
d’une solution de fibronectine stock à 1 mg/mL (Gibco). Deux gouttes de 100 µL sont ensuite déposées
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4. Réalisation des gels de PAA pour les expériences de TFM

sur du parafilm puis recouvertes par une lame de microscope (Thermofisher). Après 1-2 h d’incubation,
la lame de microscope est lavée au PBS puis séchée à l’air libre, à la verticale (contre une paroi).

Rigidité gels 2 kPa 10 kPa 40 kPa 100 kPa
Acrylamide 40% 1 mL 2,5 mL 2 mL 3 mL

Bis Acrylamide 2% 0,75 mL 0,5 mL 2,4 mL 1,25 mL
H2O 8,25 mL 7 mL 5,6 mL 5,75 mL

Emesuré (kPa) 2,55±0, 17 10,61 40,4 ±2, 39 103 ±29

Table II.2 – Réalisation des mélanges acrylamide/bis-acrylamide/eau pour la polymérisation des gels de
PAA de module d’Young donné. Pour un volume total de 10 mL, volume de solution d’acrylamide à 40 %, de
solution de bisacrylamide à 2% et d’eau pour réaliser des gels de 2, 10, 40 et 100 kPa. Pour les gels de 2, 10 et 40 kPa,
Emesuré correspond à la mesure du module d’Young faite par Tse et Engler (par AFM) des gels de PAA dans l’eau,
polymérisés à partir de ces solutions. Adapté de (Tse & Engler, 2010). Pour le gel à 100 kPa, Emesuré correspond à
la mesure du module d’Young par rhéologie (rhéomètre AR 2000ex, TA Instruments, New Castle, Delaware) avec une
géométrie de plaque parallèle faite par Syed et al. du gel PAA, polymérisé à partir du mélange Acrylamide/Bisacrylamide
indiqué. Adapté de (Syed et al., 2017)

Étape 3 Afin de réaliser les gels de PAA, des solutions d’acrylamide/bis-acrylamide sont préparées
à partir de solutions commerciales d’acrylamide à 40 % (Biorad) et de bis-acrylamide à 2% (Biorad).
La proportion relative de ces solutions détermine la rigidité du gel. Différents mélanges sont réalisés
afin d’obtenir des gels de rigidité 2 kPa, 10 kPa et 40 kPa en utilisant comme référence la table de
correspondance établie par Tse et Engler (Tse & Engler, 2010) (Tableau II.2). Pour obtenir un gel de
rigidité 100 kPa, nous avons utilisé le mélange proposé dans (Syed et al., 2017). Ces solutions sont
conservées à 4◦C et placées au sonicateur pendant 30 s avant utilisation.
L’étape de polymérisation du mélange acrylamide/bis-acrylamide consiste à réaliser une solution conte-
nant :

• la solution d’acrylamide/bisacrylamide préalablement préparée
• 0,01 % de solution de billes fluorescentes Cy5 de diamètre 0,2 µm (FluoSpheres 0,2 µm

(660/680), Life technologies), préalablement placée au sonicateur pour éviter tout aggrégat de
billes qui se serait formé. Après l’ajout des billes dans la solution d’acrylamide/bisacrylamide,
le mélange est mis au sonicateur de façon à obtenir une solution homogène

• 0,1 % de solution d’APS (Amonium Persulfate) (Sigma), initiateur de la réaction de polyméri-
sation

• 1 % de TEMED (Tetra Methyl Ethylene Diamine) (Biorad), catalyseur de la polymérisation.

Le TEMED et l’APS sont ajoutés rapidement et la solution polymérisante est homogénéisée de façon
énergique avec une micro-pipette. Deux gouttes de 30 µL de cette solution sont placées sur chaque
lame de microscope recouverte de fibronectine. Cette lame est ensuite recouverte par deux lamelles
activées (chaque lamelle recouvre une goutte de 30 µL de solution polymérisante).
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4. Réalisation des gels de PAA pour les expériences de TFM

Étape 4 Le gel pris entre la lamelle activée et la lame de microscope est laissé à polymériser pendant
30 min à température ambiante puis immergé dans de l’eau distillée pendant 10 min. La lamelle activée
comportant le gel de PAA recouvert à la surface est décollée délicatement de la lame de microscope,
en utilisant un scalpel, et placée immédiatement dans une solution de PBS. Le gel de PAA est ensuite
rincé trois fois avec du PBS afin de retirer les molécules qui n’ont pas réagi. La lamelle portant le gel
de PAA est conservée à 4◦C et utilisée rapidement (maximum deux semaines après confection). Avant
toute utilisation, le gel est lavé au PBS.

lame de microscope recouverte 
de fibronectine 

Lamelle de 30 mm
de diamètre

1. Plasma pendant 10 min
2. Incubation dans silane+isopropanol 
pendant 10 min
3. Lavage ddH20 (x3)
4. Incubation dans glutaraldéhyde+ddH20
pendant 30 min 
5. Lavage ddH20 (x3)
6. Séchage à l'air comprimé 

Solution polymérisante 

  

Lamelle activée 

30 µL de solution/ lamelle 

Parafilm 

lame de microscope

Solution de fibronectine
dans PBS à 25 µg/mL  

1. Incubation de la lame de microscope sur deux gouttes de solution de 
    fibronectine dans du PBS 
2. Lavage au PBS
3. Séchage à l'air libre (posée à la verticale contre une paroi)   

1. Polymérisation des gels ~30 min
2. Immersion de la lame de microscope dans un cristallisoir 
rempli de ddH20
3. Décollement des lamelles recouverte de gel de PAA+fibronectine 
en utilisant un scalpel dans le cristallisoir
4. Transfert des gels dans une plaque 6 puits remplis de PBS
5. Lavage au PBS (x3) 
6. Stockage des gels à 4°C  

ddH20 

Plaque 6 puits remplis de PBS
  

Décollement des lamelles recouverte 
de gel de PAA+fibronectine 

  

Etape 1 : Activation des lamelles ~ 2h Etape 2 : Préparation de la lame de microscope recouverte 
de fibronectine ~1-2h 

Etape 3 : Préparation de la solution polymérisante Etape 4 : Décollement des gels et stockage   

1. Mélange d'acrylamide/bis-acrylamide : 1 mL 
2. Solution contenant les billes fluorescentes Cy5 : 3 µL 
3. TEMED : 3 µL
4. APS: 10 µL  

Figure II.3 – Protocole pour la réalisation de gels de TFM uniformes Schéma des différentes étapes du protocole :
activation de la lamelle de verre (étape 1), préparation de la lame de microscope recouverte de fibronectine (étape 2),
préparation des gels de PAA avec billes (étape 3), décollement des gels et stockage (étape 4). Adapté de (Tse & Engler,
2010).

4.2 Protocole de fabrication des gels "patternés"

Pour réaliser un gel de TFM "patterné" (avec des micro-patrons adhésifs recouverts de fibronectine),
on réalise une lamelle de verre (#1.5, épaisseur ∼ 170 µm, diamètre 30 µm, Warner Instruments)
comportant des micro-patrons de fibronectine.
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Étape 1 Les lamelles de verres sont tout d’abord passées au plasma pendant 30 s afin de les rendre
hydrophiles.

Étape 2 Une solution de Pll-g-PEG (Susos) dans l’HEPES à 0,4 mg/mL est ensuite préparée à
partir d’une solution stock à 1 mg/mL de Pll-g-PEG dans l’HEPES (pH de la solution équilibré à
7,4). Un volume de 100 µL est placé sur un morceau de parafilm et recouvert par une lamelle. Après
une heure d’incubation, la lamelle de verre est retirée puis placée verticalement pour un séchage à l’air
libre.

Parafilm 

 Lamelle mise au plasma 
pendant 30 s 

1. Incubation sur du Pll-g-PEG
2. Séchage à l'air libre 

1. Lavage du masque de quartz : ddH20, éthanol, isopropanol
2. Masque côté quartz 5 min aux UV profonds
3. Lamelle collée au masque côté quartz (goutte de NaHCO3) 
et masque retourné face aux UV profonds pendant 5 min 
Suppression du Pll-g-PEG dans les micro-patrons 

UV profonds 

Pll-g-PEG 

micro-patrons
sans Pll-g-PEG 

Etape 4 : Incubation sur la fibronectine

Etape 1 : Plasma Etape 2 : Incubation sur le Pll-g-PEG Etape 3 : Illumination aux UV profonds 

Etape 5 : Polymérisation du gel de PAA  et décollement

Parafilm 

Solution de fibronectine
dans NaHCO3 à 25 µg/mL  

1. Décollement et lavage de la lamelle du masque avec la 
solution de NaHCO3

2. Incubation de la lamelle sur une solution de fibronectine dans NaHCO3 

pendant 30 min, lavage dans NaHCO3 puis séchage à l'air libre  

Solution polymérisante 

30 µL de solution/ lamelle 

100 µL/ lamelle 
Pll-g-PEG 

micro-patrons
de fibronectine 

Lamelle activée 

1. Polymérisation du gel de PAA entre une lamelle activée et 
la lamelle portant les micro-patrons de fibronectine
2. Les deux lamelles collées entre elles sont plongées dans un 
bain de ddH20 et la lamelle comportant le gel avec les mircopatrons 
de fibronectine est décollée puis lavée 3x au PBS  

Solution de pll-g-PEG 
dans l'HEPES, à 0.4 mg/mL  

100 µL/ lamelle 

Photo-masque en quartz 

Figure II.4 – Protocole pour la réalisation des gels TFM patternés Schéma des différentes étapes du protocole :
activation de la lamelle de verre au plasma (étape 1), incubation sur le Pll-g-PEG (étape 2), illumination de la lamelle
recouverte de Pll-g-PEG aux UV profonds à travers le masque des micro-patrons (étape 3), incubation de la lamelle sur
la fibronectine (étape 4) et enfin polymérisation du gel de PAA entre une lamelle activée et la lamelle de verre avec les
micro-patrons de fibronectine (étape 5). Adapté de (Vignaud et al., 2014).

Étape 3 Un masque en chrome (Compugraphics) comportant les micro-patrons est lavé à l’eau
et séché à l’air comprimé puis lavé à l’éthanol, séché à l’air comprimé enfin, lavé à l’isopropanol et
séché à nouveau à l’air comprimé. Il est illuminé face chrome aux UV profonds (longueur d’onde ∼
254 nm) d’une lampe UV (UVO cleaner, Jelight Company Inc.) pendant 5 min afin de nettoyer la
surface. La lamelle recouverte de Pll-g-PEG est ensuite collée (face Pll-g-PEG) sur la partie du masque
comportant les motifs à réaliser (face chrome) à l’aide de 10 µL de solution de NaHCO3 (100 µM). Le
masque est retourné (face argentée) et exposé aux UV profonds pendant 5 min. Lors de cette étape,
le répulsif cellulaire Pll-g-PEG est éliminé là où il y a des micro-patrons.
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Étape 4 La lamelle de verre est ensuite décollée en versant sur le masque une solution de NaHCO3.
La lamelle est placée verticalement pour permettre un séchage à l’air libre. Une solution de fibronectine
à 25 µg/mL dans une solution de NaHCO3 est préparée et un volume de 100 µL est placé sur du parafilm
et recouvert par la lamelle (face Pll-g-PEG). Après 30 min d’incubation, la lamelle est lavée à nouveau
avec la solution de NaHCO3 et séchée verticalement à l’air libre.

Étape 5 Une solution de polymérisation d’acrylamide/bisacrylamide contenant des billes fluores-
centes (décrite dans le paragraphe précédent pour la réalisation des gels uniformes) est préparée. Un
volume de 30 µL est mis à polymeriser entre une lamelle activée (voir protocole des gels uniformes)
et la lamelle comportant les micropatrons de fibronectine. Après 30 min de polymérisation. Les deux
lamelles collées sont placées dans un cristallisoir rempli d’eau distillée. La lamelle comportant le gel
"patterné" est décollée en utilisant un scalpel et directement placée dans une solution de PBS puis
lavée 3× au PBS. Les gels de PAA "patternés" sont conservés à 4°C et utilisés rapidement (dans la
semaine qui suit la fabrication).

4.3 Caractérisation des gels

Hauteur des gels Pour évaluer l’épaisseur des gels de PAA (rigidité 10 kPa), nous avons réalisé une
marque de feutre sur la face de la lamelle activée avant la polymérisation du gel de TFM et placé des
billes GFP (diamètre 1 µm) à la surface des gels. En mesurant la position de la marque de feutre et
celle des billes à la surface du gel sur MetaMorph (Molecular Devices), nous avons obtenu une hauteur
de 46 ± 9 µm pour les gels de PAA (mesures réalisées sur 2 gels).

Rigidité des gels La rigidité des gels a été mesurée à Evry avec Maxime Liboz, doctorant sous
la direction de Clément Campillo (Laboratoire LAMBE, Université d’Evry). Nous avons utilisé un
AFM en mode Quantitative ImagingT M (QI) et une pointe sphérique CP-CONT-PS-C pour mesurer
la rigidité des gels de PAA réalisés (2, 10 et 40 kPa) (Table II.3). Les modules d’Young mesurés sont
proches de ceux obtenus par Tse et Engler (Tse & Engler, 2010).

Gels PAA 2 kPa 10 kPa 40 kPa
ET se/Engler (kPa) 2,55±0, 17 10,61 40,4±2, 39

Em, billes, AF M (kPa) 2,01±0, 08 9,66±0, 07 34,19±0, 85
Em, sans bille, AF M (kPa) 1,99±0, 49 9,74±0, 09 35,96±0, 92

Table II.3 – Tableau comparatif des modules d’Young des gels de PAA mesurés par Tse et Engler et
ceux obtenus pour nos gels de PAA, avec ou sans bille fluorescente, en utilisant un AFM Mesure du
module d’Young des gels de PAA avec billes et sans bille en utilisant un levier CP-CONT-PS-C (au moins 2 mesures par
condition).
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Les écarts relatifs entre nos mesures et celles effectuées par Tse et Engler sont :
• pour 2 kPa : ∼ 21%
• pour 10 kPa : ∼ 9%
• pour 40 kPa : ∼ 15%

Ces différences peuvent s’expliquer par le fait que Tse et Engler ont réalisé les mesures de gels dans
l’eau ; nous avons réalisé les mesures dans du milieu de culture pour être plus proche des conditions
expérimentales. En effet d’après Tse et Engler, l’hydrogel peut avoir un taux de gonflement différent
dans ces deux solutions, ce qui peut affecter ses propriétés mécaniques (Tse & Engler, 2010). Nous
avons également comparé la rigidité des gels avec ou sans bille pour s’assurer que la rigidité des gels
utilisés pour nos expériences TFM (avec billes) et celles de visualisation du cytosquelette (sans bille)
n’était pas significativement différente (≤ 5 %).

Densité de bille dans les gels de PAA Pour estimer la densité de billes dans nos gels de TFM,
nous avons seuillé 10 champs de vue (de taille 120x120 µm2) de 5 expériences différentes (gels uniformes
de 10 kPa) et utilisé le plugin Analyze Particle de ImageJ pour le comptage automatique des objets
circulaires. Nous avons obtenu une densité moyenne de billes de 2,1 ± 0,5 billes/10 µm2.

5 Réalisation des expériences de TFM

Le gel de PAA est lavé au PBS puis placé au fond d’une POCmini (Pecon) dans du milieu de
culture DMEM. La POCmini est placée à l’incubateur à 37°C, 5 % CO2 et 95 % d’humidité pendant
30 min puis le milieu de culture est changé par du milieu frais et 1 à 3×104 cellules sont déposées sur
le gel. Après environ 6-8 h (selon la rigidité du gel) d’incubation à 37°C, 5 % CO2 et 95 % d’humidité,
les cellules ont adhéré.

• Pour les expériences de cellules isolées, les cellules sont mises sous le microscope et l’expérience
est lancée 6 à 8 h après le dépôt des cellules sur le gel (Figure II.5).

• Pour les expériences avec groupe de cellules, les gels sont laissés à l’incubateur toute la nuit
afin d’obtenir des petits groupes de cellules à la surface du gel. Les expériences sont lancées le
lendemain.

Lavage du gel 
de PAA au PBS

1. Mise en place au fond de la 
POCmini 
2. PBS remplacé par du DMEM
3. Incubation pendant 30 min 
à 37°C, 5% CO2 

1. Changement du DMEM par 
du DMEM frais 
2. Dépôt de 1-3 104 cellules
3. Incubation pendant 6-8 h à 37°C, 
5% CO2, le temps que les cellules 
adhèrent au gel de PAA 

Solution contenant les cellules en 
suspension dans du DMEM 

 

  

1. Mise en place de la POCmini sous le microscope 
à 37°C, 5% CO2 et 95% d'humidité  
2. Lancement de l'expérience en utilisant Metamorph
pendant au moins 5h
3. Réference de l'expérience de TFM après 
détachement des cellules avec de la trypsine  

30 min 6-8 h 5-10 h

Réference de 
l'expérience de TFM   

Détachement des cellules 
changement du DMEM 

par de la tryspine   

temps

Figure II.5 – Étapes d’une expérience de TFM sur gel uniforme, pour la caractérisation du phénotype
mécanique de cellules isolées
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6. Mesure des forces de traction

Pour toutes ces expériences, l’objectif 40× du microscope est utilisé. L’expérience dure entre 5 à 10
h. À la fin de l’expérience, les cellules sont détachées du gel en remplaçant le milieu de culture par de
la trypsine, directement sous le microscope (le détachement survient au bout de 30 min-1 h) (Figure
II.5).

6 Mesure des forces de traction

6.1 Mesure du déplacement des billes fluorescentes

Les déplacements des billes fluorescentes dans le gel de PAA, qui rendent compte des déformations
du substrat par les cellules, sont mesurés en utilisant l’image des billes fluorescentes avant et après le
détachement des cellules. Les plugins Fiji utilisés pour cette mesure ont été écrit par Qingtsong Tseng
et sont disponibles sur le site https://sites.google.com/site/qingzongtseng/tfm :

Étape 1 Les images des billes dans l’état "contracté" du gel et dans l’état "relâché" du gel (image
de référence) après trypsinisation, sont alignées en utilisant le plugin Fiji Align Slices in stack. Cette
étape permet de supprimer les éventuels mouvements de la platine pendant l’expérience.

Étape 2 Les déplacements des billes sont mesurés en réalisant une PIV (Particle Image Velo-
cimetry) itérative en utilisant le plugin Fiji iterative PIV avec une taille de fenêtre d’interrogation
décroissante à chaque passage (Table II.4). Le déplacement des billes entre l’état "contracté" du gel
et l’état "relâché" du gel est déterminé à partir de la corrélation maximale de fluorescence entre les
deux fenêtres d’interrogation (voir Annexe A pour la méthode de PIV). Les déplacements mesurés
à chaque passage de PIV servent à pré-décaler la fenêtre d’interrogation pour l’itération suivante de
la PIV, de sorte qu’un déplacement important peut être capturé lorsqu’une petite fenêtre d’interro-
gation est utilisée. La fenêtre de recherche, choisie plus grande que la fenêtre d’interrogation permet
d’améliorer la PIV itérative en évitant les erreurs dans la détermination du pré-décalage. En testant
les paramètres de PIV de ce plugin, Martiel et al. ont montré qu’il était nécessaire d’avoir au moins 4
billes par fenêtre d’interrogation pour minimiser les erreurs dans la mesure des déplacements (Martiel
et al., 2015). Pour des gels uniformes de rigidité 10 kPa, nous avons obtenu une densité moyenne de
billes de 0,21 ± 0,05 billes/µm2 ce qui correspond à ∼12 billes, en moyenne, pour la dernière fenêtre
d’interrogation de PIV (32 pixels × 32 pixels), au dessus de la densité minimale de billes préconisée
par fenêtre d’interrogation (Martiel et al., 2015).

Itération PIV
Fenêtre de recherche

(pixels)
Fenêtre d’interrogation

(pixels)
Espacement des vecteurs

(pixels)
Premier passage 256 128 64
Second passage 128 64 32

Troisième passage 64 32 16

Table II.4 – Tableau donnant les paramètres utilisés pour la PIV itérative réalisée avec le plugin Fiji
iterative PIV Pour chaque passage de PIV, taille (en pixels) de la fenêtre de recherche, de la fenêtre d’interrogation et
de l’espace entre les vecteurs de déplacements. 1 pixel correspond à 0,24 µm (objectif 40x, binning 2).
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6. Mesure des forces de traction

6.2 Reconstruction du champ de forces de traction

Pour reconstruire les forces de traction à partir des déformations du substrat, nous avons utilisé
la méthode FTTC (Fourier Transform Traction Cytometry) (Butler et al., 2002). Deux approches
ont été utilisées : une approche dans laquelle le paramètre de régularisation est choisi arbitrairement
(FTTC, plugin Fiji) et une approche dans laquelle le paramètre de régularisation est déterminé auto-
matiquement pour minimiser le bruit expérimental (BFFTC, code Matlab disponible en ligne sur le
site https://github.com/CellMicroMechanics).

Méthode FTTC sur Fiji La première méthode pour reconstruire les forces de traction consiste
à utiliser le plugin Fiji FTTC écrit par Q. Tseng. Ce plugin permet d’obtenir le champ de forces de
traction sur la même grille que celle choisie pour la PIV. Pour toutes les reconstructions effectuées avec
ce plugin, nous avons choisi un paramètre de régularisation λ égal à 8×10−11, choisi arbitrairement
pour minimiser le bruit expérimental de manière qualitative.

Méthode BFTTC Nous avons aussi utilisé la méthode BFTTC pour la reconstruction des forces
de traction. Un article récent (Huang, Dai, Shen, Gu, Wang, Liu, Chen & Sun, 2020) a proposé une
méthode pour calculer automatiquement le paramètre de régularisation λ à partir du bruit de mesure,
estimé par la variance du déplacement des billes dans une fenêtre en dehors de la cellule (masque B,
Figure II.6 a,b). Par une approche bayésienne, le code Matlab (MathWorks, Natick, MA) disponible
sur le site https://github.com/CellMicroMechanics calcule le paramètre de régularisation optimal
ie celui qui minimise les forces en dehors des cellules comparées aux forces générées par les cellules.
La méthode utilise ensuite le code, développé dans l’équipe de G. Danuser (UT Southwestern Medical
Center, Dallas, Texas), regfourierTFM.m accessible à l’adresse https://github.com/DanuserLab/

TFM/tree/master/software pour reconstruire les forces de traction par une méthode FTTC. Le code
Matlab écrit par Huang et al. a été adapté pour l’analyse de nos expériences (Figure II.6 b). Nous
avons trouvé un paramètre de régularisation de 2×10−7 µm2/Pa2, valeur médiane pour 71 cellules
(cellules MDCK OS soumises à une activation de Src pendant 1 h sur un gel de 10 kPa) (Figure
II.6 d).

Nous avons comparé ces deux méthodes dans l’annexe B de ce manuscrit. Nous avons choisi d’utiliser
la méthode BFTTC pour toutes nos analyses car :

• elle évite le choix plus ou moins arbitraire d’un facteur de régularisation

• elle prend en compte le bruit expérimental pour chaque cellule : le bruit expérimental n’est pas
le même d’un gel de TFM à l’autre et peut même varier au sein d’un même gel

61

https://github.com/CellMicroMechanics
https://github.com/CellMicroMechanics
https://github.com/DanuserLab/TFM/tree/master/software
https://github.com/DanuserLab/TFM/tree/master/software


7. Analyse des expériences de TFM à l’échelle de la cellule isolée

7 Analyse des expériences de TFM à l’échelle de la cellule isolée

7.1 Contour des cellules

Pour ces expériences, nous avons essayé de détecter les contours des cellules automatiquement,
sans succès : la qualité des images en contraste de phase n’était pas suffisante pour éviter les erreurs
de segmentation et l’utilisation des images de fluorescence en m-Cherry (cytoplasmique lorsque les
cellules ne sont pas illuminées en lumière bleue) n’était pas possible car le signal était trop faible au
niveau du lamellipode des cellules. Les masques de cellules imagées au 40x sont donc dessinés à la
main en utilisant une tablette graphique (Wacom Cintiq 13HD creative).

7.2 Critères de sélection des cellules analysées

Niveau de fluorescence et durée minimale avant cytokinèse Dans les expériences à l’échelle
de la cellule isolée, nous analysons des cellules :

• individuelles et suffisamment éloignées des autres (cellules "isolées")
• marquées en m-Cherry (marquage de l’optoSrc) et en GFP (marquage du CIBN-Caax)
• pour lesquelles la division n’intervient pas durant les 2,5 premières heures de l’expérience (pour

les expériences avec une durée totale de photoactivation dans le bleu de 15 min, 30 min, 1 h ou
soutenue dans le temps) ou pendant les 4 premières heures (pour une durée totale d’activation
de 2 h).

Nous avons limité notre analyse aux 5 premières heures d’expérience car la majorité des cellules se
sont divisées après les 5 h. Une fois divisées, les cellules ne sont plus considérées dans les statistiques.

Qualité de la reconstruction des forces La qualité de la reconstruction des forces de traction à
partir du déplacement des billes du gel peut être évaluée en comparant la somme vectorielle des forces
de traction T⃗ (en Pa) de la cellule avec la force totale exercée par la cellule sur son substrat (somme de
la norme des forces). En effet, la cellule étant isolée, la somme des forces de traction qu’elle exerce sur
son substrat doit être nulle. En raison des erreurs liées à la reconstruction numérique des forces, cette
somme n’est rigoureusement pas nulle. On définit alors le facteur de qualité Q de la reconstruction
des forces de traction :

Q = 1 −
∑

cellule T⃗∑
cellule ∥T⃗∥

(II.1)

La reconstruction des forces est considérée comme acceptable lorsque ce facteur de qualité est supérieur
à 0,85 (Maruthamuthu et al., 2011) (Figure II.6 c) : au maximum 15 % des forces de traction de la
cellule ne sont pas équilibrées.

7.3 Influence du masque de la cellule pour la mesure des forces

Les forces de traction qu’exercent les cellules sur leur substrat s’étendent au-delà des bords de
la cellule. Pour prendre en compte ces forces, le masque de la cellule est dilaté. Sur l’exemple donné
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7. Analyse des expériences de TFM à l’échelle de la cellule isolée

en Figure II.6 a, nous avons dilaté le masque de la cellule par pas de δ, avec δ=16 pixels (distance
entre les vecteurs déplacements mesurés par la PIV). La taille 2δ maximise le facteur de qualité de la
reconstruction des forces (Figure II.6 c). Nous avons donc utilisé le masque de la cellule dilaté d’une
distance de 32 pixels soit 7,6 µm, pour la mesure des forces de traction exercées par la cellule. Ce
masque est dilaté en utilisant la fonction imdilate.m de Matlab avec un élément structurant ("disk")
de taille 2δ. Nous avons trouvé un facteur de qualité Qm de 0,93 (valeur médiane pour 71 cellules
MDCK OS soumises à une activation de Src pendant 1 h sur un gel de 10 kPa) ce qui signifie qu’après
reconstruction des forces, moins de 7% des forces exercées par les cellules ne sont pas équilibrées
(Figure II.6 d).

a b

c d

30 Pa

Facteur de qualité 

Calcul de la variance de  

Calcul de la la médiane de 

pour chaque point de temps  

dans le masque B à chaque point de temps 

Régularisation bayesienne L2  

Méthode FTTC avec le paramètre    
de régularisation constant  

: 

masque de 
dilatation

masque B

reconstruction des forces
acceptable

reconstruction des forces 
non acceptable

Dilatation du masque de la cellule

10 µm

mesure de l'amplitude du 
déplacement des billes 

dans cette fenêtre 

0.6

0.7

0.8

0.9

1

Figure II.6 – Méthode BFTTC pour la reconstruction des forces : paramètre de régularisation, facteur de
qualité et choix du masque (a) Image en contraste de phase d’une cellule MDCK OS sur laquelle sont représentées
des masques dilatés du masque original en blanc (du jaune au rouge : dilatation du masque de 1 à 4 δ avec δ=16 pixels).
Le masque B, choisi en dehors de la cellule, permet de mesurer la variance du déplacement des billes dans cette région afin
d’estimer le bruit. (b) Démarche utilisée pour la reconstruction des forces de traction en utilisant la méthode BFTTC.
(c) Facteur de qualité "médian" Qm pour la cellule présentée en (a) en fonction de la dilatation du masque. Lorsque
Qm > 0, 85, la reconstruction des forces est considérée "acceptable". (d) Facteur de régularisation médian λm et facteur
de qualité médian Qm pour des cellules MDCK OS soumises à une activation transitoire de Src d’1 h (n=71 cellules,
N=8 expériences).

7.4 Grandeurs mesurées

À partir du champ de déplacement des billes u⃗ (ux, uy), et des forces de traction T⃗ (Tx, Ty)
(expérimées en Pa) d’une cellule et des paramètres géométriques de la cellule (Figure II.7), plusieurs

63
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quantités peuvent être mesurées :
• L’aire d’étalement A de la cellule (en µm2)

A =
∑

masque cellule

p2 avec p la taille d’un pixel (II.2)

• La force de traction moyenne Tm exercée par la cellule (en Pa) qui est une contrainte
surfacique

Tm = ⟨∥T⃗∥⟩masque dilaté (II.3)

• La force totale Ftot (en N) exercée par la cellule sur son substrat

Ftot =
∑

masque dilaté
∥T⃗∥ p2 (II.4)

• Le moment contractile Mc des forces de traction (J), premier moment des forces de traction

Mc = Mxx + Myy =
∑

masque dilaté
(Txx + Tyy) p2 (II.5)

• L’énergie de déformation SE (en J) ; elle correspond au travail dépensé par la cellule pour
déformer le substrat

SE = 1
2

∑
masque dilaté

(Txux + Tyuy) p2 (II.6)

• La densité d’énergie de déformation SED (en J/m2) calculée à partir de l’énergie de
déformation SE et de l’aire du masque dilaté

SED = SE

Amasque dilaté
(II.7)

• L’ isotropie de forme IS et l’ anisotropie de forme AF calculée à partir du petit b et du
grand a demi-axe de l’ellipse ajustée à la cellule

IS = 1 − AS = b

a
(II.8)

• L’ isotropie de force IF et l’anisotropie de force AF calculée à partir des valeurs propres
de la matrice du premier moment des forces de traction M , Λ1 et Λ2 avec Λ1 ≤ Λ2

IF = 1 − AF = 1 − Λ2 − Λ1
Λ2 + Λ1

(II.9)

Toutes ces quantités sont calculées à partir d’un code Matlab, qui utilise la fonction regionprops.m de
Matlab.

a

b

Ellipse ajustée
Contour de la cellule 
Contour dilaté de la cellule  

Figure II.7 – Paramètres géométriques utilisés pour la caractérisation du phénotype mécanique
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7.5 Calcul du gain/changement maximal des grandeurs mesurées pendant l’acti-
vation de Src

• Pour mesurer les gains maximaux en aire gA et en force totale gF pendant l’activation de Src,
nous calculons la moyenne des 5 plus grandes valeurs de ces quantités parmi les 20 points
mesurés pendant l’activation (points au delà du 3ème quartile) ; moyenne que nous normalisons
par la valeur moyenne de ces quantités avant l’activation.

• Pour mesurer les changements maximaux en isotropie/anisotropie de forme (∆Is/∆As) et
en anisotropie/isotropie de force (∆IF /∆AF ) pendant l’activation de Src, nous calculons la
moyenne m des 5 plus grandes valeurs de l’isotropie de forme et de l’isotropie de force parmi
les 20 points mesurés pendant l’activation puis nous soutrayons à cette moyenne m, la valeur
moyenne avant activation.

8 Microscopie de Force Atomique (AFM)

8.1 Description du dispositif utilisé

Les mesures d’AFM ont été réalisées à l’Université d’Evry avec Maxime Liboz (Doctorant sous la
direction de C. Campillo, laboratoire LAMBE) sur un AFM Nanowizard 4 Bioscience AFM (JPK/-
Bruker). Nous avons utilisé le mode Quantitative ImagingT M (QI) qui permet d’obtenir une courbe
force-indentation à chaque cycle d’approche/rétraction de la pointe.

Pour la mesure du module d’Young des gels de PAA, nous avons utilisé un levier rectangulaire
avec une pointe sphérique de rayon 3 µm CP-CONT-PS-C (Figure II.8 b, Table II.5), mieux adaptée
à la mesure globale d’échantillon (Urbanski et al., 2019). Les courbes force-indentation sont obtenues
en choisissant les paramètres suivant :

• vitesse de déplacement de la pointe : 2 µm/s
• valeur de consigne de la force : 5 nN
• taille de la fenêtre de mesure variable allant de 10 à 100 µm2 avec une résolution de 32×32 ou

64×64 pixels
• méthode de calibration de la raideur du levier avec la méthode dite de "contact"

Pour la mesure du module d’Young des cellules, nous avons utilisé un levier en as de pic avec
une pointe pyramidale de rayon de courbure 65 nm PFQNM-LC-A-CAL (Figure II.8 a, Table II.5),
adaptée à la mesure d’échantillon peu rigide comme les cellules (rigidité de quelques kPa) avec une
bonne résolution spatiale (Yang et al., 2019). Les courbes force-indentation sont obtenues en choisissant
les paramètres suivant :

• vitesse de déplacement de la pointe : 100 µm/s
• valeur de consigne de la force : 5-25 pN
• hauteur de retrait entre chaque indentation : 3 µm
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8. Microscopie de Force Atomique (AFM)

• taille de la fenêtre de mesure variable allant de 10 à 100 µm2 avec une résolution de 32×32 ou
64×64 pixels

• méthode de calibration de la raideur du levier avec la méthode dite de "contact"

3 µm

a b

Figure II.8 – Images des leviers utilisés dans les expériences AFM présentées dans de ce manuscrit (a)
Levier PFQNM-LC-A-CAL. Extrait de (Schillers et al., 2016). (b) Levier CP-CONT-PS-C. Image disponible sur le site
https://www.nanoandmore.com/AFM-Probe-CP-CONT-PS.

Type de levier PFQNM-LC-A-CAL CP-CONT-PS-C
Fournisseur Bruker AFM probes Nano And More

Géométrie du levier levier en "as de pic" levier rectangulaire
Longueur du levier 52 µm 450 µm

Constante de raideur
du levier

0,06-0,1 N/m 0,02-0,07 N/m

Géométrie de la pointe pointe pyramidale pointe sphérique
Longueur de la pointe 17 µm s/o

Rayon de la pointe 65 nm 3 µm

Table II.5 – Caractéristiques des leviers et pointes utilisés dans les expériences AFM Caractéristiques du
levier PFQNM-LC-A-CAL, utilisé pour la mesure du module d’Young des cellules MDCK OS et du levier CP-CONT-
PS-C, utilisé pour la mesure du module d’Young des gels de PAA.

Nous avons utilisé un arduino pour contrôler le shutter de la lampe fluorescente pour pouvoir activer
les cellules MDCK optoSrc dans le bleu. En utilisant un puissance-mètre Thorlabs PR100 A λ=488
nm, sur le calibre 5 mW, nous avons réglé l’intensité de la source LED (2 barres d’intensité sur 5) de
façon à avoir une puissance lumineuse proche de celle utilisée dans nos expériences, 0,19 mW ∼ 1 cm
après l’objectif 40x.

8.2 Procédure expérimentale

Pour réaliser les expériences d’AFM, les gels de PAA sont placés au fond d’une plaque 6 puits et
recouverts de milieu DMEM. Après incubation pendant 30 min, le milieu DMEM est changé par du
milieu frais et 4×103 cellules sont déposées à la surface de chaque gel. Après un temps d’incubation
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9. Approche pharmacologique

de 5 h à 37°C, 5 % CO2 et 95 % d’humidité relative, la plaque 6 puits est transportée à l’Université
d’Evry et immédiatement placée dans l’incubateur à 37°C, 5 % CO2 et 95 % d’humidité relative,
pendant au moins 1 h. Avant utilisation, le gel de PAA est placé dans une boîte de pétri de diamètre
33 mm en plastique remplie de 2 mL de milieu DMEM. La boîte de pétri est alors placée sous le
microscope (régulation de la température avec un anneau à 37°C, 5 % CO2) après calibration de la
pointe. Les analyses des expériences AFM ont été réalisées par M. Liboz à l’aide du logiciel JPK et de
codes Matlab. Les données AFM sont filtrées, en particulier : substrat mis à 0, hauteur de la cellule
comprise entre 0,1 et 15 µm, rigidité comprise entre 0 et 100 kPa, indentation inférieure à 30 % de la
hauteur locale de la cellule.

9 Approche pharmacologique

Nous avons utilisé une approche pharmacologique pour identifier les acteurs moléculaires à l’origine
du changement de phénotype mécanique des cellules Src-activées. Les drogues sont mélangées au milieu
de culture DMEM pour atteindre la concentration Cutilisée (ajout d’un volume VS par mL de milieu
DMEM de la solution stock de concentration Cstock). Le milieu de DMEM de la POCmini est remplacé
par le milieu contenant la drogue. Après un temps d’incubation ti à 37°C , 5 % CO2 et 95 % d’humidité,
les cellules sont placées sous le microscope et l’expérience est lancée.
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Figure II.9 – Effet du DMSO sur la réponse mécanique des cellules Src-activées à une activation de Src
de 1 h (a-b) Phénotype mécanique de cellules MDCK OS dans un milieu de culture standard (bleu, OS, n=71, N=8),
ou en présence de 10 µL de DMSO (vert, OS + DMSO, n=23, N=2), avant activation : aire (a) et force totale (b).(c-d)
Changement de phénotype mécanique des cellules soumises à une activation de Src d’1 h pour les deux conditions décrites
en a,b : aire (c) et force totale (d), normalisées par leur valeur moyenne avant activation.
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Drogues Cible Mécanisme d’action Référence

BAPTA-AM
Ca2+

intracellulaire
Chélateur de calcium, perméable à la membrane : fixe les ions calcium

après l’élimination du groupe acétoxyméthyle par les estérases cytoplasmiques
(Tymianski et al., 1994)

BDP9066 MRCK Composé azaindole formant un complexe avec MRCK
et réduisant la phosphorylation des substrats de MRCK

(Unbekandt et al., 2018)

C3 transferase Rho
Exoenzyme C3 transferase : ADP ribosyl transférase qui "ribosyle" sélectivement

les protéines RhoA, RhoB et RhoC sur le résidu 41 de l’asparagine,
les rendant ainsi inactives.

(Aktories et al., 1989)

CID44 Cdc42 Puissant inhibiteur de liaison de liaison nucléotidique (guanine), sélectif de Cdc42. (Hong et al., 2013)

CK666 Arp 2/3 Stabilise l’état inactif du complexe Arp 2/3, en bloquant le mouvement des sous-unités
Arp2 et Arp3 dans la conformation activée de type filament

(Hetrick et al., 2013)

FR180204 ERK Inhibiteur de l’activité kinase de ERK1 et ERK2, perméable à la membrane. (Ohori et al., 2005)

Gd3+ canaux
mécano-

sensibles, TRP

Ion trivalent qui possède un rayon ionique similaire à celui du Ca2+,
bloque les canaux calciques activés par l’étirement et les canaux TRP

(Bourne & Trifaró, 1982),
(Yang & Sachs, 1989)

GsmTx4 Piezo1
Peptide provenant du venin d’araignée : agit comme une "réserve mobile" de matériau membranaire,

s’incorpore dans la membrane d’une manière dépendante de la tension
et déforme la distribution de la tension près du canal : réduit l’ampleur effective

de la force agissant sur le canal

(Gnanasambandam et al., 2017)

ML141 Rac1/Cdc42
CID-2950007, composé dihydropyrazolyle trisubstitué, perméable aux cellules

et allostérique, qui agit comme un inhibiteur puissant, réversible et non compétitif
des GTPases Cdc42. Diminue GTP-Cdc42 (≤ 95%) et GTP-Rac1 (≤ 40%)

(Surviladze et al., 2010)
(Hong et al., 2013)

ML7 MLCK Inhibition compétitive réversible par l’ATP de la MLCK des muscles lisses indépendante
ou dépendante de la calmoduline Ca2+.

(Saitoh et al., 1987)

Mn2+ integrines
Puissant activateur d’intégrine qui maintient les récepteurs d’intégrine

dans une conformation présentant une forte affinité de liaison
avec les ligands du substrat ou de l’ECM.

(Mould et al., 1995),
(Lin et al., 2013) ,
(Oakes et al., 2018)

NSC23766 Rac1
Trihydrochloride qui inhibe efficacement la liaison et l’activation de Rac1

par les GEF spécifiques de Rac, Trio ou Tiam1,
mais n’affecte pas les interactions avec RhoA ou Cdc42.

(Gao et al., 2004)

PF573228 FAK PF-573,228 inhibe la phosphorylation de FAK sur Tyr(397),
inhibition du renouvellement des adhésions focales.

(Slack-Davis et al., 2007)

pnbb myosine II Para-nitro-blebbistatine, forme non phototoxique de la blebbistatine,
inhibiteur de la myosine II ATPase

(Képiró et al., 2014)

PP2 Src Pyrazolopyrimidine, inhibiteur puissant, réversible, ATP-compétitif
et "sélectif" de la famille Src des protéines tyrosine kinases

(Hanke et al., 1996)

SMIFH2 mDia
Small Molecule Inhibitor of Formin Homology 2 domains, inhibiteur des

domaines d’homologie 2 de la formine (facteur de nucléation de l’actine) :
inhibe l’assemblage de l’actine médiée par la formine

(Rizvi et al., 2009)

Xestospongine IP3
Isolé de l’éponge Xestospongia, inhibiteur perméable à la membrane

de la libération de Ca2+ médiée par l’IP3, sans interagir avec le site de liaison
à l’IP3 : suggère un mécanisme indépendant du site effecteur de l’IP3.

(Gafni et al., 1997)

Y27632 ROCK Inhibe ROCK en entrant en compétition avec l’ATP pour la liaison au site catalytique. (Ishizaki T et al., 2000)

Table II.6 – Récapitulatif des drogues utilisées et les mécanismes d’action associés. Colonnes de gauche
à droite : Drogue utilisée, cible biologique, mécanisme d’action et référence bibliographique. pnbb pour para-nitro-
blebbistatine.
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9. Approche pharmacologique

Drogues Fournisseur I/A Cible Cutilisée Solvant Cstock Vs ti

BAPTA-AM Bertin I
Ca2+

intracellulaire
5 µM DMSO 20 mM 0,25 µL 1 h

BDP9006 MedChemExpress I MRCK 0,4 µM DMSO 10 mM 0,4 µL 1 h
C3 transferase Cytoskeleton Inc. I Rho 1 µg/mL eau+DTT 1mM 1 mg/mL 1µL 6 h

CID44 MedChemExpress I Cdc42 10 µM DMSO 10 mM 1 µL 1 h
CK666 Sigma I Arp 2/3 100 µM DMSO 10 mM 10 µL 1 h

FR180204 Sigma I ERK 10 µM DMSO 10 mM 1 µL 1 h

Gd3+ Bertin I
canaux

mécano-sensibles, TRP
100 µM eau 100 mM 1 µL 1 h

GsmTx4 Bio-Techne I Piezo1 5 µM eau 250 µM 20 µL 1 h
ML141 Sigma I Rac1/MLCK 10 µM DMSO 10 mM 1 µL 1 h

ML7 Sigma I MLCK 20 µM DMSO 10 mM 2 µL 1 h
Mn2+ Sigma A integrines 6 µM eau 1 mol/L 0,006 µL 1 h

NSC23766 Tocris I Rac1 50µM DMSO 50 mM 1 µL 5 h
PF573228 Sigma I FAK 1 µM DMSO 10 mM 0.1 µL 1 h

pnbb Sigma I myosine II 1 µM DMSO 10 mM 1 µL 1 h
PP2 Sigma I c-Src 15 µM DMSO 10 mM 1,5 µL 1 h

SMIFH2 Sigma I mDia 10 µM DMSO 10 mM 1 µL 1 h
Xestospongine Bertin I IP3 5 µM DMSO 2 mM 2,5 µL 1 h

Y27632 Sigma I ROCK 1 µM eau 10 1 µL 1 h
ZCL278 Sigma I Cdc42 50 µM DMSO 50 mM 1 µL 1 h

Table II.7 – Récapitulatif des drogues utilisées dans les expériences. Colonnes de gauche à droite : Drogue
utilisée, fournisseur, I/A : Inhibiteur/Activateur, cible biologique, Cutilisée : concentration de drogue utilisée dans les
expériences, Solvant de la solution stock contenant la drogue, Cstock : concentration de drogue dans la solution stock,
VS : volume de solvant utilisé dans les expériences par mL de milieu cellulaire DMEM et ti : temps d’incubation moyen
entre l’ajout de la drogue dans le milieu de culture et le lancement de l’expérience.

Le DMSO a été utilisé à une concentration relativement élevée pour une condition, celle de l’inhibition
de Arp 2/3 avec le CK666 (1% v/v en DMSO). Pour cette concentration en DMSO, nous avons vérifié
que le gains en aire et en contractilité des cellules Src-activées étaient similaires à ceux des cellules
Src-activées dans la situation sans drogue (Figure II.9 c,d). En revanche, nous remarquons que dans
ce cas, l’état mécanique des cellules avant l’activation est modifié : les cellules ont le même étalement
que dans la situation sans DMSO mais elles sont plus contractiles (Figure II.9 a,b). Après l’activation
de Src, nous observons également que les cellules sont moins étalées en présence de DMSO que dans la
situation contrôle (Figure II.9 c,d). Pour les autres expériences d’inhibition en présence de DMSO, la
concentration en DMSO n’excède pas 0,25 % v/v : des expériences contrôles devront être réalisées en
présence d’une plus faible concentration de DMSO (0,25 % v/v) pour vérifier que le DMSO n’affecte
pas, dans ce cas, ni l’état des cellules avant l’activation ni la réponse mécanique des cellules MDCK à
l’activation de Src.
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10. Visualisation du cytosquelette

10 Visualisation du cytosquelette

10.1 Réalisation des expériences

Nous avons marqué certaines structures du cytosquelette (LifeAct, vinculine, MRLC) en rouge loin-
tain (iRFP). Les billes fluorescentes utilisées dans nos expériences de TFM sont, elle aussi, marquées
en rouge profond (Cy5), empêchant la mesure des forces de traction en parallèle de la visualisation du
cytosquelette. Nous avons donc dû utiliser des gels de PAA sans bille pour étudier le remodelage du
cytosquelette des cellules Src-activées. Nous avons vérifié que la rigidité des gels n’était pas affectée par
la présence des billes (Tableau II.3) : l’écart relatif est inférieur à 5 %. Nous réalisons les expériences
de visualisation du cytosquelette en suivant un protocole similaire à celui utilisé pour les expériences
de TFM. Les gels de PAA sans bille sont montés dans une POC-mini 2 (Pecon). Les cellules sont en-
suite déposées dans la POC-mini à faible densité (1-3 104 cellules). Après 6 h d’incubation permettant
l’adhésion des cellules, les cellules sont mises sous le microscope et l’expérience est lancée.

Expériences de visualisation de l’activité des myosines et des adhésions Pour visualiser la
dynamique du cytosquelette en présence des inhibiteurs ML7 et Y27632, nous avons procédé en trois
temps :

• Étape 1 : le cytosquelette des cellules est imagé pendant 30 min avant l’ajout de la drogue
• Étape 2 : l’inhibiteur est ajouté directement sous le microscope : préparation d’une solution

contenant l’inhibiteur dans du milieu de culture et changement du milieu de culture.
• Étape 3 : après un temps d’incubation de 1 à 2 h, les cellules sont soumises à la séquence

d’illumination en lumière bleue.

10.2 Mesure du flux rétrograde d’actine

Réalisation des expériences Pour ces expériences, nous avons réalisé des films en iRFP du mar-
quage de LifeAct dans les cellules 653+909 + LifeAct-iRFP déposées sur des gels de rigidité donnée
avec un intervalle de 2 s entre deux images successives afin de voir la dynamique de l’actine. Pour
chaque cellule observée :

• Avant l’activation de Src : acquisition d’images pendant 3 min avec un intervalle de temps
de 2 s entre les images.

• Activation de Src toutes les 3 min pendant 12 min (soit 4 pulses de lumière bleue MOSAIC
LED-BDX de 200 ms)

• "Pendant" l’activation : Immédiatement après cette période d’activation, acquisition
d’images pendant 3 min avec un intervalle de temps de 2 s entre les images.

Pour la mesure du flux rétrograde d’actine sur des gels de 100 kPa, notons que la durée totale d’ac-
quisition est de 2 min, et non de 3 min.
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15 µm 15 µm

Avant l'activation Activation de Src pendant 12 min

Film en iRFP : 
1 image toutes les 2 s 

pendant 3 min  

Film en iRFP : 
1 image toutes les 2 s 

pendant 3 min  

4 pulses de lumière bleue de
 200 ms toutes les 3 min  

"Pendant" l'activation 
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Figure II.10 – Réalisation des expériences de mesure du flux rétrograde d’actine

Analyse des expériences Pour l’analyse du flux rétrograde d’actine, une première étape consiste
à dessiner à la main le masque de la cellule (Figure II.11, étape 1). Le masque est ensuite utilisé pour
trouver les coordonnées des points du contour sur Matlab et déterminer des segments perpendiculaires
(de taille 80 pixels soit 12,8 µm) aux tangentes au contour en 40 points. Un fichier texte est créé avec les
coordonnées de ces points et du vecteur perpendiculaire (Figure II.11, étape 2). Ce fichier est ensuite
lu par Fiji pour tracer en chacun des points du contour une ligne selon laquelle un kymographe est
généré (Figure II.11, étape 3). Les kymographes sont ensuite ouverts un à un et les pentes tracées à la
main (Figure II.11, étape 4) pour déterminer une vitesse en nm/s. Plusieurs mesures de flux rétrograde
sont obtenues pour une cellule donnée.

étape 1

1. Calcul du gradient de l'abscisse 
curviligne du contour (Matlab) 

2. Sauvegarde des coordonnées des 
lignes perpendiculaires (longueur de 

80 pixels) au contour dans un
 fichier texte  

1. Tracé des lignes "perpendiculaires" au contour 
sur l'image en épifluorescence (Fiji) 

2. Utilisation du plugin Multikymograph de Fiji
 pour générer un kymograph à partir d'une ligne

Tracé de la pente 
sur le kymographe (à la main) 

Mesure du flux rétrograde
d'actine (en nm/s) 

Multikymograph  
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te
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p
s
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étape 2 étape 3 étape 4

15 µm   

15 µm   

2,4 µm   

30 s  

Figure II.11 – Mesure du flux rétrograde d’actine Étapes permettant de mesurer le flux rétrograde d’actine en
utilisant Matlab et Fiji

10.3 Analyse des adhésions focales

Pour analyser le signal vinculin-IRFP, les adhésions sont segmentées à la main en utilisant la ta-
blette Wacom à différents points de temps de l’expérience. En utilisant ces masques et la fonction
regionprops.m de Matlab, le nombre d’adhésions et l’aire moyenne des adhésions sont mesurés.
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11. Probabilité et durée d’arrondissement

10.4 Analyse des fibres de stress

Pour analyser les fibres de stress contractiles marquées par MRLC, nous avons utilisé la fonction
threshold de Matlab afin d’obtenir un masque du réseau de fibres (Figure II.12). Nous avons ensuite
utilisé la fonction regionprops de Matlab pour déterminer l’aire totale du réseau et l’intensité lumineuse
totale (proportionnelle à l’activité des myosines) dans le réseau.

Masque du réseau de fibre de stress

MRLC-iRFP 

Seuillage
Aire et intensité totale  

du réseau de fibre de stress  

15 µm   

Figure II.12 – Analyse des fibres de stress contractiles

11 Probabilité et durée d’arrondissement

Les événements "d’arrondissement" après l’activation transitoire de Src sont détectés de façon automa-
tique : après activation, une cellule est considérée comme s’arrondissant si elle remplit deux conditions,
l’une sur son isotropie de forme (IS > 0, 65 ) et l’autre sur sa surface (A < 0, 15 A0 ), où A0 est sa
surface moyenne avant activation. Pour chaque condition étudiée, la probabilité d’arrondissement est
définie comme : Pr = narrondies

ncellules
où narrondies est le nombre total de cellules arrondies détectées et

ncellules est le nombre total de cellules considérées. Nous considérons la distribution binomiale avec les
paramètres ncellules et Pr. L’incertitude sur Pr est alors donnée par :

√
var(Pr) =

√
Pr(1 − Pr)

ncellules

La durée de l’arrondissement est le temps pendant lequel une cellule remplit ces deux conditions.

12 Tests statistiques

• Toutes les analyses statistiques ont été réalisées à l’aide de Matlab (Mathworks). Les proba-
bilités p permettant de déterminer la significativité ont été calculées par un test U de Mann-
Whitney (fonction ranksum de Matlab) et les valeurs de p inférieures à 0,05 ont été considérées
comme significatives et sont indiquées dans les figures, les valeurs p supérieures à 0,05 ont été
considérées comme non significatives ("n.s.").

• Sur les courbes, les barres d’erreur représentent 95% de l’intervalle de confiance de la moyenne,
sauf mention contraire.
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Dans ce chapitre, nous caractérisons le phénotype bio-mécanique des cellules individuelles, déposées
sur des gels de polyacrylamide (PAA) de rigidité 10 kPa, et soumises à une activation transitoire de Src
d’1 h. Nous nous sommes intéressés à la réponse bio-mécanique en étudiant les mécanismes moléculaires
sous-jacents au changement de phénotype mécanique observé, puis en étudiant les changements de
l’architecture du cytosquelette de la cellule (actine, adhésions et fibres de stress) associés. Enfin nous
nous sommes intéressés à l’état mécanique de la cellule après activation.

1 Description du phénotype mécanique des cellules Src-activées

Pour étudier le phénotype mécanique des cellules Src-activées, nous avons utilisé la lignée cellulaire
épithéliale MDCK exprimant de manière stable une version photosensible de Src, l’optoSrc : les cellules
MDCK optoSrc (MDCK OS) (Moitrier et al., 2019a; Kerjouan et al., 2021).
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Figure III.1 – Caractérisation du phénotype mécanique de cellules MDCK OS soumises à une activation
transitoire de Src de 1 h (a) Séquence d’illumination en lumière bleue (OFF / 1h ON / OFF) utilisée pour activer de
façon transitoire Src. (b) Images en contraste de phase d’une cellule MDCK OS isolée, soumise à la séquence d’illumina-
tion décrite en (a) pour quatre points de temps. Le temps est indiqué en heures, et l’origine des temps t = 0 correspond
au début de l’expérience. Les cellules sont déposées sur un gel de polyacrylamide de rigidité ∼ 10 kPa contenant des billes
fluorescentes pour calculer les forces de traction qu’elles exercent : les forces de traction sont superposées aux images
(flèches) et leur amplitude (en Pa) est codée en couleur. Barre d’échelle : 20 µm. (c) Quatre quantités sont mesurées
pour caractériser le phénotype mécanique de la cellule : la surface d’étalement A, la force totale exercée par la cellule
Ftot, l’isotropie de forme de la cellule IS et l’isotropie de force IF.
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1. Description du phénotype mécanique des cellules Src-activées

1.1 Mesure du phénotype mécanique

Nous avons étudié la réponse mécanique de cellules MDCK optoSrc isolées soumises à une activation
transitoire de Src d’une durée d’une heure (Figure III.1 a) en utilisant la séquence d’illumination en
lumière bleue suivante : 1 h OFF / 1 h ON puis OFF. L’imagerie en contraste de phase combinée
à la TFM (Figure III.1 b) permet de caractériser le phénotype mécanique de la cellule (Figure III.1
c), mesuré au cours de la séquence d’illumination (voir paragraphe 7.4 du Chapitre II pour plus de
détails) :

• l’aire d’étalement de la cellule, A, en µm2

• la force totale que la cellule exerce pour déformer son substrat, Ftot, en nN
• l’isotropie de forme IS qui correspond au rapport d’aspect de la cellule
• l’isotropie de force IF qui rend compte de l’isotropie de la distribution des forces de traction

dans la cellule
Sur un gel de PAA, la majorité des cellules MDCK OS qui sont isolées sont polarisées et présentent
une distribution polarisée de leurs forces de traction. Sur l’exemple donné en Figure III.1 b, la cellule
est polarisée et exerce principalement ses forces à ses deux extrémités. Lors de l’activation de Src
(lumière bleue ON), on remarque que la cellule :

• s’étale en formant un lamellipode
• devient plus isotrope
• exerce des forces de traction d’amplitude plus grande
• a une distribution des forces plus isotrope.

Après l’activation (lumière bleue OFF), la cellule se rétracte : son aire diminue, elle est de nouveau
polarisée, et les forces qu’elle exerce sont plus faibles et moins isotropes que durant l’activation (Figure
III.1 b).

Dans la suite du manuscrit, nous utiliserons le terme de "contractilité" pour parler de la
force de traction totale exercée par la cellule sur son substrat. Un "gain en contractilité"
correspondra ainsi à une augmentation de la force de traction totale exercée par la cellule.

Nous avons mesuré le phénotype mécanique de plusieurs cellules (n=71 cellules, N=8 expériences
indépendantes). Nous avons normalisé toutes les réponses en aire et en force par leur valeur moyenne
avant activation : l’évolution de ces deux quantités normalisées donne ainsi le changement relatif (gain
ou perte) en aire et en contractilité pendant et suivant l’activation de Src, par rapport à l’état de
référence, avant activation. Une fois que Src est activée (lumière bleue ON), l’aire et la contractilité
augmentent soudainement (Figure III.2 a,b) : nous avons mesuré un gain maximal en aire de ∼ 1,6 et
en contractilité de ∼ 1,8. Nous avons également mesuré les changements de l’isotropie de forme IS et de
force IF. Les cellules MDCK optoSrc isolées sont polarisées en l’absence de lumière bleue (IS ∼ 0, 35) :
lors de l’activation de Src, elles s’étalent en formant un lamellipode pour atteindre une forme quasi-
circulaire (IS ∼ 0, 55) (Figure III.2 c). La distribution des forces de traction est aussi polarisée avant
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1. Description du phénotype mécanique des cellules Src-activées

activation (IF ∼ 0, 35), elle devient également plus isotrope lorsque Src est activée (IF ∼ 0, 55) (Figure
III.2 d). Nous avons vérifié que les cellules MDCK OS ne présentent pas de changement significatif de
leur phénotype mécanique au cours du temps, en l’absence de lumière bleue (courbes noires, Figure
III.2). Ces observations montrent que les changements de phénotype mécanique observés sont liés à
l’illumination en lumière bleue, et donc vraisemblablement à la translocation de l’OS à la membrane,
c’est-à-dire à l’activation de Src.
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Figure III.2 – Les cellules Src-activées sont plus étalées, plus contractiles et ont une une forme et une
distribution des forces plus isotropes que des cellules normales Changement du phénotype mécanique de cellules
MDCK optoSrc (courbes bleues, MDCK OS, n=71 cellules de N=8 expériences) au cours de la séquence d’illumination
décrite en Figure III.1 a, et de cellules MDCK optoSrc maintenues dans l’obscurité (courbes noires, MDCK OS OFF,
n=42 cellules de N=8 expériences) : (a) aire d’étalement (b) force totale (c) isotropie de forme et (d) isotropie de force.
Les lignes pointillées représentent les valeurs moyennes sur la population ; les zones ombrées indiquent un intervalle de
confiance de 95 % pour la moyenne. En (a) et (b), l’aire et la force totale sont normalisées par leur valeur moyenne
avant activation.

Lorsque la lumière bleue est éteinte, l’aire et la contractilité reviennent rapidement (∼ 10 min) à
une valeur inférieure à celle d’avant l’activation (Figure III.2 a,b). L’isotropie de force (Figure III.2 d)
revient en quelques minutes à une valeur supérieure à celle d’avant activation : la distribution des forces
est donc plus isotrope après activation qu’avant activation. En revanche, l’isotropie de forme prend
quelques heures pour revenir à une valeur stable, légèrement au-dessus de sa valeur avant activation
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1. Description du phénotype mécanique des cellules Src-activées

(Figure III.2 c). La perte en force totale dans l’état post-activation comparé à l’état avant activation
n’est pas observée pour les cellules MDCK OS laissées dans le noir, suggérant que cette perte est bien
associée à l’activation transitoire de Src.

Nous avons tracé le changement relatif des autres métriques liées à la contractilité cellulaire (voir
paragraphe 7.4 du Chapitre II pour les définitions) et nous l’avons comparé au changement relatif de la
force totale Ftot. La force totale correspond à la somme de toutes les forces de traction (en amplitude)
exercées par la cellule sur son substrat. Cette dernière est donc directement liée à l’étalement cellulaire :
elle augmente lorsque l’étalement augmente. Les autres métriques liées à la contractilité cellulaire sont :

• Énergie de déformation, SE, qui correspond à l’énergie dépensée par la cellule entière pour
déformer le substrat : mesure d’une énergie contractile "globale".

• Densité d’énergie de déformation, SE par unité de surface : SED, qui prend en compte l’éta-
lement cellulaire dans l’énergie dépensée par la cellule pour déformer son substrat, permet de
mesurer une contractilité indépendante de l’étalement de la cellule.

• Moment contractile, Mc, premier moment des forces des traction : autre quantité mesurant
l’énergie contractile à l’échelle de la cellule entière.

• Force de traction moyenne dans la cellule < T > : intègre les forces exercées localement par les
cellules.
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Figure III.3 – Comparaison du gain en force totale avec les autres métriques de la contractilité cellulaire
de cellules MDCK OS soumises à une activation transitoire de Src de 1 h (n=71 cellules de N=8 expériences), normalisées
par leur valeur moyenne avant activation. De haut en bas : énergie de déformation (SE, rose foncé), densité d’énergie de
déformation (SED, rose clair), moment contractile (Mc, violet), force de traction moyenne (< T >, bleu foncé) et force
de traction (Ftot, bleu clair).

Suite à l’activation de Src, le gain de toutes ces quantités augmente rapidement (∼ 10 min) avec
quelques différences, notamment sur l’amplitude : les réponses en SE et SED sont plus grandes que les
autres quantités (gSE ∼3 et gSED ∼2,3), Mc et la force totale Ftot (gF ∼1,8) se superposent et le gain
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en force de traction moyenne est plus faible (gT ∼1,4) (Figure III.3). Toutes ces tendances confirment
que les cellules Src-activées ont une contractilité accrue, par rapport à leur état avant activation. La
SED augmente également pendant l’activation de Src, ce qui confirme que la contractilité des cellules
augmente indépendamment de l’aire. Dans la suite, nous avons choisi d’utiliser la force totale comme
métrique de la contractilité cellulaire plutôt que la SED, qui est plus bruitée que Ftot.

Dans les figures de ce chapitre, sauf mention contraire :
• n indique le nombre de cellules considérées, N le nombre d’expériences indépendantes

pour la condition considérée.
• pour le phénotype mécanique avant activation : les boxplots indiquent le premier quartile,

la médiane et le troisième quartile. Les tests utilisés sont des tests-U de Mann-Whitney :
n.s (non significatif) correspond à une valeur de p supérieure à 0,05, autrement la valeur
de p est indiquée sur le graphe.

• pour les courbes de changement de phénotype mécanique : la courbe en pointillée corres-
pond à la moyenne et la zone ombrée à 95 % de l’intervalle de confiance de la moyenne
des quantités mesurées.

• les données correspondant aux MDCK OS soumises à une activation transitoires de Src
de 1 h (courbes bleues de la Figure III.2) sont dupliquées de nombreuses fois dans la
suite du manuscrit pour faciliter la comparaison avec les autres conditions.

1.2 Expériences contrôles

1.2.1 Inhibition de Src

Afin de vérifier que le changement de phénotype mécanique décrit dans le paragraphe précédent
est lié à une activation de la protéine Src, nous avons utilisé un inhibiteur de Src, l’inhibiteur PP2
(Hanke et al., 1996) (Tables II.7 et II.6), que nous avons ajouté 1 h avant le début de la séquence
d’illumination. En présence de PP2, les cellules Src-activées s’étalent moins (gA ∼ 1,2) et développent
moins de forces de traction (gF ∼ 1,1) que dans la situation sans inhibiteur (courbes rouges, Figure
III.4). Cela montre que le changement de phénotype mécanique des cellules MDCK OS illuminées en
lumière bleue, est bien lié à l’activation de Src.

1.2.2 Src à la membrane vs. Src cytoplasmique

Nous avons réalisé l’expérience d’activation transitoire avec une autre lignée cellulaire photo-
sensible, la lignée MDCK 656+654, pour laquelle l’OS ne peut être recruté à la membrane à cause de
l’absence de CIBN (courbes violettes, Figure III.4). Nous observons que, lors de l’activation de Src,
les cellules MDCK 656+654 présentent un faible gain en aire (gA ∼ 1,1) et en contractilité (gF ∼ 1,2),
comparés à ceux des cellules MDCK OS. Ce résultat montre que le phénotype mécanique des cellules
MDCK OS illuminées en lumière bleue nécessite le recrutement de Src à la membrane.
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Figure III.4 – Le changement de phénotype mécanique des cellules MDCK OS photo-activées en lumière
bleue est lié à l’activation de Src et à son recrutement à la membrane Changement du phénotype mécanique
de cellules MDCK OS (bleu, OS, n=71, N=8) en conditions standards, en présence d’un inhibiteur de Src, PP2 (rouge,
OS+PP2, n=23, N=3) et de cellules MDCK 656+654 dépourvues de CIBN pour lesquelles le recrutement de Src à la
membrane n’est pas possible (violet, 656+654, n=16, N=2), soumises à une activation de Src de 1 h, au cours du temps :
(a) aire d’étalement (b) force totale, normalisées par leur valeur moyenne avant activation.
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Figure III.5 – Effet de la lumière bleue sur le phénotype mécanique de cellules MDCK wt Phénotype
mécanique des cellules MDCK OS (OS, bleu, n=71, N=8), MDCK wt (wt, marron, cellules, n=26, N=3) soumises à
une activation transitoire de Src de 1 h et MDCK wt, non illuminées en lumière bleu (wt+OFF, noir, n=14, N=2).
(a-b) Phénotype mécanique des cellules, dans le noir (avant activation pour OS et wt) : aire (a) force totale (b). (c-d)
Changement relatif du phénotype mécanique pour les trois conditions décrites en (a) : aire d’étalement (c) et force totale
(d), normalisées par leur valeur moyenne avant activation.
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1.2.3 Effet de la lumière bleue

Afin de tester l’effet de la lumière bleue, nous avons utilisé des cellules MDCK wild type (wt) non
photo-sensibles et les avons soumises à la même séquence d’illumination en lumière bleue de 1 h décrite
en Figure III.1 (a) (courbes marrons, Figure III.5).
Avant activation, nous remarquons que le phénotype mécanique des cellules MDCK OS diffère de
celui des cellules MDCK wt : les cellules wt ont la même aire d’étalement mais sont moins contractiles
que les cellules MDCK OS (Figure III.5 a,b). Cela suggère que la transfection des cellules MDCK
avec la construction optoSrc modifie leur phénotype mécanique. Pendant l’activation, les cellules wt
illuminées en lumière bleue ont un petit gain en étalement mais pas de gain en contractilité. Ce résultat
indique que la lumière bleue seule, favorise l’étalement cellulaire mais n’a pas d’effet sur la contractilité
cellulaire. De plus, nous remarquons que les cellules wt ont une contractilité qui diminue tout le temps,
dès le début de l’expérience, qu’elles soient éclairées ou non en lumière bleue (Figure III.5 c,d). Cette
baisse de contractilité naturelle au cours du temps est donc indépendante de l’illumination en lumière
bleue, mais nous n’avons pas identifié son origine.

1.2.4 Effet des paramètres d’activation en lumière bleue

1.2.5 Effet de la puissance lumineuse

Afin de tester l’effet de la puissance de la lumière bleue sur la réponse des cellules Src-activées,
nous avons soumis les cellules MDCK OS à la même séquence d’illumination en lumière bleue décrite
en Figure III.1 (a) mais en divisant par 4 la puissance de la source en lumière bleue (∼ 0,2 mW,
puissance mesurée après l’objectif).
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Figure III.6 – Influence de la puissance de la source de lumière bleue sur le phénotype mécanique des
cellules Src-activées Changement du phénotype mécanique de cellules MDCK OS soumises à une activation de Src de
1 h avec une puissance en lumière bleue P0 ∼ 0,2 mW (P0, courbes bleues, n=71, N=8) ou P0/4 (P0/4, courbes vertes,
n=17, N=2) : (a) aire d’étalement (b) force totale, normalisées par leur valeurs moyennes avant activation.

Lors de l’activation de Src, les cellules s’étalent et sont plus contractiles mais les gains maximaux
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en aire et en force sont différents : le gain en aire est légèrement supérieur (gA ∼1,8) et le gain en
contractilité est significativement plus faible (gF ∼1,4) lorsque la puissance est plus faible. Cela montre
que la puissance en lumière bleue a un plus grand impact sur la contractilité que sur l’étalement des
cellules Src-activées.
Après activation, les cellules illuminées avec une puissance en lumière bleue de P0/4 reviennent à
une aire d’étalement similaire à celles qu’elles avaient avant activation, contrairement aux cellules
illuminées à P0. Les cellules illuminées à P0/4 exhibent une perte en force similaire à celle obtenue
pour les cellules activées avec une puissance de P0. Nous vérifions ainsi que la perte en contractilité
post-activation n’est pas liée à une puissance trop importante de la lumière bleue.

1.2.6 Effet de la durée d’activation de Src

Nous avons ensuite étudié l’effet de la durée totale d’activation de Src (∆T ) sur le phénotype
mécanique des cellules en réalisant des activations d’une durée de 6 min, 15 min, 30 min ou 2 h
(Figure III.7).
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Figure III.7 – Influence de la durée d’activation de Src sur le phénotype mécanique des cellules Src-
activées Changement du phénotype mécanique en aire d’étalement (a) et en force totale (b) des cellules MDCK OS
soumises à différentes durées d’activation de Src (courbes allant du bleu clair au bleu foncé : 6 min (n=22, N=2), 15 min
(n=45, N=3), 30 min (n=50, N=5), 1 h (n=71, N=8) et 2 h (n=35, N=5)).

Ces expériences permettent de "disséquer" la cinétique de la réponse mécanique des cellules : pour une
durée d’activation de 6 min, les gains maximaux en aire et en contractilité mesurés pour une durée
d’activation de 1 h ne sont pas atteints. Pour une durée d’activation de 15 min ou 30 min, les gains
en aire et en contractilité des cellules Src-activées sont similaires à ceux obtenus pour une activation
d’une heure. Cela signifie que les cellules MDCK OS mettent entre 6 et 15 min pour atteindre un
état mécanique stable en réponse à l’activation de Src. De manière surprenante, pour une durée totale
d’activation de 2 h, le gain en Ftot de 1,8 n’est pas atteint et ne se maintient pas (Figure III.7).

Pour toutes les périodes d’activation testées, nous observons une perte mécanique entre l’état avant
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activation et l’état post-activation : il semble que la perte mécanique n’est pas liée à la durée totale
d’activation de Src (Figure III.7).

1.3 Caractérisation AFM du phénotype mécanique : mesure du volume et de la
rigidité corticale
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Figure III.8 – Rigidité corticale et volume des cellules Src-activées Mesures AFM de cellules MDCK OS (n=17,
N=4) déposées sur des gels de PAA de 10 kPa (a-b) Cartographie de la rigidité d’une cellule MDCK OS (la couleur code
pour la valeur de rigidité en kPa) représentée en 3D (Vue 3D, à gauche) et en 2D (Vue 2D, à droite) avant l’activation de
Src (a) et pendant l’activation de Src (b). (c-e) Mesure de la rigidité et du volume des cellules MDCK OS dans le noir :
moyenne géométrique de la rigidité corticale (c), volume cellulaire (d) et valeur moyenne de la rigidité dans la partie
lamellaire des cellules (h≤3 µm) (e). (f-h) Mesure du gain en rigidité et en volume des cellules MDCK OS Src-activées :
gain en rigidité corticale (f), gain en volume (g) et gain en rigidité dans la partie lamellaire des cellules (h≤3 µm) (h).
Pour (e),(f),(g), la valeur de p ou ’n.s.’ indique le résultat du test U de Mann-Whitney entre la distribution présentée et
une distribution de même taille ne contenant que des 1.

Pour compléter notre étude du phénotype mécanique des cellules Src-activées, nous avons mesuré
la rigidité et le volume de cellules MDCK OS déposées sur des gels de PAA de 10 kPa avant activation
et après ∼10 min d’activation de Src, en utilisant un AFM 1. La cartographie des rigidités montre
que les valeurs de rigidités sont plus petites au centre de la cellule que dans la région périphérique
(h≤3 µm, région dite "lamellaire") où elles sont maximales (Figure III.8 a) : nous avons donc choisi de
mesurer la rigidité de la cellule à l’échelle globale (moyenne de la rigidité corticale) et dans la partie
lamellaire.

Avant activation, la rigidité à l’échelle de la cellule entière est en moyenne de 2,5 kPa (Figure III.8 c),

1. Les mesures et les analyses ont été réalisées avec Maxime Liboz et Clément Campillo (Laboratoire LAMBE,
Université d’Evry)
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comparable aux valeurs trouvées dans la littérature : ∼ 1 kPa dans une monocouche de MDCK peu
dense (Nehls et al., 2019). Dans la région lamellaire, nous mesurons une rigidité plus grande, elle est
de 11,5 kPa en moyenne (Figure III.8 e). Avant activation, le volume moyen des cellules est de 2220
µm3 pour les cellules MDCK OS (Figure III.8 d). Après ∼ 10 min d’activation, nous avons mesuré le
gain en rigidité et en volume (valeurs pendant l’activation divisées par les moyennes avant activation) :

• Les cellules Src-activées ne modifient pas de façon significative leur rigidité globale ni leur
rigidité dans la partie lamellaire (Figure III.8 b,f,h)

• Les cellules Src-activées sont en moyenne légèrement plus volumineuses que les cellules nor-
males : augmentation moyenne en volume de 7 % (Figure III.8 g).

En conclusion, ces mesures d’AFM restent préliminaires et mériteraient de plus amples investigations.
En particulier, la rigidité mesurée dans la partie lamellaire, proche de celle du substrat, doit être
confirmée.

1.4 Effet du type cellulaire

Enfin, nous voulions savoir si le changement de phénotype mécanique associé à l’activation de Src
et observé avec des cellules épithéliales MDCK était universel. Pour cela, nous avons exprimé l’optoSrc
dans des fibroblastes de souris MEF (Mouse Embryonic Fibroblast).
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Figure III.9 – Phénotype mécanique des cellules MEF Src-activées (a-b) Images en contraste de phase d’une
cellule MEF OS isolée soumise à une activation transitoire de Src de 1 h à quatre points de temps : avant l’activation,
15 et 45 min après le début de l’activation et 1 h après la fin de l’activation de Src (a) et avec les forces de traction
surperposées (flèches) (b), leur amplitude (Pascal) est codée en couleur. De nombreux filopodes se forment suite à
l’activation de Src (haut, flèches bleues).

83



1. Description du phénotype mécanique des cellules Src-activées

0 1 2 3 4 5
t (h)

0.5

1

1.5

2
Changement relatif en A

MDCK OS
MEF OS

0 1 2 3 4 5
t (h)

0

0.5

1

1.5

2

Changement relatif en Ftot

MDCK OS
MEF OS

0 1 2 3 4 5
t (h)

0.2

0.3

0.4

0.5

0.6

0.7

0.8
Isotropie de force IF

MDCK OS
MEF OS

0 1 2 3 4 5
t (h)

0.2

0.3

0.4

0.5

0.6

0.7

0.8
Isotropie de forme I S

MDCK OS
MEF OS

Aire avant activation
a

b

c

d
Force totale avant activation

e f

MDCK OS MEF OS

400

600

800

1000

1200

µm
²

n.s.

MDCK OS MEF OS

50

100

150

200

250

nN

n.s.

Figure III.10 – Phénotype mécanique des cellules MEF Src-activées Comparaison du phénotype mécanique de
cellules MDCK OS (bleu, MDCK OS, n=71, N=8) et MEF OS (violet, MEF OS, n=14, N=1). Avant activation, aire
moyenne (a) et force totale moyenne (b).(c-f) Changement de phénotype mécanique au cours du temps : aire (c), force
(d), isotropie de forme (e) et isotropie de force (f). L’aire et la force ont été normalisées par leur valeurs moyennes
d’avant activation.

Avant activation, l’aire d’étalement et la force totale sont similaires pour les MDCK OS et MEF OS
(Figure III.10 a,b) mais les fibroblastes présentent une isotropie de forme et de force plus grandes que
celles des cellules épithéliales (Figure III.10 e,f). Pendant l’activation de Src, les cellules MEF OS sont
plus contractiles qu’avant activation et s’étalent en formant un lamellipode mais aussi de nombreux
filopodes (Figure III.9 a, flèches bleues). Les protrusions membranaires générées lors de l’activation
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de Src diffèrent donc selon le type cellulaire : plus de filopodes pour les cellules de type fibroblaste,
un plus grand lamellipode pour les cellules épithéliales. De façon remarquable, les gains en aire et en
force atteints après 1 h d’activation sont similaires à ceux des cellules MDCK OS (Figure III.10 c,d).
En revanche les cellules MEF optoSrc ne présentent pas de changement notable de l’isotropie de forme
et de force pendant l’activation de Src (Figure III.10 e,f). Cela pourrait s’expliquer par le fait que les
cellules MEF OS ont, déjà avant activation, une forme et une distribution des forces plus isotropes
que les cellules MDCK OS. De façon intéressante, nous remarquons que les cellules MEF optoSrc ne
présentent pas de perte en force totale, post-activation. Cette observation suggère que le changement
en isotropie de forme ou en isotropie de force subi lors de l’activation de Src pourrait jouer un rôle
dans la perte mécanique post-activation.

Dans cette partie, nous avons décrit le phénotype mécanique des cellules Src-activées. Nous
avons montré que l’activation de Src est associée à un étalement cellulaire, une augmentation
de la contractilité et de l’isotropie de force et de l’isotropie de forme cellulaire. Nous avons éga-
lement montré que les cellules Src-activées ont un volume légèrement plus grand que les cellules
normales mais ne modifient pas leur rigidité de façon significative. Enfin, nos résultats sug-
gèrent que le changement de phénotype mécanique en étalement et en force serait indépendant
du type cellulaire. Dans la partie suivante, nous étudions les voies de signalisation associées à
ce changement de phénotype mécanique.

2 Mécanismes moléculaires à l’origine du phénotype mécanique

Dans cette partie, nous cherchons à identifier les acteurs moléculaires impliqués dans le changement
de phénotype mécanique des cellules Src-activées. Pour cela, nous utilisons une approche pharmaco-
logique : les inhibiteurs sont ajoutés quelques heures avant le début de la séquence d’illumination en
lumière bleue.

• La comparaison des phénotypes mécaniques des cellules avant l’activation (lorsqu’elles sont dans
le noir) avec ou sans inhibiteur permet ainsi d’évaluer l’impact de l’inhibiteur et de vérifier son
efficacité.

• La comparaison des gains en aire et en contractilité pendant l’activation de Src avec et sans
inhibiteur permet de déterminer le rôle du ou des cibles moléculaire(s) inhibée(s) dans le chan-
gement de phénotype des cellules Src-activées.

Dans un premier temps, nous étudions les voies de signalisation à l’origine de l’étalement des cellules
Src-activées puis nous nous intéressons à différentes voies de signalisation contractiles et étudions leur
possible rôle dans le gain en contractilité arboré par les cellules Src-activées.
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2.1 Acteurs impliqués dans l’étalement des cellules Src-activées

L’activation de Src dans les cellules MDCK OS induit un étalement des cellules via la formation de
lamellipodes (Figure III.1 b), phénotype déjà décrit dans la littérature (Karginov et al., 2014; Klomp
et al., 2016; Shaaya et al., 2020; Kerjouan et al., 2021). Ces protrusions membranaires sont régulées
par le complexe protéique Arp2/3 lié à l’actine, lui-même sous contrôle de l’activation de Rac1 (Steffen
et al., 2014).
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Figure III.11 – L’étalement des cellules Src-activées est lié à l’activation de la voie Rac1-Arp2/3 (a-b)
Phénotype mécanique de cellules MDCK OS dans un milieu de culture standard (bleu, OS, n=71, N=8), ou en présence
d’un inhibiteur d’Arp 2/3, CK666 (rose foncé, OS + CK666, n=37, N=4) ou d’un inhibiteur de Rac1, NSC23766 (rose
clair, OS+NSC23766, n=29, N=2), avant activation : aire (a) et force totale (b).(c-d) Changement de phénotype
mécanique des cellules soumises à une activation de Src d’1 h pour les trois conditions décrites en a,b : aire (c) et force
totale (d), normalisées par leur valeur moyenne avant activation.

Pour évaluer le rôle des protéines Arp 2/3 et Rac1 dans l’étalement des cellules Src-activées, nous
avons utilisé deux inhibiteurs : CK666 pour inhiber Arp 2/3 (Hetrick et al., 2013) et NCS23766 pour
inhiber Rac1 (Gao et al., 2004) (Tables II.7 et II.6). Dans l’obscurité, l’ajout de ces inhibiteurs réduit
significativement l’aire des cellules (Figure III.11 a), démontrant leur efficacité. Lors de l’activation de
Src, leur présence réduit l’étalement des cellules (Figure III.11 c). Ce résultat montre que l’étalement
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des cellules Src-activées dépend de l’activation de la voie de signalisation Rac1-Arp2/3, comme suggéré
dans la littérature (Servitja et al., 2003; Klomp et al., 2016).

Avant activation, l’inhibition de Arp2/3 n’a pas d’effet sur la contractilité des cellules alors que l’in-
hibition de Rac1 la diminue (Figure III.11 b), cohérent avec le fait que Rac1 est impliqué dans la
régulation des forces de traction (Hu et al., 2022). Notons également qu’en présence de CK666 et de
NSC23766, le gain en contractilité des cellules Src-activées est retardé et réduit (Figure III.11 d). Ce
résultat suggère que la formation d’un lamellipode est nécessaire pour avoir un gain en contractilité
maximal. Le fait qu’étalement et contractilité soient tous les deux affectés par ces inhibiteurs fait
supposer que ces deux aspects sont couplés.

Activation de Src
+ 0 min + 6 min + 30 min + 1 h 

CIBN-GFP-Caax

15 µm 
filopode 

Figure III.12 – Formation de filopodes dans les cellules MDCK Src-activées Séquence temporelle d’images
en épifluorescence (marquage GFP de Caax-CIBN) d’une cellule MDCK OS soumise à une activation de Src de 1h,
montrant la formation de filopodes (indiqués par les flèches vertes) pendant l’activation de Src (après 6 min, 30 min et
1 h d’activation). L’image à (+0 min) correspond à la situation avant activation de Src.

Comme déjà décrit dans la littérature (Karginov et al., 2014), l’activation de Src induit également la
formation de filopodes (Figure III.12). Nous avons donc étudié le principal acteur moléculaire impliqué
dans la formation de ces filopodes, mDia, en l’inhibant avec du SMIFH2 (Rizvi et al., 2009) (Table II.6).
L’ajout de cet inhibiteur a pour effet de diminuer l’aire et la contractilité des cellules avant activation
(Figure III.13 a,b). En présence de cet inhibiteur, les gains maximaux en aire et en contractilité des
cellules Src-activées atteignent quasiment le même niveau que sans l’inhibiteur (Figure III.13 c,d).
En revanche, on remarque une chute rapide du gain en aire, certainement dû au fait que certaines
cellules deviennent rondes : il y a un phénomène d’arrondissement des cellules pendant l’activation
de Src (Figure III.13 c,e). Cette dé-adhésion entraîne également une perte importante du gain en
contractilité (Figure III.13 d). Cela montre que mDia est fondamental pour maintenir le phénotype
mécanique des cellules Src-activées, en particulier pour stabiliser l’étalement des cellules.
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Figure III.13 – Rôle de mDia dans l’étalement des cellules Src-activées (a-b) Phénotype mécanique de cellules
MDCK OS dans un milieu de culture standard (bleu, OS, n=71, N=8), ou en présence d’un inhibiteur de mDia, SMIFH2
(marron, OS+SMIFH2, n=13, N=1) avant activation : aire (a) et force totale (b). (c-d) Changement de phénotype
mécanique des cellules soumises à une activation de Src d’1 h pour les deux conditions décrites en (a,b) : aire (c) et
force totale (d), normalisées par leur valeur moyenne avant activation. (e) Images en contraste de phase à différents
points de temps de la séquence d’activation montrant une cellule MDCK OS s’arrondissant pendant l’activation de Src,
en présence d’un inhibiteur de mDia, SMIFH2.

2.2 Acteurs impliqués dans l’augmentation de contractilité des cellules Src-
activées

Comme décrit dans la littérature, l’activation de Src est responsable d’une augmentation des forces
de traction : Polackwich et al. ont également mesuré une augmentation de 1,5 fois de la force totale pour
des cellules épithéliales cancéreuses MDA231 exprimant un Src constitutivement actif, par rapport aux
cellules normales, dans un environnement 3D de collagène (Polackwich et al., 2013). Cependant, les
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mécanismes moléculaires à l’origine d’une telle augmentation de force n’ont pas été identifiés. Dans
cette partie, nous nous lançons dans une investigation des différentes voies de contractilité cellulaire
pouvant expliquer le gain en contractilité des cellules Src-activées.

Plusieurs voies de signalisation sont impliquées dans la contractilité des cellules. Citons les trois princi-
pales voies de signalisation pouvant phosphoryler les myosines II, actrices principales de la contractilité
cellulaire. Ces voies constituent donc des candidates pouvant participer au gain en contractilité des
cellules Src-activées. Il s’agit des voies :

• RhoA/ROCK/myosines II
• Cdc42/MRCK/myosines II
• MLCK/myosines II

MLCK 

Ca2+ Cdc42RhoA

Myosines II

ROCK 

ERK

Figure III.14 – Voies de signalisation étudiées dans ce manuscrit, à l’origine de la phosphorylation des
myosines II : RhoA/ROCK (à gauche), MLCK activée par un flux de calcium ou par l’activation de ERK (au centre),
Cdc42/MRCK (à droite).

2.2.1 Inhibition des myosines II

Nous avons tout d’abord inhibé partiellement les myosines II en utilisant la para-nitro blebbistatine
("pnbb"), une version moins phototoxique de la blebbistatine (Képiró et al., 2014) (Tables II.7 et II.6).

Cet inhibiteur réduit la contractilité des cellules sans impacter leur étalement avant l’activation de
Src (Figure III.15 a,b). De manière surprenante, en présence de pnbb, les cellules activées par Src
présentent toujours un gain de contractilité au début de l’activation de Src mais ne sont pas capables
de le maintenir (Figure III.15 d), ce qui suggère que la myosine II joue un rôle dans le maintien d’une
contractilité élevée plutôt que dans son établissement, lorsque Src est activée. De même, en présence
de pnbb, le gain en étalement des cellules Src-activées est plus faible et n’est pas maintenu dans le
temps.
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Figure III.15 – Rôle des myosines II dans le phénotype mécanique des cellules Src-activées (a-b) Phénotype
mécanique de cellules MDCK OS dans un milieu de culture standard (bleu, OS, n=71, N=8), ou en présence d’un
inhibiteur des myosines II, la para-nitro blebbistatine (marron, OS+pnbb, n=23, N=3) avant activation : aire (a) et
force totale (b). (c-d) Changement de phénotype mécanique au cours du temps des cellules, soumises à une activation
de Src d’1 h, pour les deux conditions décrites en (a,b) : aire (c) et force totale (d), normalisées par leur valeur moyenne
avant activation.

2.2.2 Voie de contractilité RhoA/ROCK

Nous avons ensuite ciblé la voie contractile classique RhoA/ROCK, soit en inhibant ROCK avec
l’ajout de Y27632 (Ishizaki T et al., 2000), soit en inhibant RhoA avec l’ajout de C3 transférase (Ak-
tories et al., 1989) (Tables II.7 et II.6). Dans l’obscurité, l’utilisation de l’un de ces inhibiteurs diminue
à la fois la contractilité des cellules et l’aire des cellules (Figure III.16 a,b). De façon remarquable,
lorsque Src est activée, en présence de ces inhibiteurs, les gains en aire et en force des cellules sont simi-
laires à ceux observés sans inhibiteur (Figure III.16 c,d). Ces résultats surprenants au premier abord,
montrent que la voie de contractilité RhoA/ROCK n’est pas impliquée dans le gain en contractilité
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associé à l’activation de Src.
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Figure III.16 – Le gain en contractilité des cellules Src-activées est RhoA-ROCK indépendant (a-b)
Phénotype mécanique de cellules MDCK OS dans un milieu de culture standard (bleu, OS, n=71, N=8), ou en présence
d’un inhibiteur de RhoA, C3 transferase (marron foncé, OS+C3, n=17, N=2) ou d’un inhibiteur de ROCK, Y27632
(marron clair, OS+Y27, n=23, N=3), avant activation : aire (a) et force totale (b).(c-d) Changement de phénotype
mécanique des cellules soumises à une activation de Src d’1 h pour les trois conditions décrites en (a,b) : aire (c) et force
totale (d), normalisées par leur valeur moyenne avant activation.

2.2.3 Voie de contractilité : MRCK/Cdc42

Lors de l’activation de Src, les cellules forment des filopodes (Figure III.12), comme décrit dans
la littérature (Karginov et al., 2014; Polackwich et al., 2013). L’activation de Cdc42 est connue pour
être impliquée dans la formation des filopodes (Kim et al., 2008). La voie de signalisation Cdc42/
MRCK apparaît donc comme une candidate de choix pour expliquer le gain en contractilité des
cellules Src-activées. Nous avons d’abord utilisé un inhibiteur non spécifique de Cdc42, l’inhibiteur
ML141 (Surviladze et al., 2010) (Tables II.7 et II.6), qui inhibe à la fois Rac1 et Cdc42. En présence
de cet inhibiteur, l’aire des cellules diminue et la contractilité est inchangée (Figure III.17 a,b). Suite
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à l’activation de Src, en présence de ML141, le gain en contractilité et celui en aire restent faibles,
suggérant un rôle important de Cdc42 dans le gain en aire et en contractilité des cellules Src-activées.
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Figure III.17 – Rôle de la voie de signalisation Cdc42/MRCK dans le gain en contractilité des cellules Src-
activées (a-b) Phénotype mécanique de cellules MDCK OS dans un milieu de culture standard (bleu, OS, n=71, N=8),
ou en présence d’un inhibiteur de Cdc42 et de Rac1, ML141 (vert foncé, OS+ML141, n=22, N=2), ou d’un inhibiteur de
Cdc42, CID44 (vert, OS+CID44, n=30, N=2), ou d’un inhibiteur de MRCK, BDP9066 (vert clair, OS+BDP9066, n=12,
N=1) avant activation : aire (a) et force totale (b). (c-d) Changement de phénotype mécanique des cellules soumises à
une activation de Src d’1 h pour les quatre conditions décrites en (a,b) : aire (c) et force totale (d), normalisées par la
valeur moyenne avant activation.

Nous avons ensuite utilisé un inhibiteur spécifique de Cdc42, CID44 (Hong et al., 2013) (Tables II.7 et
II.6). En présence de cet inhibiteur, les cellules sont moins étalées mais la force totale est inchangée.
Lors de l’activation de Src, en présence de CID44, le gain en aire est réduit et le gain en contractilité
est légèrement plus faible comparé à la situation sans inhibiteur. Ce résultat suggère que le gain en
contractilité des cellules Src-activées implique peu l’activation de Cdc42. Nous avons ensuite utilisé
un inhibiteur de MRCK, la kinase en amont des myosines II qui est régulée par Cdc42, BDP9066
(Unbekandt et al., 2018) (Tables II.7 et II.6). Dans le noir, cet inhibiteur diminue la contractilité des
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cellules sans modifier leur aire. En revanche, lors de l’activation de Src, en présence de cet inhibiteur,
nous observons que le gain en aire diminue mais que le gain en contractilité est inchangé comparé à la
situation sans inhibiteur. Ces deux observations (pas de diminution du gain en contractilité en présence
de CID44 et BDP9066) suggèrent que la voie de contractilité Cdc42/MRCK n’est pas impliquée dans
la hausse de contractilité des cellules Src-activées.

2.2.4 Voie de contractilité MLCK

Nous nous sommes enfin intéressés à la voie de contractilité impliquant MLCK (Pfitzer, 2001).
Pour inhiber MLCK de façon spécifique, nous avons utilisé ML7 (Saitoh et al., 1987) (Tables II.7 et
II.6) : ajouté au milieu de culture, cet inhibiteur de MLCK n’affecte pas la contractilité cellulaire
mais diminue l’aire des cellules (Figure III.18 a,b), en accord avec la littérature (Beningo et al., 2006;
Hui et al., 2015). De façon remarquable, en présence de ML7, les cellules Src-activées présentent un
gain en aire réduit (Figure III.18 c) et un gain en force réduit aussi : il est même ∼ 1 au début de
l’activation et augmente après 20 min d’activation en restant plus faible que dans la situation sans
inhibiteur (Figure III.18 d). Ce résultat suggère que le gain en contractilité associé à l’activation de
Src est MLCK-dépendant.

Pour aller plus loin dans notre étude, nous avons voulu savoir comment Src activait MLCK. Une
activation de ERK ou une augmentation de calcium intracellulaire peuvent activer MLCK (Tansey
et al., 1994). Dans une étude récente, Shaaya et al. ont d’ailleurs montré que ERK était activé de
façon transitoire suite à l’activation de Src (Shaaya et al., 2020). Nous avons donc inhibé ERK en
utilisant un inhibiteur spécifique, FR180204 (Ohori et al., 2005) (Tables II.7 et II.6). L’ajout de cet
inhibiteur ne modifie pas le phénotype mécanique des cellules (Figure III.18 a,b). Lors de l’activation
de Src, en présence de cet inhibiteur, le gain en aire est fortement diminué et le gain en contractilité
est également impacté comparé à la situation sans inhibiteur (Figure III.18 a,b). Vu qu’il n’y a pas
d’impact sur le phénotype mécanique avant activation, ces résultats sont difficiles à interpréter. Ils
évoquent un possible rôle de ERK ou un inhibiteur pas assez efficace. Notons que l’inhibiteur n’a pas
pu être utilisé à une concentration plus élevée car cela engendrait des morts cellulaires.

Nous avons ensuite exploré le rôle du calcium dans la réponse contractile des cellules Src-activées. Pour
cela, nous avons utilisé un chélateur de calcium permettant de réduire la concentration de calcium
intracellulaire, le BAPTA-AM (Tymianski et al., 1994)(Tables II.7 et II.6). Ce chélateur de calcium
ne modifie pas significativement le phénotype mécanique des cellules dans l’obscurité (Figure III.18
a,b). Cependant, la présence de BAPTA-AM supprime remarquablement le gain de force et réduit
considérablement l’étalement des cellules Src-activées (Figure III.18 c,d). Ce résultat indique que
l’activation de Src nécessite un flux de calcium intracellulaire, flux qui pourrait être à l’origine de
l’activation de MLCK.

Pour identifier l’origine de ce flux intracellulaire, nous avons étudié différentes pistes.
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Figure III.18 – Le gain en contractilité des cellules Src-activées est MLCK-dépendant et repose sur une
augmentation de la concentration en calcium intracellulaire (a-b) Phénotype mécanique de cellules MDCK OS
dans un milieu de culture standard (bleu, OS, n=71, N=8), ou en présence d’un inhibiteur de MLCK, ML7 (orange,
OS+ML7, n=30, N=2), ou d’un inhibiteur de ERK, FR180204 (turquoise, OS+FR180204, n=10, N=1), ou d’un chélateur
de calcium, BAPTA-AM (violet, OS+BAPTA-AM, n=27, N=2) avant activation : aire (a) et force totale (b). (c-d)
Changement de phénotype mécanique des cellules soumises à une activation de Src d’1 h pour les quatre conditions
décrites en (a,b) : aire (c) et force totale (d), normalisées par leur valeur moyenne avant activation.

2.2.5 Origine du flux de calcium intracellulaire

La libération de flux de calcium joue un rôle clé dans la contractilité cellulaire (Clapham, 2007).
Citons deux sources importantes de flux calcique, que nous avons étudié dans le cadre de cette étude :

• les canaux cationiques, au niveau de la membrane plasmique, qui permettent un flux de calcium
du milieu extracellulaire vers le milieu intracellulaire

• la vidange du calcium du réticulum endoplasmique, qui possède deux types de canaux ioniques :
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les recepteurs IP3 (inositol trisphosphate) et les récepteurs RyR (récepteurs de la ryanodine)
(Woll & Van Petegem, 2022).
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Figure III.19 – Le gain en contractilité des cellules Src-activées est indépendant des canaux mécanosen-
sibles mais dépend de l’activité du récepteur IP3 (a-b) Phénotype mécanique de cellules MDCK OS dans un
milieu de culture standard (bleu, OS, n=71, N=8), ou en présence d’un inhibiteur de canaux cationiques à spectre large,
le gadolinium (rouge, OS+Gd3+, n=9, N=1), ou d’un inhibiteur de Piezo1, GsmTx4 (rose, OS+GsmTx4, n=9, N=1), ou
d’un inhibiteur de IP3, la xestospongine (violet, OS+Xesto, n=27, N=2) avant activation : aire (a) et force totale (b).
(c-d) Changement de phénotype mécanique des cellules soumises à une activation de Src d’1 h pour les quatre conditions
décrites en (a,b) : aire (c) et force totale (d), normalisées par leur valeur moyenne avant activation. Notez que le petit
n pour la condition OS+Gd3+ ne permet pas d’avoir de différence significative, si elle doit l’être, pour l’étalement et la
contractilité des cellules avec la condition OS avant activation.

Canaux mécano-sensibles Nous avons d’abord évalué le rôle des canaux cationiques car une étude
récente a montré que Src pouvait activer Piezo1 (Kang et al., 2019). Nous avons utilisé deux inhi-
biteurs : un inhibiteur à large spectre, le gadolinium permettant d’inhiber principalement les TRP
(Transient Receptor Potential) et Piezo1 (Yang & Sachs, 1989), et un inhibiteur spécifique de Piezo1,
GsmTx4 (Gnanasambandam et al., 2017) (Tables II.7 et II.6). En présence de ces deux inhibiteurs, le
phénotype mécanique des cellules est inchangé (Figure III.19 a,b). Pendant l’activation de Src, nous
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observons que les gains en force des cellules ne sont pas modifiés en présence de ces deux inhibiteurs,
comparé à la situation sans inhibiteur (Figure III.19 d). Cela suggère que les canaux cationiques de la
membrane plasmique ne sont pas impliqués dans le flux de calcium intracellulaire associé à l’activation
de Src.

Canal IP3 dans le réticulum endoplasmique Dans un second temps, nous avons étudié la
régulation du calcium stocké dans le réticulum endoplasmique. Nous avons choisi d’étudier le rôle
des récepteurs IP3 car plusieurs études suggèrent un lien entre l’activation de Src et IP3 (Tokmakov
et al., 2002; Cui et al., 2004; Xu et al., 2016). Pour inhiber cette source de calcium, nous avons
utilisé la xestospongine (Gafni et al., 1997) (Tables II.7 et II.6). En présence de cet inhibiteur, le
phénotype mécanique des cellules avant activation est inchangé (Figure III.19 a,b). En revanche,
durant l’activation de Src, la présence de l’inhibiteur diminue le gain en étalement et le gain en
contractilité des cellules Src-activées (Figure III.19 c,d). Le gain en contractilité est réduit au début
de l’activation puis diminue jusqu’à être quasiment égal à 1 après 1 h d’activation. Le flux de calcium
impliqué dans le gain en contractilité des cellules Src-activées provient donc en partie du canal IP3 du
reticulum endoplasmique. Nous n’avons pas pris le temps d’étudier le rôle des récepteurs RyR.

Globalement, nos expériences suggèrent que l’activation de Src est accompagnée d’une libération de
calcium provenant en partie du RE ; ce flux de calcium pourrait activer MLCK, participant ainsi à
l’augmentation de la contractilité des cellules.
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Activation de Src
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Cellule Src-activée

Étalement  Contractilité 

lamellipode 

Forces de traction
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Augmentation des 
forces de traction 

Figure III.20 – Mécanismes moléculaires proposés, à l’origine du changement de phénotype mécanique
des cellules Src-activées
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En résumé, nous proposons que les mécanismes moléculaires sous-jacents au changement de
phénotype mécanique des cellules Src-activées (Figure III.20) sont :

• l’activation de la voie de signalisation Rac1-Arp2/3 pour permettre l’étalement des cel-
lules

• le relargage de calcium en partie via IP3 au niveau du réticulum endoplasmique activant
certainement MLCK et participant ainsi à l’accroissement de contractilité des cellules

3 Caractérisation de la réponse biologique

Nous avons décrit le changement de phénotype mécanique cellulaire associé à l’activation de Src
ainsi que les voies de signalisation possiblement impliquées. Dans cette partie, nous étudions les chan-
gements dans l’organisation du cytosquelette des cellules Src-activées (actine, adhésions et fibres de
stress), qui ont lieu en parallèle de ce changement de phénotype mécanique.

3.1 Dynamique de l’actine filamenteuse

L’activation de Src dans des cellules MDCK OS s’accompagne de la formation de protrusions
membranaires, où a lieu un flux rétrograde d’actine. Pour visualiser l’actine dans les cellules MDCK
OS, nous avons induit l’expression stable de LifeAct fusionné au marqueur iRFP (rouge profond) dans
les cellules MDCK OS (Figure III.21).
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Figure III.21 – Flux rétrograde d’actine avant et pendant l’activation de Src (a) Images représentatives en
épifluorescence d’une cellule MDCK optoSrc isolée exprimant LifeAct-iRFP dans l’obscurité (à gauche) ou après 12 min
d’activation de Src (à droite). Il s’agit de la même cellule. Les segments roses sont utilisés pour générer les kymographes
montrés à droite des images. (b) Vitesse du flux rétrograde d’actine (en nm/s) dans les cellules avant activation (vOF F ,
noir, n= 76 traces, 6 cellules) ou Src-activées (vON , bleu, n= 118 traces, 6 cellules) mesurée à partir des traces des
kymographes de 6 cellules (voir paragraphe 10.2 du Chapitre II pour la méthode).

Nous avons vérifié que les cellules MDCK OS LifeAct-iRFP se comportent de la même façon que
les cellules MDCK OS en ce qui concerne le changement de phénotype mécanique pour l’activation
transitoire de 1 h. Nous avons déposé ces cellules sur des gels ne contenant pas de bille fluorescente.
Après 12 min d’activation de Src, le marquage LifeAct révèle que l’actine filamenteuse est proéminente
et circulante à la périphérie de la cellule, où les lamellipodes sont formés (Figure III.21 a). Nous avons
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3. Caractérisation de la réponse biologique

mesuré ce flux d’actine à partir de kymographes (voir paragraphe 10.2 du Chapitre II pour la méthode)
et avons constaté qu’il est plus élevé pour les cellules Src-activées que pour les cellules avant activation
(Figure III.21 b). Cette observation confirme que l’étalement cellulaire associé à l’activation de Src
résulte de l’augmentation de la dynamique du réseau d’actine à la périphérie de la cellule.

3.2 Réorganisation des adhésions

Src est essentielle dans les systèmes adhésifs de la cellule et son activation est responsable de la
formation de nouvelles adhésions sur du verre en 2D (Hamadi et al., 2009; Karginov et al., 2014) mais
aussi dans des gels 3D de collagène de rigidité 80 Pa (Polackwich et al., 2013). Nous avons voulu
étudier le changement du système adhésif des cellules MDCK OS, déposées sur des gels de 10 kPa,
soumises à une activation transitoire de Src. Nous avons utilisé l’iRFP pour marquer de façon stable
la vinculine, protéine située dans les adhésions focales (AF).
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Après l'activation Vinculine-iRFP Activation de Src
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Figure III.22 – Réorganisation du système adhésif de la cellule Src-activée Images en épifluorescence des
adhésions focales (vinculine-iRFP) dans une cellule MDCK optoSrc, avant, pendant (12 min, 30 min et 1 h après le
début de l’activation) et après l’activation de Src. (b) Vue agrandie du rectangle marron en (a) pour 5 points de temps.
(c) Évolution temporelle du nombre relatif de FA (à gauche) et de leur aire moyenne relative (à droite) pendant une
activation transitoire de Src. Les lignes en pointillés représentent la moyenne, et les barres d’erreur représentent 95 %
de l’intervalle de confiance de la moyenne (n=20, N=4). (d) Schéma illustrant la réorganisation du réseau adhésif des
cellules Src-activées.

Nous avons vérifié que les cellules MDCK OS vinculin-iRFP se comportent de la même façon que
les cellules MDCK OS en ce qui concerne le changement de phénotype mécanique pour l’activation
transitoire de 1 h. L’imagerie de la vinculine-iRFP révèle que de nouvelles adhésions apparaissent
dans les lamellipodes formés lors de l’activation de Src (Figure III.22 a,b). En utilisant le signal de la
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vinculine comme un proxy pour les AF, nous avons mesuré une augmentation d’environ 1,5 du nombre
d’AF lorsque Src est activée (Figure III.22 c,d).

• Avant activation, les AF sont de forme allongée et elles sont situées aux extrémités de l’axe
d’élongation de la cellule.

• Après 15 min d’activation, de nouvelles adhésions sont formées, et les adhésions initialement
présentes s’allongent vers le centre de la cellule (Figure III.22 a,b). Le nombre d’adhésions dans
la cellule atteint son maximum 30 min après l’activation, puis diminue (Figure III.22 c).

• Après l’activation, le nombre d’adhésions diminue : 3 h après la fin de l’activation, la cellule
retrouve le même nombre d’adhésions qu’avant activation mais celles-ci sont plus grosses (Figure
III.22 a,b).

Ces observations confirment que l’étalement cellulaire associé à l’activation de Src résulte de la réor-
ganisation du système adhésif : formation de nouvelles AF et élongation des adhésions vers le centre
de la cellule.

3.3 Réorganisation des fibres de stress

Nous avons ensuite examiné l’organisation des fibres de stress (FS), principales structures res-
ponsable de la contractilité cellulaire. Pour cela, nous avons utilisé une lignée cellulaire MDCK OS
exprimant également la MRLC marquée en iRFP. Nous avons vérifié que les cellules MDCK OS MRLC-
iRFP se comportent de la même façon que les cellules MDCK OS en ce qui concerne le changement
de phénotype mécanique lors de l’activation transitoire de 1 h.
Avant l’activation de Src, les FS sont périphériques, peu nombreuses, elles ont un diamètre important et
lorsque les cellules sont polarisées, les FS sont parallèles à l’axe d’élongation de la cellule (Figure III.23
a). Au début de l’activation de Src (dans les vingt premières minutes de l’activation), les myosines II se
déplacent le long des fibres de stress pour former des agrégats(Figure III.23). Ensuite, nous observons
deux sortes de réorganisation du réseau de FS, qui semble dépendre de l’isotropie de forme de la
cellule :

• Pour des cellules "polarisées" (∼60 % des cellules, Is < 0, 3) : Les clusters de myosines II
se forment au centre des FS périphériques (Figure III.23 c). Ils disparaissent peu à peu avec
l’apparition de fibres de stress plus fines au niveau des lamellipodes formés (Figure III.23 a,b).
Trente minutes après le début de l’activation de Src, les FS sont ainsi plus nombreuses, plus
fines et présentent "un flux" dirigé vers le centre de la cellule, rappelant le comportement d’arcs
transversaux (Hotulainen & Lappalainen, 2006) (Figure III.23 a,b).

• Pour des cellules "plus isotropes" (∼40 % des cellules, Is > 0, 3) : Des clusters de myo-
sines II se forment le long des FS (Figure III.23 d,e). Après 30 min d’activation, un réseau
dense de fibres intérieures plus fines, semblables à des fibres de stress ventrales (Hotulainen &
Lappalainen, 2006) apparaît et se maintient jusqu’à la fin de l’activation de Src (Figure III.23
d,e).
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Figure III.23 – Réorganisation des fibres de stress des cellules MDCK OS Src-activées (a) Images repré-
sentatives des fibres de stress (MRLC-iRFP) en épifluorescence avant, pendant et après l’activation de Src des cellules
MDCK OS "polarisées". (b) Schéma illustrant la réorganisation des FS montrée en (a).(c) Vue agrandie du rectangle
marron en (a) avant l’activation et à différents points de temps au début de l’activation de Src : le signal MRLC se
concentre vers leur centre des FS.(c) Images représentatives des fibres de stress (MRLC-iRFP) en épifluorescence avant,
pendant et après l’activation de Src dans des cellules MDCK OS "plus isotropes" montrant l’autre type de réorganisation
observée lors de l’activation de Src. (d) Schéma illustrant la réorganisation des FS montrée en (c).

Après l’activation transitoire de Src, les fibres de stress fines qui se sont formées pendant l’activation,
disparaissent peu à peu et la cellule retrouve une organisation périphérique des FS. Cependant une
heure après l’activation transitoire de Src, la cellule n’a pas retrouvé un réseau de FS semblable à celui
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d’avant activation : les FS sont plus fines qu’avant activation (Figure III.23).

Nous avons utilisé le signal de fluorescence MRLC comme un indicateur des FS de la cellule. Pendant
l’activation de Src, nous mesurons une augmentation de l’aire et de l’intensité totale du réseau de
FS : l’aire totale augmente relativement d’un facteur ∼1,7 et l’intensité augmente relativement d’un
facteur ∼1,9 (Figure III.24 b). Ce nouvel arrangement des FS est probablement responsable du gain
en contractilité arboré par les cellules Src-activées.
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Figure III.24 – La réorganisation des fibres de stress des cellules Src-activées est ROCK-indépendante
mais MLCK-dépendante (a) Images représentatives des fibres de stress (MRLC-iRFP) en épifluorescence avant,
pendant et après l’activation de Src des cellules MDCK OS dans des conditions standard (en haut, OS), en présence d’un
inhibiteur de ROCK, Y27632 (au milieu, OS+Y27) et en présence d’un inhibiteur de MLCK, ML7 (en bas, OS+ML7).
Barre d’échelle : 10 µm. Les pointes de flèches indiquent l’emplacement des fibres de stress : périphériques (en orange) et
des fibres fines semblables à des arcs transverses formées pendant l’activation de Src pour OS et OS+Y27 (en violet).(b)
Aire totale (à gauche) et intensité totale (à droite) du réseau de fibres de stress normalisées par leur valeur moyenne
avant activation dans les trois conditions décrites en (a) : OS (courbes bleues, n=18, N=4) , OS+Y27 (courbes marrons,
n=7, N=1), OS+ML7 (courbes oranges, n=10, N=1).
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Pour étudier l’origine de ce ré-arrangement des FS, nous avons visualisé le signal MRLC en présence
de Y27632 (Figure III.24 a, milieu), inhibiteur de ROCK ; et en présence de ML7, inhibiteur de MLCK
(Figure III.24 a, bas).

Inhibition de ROCK L’ajout de l’inhibiteur de ROCK ne modifie pas l’architecture du réseau de
fibres périphériques des cellules mais a un impact sur le réseau intérieur de FS, en accord avec le fait
que ROCK contrôle les FS centrales et non périphériques (Katoh et al., 2001; Totsukawa et al., 2004).
Suite à l’activation de Src, nous observons un ré-arrangement des FS, similaire à celui observé en
l’absence d’inhibiteur : des clusters de myosines II se forment le long des FS au début de l’activation
puis les quelques FS périphériques de gros diamètre présentes avant activation sont remplacées par
plusieurs fibres plus fines (Figure III.24 a, milieu, flèche violette). Nous remarquons cependant que
le ré-arrangement des FS est retardé par rapport à la situation sans drogue. Ces observations sont
confirmées par l’augmentation de l’aire et de l’intensité du réseau de FS pendant l’activation de Src
en présence de Y27632 (Figure III.24 b). Ce résultat montre que le ré-arrangement de FS suite à
l’activation de Src semble peu dépendre de ROCK.

Inhibition de MLCK L’ajout de l’inhibiteur de MLCK, ML7, modifie le réseau de FS des cellules
MDCK OS avant activation : le réseau de FS périphériques disparaît, en accord avec le fait que MLCK
agit principalement sur les FS périphériques (Katoh et al., 2001; Totsukawa et al., 2004). De plus,
pendant l’activation de Src, ML7 empêche le ré-arrangement des FS observé sans inhibiteur : il n’y
a pas d’augmentation du nombre de FS ni de réduction du diamètre des FS à la périphérie de la
cellule (Figure III.24 a, bas). Cette observation est confirmée par le fait que l’aire et l’intensité du
réseau de FS n’augmentent pas pendant l’activation de Src (Figure III.24 b). Ce résultat suggère que
le ré-arrangement du réseau de FS dans les cellules Src-activées est bien MLCK-dépendant.

Cellule MDCK normale Cellule MDCK Src-activée

Fibres de stress périphériques  
Adhésions focales 

Arcs transverses 
ou fibres de stress ventrales 
Adhésions focales 
Flux rétrograde d'actine 

Figure III.25 – Réorganisation du cytosquelette des cellules MDCK Src-activées
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En résumé, l’activation de Src est associée à un changement important du cytosquelette de la
cellule :

• Actine : augmentation du flux rétrograde d’actine au niveau des lamellipodes formées
• Adhésions focales : augmentation du nombre et de la taille des adhésions
• Réseau de fibres de stress : ré-arrangement MLCK-dépendant, des fibres de stress

périphériques en fibres de stress plus fines, ressemblant à des arcs transverses ou à des
fibres de stress ventrales.

4 État mécanique après l’activation de Src

4.1 Arrondissement des cellules après l’activation transitoire de Src

4.1.1 Description du phénomène

Immédiatement après l’activation de Src, nous avons observé pour ∼40 % un phénomène de dé-
adhésion des cellules MDCK OS : les cellules deviennent rondes, comme si elles rentraient en cytokinèse,
elles restent ainsi pour une durée moyenne de 40 min ; puis elles se ré-étalent sur le substrat (Figure
III.26). Ces évènements d’"arrondissement" sont responsables de l’inflexion de la courbe d’aire après
activation par Src (Figure III.2). Un tel "arrondissement" à l’arrêt de l’activation de Src n’a jamais
été observé pour les autres lignées cellulaires étudiées au cours de cette thèse (MDCK wt, MDCK
optoSrc privé d’ancrage membranaire, MEF OS, MDCK optoRhoA). Il n’est donc pas lié à l’arrêt de
la lumière bleue ou aux constructions optogénétiques.

Avant l'activation
Activation de Src Après l'activation

+30 min + 6 min + 9 min + 1 h + 4 h+ 36 min

15 µm
Arrondissement Arrondissement 

Figure III.26 – "Arrondissement" d’une cellule après l’activation transitoire de Src Séquence temporelle
d’images en contraste de phase d’une cellule MDCK OS soumise à une activation transitoire de Src d’1 h, illustrant le
phénomène d’"arrondissement" qui a lieu après l’activation de Src, dans 40 % des cas.

Nous avons observé que Pr (nombre de cellules qui s’arrondissent sur le nombre total de cellules ana-
lysées) augmente avec l’isotropie de forme qu’a la cellule avant l’activation de Src (Figure III.27 c).
Pendant l’activation de Src, ces cellules isotropes forment des lamellipodes dans toutes les directions
et l’étalement se fait de façon isotrope (Figure III.27 a,d). Nous supposons que la rétractation isotrope
des cellules Src-activées favorise l’arrondissement des cellules. Lorsque les cellules sont anisotropes, le
lamellipode se forme préférentiellement dans la direction perpendiculaire à l’axe d’élongation (lamel-
lipode "anisotrope") et l’étalement se fait uniquement dans cette direction (Figure III.27 b,d). Dans
ce cas, nous observons moins d’arrondissement après l’activation transitoire de Src.
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Figure III.27 – "Arrondissement" des cellules après l’activation transitoire de Src : influence de l’isotropie
de forme (a) Séquence temporelle d’images en contraste de phase d’une cellule MDCK OS "isotrope" avant l’activation
de Src (IS,0 = 0, 4), soumise à une activation de Src d’1 h et s’arrondissant après l’activation transitoire de Src. Notons
ici que le temps d’arrondissement de la cellule n’est que de 7 min. (b) Séquence temporelle d’images en contraste de
phase d’une cellule MDCK OS "anisotrope" avant l’activation de Src (IS,0 = 0, 17), soumise à une activation de Src d’1
h et ne s’arrondissant après l’activation transitoire de Src. (c) Probabilité d’arrondissement Pr après une activation de
Src d’1 h en fonction de l’isotropie de forme IS,0 des cellules avant activation (n=71, N=8). Les cellules sont divisées
en 4 groupes suivant la valeur de IS,0 (groupe 1 : 0 ≤ IS,0 <0,2 (n=6) ; groupe 2 : 0, 2 ≤ IS,0 <0,3 (n=26) ; groupe 3 :
0, 3 ≤ IS,0 <0,6 (n=33) et groupe 4 : 0, 3 ≤ IS,0 <0,6) (n=6). d Schéma illustrant la réponse d’une cellule "isotrope" et
d’une cellule "anisotrope" en réponse à l’activation transitoire de Src d’1 h.

4.1.2 Arrondissement des cellules : un phénomène lié à la destruction des adhésions ?

Nous avons émis l’hypothèse que l’arrondissement des cellules était dû à la rupture des contacts
adhésifs entre la cellule et son substrat, liée à la diminution brutale de l’aire d’étalement, immédia-
tement après la dé-activation de Src. Pour tester cette hypothèse, nous avons utilisé le Mn2+, un
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activateur des intégrines qui favorise la maturation des AF (Mould et al., 1995) (Tables II.7 et II.6).
Avant l’activation de Src, le Mn2+ augmente la contractilité des cellules sans modifier leur aire, comme
précédemment rapporté (Lin et al., 2013) (Figure III.28 b). Bien que nous n’ayons pas observé de
changements importants dans la réponse cellulaire à l’activation de Src en présence de Mn2+ (Figure
III.28 b), nous avons mesuré une probabilité d’arrondissement Pr des cellules plus petite (Figure III.28
c) ainsi qu’une durée d’arrondissement plus faible (Figure III.28 d) en présence de Mn2+ comparé à la
situation sans manganèse. Nous interprétons ce résultat comme une conséquence d’un système d’AF
mieux ancrées en présence de manganèse et donc plus difficile à rompre lorsque Src est désactivée.
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Figure III.28 – Effet de Mn2+ et de l’inhibition de FAK sur le phénomène d’arrondissement observé après
l’activation de Src (a) Phénotype mécanique de cellules MDCK OS dans un milieu de culture standard (bleu, OS,
n=71, N=8), en présence d’un activateur des intégrines, Mn2+ (vert foncé, OS+Mn2+, n=28, N=2) ou en présence d’un
inhibiteur de FAK, PF573228 (vert clair, OS+PF573228, n=38, N=2) avant activation : aire (haut) et force totale (bas).
(b) Changement de phénotype mécanique des cellules soumises à une activation de Src d’1 h pour les trois conditions
décrites en (a) : aire (haut) et force totale (bas), normalisées par leur valeur moyenne avant activation.(c-d) Probabilité
d’arrondissement (c) et durée moyenne d’arrondissement des cellules (d) après l’activation transitoire de Src pour les
trois conditions décrites en (a).

Nous avons également évalué le rôle du renouvellement des AF en utilisant un inhibiteur de FAK,
PF573228 (Tables II.7 et II.6). Avant l’activation de Src, le PF573228 diminue l’aire des cellules
sans modifier leur contractilité (Figure III.28 a). Pendant l’activation de Src, le PF573228 affecte
principalement le gain en contractilité des cellules (Figure III.28 b) : il est réduit et est faible au bout
d’1 h d’activation (gF ∼ 1, 1). Ces résultats montrent l’importance de FAK dans le changement de
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phénotype mécanique des cellules Src-activées et vient confirmer le rôle de FAK comme partenaire
essentiel de Src (Avizienyte & Frame, 2005; Huveneers & Danen, 2009; Karginov et al., 2014; Gayrard
et al., 2018). Ces expériences montrent également que le renouvellement des adhésions est nécessaire
pour maintenir le gain en contractilité des cellules Src-activées. Ce renouvellement joue aussi un
rôle important après l’activation transitoire de Src. En effet, en présence de PF573228, nous avons
mesuré une probabilité d’arrondissement Pr des cellules plus grande (Figure III.28 c) ainsi qu’une
durée d’arrondissement plus grande (Figure III.28 d) comparé à la situation sans inhibiteur. Sans
renouvellement des adhésions, l’arrondissement des cellules après l’activation transitoire de Src est
favorisé. Le fait que la durée d’arrondissement soit plus grande en présence de l’inhibiteur de FAK
suggère que FAK participe au ré-étalement des cellules après l’arrondissement.

4.1.3 Contribution de l’"arrondissement" au phénotype mécanique

Nous avons comparé l’évolution du phénotype mécanique des cellules soumises à l’activation de Src
selon que la cellule s’arrondisse ou pas après l’activation transitoire de Src.
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Figure III.29 – Comparaison des réponses mécaniques des cellules qui s’arrondissent ou pas après l’acti-
vation transitoire de Src Changement de phénotype mécanique de cellules MDCK OS soumises à une activation de
Src d’1 h s’arrondissant après l’activation transitoire de Src (rose, n=29, N=8) et ne s’arrondissant pas après l’activation
transitoire de Src (bleu, n=42, N=8) : aire (a) et force totale (b), normalisées par leur valeur moyenne avant activation,
isotropie de forme (c) et isotropie de force (d).
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4. État mécanique après l’activation de Src

Après l’activation, les cellules qui ne se sont pas arrondies retrouvent un étalement similaire à celui
avant activation (Figure III.29 a). En revanche, la courbe correspondant aux cellules s’arrondissant
chute brutalement après l’activation, ce qui explique la baisse de l’aire après l’activation transitoire de
Src (Figure III.2 a). Cette inflexion se retrouve aussi dans la réponse en force : il n’y a pas d’inflexion
de la force pour les cellules ne s’arrondissant pas. L’arrondissement des cellules est logiquement res-
ponsable d’un pic en isotropie de forme après l’activation de Src (Figure III.29 c), qui est à l’origine
du lent retour de IS pour les cellules MDCK OS après l’activation de Src (Figure III.2 c). Notons que
l’allure de l’isotropie de force IF est similaire pour les cellules s’arrondissant ou pas (Figure III.29 d).

4.2 Étalement et contractilité des cellules après l’activation de Src

Après l’activation transitoire de Src d’1 h, les cellules MDCK OS ne retrouvent pas leur état
mécanique d’avant activation. Pour tenir compte des cellules s’arrondissant juste après l’activation
transitoire, nous avons mesuré l’état mécanique dans la période allant de 1 h à 3 h après l’activation de
Src (Figure III.30 a). Dans cette période, les cellules sont légèrement plus étalées qu’avant l’activation
(Figure III.30 a,b), en revanche elles exercent moins de forces de traction qu’avant l’activation (Figure
III.30 a,c) : nous mesurons une perte en force ∆F moyenne de 20 %.
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Figure III.30 – Comparaison de l’état mécanique des cellules MDCK OS après l’activation de Src avec
leur état d’avant activation (a) Mesure de l’écart relatif ∆X entre l’état avant et après l’activation à partir de la
courbe de changement relatif de la quantité X de cellules soumises à un activation de Src d’1 h. ⟨X⟩τ correspond à la
moyenne de X dans la période τ=[3 h, 5 h] où τ a été choisie pour tenir compte des cellules qui s’arrondissent juste
après l’activation. (b-c) Écarts relatifs ∆A (aire) (b) et ∆F (force totale) (c) entre l’état avant et après l’activation de
cellules MDCK soumises à une activation transitoire de Src d’1 h (n=71, N=8). La valeur p indique le résultat du test
U de Mann-Whitney entre la distribution présentée et une distribution de même taille ne contenant que des 0.

Tout d’abord, nous avons étudié l’influence de l’état mécanique avant activation sur cette perte mé-
canique (Figure III.31 a-d) en traçant l’écart relatif en force moyen pour chaque cellule en fonction
de l’aire, de la force totale, de l’isotropie de forme et de l’isotropie de force avant activation. Nous ne
dégageons aucune tendance claire. Nous avons ensuite étudié l’influence de la réponse à l’activation
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5. Discussion

de Src. La question étant de savoir si une perte en force plus grande était associée à une amplitude
de réponse plus grande à l’activation de Src sur cet écart relatif. Cependant, ici aussi, les tracés de
l’écart relatif ∆F en fonction des gains et changements maximaux pendant l’activation ne montrent
pas de tendance particulière (Figure III.31 e-h). Le fait que les MEF OS ne se déforment pas pendant
l’activation et ne perdent pas de force après l’activation suggérait un lien entre la perte mécanique et
les changements en isotropie de forme et de force des cellules pendant l’activation de Src : il semble
qu’elle n’en dépend pas (Figure III.31 g-h). Ces résultats suggèrent que la perte de force après l’acti-
vation de Src ne peut être prédite simplement à partir de l’état mécanique avant activation ou de la
réponse pendant l’activation. D’autres paramètres devront être étudiés pour comprendre l’origine de
cette perte mécanique.

'
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e f g h

IS IF

Figure III.31 – Influence de l’état mécanique avant activation et de la réponse mécanique à l’activation
sur la perte mécanique (a-d) Écart relatif ∆F des cellules MDCK OS après une activation de Src d’1 h (n=71, N=8)
en fonction de leur état mécanique avant activation : aire (a), force totale (b), isotropie de forme (c) et isotropie de
force (d). (e-h) Écart relatif des cellules MDCK OS après une activation de Src d’1 h (n=71, N=8) en fonction de leur
réponse à l’activation de Src : en fonction des gains maximaux en aire gA (e) et en force gF (f) et des changements
maximaux en isotropie de forme (g) et isotropie de force (h).

5 Discussion

5.1 Pertinence du système choisi

Choix de l’échelle Compte tenu de la variabilité des phénotypes observés au sein d’une population
cellulaire (Snijder & Pelkmans, 2011), nous avons choisi de travailler à l’échelle de la cellule unique, afin
de comprendre comment la réponse cellulaire est corrélée à une perturbation de signalisation spécifique.
L’idée dans ce manuscrit étant de comprendre la réponse mécanique des cellules à l’activation de Src,
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5. Discussion

nous avons débuté notre étude à l’échelle de la cellule unique avant de "complexifier" le système en
nous intéressant à l’influence de la rigidité du substrat (Chapitre IV).

Choix du substrat Nous avons choisi de travailler avec des gels de PAA recouverts de fibronectine,
de rigidité 10 kPa, proche de la rigidité des tissus du rein dont sont issues les cellules MDCK utilisées
(Guimarães et al., 2020). L’utilisation des gels de PAA a permis également de mesurer les forces,
contrairement aux études utilisant des substrats en verre ou en plastique. Étudier la réponse mécanique
des cellules sur des substrats de rigidité physiologique est essentiel. En effet, comme nous le verrons
dans le Chapitre IV de ce manuscrit, la rigidité du substrat affecte la réponse à l’activation d’oncogènes
(Panciera et al., 2020).

Choix de l’optogénétique L’optogénétique est un outil intéressant pour disséquer les processus
biologiques : ici, nous l’avons utilisée pour contrôler précisément dans le temps l’activation/la désac-
tivation de la tyrosine kinase Src. Chaque paramètre de la lumière bleue (puissance lumineuse, durée
des pulses, fréquence des pulses et durée totale d’activation) peut affecter la quantité d’optoSrc à la
membrane, et donc l’état mécanique de la cellule pendant et après l’activation de Src. La puissance lu-
mineuse et la durée d’activation n’ont pas d’effet majeur sur le phénotype mécanique après l’activation
de Src (Figure III.6, Figure III.7). La durée des pulses et leur fréquence sont supposées avoir plus d’ef-
fet sur le niveau d’optoSrc à la membrane (Valon et al., 2015) ; elles sont donc plus critiques. Ici, nous
avons choisi ces deux paramètres pour atteindre un régime dans lequel les cellules Src maintiennent
un plateau à la fois en étalement et en contractilité. La modification de ces paramètres donnerait
certainement lieu à un autre régime, qui mériterait d’être étudié plus en profondeur mais qui dépasse
le cadre de notre étude. Il est important de noter que nous n’avons pas observé d’effets phototoxiques
avec les différents paramètres de lumière bleue utilisés ici.

5.2 Src coordonne un gain en étalement et en contractilité

5.2.1 Couplage entre l’étalement et le gain en contractilité des cellules Src-activées ?

Des études ont montré qu’il existait une corrélation importante entre l’étalement et la force totale
générée par une cellule (Califano & Reinhart-King, 2010; Oakes et al., 2014). Califano et al. ont ainsi
montré que la force totale générée par une cellule endothéliale est d’autant plus grande que la cellule
est étalée (Califano & Reinhart-King, 2010). Nous avons tracé la force totale en fonction de l’étalement
pour les cellules MDCK OS avant l’activation : nous n’avons pas trouvé de corrélation entre ces deux
quantités (Figure III.32 a). Nous avons également étudié la relation entre le gain en étalement et le
gain en contractilité des cellules Src-activées : ici encore, aucune corrélation claire n’a été trouvée
(Figure III.32 b), ce qui suggère que la contractilité des cellules Src-activées ne peut être prédite par
le gain en étalement. Cependant nous avons trouvé peu de situations où un seul gain (en aire ou en
contractilité) était affecté et pas l’autre (seulement pour les expériences avec une puissance lumineuse
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plus faible ou en présence de l’inhibiteur de MRCK, BDP9066). Cela suggère qu’il existe probablement
un couplage entre les gains en étalement et en contractilité.
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Figure III.32 – Relation entre étalement et force totale pour des cellules MDCK normales et Src-activées
(a) Force totale moyenne des cellules MDCK OS en fonction de leur aire avant activation (n=71, N=8). (b) Gain
maximal en force totale de cellules MDCK OS soumises à une activation de Src de 1 h en fonction de leur gain maximal
en étalement (n=71, N=8) (voir paragraphe 7.5 du Chapitre II pour la mesure des gains maximaux). Les courbes rouges
correspondent à l’ajustement d’une droite affine sur les données. R2 correspond au coefficient de la régression linéaire.

Pour tester l’hypothèse du couplage entre force et étalement, nous avons utilisé des micro-patrons
adhésifs rectangulaires recouverts de fibronectine (taille 60 µm × 13 µm) de façon à contraindre
spatialement les cellules (Figure III.33 a) : la zone adhésive correspond à la zone présentant une forte
densité de billes. Avant activation, nous observons que les cellules MDCK OS confinées dans les micro-
patrons ont un étalement similaire à celui des cellules non confinées mais elles sont significativement
plus contractiles (Figure III.33 e-f). Le confinement seul affecte le phénotype mécanique des cellules.
Durant l’activation de Src, les cellules confinées parviennent à former un lamellipode en dehors du
motif adhésif, dans la partie "non adhésive" (Figure III.33 b,c). De manière surprenante, nous mesurons
un gain en aire plus important que lorsque les cellules ne sont pas confinées (Figure III.33 g). Ces
lamellipodes semblent être faiblement adhérant au substrat, étant donné que les forces en dehors
du micro-patron sont faibles comparées à celles développées à l’intérieur (Figure III.33 d) : nous
ne mesurons d’ailleurs pas de gain en contractilité pendant l’activation (Figure III.33 h). Ce résultat
pourrait s’expliquer par un contact faible avec le substrat : durant l’activation de Src, il n’y a quasiment
pas d’adhésions formées donc peu de forces générées par la cellule en dehors de la zone adhésive. Le
gain en contractilité requiert la formation d’un lamellipode bien ancré dans le substrat. Enfin, nous
observons que la perte de force des cellules confinées après l’activation est similaire à celle des cellules
non confinées : la perte mécanique après l’activation de Src ne dépend pas du gain en contractilité
pendant l’activation mais semble provenir de la déformation de la cellule pendant l’activation de Src
(Figure III.33 g,i,j). Malgré ces résultats, ces expériences de confinement ne permettent pas de bloquer
l’étalement des cellules. Elles ne nous ont donc pas permis d’étudier correctement le couplage entre
gain en étalement et gain en contractilité.
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Figure III.33 – Phénotype mécanique de cellules Src-activées déposées sur des micro-patrons adhésifs
rectangulaires (a) Image en épifluorescence montrant le plan des billes Cy5 dans un gel de PAA avec des micro-
patrons adhésifs rectangulaires (taille 60 µm × 13 µm) recouverts de fibronectine (haut) et image agrandie d’un micro-
patron montrant une plus grande concentration de billes dans les micro-patrons qu’à l’extérieur (bas). (b) Images en
contraste de phase d’une cellule MDCK OS déposée sur un micro-patron (indiqué par le rectangle rouge) et soumise
à une activation transitoire de Src de 1 h pour trois points de temps : avant l’activation, 18 min après le début de
l’activation montrant la formation d’un lamellipode en dehors de la zone adhésive, et 2 h après la fin de l’activation de
Src. (c) Image en épifluorescence de CIBN-Caax (marqué en GFP) de la cellule montrée en (b), 18 min après l’activation,
montrant clairement le lamellipode formé. (d) Images décrites en (b) avec les forces de traction superposées (flèches).
Leur amplitude en Pascal est codée en couleur. (e-j) Comparaison du phénotype mécanique de cellules MDCK OS (bleu,
OS, n=71, N=8) et MDCK OS confinées dans les micro-patrons décrits en (a) (marron, OS+micro-patron, n=12, N=1).
Avant activation aire moyenne (e) et force totale moyenne f).(g-j) Changement de phénotype mécanique : aire (g), force
totale (h), isotropie de forme (i) et isotropie de force (j). L’aire et la force totale ont été normalisées par leur valeurs
moyennes d’avant activation.
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5.2.2 Gain en contractilité des cellules Src-activées vs. RhoA-activées

Le fait de s’étendre et d’être plus contractile peut sembler contradictoire à première vue. Si l’on
augmente la contractilité cellulaire (cellules qui expriment RhoA par exemple) alors les cellules de-
viennent rondes et s’étalent peu. Par ailleurs, lorsque la contractilité des cellules est réduite en bloquant
l’action des myosines II (en utilisant de la blebbistatine par exemple), alors les cellules ont tendance
à s’étaler (Oakes et al., 2018). Pour aller plus loin, nous avons utilisé des cellules MDCK optoRhoA,
surexprimant RhoA lorsqu’elles sont illuminées en lumière bleue (Valon et al., 2017) et les avons sou-
mis à la même séquence d’illumination dans le bleu de 1 h que celle utilisée pour activer Src de façon
transitoire (Figure III.34 a).

Avant activation, nous remarquons que les cellules optoRhoA ont le même étalement que les cellules
optoSrc mais elles sont plus contractiles avec une isotropie de forme et de force plus grandes que les
optoSrc (Figure III.34,c,d,g,h). Suite à l’activation de l’optoRhoA, les cellules sont légèrement plus
contractiles (optoRhoA, Figure III.34 f), ce qui n’est pas le cas des cellules optoRhoA non illuminées
(optoRhoA+OFF, Figure III.34 f). Nous remarquons que ce gain en contractilité se fait sans gain en
étalement (Figure III.34 a,e) ni changement en isotropie de forme ou de force (Figure III.34 g,h). Les
cellules RhoA-activées sont donc plus contractiles mais sans s’être étalées. Ces observation sont en
accord avec les résultats décrits dans la littérature (Vasillev et al., 2004; Valon et al., 2017). Il n’est
donc pas surprenant que l’activation de Src ne repose pas sur la voie de signalisation RhoA/ROCK.
Src est capable d’accroître la contractilité tout en permettant à la cellule de s’étaler : Src réalise ce tour
de force en coordonnant deux voies qui ne se répriment pas mutuellement : puisque RhoA a tendance à
ne pas diminuer l’étalement, Src active une autre voie de contractilité, la voie de contractilité MLCK.

5.3 Le gain en contractilité est MLCK-dépendant et ROCK-indépendant

Certaines études suggèrent que l’augmentation de contractilité des cellules Src-activées provient
de l’activation de Rho (Sreenivasappa et al., 2014). Tous nos résultats tendent cependant à montrer
que le gain en contractilité des cellules Src-activées ne dépend pas de Rho mais de MLCK. Nos
résultats viennent d’ailleurs confirmer des suggestions faites dans d’autres articles (Krndija et al.,
2010; Shaaya et al., 2020). En effet, Shaaya et al. ont montré un rôle plus important de MLCK que
celui de ROCK dans le ruffling des cellules Src-activées (Shaaya et al., 2020). Bien avant, Krndija
et al. ont montré que RPTPα (receptor-type tyrosine-protein phosphatase α) est à l’origine de la
formation de sites d’adhésion et de fibres de stress par l’activation de SFK (c-Src, c-Yes ou c-Fyn) ; cette
réorganisation du cytosquelette est contrôlée par MLCK et est indépendante de la voie de signalisation
Rho/ROCK (Krndija et al., 2010). Cette observation est en accord avec nos résultats qui montrent que
la réorganisation des fibres de stress associée à l’activation de Src est MLCK-dépendante, et ROCK-
indépendante. De plus, plusieurs études ont montré que l’activité de Src pouvait réguler l’activité
de MLCK dans les cellules endothéliales via la phosphorylation de différents sites sur MLCK (Y464
et Y471 sur l’isoforme MLCK-1 dans des cellules endothéliales) (Birukov et al., 2001; Garcia et al.,
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1999). Enfin, Barfod et al. suggèrent que MLCK et Src forment un complexe qui régule le volume
de la cellule (Barfod et al., 2011). Nous avons d’ailleurs montré que les cellules Src-activées ont un
volume plus élevé par rapport aux cellules normales (voir paragraphe 1.3 de ce chapitre), observation
précédemment rapportée dans la littérature : dans un environnement 3D de collagène, Polackwich et
al. mesure un volume compris entre 4000 et 8000 µm3 pour des cellules MDA-231 wt alors qu’il est
compris entre 5000 et 9000 µm3 pour des cellules MDA-231 suractivant Src (Polackwich et al., 2013).
Ces résultats suggèrent un rôle de Src-MLCK dans le gain en volume des cellules Src-activées.

De façon surprenante, les expériences d’inhibition des myosines II avec la para-nitro blebbistatine,
montrent qu’elles ne sont pas impliquées dans le gain en contractilité au début de l’activation de
Src (pendant les ∼20 premières min) mais elles sont importantes dans le maintien de ce gain. En
revanche, les expériences d’inhibition de MLCK avec ML7 montrent un rôle plus important de MLCK
au début de l’activation (pendant les ∼20 premières min) que dans la suite de l’activation. À partir
de ces observations, il paraît peu probable que MLCK agisse sur les myosines II immédiatement après
le début de l’activation de Src. La contractilité MLCK-dépendante au début de l’activation de Src
pourrait donc dépendre de l’activité d’autres myosines (Woolner & Bement, 2009; Dewerchin et al.,
2014).

5.4 L’activation de Src induit un flux de calcium

Nous avons montré que le gain en contractilité des cellules Src-activées nécessitait un flux de calcium
provenant en partie du réticulum endoplasmique. Certaines études ont fait un lien entre l’activation
de Src et l’activité calcique (Anguita & Villalobo, 2018; Kang et al., 2019). Kang et al. ont montré
que l’activation de Src engendre un flux de calcium dans la cellule via l’activation de Piezo 1 (Kang
et al., 2019). Ce résultat nous a poussé à inhiber les canaux ioniques, en particulier Piezo 1. De façon
surprenante, l’inhibition de ces canaux calciques de la membrane plasmique ne modifie pas le gain en
contractilité des cellules Src-activées. En revanche, la perte de force totale après l’activation est plus
petite quand ils sont inhibés, suggérant un rôle des canaux ioniques dans la perte mécanique après
l’activation transitoire de Src (Figure III.19 c,d).

Nous avons ensuite étudié le rôle de IP3, étant donné que plusieurs études ont relié ce récepteur du
reticulum endoplasmique à l’activité de Src (Tokmakov et al., 2002; Cui et al., 2004; Xu et al., 2016).
Nos expériences d’inhibition de IP3 montrent que le flux de calcium intracellulaire provient en partie
du réticulum endoplasmique. Cependant, nous n’avons pas pu montrer que Src activait directement
IP3. Certaines études viennent néanmoins soutenir cette hypothèse : Tokmakov et al. ont montré que
l’activation de Src pouvait activer directement la production d’IP3 (Tokmakov et al., 2002), et une
autre étude a montré que Src pouvait directement phosphoryler IP3 (Cui et al., 2004). L’activation
directe de IP3 par Src pourrait être à la base du couplage entre Src et les voies de signalisation
calcium-dépendantes. Notre étude a donc mis en évidence une nouvelle voie de signalisation (Src/Cal-
cium/MLCK) qui pourrait avoir un rôle complémentaire à celui de la voie de contractilité classique
(RhoA/ROCK).
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Figure III.34 – Activation de RhoA vs. activation de Src : des stratégies différentes pour accroître le
gain en contractilité des cellules (a) Images en contraste de phase d’une cellule MDCK optoRhoA isolée soumise
à une activation transitoire de RhoA de 1 h à quatre points de temps : avant l’activation, 15 min et 45 min après le
début de l’activation et 2 h après la fin de l’activation de RhoA. (b) Images décrites en (a) avec les forces de traction
superposées (flèches). Leur amplitude (en Pascal) est codée en couleur. (c-h) Comparaison du phénotype mécanique
de cellules MDCK OS (bleu, optoSrc, n=71, N=8), MDCK optoRhoA (marron, optoRhoA, n=30, N=3) soumis à une
activation transitoire de Src et de RhoA respectivement et MDCK optoRhoA non illuminées en lumière bleue (noir,
optoRhoA+OFF, n=6, N=1). Avant activation : aire moyenne (c) et force totale moyenne (d).(e-h) Changement de
phénotype mécanique au cours du temps : aire (e), force totale (f), isotropie de forme (g) et isotropie de force (h).
L’aire et la force totale ont été normalisées par leur valeurs moyennes d’avant activation.
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5.5 Ré-arrangement du cytosquelette des cellules Src-activées

Nous avons montré que la cellule Src-activée présente plus d’adhésions focales et que celles-ci sont
plus grosses. Cela permet à la cellule de s’étaler sur son substrat et de générer plus de forces de
traction. Ces résultats sont en accord avec la littérature (Polackwich et al., 2013; Karginov et al.,
2014). Polackwich et al. ont aussi montré que le temps de vie des adhésions augmente dans des cellules
épithéliales Src-activées dans un gel de collagène 3D. Ils suggèrent qu’une telle augmentation du temps
de vie permet une maturation plus importante des cellules et, est un élément clé pour expliquer le
gain en contractilité des cellules Src-activées. De plus, l’augmentation du flux rétrograde d’actine
que nous avons mesuré au début de l’activation de Src, participe certainement à la maturation des
adhésions nouvellement formées dans les lamellipodes créés (Choi et al., 2008; Gardel et al., 2010).
Les fibres de stress sont les structures de base permettant à la cellule de générer des forces : la
réorganisation MLCK-dépendante des fibres de stress périphériques en une multitude de fibres de stress
fines permet certainement d’augmenter la contractilité. Nous n’avons pas trouvé d’étude décrivant une
telle réorganisation MLCK-dépendante des fibres de stress. Par ailleurs, cette réorganisation des fibres
de stress périphériques pourrait modifier la rigidité cellulaire dans la région périphérique de la cellule.
Sreenivasappa et al. ont mesuré une augmentation de rigidité significative lors de l’activation de Src
dans des cellules de muscles lisses VSMC (mesure réalisée à mi-distance du noyau/de la périphérie
cellulaire) (Sreenivasappa et al., 2014). Pour notre part, nous n’avons pas mesuré de changement
significatif de la rigidité dans la région lamellaire (voir paragraphe 1.3 de ce chapitre).

5.6 Phénotype mécanique des cellules Src-activées : un avantage sur les cellules
normales ?

Revenons au contexte de la progression tumorale. Pour se disséminer, les cellules cancéreuses
modifient leur phénotype afin de surmonter les différentes barrières physiques qu’elles rencontrent.
Elles changent en particulier leur phénotype mécanique : elles sont souvent plus mobiles et plus
déformables que leurs homologues normales (Stuelten et al., 2018) et les forces de traction qu’elles
exercent augmentent avec leur pouvoir métastatique. Ces caractéristiques leur permettent d’envahir
plus facilement les tissus environnants. Cependant, les mécanismes moléculaires qui conduisent une
cellule à modifier son phénotype mécanique en un phénotype plus agressif ne sont pas encore élucidés.
Rappelons que la dérégulation de Src est associée à une altération des adhésions cellule-cellule et cellule-
matrice (Playford & Schaller, 2004; Yeatman, 2004) ; ces altérations rendent la cellule plus mobile et
plus invasive. Le lien entre Src et la progression tumorale et les métastases est clairement établi, mais
les mécanismes moléculaires restent à élucider. En particulier, nous ne savons toujours pas pourquoi
la suractivation de cette kinase est associée à des cellules cancéreuses de haute malignité. Nous avons
montré ici que les cellules Src-activées étaient plus étalées et plus contractiles : des caractéristiques
qui pourraient permettre à la cellule d’être plus invasive et plus motile. Nous avons également identifié
les principaux acteurs sous-jacents à ce changement de phénotype mécanique. En ce sens, notre étude
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a montré comment la signalisation orchestrée par Src peut être liée à la dissémination des cellules.

5.7 Arrondissement des cellules après l’activation transitoire de Src

Après l’activation transitoire de Src, nous observons que ∼ 40 % des cellules MDCK OS s’arron-
dissent puis se réétalent sur leur substrat après ∼ 40 min. L’ajout de manganèse, un activateur d’in-
tégrines, diminue le nombre de cellules s’arrondissant après l’activation de Src, ce qui permet montre
que cet arrondissement est lié à la déstabilisation des adhésions lorsque les cellules se rétractent. Nous
n’avons pas trouvé dans la littérature d’autres exemples montrant un arrondissement "transitoire" des
cellules après un étirement, ce qui suggère que l’arrondissement est lié à la désactivation de Src, et pas
seulement à une déstabilisation suite à une rétraction de la cellule. Par ailleurs, des études ont montré
que l’inhibition de Src par le Dasatinib 2 est responsable de l’arrondissement des cellules qu’elles soient
seules ou en petits groupes (Pichot et al., 2009; Nautiyal et al., 2011; Schönholzer et al., 2020) (Figure
III.35) : ces observations suggèrent que l’"arrondissement" des cellules serait bien une conséquence de
la désactivation de Src.

a

Dasatinib (10 nM)

Cellules  MDA-MB-231 

Dasatinib (100 nM)

DMSO

b
Dasatinib (1 µM)Sans dasatinib

Contrôle

+ EGF

Contrôle

+ EGF

Cellules  DAOY  
Actine

Figure III.35 – Arrondissement de cellules cancéreuses suites à l’inhibition de Src par le Dasatinib (a)
(De haut en bas) Images en épifluorescence (marquage de l’actine) montrant des cellules cancéreuses MDA-MB-231 dans
la situation contrôle (DMSO), en présence de 10 nM de Dasatinib, puis en présence de 100 nM de Dasatinib. Aucune
barre d’échelle n’est donnée dans la publication. Adapté de (Pichot et al., 2009). (b) Images de microscopie confocale
montrant des cellules cancéreuses du cerveau humain (DAOY) sans ou en présence de Dasatinib (1 µM) (haut) et traitées
avec de l’EGF, connu pour activer Src, sans ou en présence de Dasatinib (1 µM) (bas). L’actine des cellules est marquée
en verre, le noyau en bleu. Adapté de (Schönholzer et al., 2020).

Cependant, dans ces études, lorsque Src est inhibé par le Dasatinib, les cellules ne se réétalent pas
sur leur substrat : elles restent rondes et proliférent (Nautiyal et al., 2011), contrairement à ce que
nous observons dans nos expériences. Ce résultat pourrait s’expliquer par le fait le dasatinib est un

2. Agent anticancéreux (voie orale) commercialisé par Sprycel, inhibiteur des kinases Src et Abl
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puissant inhibiteur de Src pouvant également inhiber le Src endogène. Dans nos expériences, après la
désactivation de l’optoSrc, la cellule a toujours du Src endogène qui doit lui permettre de se ré-étaler
sur son substrat en formant de nouvelles adhésions.

5.8 Perte mécanique après l’activation

Après l’activation transitoire de Src, nous observons une perte en force des cellules MDCK OS, et
ce, quelle que soit la puissance lumineuse ou la durée d’activation en lumière bleue. De plus, cette perte
de force est visible même si nous ne considérons que les cellules ne s’arrondissant pas après l’activation
de Src (Figure III.29). Des pertes mécaniques similaires ont été décrites dans le cas de cellules soumises
à un étirement mécanique transitoire ou prolongé : après l’étirement, les cellules n’exercent plus les
mêmes forces de traction qu’avant l’étirement (Gavara et al., 2008; Cirka et al., 2016; Rosowski et al.,
2018).

Gavara et al. ont montré que l’étirement de cellules épithéliales était responsable d’une diminution
des forces de traction exercées par les cellules, juste après le relâchement de l’étirement (Gavara
et al., 2008) (Figure III.36 a,b). 10 min après l’étirement, certaines cellules qui exerçaient des forces de
traction élevées avant l’activation ne retrouvent pas l’état mécanique qu’elles avaient avant l’étirement,
alors que des cellules qui exerçaient des forces faibles retrouvent leur état mécanique. Plus récemment,
Cirka et al. ont montré que la perte ou le gain en force de traction et en aire après un étirement
mécanique prolongé (24 h) dépendait de l’état contractile de la cellule avant l’étirement : la cellule
perd en force et en aire lorsqu’elle était contractile, mais gagne en force et en étalement lorsqu’elle
était peu contractile (Cirka et al., 2016) (Figure III.36 c,d). Dans le cas de nos expériences, nous
n’avons pas vu de lien clair entre la contractilité des cellules avant l’activation et l’écart relatif ∆F
après l’activation de Src (Figure III.31 b).

Dans un article publié en 2018, Rosowski et al. ont également montré que des fibroblastes MEF
soumis à un étirement mécanique transitoire perdent en force après l’étirement (Rosowski et al.,
2018). Les auteurs ont suggéré que cette perte de force provenait d’une déformation plastique de la
cellule sans en identifier l’origine : ils font l’hypothèse qu’elle est liée à une déformation plastique du
cytosquelette ou bien à un "glissement" au niveau des adhésions focales. Des déformations plastiques
du cytosquelette ont été décrites par Bonakdar et al. : ils montrent qu’une cellule soumise à une force,
se déforme mais ne retrouve pas sa forme initiale lorsque la force est relâchée (Bonakdar et al., 2016).
En fixant les cellules avec du paraformaldéhyde, ils montrent que cette déformation plastique provient
du "glissement" ou de rupture de filaments d’actine/d’adhésions dans le cytosquelette des cellules.
Bonakdar et al. suggèrent qu’un rétablissement incomplet de la forme est un processus adaptatif
qui permet de réduire les contraintes mécaniques de la cellule lors de déformations ultérieures, la
protégeant ainsi de dommages mécaniques. La perte mécanique, observée pour les cellules MDCK
après l’activation de Src, pourrait être liée à des déformations plastiques dans le cytosquelette des
cellules.
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c d
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Figure III.36 – Perte de forces suite à l’étirement de cellules isolées (a) Effet de l’étirement sur les forces de
traction d’une cellule épithéliale A549 déposée sur un gel de 23 Pa. Forces de traction exercées par une cellule adhérente
avant l’étirement (gauche), pendant l’étirement (11 %) (milieu) et après le relâchement de l’étirement (droite). L’encart
montre une image en contraste de phase de la cellule avant l’étirement. L’échelle de couleurs indique l’amplitude des forces
de traction et les flèches décrivent la direction et l’amplitude relative de la force de traction. (b) Force de traction moyenne
(T ) mesurée avant (ligne de base, barres grises), pendant (barres noires) et après le relâchement de l’étirement (barres
blanches). Les mesures ont été effectuées pour des cellules non déformées (0 % d’étirement, contrôle), soumises à un
étirement de 5,5 % ou de 11 %. Adapté de (Gavara et al., 2008). (c) Schéma du déroulement des expériences d’étirement
de cellules VIC isolées de type fibroblaste. Une amplitude d’étirement de 10 % est utilisé dans les expériences. Après
24 h, l’étirement est arrêté et les forces de traction sont mesurées. (d) Changement de la force de traction (gauche) et
de l’aire (droite) des cellules après un étirement cyclique de 24 h. La variation en pourcentage de la force de traction
cellulaire a été normalisée par rapport à la situation contrôle sans étirement. La force de traction et l’aire diminuent
après un étirement biaxial (Biax) ou un étirement uniaxial (Uniax) et un étirement uniaxial en présence de TGF-β1
(TGFβ) (qui augmente la contractilité des cellules) sur un substrat de 7,5 kPa. La force de traction et l’aire augmente
légèrement avec l’étirement lorsque les cellules sont traitées avec de la blebbistatine 10 mM (Blebb) avant l’étirement et
lorsque les cellules sont étirées sur un substrat mou (rigidité de 0,6 kPa). Adapté de (Cirka et al., 2016).

5.9 Importance du temps d’activation de Src

À notre connaissance, il existe peu d’études comparant la réponse bio-mécanique des cellule en
réponse à différents types d’activation (activation transitoire, activation soutenue, activation en "oscil-
lations",...) d’une kinase. Par exemple, Klomp et al. ont montré qu’une activation courte de Src dans
des cellules endothéliales augmente transitoirement l’accumulation de cadhérines VE au niveau des
jonction adhérentes mais que l’activation soutenue de Src induit le phénotype inverse, une perméabilité
de la barrière endothéliale (Klomp et al., 2019). Ce résultat seul montre que le temps d’activation de la
kinase est décisif dans la réponse cellulaire et montre le besoin de mener plus d’études sur l’évolution
des phénotypes mécaniques, au cours du temps d’une part, et en réponse à différentes perturbations
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d’autre part.

Nous avons observé que le gain en contractilité des cellules n’est pas maintenu lorsque l’activation
de Src est maintenue dans le temps (Annexe C) : un mécanisme de régulation permettant à la cellule
de retrouver son état contractile d’avant activation existe certainement. L’inhibiteur naturel de Src,
Csk, ne peut agir dans notre système : Csk phosphoryle Y527, or dans l’OS, Y527 est muté empêchant
l’action de Csk sur l’optoSrc. En revanche, les phosphatases comme PEP sont capables d’inhiber
l’activité de Src (Ingley, 2008). La cinétique de réponse des phosphatases étant plus longue que celle
des kinases ; elles pourraient donc être responsables de cette régulation négative (Ingley, 2008). Cela
ne signifie pas que le phénotype mécanique des cellules Src-activées décrit dans ce manuscrit, n’est
que transitoire et n’a qu’une durée de 1 h. En effet, des études suggèrent que la surexpression et la
suractivation de Src dans les tissus néoplasiques s’expliquent par l’altération de plusieurs processus de
régulation : réduction de l’activité inhibitrice de Csk (Frame, 2002), surexpression/mutation des RTK
et modification de l’activité des phosphatases (Summy & Gallick, 2003).
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Figure III.37 – Réponse mécanique d’un groupe de cellules à une activation transitoire de Src (a) Images
en contraste de phase d’un groupe de quatre cellules MDCK OS déposée sur un gel de rigidité 10 kPa et soumise à
une activation transitoire de Src d’ 1 h pour cinq points de temps : avant l’activation, pendant l’activation (15 min
et 1 h après le début de l’activation) et après l’activation (15 min et 3 h après l’activation transitoire de Src) avec les
forces de traction superposées (flèches). Leur amplitude en Pascal est codée en couleur. (b-c) Comparaison du phénotype
mécanique de groupes de cellules MDCK OS soumises à une activation transitoire de Src d’1 h selon le nombre de cellules
dans le groupe : 1 cellule (bleu clair, n=71, N=8), 2 cellules (bleu foncé, n=5, N=2), 4 cellules (violet clair, n=6, N=2)
et 6 cellules (violet foncé, n=5, N=2). Changement de phénotype mécanique : aire (b) et force totale (c), normalisées
par leur valeurs moyennes d’avant activation.
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5.10 Phénotype mécanique d’un groupe de cellules Src-activées

Nous avons aussi caractérisé le phénotype mécanique associé à l’activation de Src pour des petits
groupes de cellules (groupe de 2, 4 et 6 cellules). Le but était de savoir si le changement de phénotype
mécanique décrit à l’échelle de la cellule unique était similaire lorsque la cellule est en interaction avec
d’autres cellules. Pour cela, nous avons soumis des petits groupes de cellules déposées sur un gel de
rigidité 10 kPa à une séquence d’activation transitoire de Src d’1 h (Figure III.37).
Lors de l’activation, nous observons que les groupes de cellules s’étalent et exercent plus de forces de
traction sur leur substrat (Figure III.37). L’amplitude de la réponse semble dépendre du nombre de
cellules, cependant ces résultats sont préliminaires et ne nous permettent pas de conclure. De façon
intéressante, nous observons une perte mécanique (aire, force) pour les groupes de 2 et 4 cellules
(Figure III.37 b,c). Cette perte mécanique semble moins importante pour des groupes de 6 cellules.
Ce résultat suggère qu’à partir d’un certain nombre de cellules (ici 6 cellules), le groupe de cellules
pourrait avoir une réponse "homéostatique" et retrouver son état mécanique d’avant activation. Enfin
remarquons qu’après l’activation transitoire de Src, un arrondissement d’une partie des cellules du
groupe est observé, similaire à celui observé à l’échelle de la cellule unique. Cette observation montre
que l’arrondissement est une caractéristique de la désactivation de Src, qui intervient à l’échelle de la
cellule mais aussi à l’échelle d’un petit nombre de cellules.
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1. Influence de la rigidité du substrat sur le phénotype mécanique de la cellule normale et cancéreuse

Dans ce chapitre, nous caractérisons le phénotype bio-mécanique de cellules individuelles épithé-
liales MDCK, soumises à une activation transitoire de Src d’1 h en fonction de la rigidité de leur sub-
strat, propriété essentielle de l’environnement, connue pour jouer un rôle important lors de nombreux
processus physiologiques. En particulier, nous étudions la mécanosensibilité des cellules Src-activées,
ainsi que l’influence de la rigidité du substrat sur les changements du cytosquelette associés à l’acti-
vation de Src. Nous nous intéressons ensuite à l’état mécanique post-activation, toujours en fonction
de la rigidité du substrat. Pour commencer ce chapitre, nous nous sommes attachés à décrire des
résultats issus de la littérature, mettant en lumière le rôle fondamental de la rigidité du substrat sur
le phénotype mécanique et l’organisation du cytosquelette de la cellule normale et cancéreuse.

1 Influence de la rigidité du substrat sur le phénotype mécanique de la cellule
normale et cancéreuse

1.1 Comment la cellule sent-elle la rigidité de son substrat ?

Plusieurs études ont révélé les mécanismes par lesquels une cellule peut sentir et répondre à la
rigidité de son substrat. Wong et al. ont utilisé des substrats permettant de tester la détection de
la rigidité loin du corps cellulaire (Figure IV.1 a) (Wong et al., 2014). Les auteurs de cette étude
ont montré que les cellules étaient capables de sentir la rigidité du substrat qui les entourent, en
établissant des protrusions membranaires de type filopodes (Figure IV.1 c) (Wong et al., 2014). De
cette façon, la cellule adapte son comportement, notamment sa surface d’étalement, à la rigidité : la
cellule initialement sur un substrat dur s’étend si le substrat adjacent est rigide mais restera confinée
si le substrat adjacent est "mou" (Figure IV.1 b). Ce mécanisme qui permet de sonder la rigidité en
dehors du corps cellulaire permet aux cellules de se déplacer efficacement, en détectant la rigidité du
substrat avant de se déplacer, pour éviter un "retour en arrière" (Wong et al., 2014).

Les adhésions focales sont les principaux mécano-détecteurs que la cellule utilise pour sentir la
rigidité du substrat. La croissance et la maturation des ces adhésions dépend directement de la rigidité
du substrat : sur des substrats rigides, la taille des adhésions tend à augmenter et celles-ci "maturent" ;
au contraire sur des substrats peu rigides, les adhésions voient leur taille diminuer et disparaissent
avant d’avoir eu le temps de maturer (temps de vie court). Au niveau des adhésions focales (AF), les
cellules génèrent des forces de traction oscillantes dans le temps qui leur permettent de sonder la rigidité
du substrat (Plotnikov et al., 2012; Wu et al., 2017). Plotnikov et al. ont montré que la fluctuation de
forces au niveau des AF individuelles d’une cellule fibroblaste MEF permet d’échantillonner la rigidité
au cours du temps, avec une résolution spatiale correspondant à la densité des AF dans la cellule
(1-5 µm d’espacement) (Plotnikov et al., 2012) (Figure IV.1 e,f). Wu et al. ont montré que c’est la
dynamique des fibres de stress qui permet l’oscillation du pic de traction au niveau des adhésions
focales pour assurer une mécanosensibilité efficace des AF (Wu et al., 2017).
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Figure IV.1 – Mécanismes pour sentir la rigidité du substrat (a-c) Étude des mécanismes utilisés par des
cellules fibroblastes 3T3 pour sentir la rigidité du substrat. Adapté de (Wong et al., 2014). (a) Schéma montrant les
deux types de substrats utilisés dans cette étude. Le substrat "test", constitué d’un hydrogel mou (flèche rouge), greffé
avec un grand îlot rectangulaire "rigide" (flèche bleue), et deux rangées de quatre îlots de 6,5 × 6,5 m (flèche verte). Les
substrats contrôles sont préparés en greffant les mêmes motifs d’îlots et le grand rectangle rigide sur un hydrogel rigide.
Les rigidités des hydrogels "mou" et "rigide" n’ont pas été précisées par les auteurs de l’article. (b) Images en contraste
de phase montrant une cellule s’étendant sur les grands et les petits îlots 16 h après le dépôt sur un substrat de contrôle
décrit en (a) (à gauche), et une cellule restant sur le grand îlot lorsqu’elle est placée sur un substrat "test" décrit en (a).
Les contours des cellules sont indiqués par des lignes pointillées jaunes.(c) Images en contraste de phase d’une cellule
sondant la rigidité du substrat d’un petit îlot via un filopode qui n’est pas visible sur l’image en contraste de phase
(gauche) mais qui devient visible en microscopie électronique à balayage (droite, correspond à la zone encadrée en rouge
sur l’image en contraste de phase) : un filopode s’étend en dehors du corps cellulaire au-dessus de l’hydrogel pour atterrir
sur un îlot adjacent. (d-e) Fluctuations de forces de traction dans les adhésions focales (AF) pour sentir la rigidité du
substrat. Adapté de (Plotnikov et al., 2012) (d) (haut) Images en fluorescence des AF (marquage de la paxilline en GFP)
d’une cellule fibroblaste MEF sur un substrat de 8,6 kPa (le temps est indiqué sur les images en min :s, point rouge :
position du pic de force de traction pour les AF analysées) et, cartes des forces de traction reconstruites (bas). La couleur
code pour l’amplitude des forces de traction (en Pa). Le contour des AF est indiqué en noir. (e) Kymographe le long de
l’AF marquée par un point rouge en (d) (Rectangle rouge : position du pic de traction le long de l’AF en fonction du
temps).

1.2 Adaptation du phénotype cellulaire à la rigidité du substrat

Étalement de la cellule De nombreuses études ont étudié l’influence de la rigidité du substrat
sur l’étalement des cellules. Ces études ont montré que la majorité des cellules adaptent leur surface
d’étalement à la rigidité du substrat : les cellules s’étalent plus sur un substrat "rigide" que sur un
substrat "mou" (Peyton & Putnam, 2005; Janmey et al., 2009). Peyton & Putnam ont montré que des
cellules fibroblastes NIH3T3 ont une surface d’étalement 80 % plus petite sur un substrat de rigidité 1
kPa comparé à lorsqu’elles sont sur du plastique (polystyrène) (Figure IV.2 a). Ils ont aussi montré que
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cette mécanosensibilité dépend de la densité de protéines adhésives recouvrant les substrats (Figure
IV.2 a).
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Figure IV.2 – Effet de la rigidité du substrat sur l’étalement des cellules (a) (gauche) Images en contraste de
phase représentatives de la morphologie et de l’étalement des cellules de muscles lisses vasculaires (SMC) sur différents
substrats (gel de polyacrylamide de 1 et 308 kPa, et polystyrène (PS)). (droite) Aire des cellules SMC, normalisée par
leur aire moyenne sur du PS, pour des substrats de rigidité différentes : 1, 21, 308 kPa et polystyrène (PS) recouverts de
fibronectine : densité de 0,8 µg/cm2 (vert clair) ou 8,0 µg/cm2 (vert foncé). Adapté de (Peyton & Putnam, 2005). (b-g)
Cellules fibroblastes NIH3T3 déposées sur des gels de PAA recouverts de fibronectine et de rigidité variable (de 0,6 kPa à
150 kPa), et sur du verre. (b) Étalement des cellules en fonction de la rigidité. (c) Aire des protrusions individuelles, sur
des substrats de 2 kPa et 48 kPa. (d) Contours d’une cellule exprimant un marqueur membranaire GFP déposée sur des
substrats de 2,1 kPa (gauche) et 48 kPa (droite) à différents points de temps (0 à 20 min, contour violet à jaune) avec à
droite de chacune, un kymographe, pris le long de ligne blanche pointillée, illustrant la dynamique des protrusions. (e)
Images en épifluorescence (marquage de la paxilline, utilisée pour indiquer la position des adhésions focales) d’une cellule
NIH3T3 sur un substrat de 2,1 kPa à trois points de temps : avant, après l’ajout de manganèse (3 µM) dans le milieu de
culture puis après lelavage du manganèse. (f) Tracé de l’aire de la cellule en fonction du temps pour l’expérience décrite
en (e) : ajout de manganèse 20 min après le début de l’expérience puis lavage du manganèse après 80 min d’expérience.
(g) Aire d’étalement pour les cellules contrôles (blanc) et les cellules traitées avec du manganèse Mn2+ (3 µM) (gris) sur
des substrats de 2,1 et 48 kPa. (b-g) adapté de (Oakes et al., 2018).
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En 2017, Oakes et al. ont montré en utilisant eux aussi des fibroblastes NIH3T3, que l’étalement
des cellules est une fonction "biphasique" de la rigidité du substrat : l’étalement reste quasiment
constant en dessous de 5 kPa, augmente pour des rigidités comprises entre 5 et 10 kPa, puis sature
lorsque la rigidité est au-dessus de 10 kPa (Figure IV.2 b). Les auteurs de cette étude montrent que
cette dépendance de l’étalement des cellules avec la rigidité repose sur le temps de vie des adhésions,
qui dépend de la rigidité du substrat. Sur un substrat de 2 kPa, les cellules génèrent les mêmes
protrusions membranaires que sur un substrat plus rigide mais ces protrusions ne sont pas stabilisées
par les adhésions car elles ont un temps de vie plus court que sur les substrats plus rigides (Figure
IV.2 c-d). En ajoutant du manganèse, un activateur des intégrines qui augmente le temps de vie des
adhésions, Oakes et al. ont d’ailleurs montré que les cellules sur des substrats de 2 kPa s’étalent presque
autant que sur un substrat de 48 kPa (Figure IV.2 e-g).
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Figure IV.3 – Effet de la rigidité du substrat sur les forces de traction générées par les cellules (a) Images
représentatives de la morphologie et forces de traction de cellules endothéliales déposées sur des gels de polyacrylamide
de rigidité croissante (E = 1 à 10 kPa). La couleur et les flèches noires codent pour l’amplitude des forces (en Pa). (b-c)
Force de traction totale |F| (b) et aire d’étalement (c) en fonction de la rigidité du substrat (1-10 kPa) recouvert de
collagène (100 µg/ml). (d) Moyenne de la force de traction totale d’une cellule |F| , normalisée par son aire A, en fonction
de la rigidité du substrat. (a-d) adapté de (Califano & Reinhart-King, 2010). (e-f) Forces moyennes (e) et maximales (f)
exercées par des îlots de cellules épithéliales MDCK sur des substrats composés de micro-piliers de différentes raideurs
(0-200 nN/µm). Adapté de (Ghibaudo et al., 2008).

Forces de traction Les forces de traction générées par les cellules augmentent également avec
la rigidité du substrat (Ghibaudo et al., 2008; Califano & Reinhart-King, 2010; Schiller & Fässler,
2013). Califano et al. ont montré que la force de traction totale ainsi que la force de traction moyenne
(force totale normalisée par l’étalement des cellules) exercées par des cellules endothéliales augmentent
linéairement avec la rigidité du substrat (Figure IV.3 a-d) (Califano & Reinhart-King, 2010). De même,
en utilisant des substrats composés de micro-piliers de raideurs différentes, Ghibaudo et al. ont montré
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que les forces moyennes et maximales exercées par des cellules épithéliales MDCK 1, augmentent avec
la raideur des piliers avant de saturer au delà d’une certaine raideur (Ghibaudo et al., 2008). La relation
entre forces de traction et rigidité du substrat peut être plus complexe avec parfois l’existence d’une
rigidité seuil, en-dessous de laquelle les forces de traction sont constantes (Elosegui-Artola et al.,
2014). Ainsi, Elosegui-Artola et al. ont montré que des cellules myoépithéliales n’ont pas la même
mécanosensibilité à la rigidité du substrat selon leur composition en intégrines :

• des cellules ne surexprimant pas l’intégrine β6 (cellules "myo ctrl") exercent des forces de
traction qui augmentent de façon monotone, seulement au-dessus d’un seuil en force, autour
de 10 kPa.

• des cellules surexprimant l’intégrine β6 (cellules "myo β6") 2 exercent des forces qui augmentent
de façon monotone avec la rigidité du substrat.
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Figure IV.4 – Effet de la rigidité du substrat sur les forces de traction générées par les cellules (a)
Cartographie des forces de traction exercées par des cellules myoépithéliales sur des gels de polyacrylamide de rigidité
croissante, exprimant de manière constitutive l’intégrine α5β1, avec une surexpression de l’intégrine α5β6 ("myo" β6)
ou sans surexpression de α5β6 ("myo ctrl"). La couleur code pour l’amplitude des forces (en Pa) (b) Force de traction
moyenne en fonction de la rigidité pour les cellules myo ctrl (rouge) et les cellules myo β6 (bleu). Adapté de (Elosegui-
Artola et al., 2014).

Rigidité corticale De nombreuses cellules adaptent aussi leur rigidité corticale à la rigidité de leur
substrat, mais ce n’est pas le cas de toutes les cellules. En 2007, Solon et al. ont montré que des
fibroblastes adaptent leur rigidité corticale pour s’approcher de celle de leur substrat (Figure IV.5 a)
(Solon et al., 2007). Engler et al. ont montré par des mesures AFM et par aspiration de micropipette
que les cellules souches de mœlle osseuse humaine adulte hMSC adaptaient aussi leur rigidité à celle
de leur substrat (Engler et al., 2006) (Figure IV.5 b). Les auteurs de cette étude ont d’ailleurs montré
que cette réponse à la rigidité du substrat dépend de l’état contractile de la cellule : lorsque les
myosines II sont inhibées (en utilisant de la blebbistatine), les cellules n’adaptent plus leur rigidité à

1. Un groupe de cellules exerce des forces principalement en périphérie, similaires à celles exercées par une cellule
individuelle, comme si le groupe se comportait comme une seule cellule (Mertz et al., 2012).

2. Intégrine qui se trouve surexprimée dans les cellules cancéreuses du sein
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celle du substrat (Figure IV.5 b). En revanche, Poh et al. ont montré, par des mesures de cytométrie à
torsion magnétique, que les cellules souches embryonnaires (ESC) de souris, contrairement aux cellules
souches hMSC, n’adaptent pas leur rigidité à celle du substrat : celle-ci reste constante sur les différents
substrats testés (Figure IV.5 b).
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Figure IV.5 – Effet de la rigidité du substrat sur la rigidité corticale des cellules (a) Rigidité corticale de
cellules fibroblastes 3T3 en fonction de la rigidité du substrat (échelle semi-logarithmique). Adapté de (Solon et al., 2007).
(b) Rigidité corticale de cellules souches mesurée par aspiration à l’aide d’une micropipette (cercles), par cytométrie
à torsion de billes magnétiques (MTC ; losanges) ou par microscopie à force atomique (AFM ; triangles). La rigidité
corticale des cellules souches de mœlle osseuse humaine adulte (hMSC ; bleu foncé) s’adapte à la rigidité du substrat,
contrairement à la rigidité des cellules souches embryonnaires murines (ESC ; rouge). L’inhibition de la myosine par la
blebbistatine supprime la réponse à la rigidité des hMSC (bleu clair). Adapté de (Janmey et al., 2020) d’après (Engler
et al., 2006) et (Poh et al., 2010).

Cytosquelette Les changements des propriétés morphologiques et mécaniques des cellules avec la
rigidité du substrat s’accompagnent d’un changement de l’organisation du cytosquelette (Califano &
Reinhart-King, 2010; Gupta et al., 2015). Gupta et al. ont montré que l’organisation du cytosquelette
de fibroblastes dépend fortement de la rigidité du substrat (Figure IV.6 a-d). Les auteurs décrivent
deux états du cytosquelette d’actine : un état "visqueux" et un état "élastique" (Figure IV.6 a).

• Pour des substrats de faibles rigidités, le cytosquelette de la cellule est "fluide" (état
"visqueux"). Il se caractérise par un flux rétrograde d’actine important, des adhésions peu
stables (durée de vie courte) et peu ou pas de fibres de stress (Figure IV.6 a-d).

• Pour des substrats de plus grande rigidité, le cytosquelette de la cellule est plutôt "solide"
(état "élastique"). Il est caractérisé par un flux rétrograde d’actine plus faible ; des adhésions
plus stables, qui ont le temps de maturer, et un large réseau de fibres de stress contractiles,
polarisées pour des substrats de rigidité élevée (Figure IV.6 a-d).
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Figure IV.6 – Effet de la rigidité du substrat sur le cytosquelette cellulaire (a) Images en épifluorescence des
filaments d’actine (marquage de la F-actine) de cellules fibroblastes REF-52 sur des substrats constitués de micropiliers
de différentes raideurs (de gauche à droite) : 9, 43, 64 et 85 nN.µm−1. (b) Orientation des filaments d’actine des images
présentées en (a). Les couleurs codent pour les différentes orientations des filaments d’actine. Les micro-domaines de fibres
d’actine peuvent ainsi être identifiés par les zones uniformément colorées dans les tracés d’orientation. (c) Image d’une
cellule REF-52 transfectée avec RFP-Ftractin (vert) et YFP-Paxillin (magenta), sur un substrat "mou" (9 nN.µm−1).
(d) Aire des adhésions focales (AF) (marquage YFP-paxilline) des cellules présentées en (c) en fonction de la raideur des
piliers du substrat. Adapté de (Gupta et al., 2015). (e-f) Alignement des fibres de stress d’acto-myosine dans des cellules
souches hMSC, déposées sur des substrats de différentes rigidités. (e) (Haut) Cellules hMSC immunomarquées pour la
myosine IIa, 24 h après avoir été placées sur des substrats de rigidité Em de 1 kPa, 11 kPa et 34 kPa. (Milieu) Tracés
de l’orientation, codée en couleur, des filaments de myosine des cellules présentées au-dessus. Les ellipses en pointillés
correspondent aux ellipses ajustées aux cellules et la ligne rouge indique l’orientation moyenne des fibres de stress. (Bas)
Rapport d’aspect moyen r et paramètre d’ordre des fibres de stress S =< cos(2θ) > des cellules sur des substrats de 1,
11 et 34 kPa avec θ l’angle entre chaque fibre de stress et le grand axe de l’ellipse ajustée. (f) Paramètre d’ordre des
fibres de stress S, 24 heures après le dépôt des cellules, pour trois groupes de cellules (de rapports d’aspect r= 1,5 ; 2,5 ;
3,5) en fonction de la rigidité du substrat Em. Adapté de (Zemel et al., 2010).
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Avec l’augmentation de la rigidité du substrat, les cellules forment des adhésions larges et stables
(durée de vie élevée) (Oakes et al., 2018) et des fibres de stress apparaissent (Yeung et al., 2005). Ces
adhésions et ces fibres de stress permettent à la cellules de maintenir un étalement et d’exercer des
forces de traction plus élevées sur leur substrat. Ces fibres de stress peuvent se "polariser" : Zemel et
al. ont montré qu’il existe une rigidité optimale du substrat qui maximise la polarisation des fibres de
stress dans des cellules souches (Zemel et al., 2010) (Figure IV.6 e-f).

Figure IV.7 – Transition isotrope-nématique du cytosquelette d’actine de fibroblastes en fonction de la
rigidité du substrat Paramètre d’ordre nématique S en fonction de la rigidité du substrat normalisée par la rigidité
critique (rigidité de transition entre un état isotrope et un état nématique du cytosquelette d’actine) pour différentes
conditions : la situation contrôle ( NT siRNA, noir), ou avec knockdown de l’actinine 4 (siActn4, bleu), ou avec knockdown
de l’actinine 1 et 4 (siActn1, siActn4, violet), ou avec surexpression de l’actinine 4 (ACTN4-EGFP, vert), ou en présence
de blebbistatine (5 M) (5µM Blebbistatin, rouge), respectivement. Adapté de (Doss et al., 2020).

Plus récemment, Doss et al. ont montré que le réseau d’actine de cellules fibroblastes (REF52) s’adapte
à la rigidité du substrat. Dans cette article, les auteurs modélisent le cytosquelette d’actine comme
un gel actif bidimensionnel qui peut subir une transition isotrope-nématique lors de l’augmentation
de la densité ρ de filaments d’actine, transition analogue à celle observée pour des cristaux liquides.
L’alignement des filaments d’actine peut être quantifié par le paramètre d’ordre nématique moyenné
par cellule S 3 : proche de la transition isotrope-nématique S ∝ (ρ − ρc)1/2, pour ρ > ρc tandis que
S = 0 pour ρ < ρc, où ρc est la densité critique d’actine pour laquelle le cytosquelette d’actine subit une
rupture de symétrie (Figure IV.7). De plus, la cellule exerce des contraintes passives considérées comme
isotropes et élastiques, proportionnelles au module d’Young de la cellule et des contraintes actives qui
dépendent de l’activité des myosines et de la densité de filament d’actine ρ. En considérant la continuité
de la contrainte à l’interface cellule-substrat, les auteurs montrent que la densité de filaments d’actine
ρ est une fonction du rapport du module d’Young de la cellule sur celui de son substrat, du coefficient
de Poisson et de la forme de la cellule (Doss et al., 2020). Les auteurs suggèrent qu’il existe une loi

3. S = ⟨cos(2θ)⟩ avec θ l’angle entre un filament d’actine et l’angle moyen des filaments d’actine de la cellule
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universelle reliant le paramètre d’ordre du cytosquelette d’actine S au ratio de la rigidité de la cellule
sur celle du substrat (Doss et al., 2020). La rigidité du cytosquelette d’actine est contrôlée notamment
par des protéines réticulantes "actives" comme les myosines II et des protéines réticulantes "passives"
(comme l’actinine-α). En augmentant la rigidité du cytosquelette (en surexprimant de l’actinine-α) ou
en la diminuant (par le knock down de l’actinine-α ou l’inhibition des myosines avec de la blebbistatine)
de cellules fibroblastes REF52, Doss et al. confirment leurs prédictions théoriques (Figure IV.7).

Motilité cellulaire Plusieurs études ont montré que la vitesse de migration présente une dépendance
biphasique à la rigidité du substrat (Stroka & Aranda-Espinoza, 2009; Plotnikov et al., 2012; Bangasser
et al., 2017) : elles mettent en évidence l’existence d’une rigidité intermédiaire optimale pour laquelle
la vitesse de migration est maximale (Figure IV.8 a,b). La rigidité du substrat peut aussi influencer la
direction de migration des cellules : lorsqu’elles sont déposées sur un substrat présentant un gradient
de rigidité, les cellule migrent vers les zones les plus rigides (Lo et al., 2000) (Figure IV.8 c,d). Ce
phénomène est appelé "durotaxie", et révèle que la cellule est capable de déterminer la rigidité locale
de l’environnement ainsi que ses variations à l’échelle de sa taille.
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Figure IV.8 – Effet de la rigidité du substrat sur la vitesse de migration des cellules (a) Vitesses de migration
moyennes de cellules musculaires lisses vasculaires déposées sur des substrats de différentes rigidités (de 1 à 308 kPa et
polystyrène (PS)), recouverts de fibronectine à faible densité (0,8 µg/cm2) ou à densité élevée (8,0 µg/cm2). Adapté
de (Peyton & Putnam, 2005). (b) Vitesses de migration cellulaire moyenne (normalisées par les vitesses maximales)
pour des neutrophiles, des fibroblastes NIH3T3, des cellules de gliome U87, et des cellules de muscle lisse, en fonction
de la rigidité du substrat. Des gaussiennes ont été ajustées aux données pour montrer les optima potentiels de rigidité.
Adapté de (Bangasser et al., 2013). (c-d) Images avec un éclairage simultané en contraste de phase (visualisation des
cellules) et en fluorescence (visualisation des billes du gel) montrant la migration de cellules fibroblastes 3T3 sur des
substrats présentant deux rigidités : 14 kPa à gauche, 30 kPa à droite (le changement de rigidité peut être visualisé par
le changement de densité des billes fluorescentes incorporées). (c) Une cellule déposée au niveau d’une région de rigidité
14 kPa se déplace vers les régions de plus grande rigidité. (d) Une cellule déposée sur une région "dure" du substrat se
déplace le long du gradient de rigidité, change de direction en arrivant au niveau du substrat de 14 kPa et se déplace le
long de la frontière entre les deux substrats. Le temps est indiqué en heures sur les images. Adapté de (Lo et al., 2000).
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Autres fonctions : croissance, prolifération et différenciation La rigidité du substrat régule
la croissance et la prolifération des cellules : croissance et prolifération sont inhibées sur des substrats
de faible rigidité et sont réactivées lorsque la rigidité augmente (Janmey et al., 2020). Enfin, la rigidité
du substrat affecte la différentiation : des cellules souches cultivées sur des substrats de différentes
rigidités vont se différencier différemment (Engler et al., 2006; Saha et al., 2008; Janmey et al., 2020).

1.3 Mécanosensibilité des cellules cancéreuses à la rigidité du substrat
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Figure IV.9 – Mécanosensibilité des cellules transformées et cancéreuses (a) Modèle d’homéostasie tensionnelle
et de transformation maligne dépendant de la force extérieure, en particulier de celle exercée par la rigidité du substrat.
Possible existence d’un circuit mécanorégulateur qui régulerait le phénotype des cellules et fonctionnerait sur l’intégration
des signaux physiques provenant de la MEC (force "exogène") avec l’assemblage des AF par le biais de la contractilité
du cytosquelette dépendante de ERK et de Rho. La rigidification de la MEC active différentes voies de signalisation,
entraînant ainsi la transformation maligne du phénotype de la cellule. Adapté de (Paszek et al., 2005). (b-c) Images
représentatives (b) et quantifications (c) des colonies solides formées par les cellules mLD contrôles (haut) et transfectées
avec HER-CA (oncoprotéine HER constitutivement active) (bas), cultivées sur des hydrogels de 40 kPa ou de 0,5 kPa.
Adapté de (Panciera et al., 2020). (d) Force de traction moyenne, mesurée en normalisant la force totale de chaque
cellule par son aire d’étalement pour différents types de cellules cancéreuses, métastatiques (en noir) et non métastatiques
(en blanc). Adapté de (Kraning-Rush et al., 2012). (e) Effet de la rigidité du substrat sur le pourcentage de cellules
apoptotiques dans des populations de cellules NIH3T3 normales, et transformées par l’oncogène H-Ras. Les cellules sont
cultivées sur des gels de PAA souples (0,012 % bis-acrylamide) ou rigides (0,06 % bis-acrylamide). La proportion de
cellules apoptotiques est mesurée 24 h (pour 2 densités cellulaires) et 48 h après l’ensemencement des cellules. Adapté
de (Wang et al., 2000).
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1. Influence de la rigidité du substrat sur le phénotype mécanique de la cellule normale et cancéreuse

Dans ce chapitre, nous nous intéressons à la mécanosensibilité de cellules transformées par l’ex-
pression d’un oncogène. Nous présentons donc dans ce paragraphe quelques travaux étudiant la méca-
nosensibilité de cellules transformées par un oncogène, ou celle de cellules cancéreuses. La rigidité de la
matrice extracellulaire entourant une tumeur se rigidifie au cours de la carcinogenèse (Levental et al.,
2009; Pickup et al., 2014). De plus, au cours de la cascade métastatique, les cellules cancéreuses vont
interagir avec des environnements dont la rigidité peut varier. Gensbittel et al. ont d’ailleurs proposé
que la cellule adapte constamment sa rigidité pour faire face à ces changements (Gensbittel et al.,
2020). Dans ce contexte, comprendre comment les cellules cancéreuses s’adaptent à la rigidité de leur
substrat ie. étudier leur mécanosensibilité et la comparer à celle des cellules saines est essentiel.

Effet de la rigidité sur la transformation oncogénique La rigidité du substrat affecte direc-
tement la transformation oncogénique. Paszek et al. ont montré que l’augmentation de la rigidité du
substrat au cours du processus tumoral augmente la probabilité d’activer des oncogènes comme ERK
dans des cellules épithéliales et donc favorise la tumorogenèse (Paszek et al., 2005) : sur un substrat
rigide, les protéines Erk et Rho sont activées et celles-ci ont un rôle important dans la transformation
du phénotype des cellules en un phénotype malin (Figure IV.9 a). Panciera et al. ont également montré
que dans le cas de l’oncogène HER, il existe une rigidité seuil au-dessus de laquelle la transformation
oncogénique se fait : pour un substrat de 40 kPa, une cellule épithéliale du sein mLD (cellule luminale
différenciée), transfectée avec un HER constitutivement actif, se transforme et se divise pour donner
naissance à une colonie de cellules, alors qu’elle ne se transforme pas sur un substrat de 0,5 kPa (Pan-
ciera et al., 2020)(Figure IV.9 b-c). Ainsi la rigidité de la matrice extracellulaire (MEC) joue un rôle
régulateur : des MEC peu rigide peuvent empêcher la transformation des cellules et le développement
de tumeurs.

Altération de la mécanosensibilité des cellules transformées ou cancéreuses De nom-
breuses cellules cancéreuses adaptent donc leur phénotype à la rigidité de leur substrat. Cependant
cette adaptation diffère de celle des cellules normales. Kraning-Rush et al. ont montré que les cellules
métastatiques provenant du cancer du sein, de la prostate et du poumon, ont une mécanosensibilité
différente de celle des cellules non métastatiques : les cellules métastatiques exercent plus de forces de
traction sur des substrats "mous" que les cellules non métastatiques. Cet accroissement de contractilité
pourrait contribuer au pouvoir invasif des cellules métastatiques (Figure IV.9 d) (Kraning-Rush et al.,
2012). La rigidité du substrat joue aussi un rôle essentiel dans la prolifération de cellules normales, et
transformées par des oncogènes comme H-Ras. Wang et al. ont montré que les fibroblastes NIH3T3
normales de souris voient leur prolifération, leur étalement et leurs forces de traction diminuer sur des
substrats "mous" (Wang et al., 2000). En revanche, les cellules NIH3T3 transformées par l’oncogène
H-Ras parviennent à s’étaler, exercer des forces de traction et proliférer de façon anormale sur ces
mêmes substrats mous. Cette mécanosensibilité altérée sur des substrats de faible rigidité pourrait
donner un avantage aux cellules transformées comparé aux cellules saines voisines (Wang et al., 2000)
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(Figure IV.9 e). Certains comportements mécanosensibles tels que la migration ou la durotaxie sont
également modifiés dans le contexte de la carcinogenèse. Certaines cellules cancéreuses du sein, du
poumon et de la prostate, peu adhérentes, présentent une durotaxie dite "négative" : elles se déplacent
dans le sens opposé au gradient de rigidité du substrat (Yeoman et al., 2021). Les auteurs expliquent
ce phénomène par des adhésions plus stables sur les substrats mous pour ces cellules cancéreuses.
D’autres études ont montré que certaines cellules transformées ou cancéreuses perdent leur sensibilité
à la rigidité du substrat. Par exemple, les fibroblastes NIH3T3, qui modifient leur rigidité corticale en
fonction de la rigidité du substrat (Solon et al., 2007), perdent cette capacité lorsque l’oncoprotéine
H-RasV 12 est surexprimée dans ces cellules (Lin et al., 2015). Cette étude montre également que les
fibroblastes transformés par Ras retrouvent leur mécanosensibilité après les avoir traitées avec un in-
hibiteur de Ras, l’acide farnesylthiosalicylique. De même, Wolfenson et al. ont montré que les cellules
métastatiques du sein perdent leur sensibilité à la rigidité du substrat, contrairement aux cellules
normales MCF10. L’absence de tropomyosine dans le module de mécanodétection explique ce phéno-
mène : lorsque la tropomyosine est transfectée dans ces cellules, les cellules MDA231 retrouvent leur
mécanosensibilité au substrat en exerçant des contractions différentes sur des substrats de rigidités
différentes (Wolfenson et al., 2016).

Dans les figures de ce chapitre, sauf mention contraire :
• n indique le nombre de cellules considérées, N le nombre d’expériences indépendantes

pour la condition considérée.
• dans ce chapitre, nous avons utilisé l’anisotropie de forme et l’anisotropie de force plutôt

que l’isotropie de forme et l’isotropie de force pour faire apparaître des maximums de
polarisation de forme et de force pour la cellule MDCK OS avant activation.

• les boxplots indiquent le premier quartile, la médiane et le troisième quartile. Les tests
utilisés sont des tests-U de Mann-Whitney : n.s (non significatif) correspond à une valeur
de p supérieure à 0,05, autrement la valeur de p est indiquée sur le graphe.

• pour les courbes de changement de phénotype mécanique : la courbe en pointillée corres-
pond à la moyenne et la zone ombrée à 95 % de l’intervalle de confiance de la moyenne
des quantités mesurées.

• les données correspondant aux MDCK OS soumises à une activation transitoires de Src
de 1 h déposées sur les substrats de rigidité différentes sont dupliquées de nombreuses
fois pour faciliter la comparaison avec les autres conditions.
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2 La réponse à l’activation de Src est mécanosensible

Afin d’étudier la mécanosensibilité des cellules Src-activées, nous avons déposé des cellules MDCK
OS isolées sur des gels de PAA de rigidité différente et nous les avons soumises à une activation
transitoire de Src d’1 h (1h OFF/1h ON/OFF). Nous avons choisi d’utiliser les rigidités suivantes : 2,
10, 40 kPa et 100 kPa, qui correspondent globalement à des rigidités physiologiques : celles des tissus
de cerveau (0,1-1 kPa), des muscles (8-17 kPa) et des os (25-100 kPa) (Engler et al., 2006).

2.1 Mécanosensibilité des cellules MDCK OS avant activation

Nous avons d’abord caractérisé la mécanosensibilité des cellules MDCK OS avant activation. Pour
cela, nous avons caractérisé le phénotype mécanique en fonction des différentes rigidités utilisées :
l’étalement, la force totale, l’anisotropie de forme et l’anisotropie de force des cellules (Figure IV.10).
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Figure IV.10 – Phénotype mécanique des cellules MDCK OS dans le noir 6 h après ensemencement, en
fonction de la rigidité du substrat Aire d’étalement A (µm2) (a), force totale Ftot (nN) (b), anisotropie de forme
AS (sans unité) (c) et anisotropie de force AF (sans unité) (d) des cellules MDCK OS dans le noir sur des substrats de
rigidité 2 kPa (vert, n=41, N=4), 10 kPa (bleu, n=71, N=8), 40 kPa (rose, n=45, N=7) et 100 kPa (violet, n=24, N=2).
Les lignes noires pointillées passant par les médianes des distributions sont des tendances qui servent de guide pour l’œil.

Nous retrouvons les évolutions de l’aire et des forces de traction en fonction de la rigidité décrites
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dans la littérature pour d’autres types cellulaires. L’étalement augmente entre 2 kPa et 10 kPa avec
la rigidité du substrat puis semble saturer pour des rigidités supérieures à 10 kPa (Figure IV.10 a).
La force, quant à elle, est la même pour les rigidités de 2 et 10 kPa puis augmente pour les rigidités
supérieures à 10 kPa (Figure IV.10 b).

La rigidité de 10 kPa apparaît être une rigidité particulière pour les cellules MDCK OS normales,
pour différentes raisons :

• 10 kPa est la rigidité qui maximise l’anisotropie de force et l’anisotropie de forme de la cellule :
la forme de la cellule et la distribution de ses forces sont donc moins polarisées sur des substrats
plus ou moins rigides (Figure IV.10 c,d)

• 10 kPa correspond à "une rigidité seuil" à partir de laquelle les forces exercées par les cellules
augmentent avec la rigidité (Figure IV.10 b) alors que la cellule est bien étalée.

En résumé, 10 kPa est donc une rigidité particulière pour laquelle les cellules sont relativement étalées
mais exercent des forces de traction relativement faibles (Figure IV.10 a,b).

2.2 Mécanosensibilité des cellules MDCK Src-activées

Nous avons ensuite mesuré le changement de phénotype mécanique au cours de l’activation tran-
sitoire de Src pour les différentes rigidités (Figure IV.11). Quelle que soit la rigidité du substrat, nous
observons que les cellules Src-activées s’étalent, exercent plus de force de traction et ont une forme
et une distribution de forces plus isotropes qu’avant activation. Cependant, l’amplitude et l’évolution
temporelle de la réponse mécanique dépendent de la rigidité du substrat (Figure IV.11).

Amplitude Nous pouvons comparer l’amplitude des réponses en mesurant les gains maximaux en
aire et en contractilité ainsi que les changements en isotropie de force et de forme des cellules Src-
activées, sur les différents substrats (Figure IV.12) (voir paragraphe 7.5 pour plus de détail) :

• Gain en étalement (Figure IV.12 a) : il est plus faible sur un substrat de 2 kPa, il semble
saturer pour les rigidités supérieures à 10 kPa.

• Gain en contractilité (Figure IV.12 b) : il est maximal à 10 kPa et à 100 kPa.

• Changement en anisotropie de forme (Figure IV.12 c) : il est maximum pour les rigidités
de 10 et 40 kPa. Ce résultat peut s’expliquer par le fait que les cellules sur les substrats de 10
et 40 kPa sont plus polarisées (As ∼ 0, 6 − 0.7) que les cellules sur des substrats de 2 kPa et
100 kPa pour laquelle l’anisotropie de forme est As ∼ 0, 5. Lors de l’activation de Src, qui tend
à rendre les cellules isotropes, les cellules déposées sur des substrats de 10 et 40 kPa ont donc
davantage la possibilité de gagner en isotropie comparé aux cellules déposées sur des substrats
de 2 ou 100 kPa.

• Changement en anisotropie de force (Figure IV.12 d) : il est minimal pour la rigidité
de 2 kPa. Au dessus de 10 kPa, le changement en isotropie de force semble constant quelque
soit la rigidité du substrat. Il est intéressant de noter que le changement en isotropie de force
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ne suit pas la même tendance que celle du changement en isotropie de forme : les cellules sur
des substrats de 100 kPa, bien que présentant déjà une distribution des forces isotropes avant
activation, présentent tout de même un changement notable de l’isotropie de force pendant
l’activation de Src.

Ici encore, 10 kPa apparaît donc comme une rigidité particulière pour les cellules Src-activées.
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Figure IV.11 – Réponse mécanique des cellules MDCK OS soumises à une activation transitoire de Src
de 1 h en fonction de la rigidité du substrat sur lequel les cellules sont déposées Sur un substrat de 2 kPa
(vert, n=41, N=4), de 10 kPa (bleu, n=71, N=8), de 40 kPa (rose, n=45, N=7) et de 100 kPa (violet, n=24, N=2) : aire
(a), force totale (b), anisotropie de forme (c) et anisotropie de force (d). L’aire et la force totale sont normalisées par
leur valeur moyenne avant activation.

Évolution temporelle Durant l’activation de Src, les phénotypes mécaniques sont maintenus uni-
quement lorsque les cellules sont déposées sur des substrats de rigidité 10 kPa et 100 kPa. Sur les
substrats de rigidité 2 kPa et 40 kPa, nous observons une baisse des gains en aire et en contractilité
(Figure IV.11) : ces réponses en aire et en contractilité "non maintenues" sur les substrats de 2 et
40 kPa se rapprochent de la réponse mécanique que nous avions obtenue en inhibant les myosines
II avec la para-nitro-blebbistatine (Figure III.15). Cette ressemblance pourrait suggérer un manque
d’efficacité des myosines II pour ces deux rigidités.
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État après l’activation Après l’activation de Src, les cellules présentent une perte en force comparé
à l’état avant activation pour des rigidités de 2, 10 et 40 kPa, alors qu’elles présentent un petit gain
en force pour une rigidité de 100 kPa. Nous reviendrons sur ce point dans la suite de ce chapitre (voir
partie 3.4).
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Figure IV.12 – Gain maximal en aire et en force totale, et changement maximal en anisotropie de forme
et de force des cellules Src-activées, comparés à leur état avant activation. (a-b) Mesure du gain maximal
en aire (a) et en force totale (b) des cellules Src-activées (activation de Src d’1h) sur un substrat de rigidité 2 kPa (vert,
n=41, N=4), de 10 kPa (bleu, n=71, N=8), de 40 kPa (rose, n=45, N=7) et de 100 kPa (violet, n=24, N=2). (c-d)
Pour les conditions décrites en (a,b), changement maximal, relatif à l’état avant activation, en anisotropie de forme (c)
et anisotropie de force (d). Les lignes noires pointillées passant par les médianes des distributions sont des tendances qui
servent de guide pour l’œil.
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Expériences contrôles Nous avons vérifié que les cellules sur des substrats de 2, 10 et 40 kPa et
laissées dans le noir ne présentent pas de changement de phénotype mécanique (Figure IV.13).
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Figure IV.13 – Phénotype mécanique de cellules MDCK OS non illuminées en lumière bleue en fonction
de la rigidité du substrat sur lequel elles sont déposées (a-d) Substrat de rigidité 2 kPa (vert, n=7, N=2), 10 kPa
(bleu, n=42, N=8) et 40 kPa (rose, n=30, N=6) : aire (a), force totale (b), normalisées par leur valeur moyenne avant
activation, anisotropie de forme (c), anisotropie de force (d).

2.3 Comparaison avec la mécanosensibilité des cellules normales

Pour comparer la mécanosensibilité des cellules Src-activées à celle des cellules dites "normales",
nous avons tracé les quatre métriques du phénotype mécanique des cellules normales (avant activa-
tion) et des cellules Src-activées (pendant l’activation de Src) sur le même graphe en fonction de la
rigidité du substrat (sans avoir normalisé l’aire et la force) (Figure IV.14). Nous remarquons que la
mécanosensibilité des cellules Src-activées est altérée :

• Contractilité : la force totale augmente avec la rigidité du substrat, il n’y a plus de plateau
en force entre 2 et 10 kPa pour les cellules Src-activées (Figure IV.14 b).

• Anisotropie de forme : il y a une "inversion" de la courbe, le maximum en anisotropie de
forme à 10 kPa devient un "minimum" pour les cellules Src-activées (Figure IV.14 c).

• Anisotropie de force : le maximum à 10 kPa disparaît pour les cellules Src-activées, l’aniso-
tropie semble diminuer avec la rigidité du substrat (Figure IV.14 d).
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Figure IV.14 – Mécanosensibilité des cellules MDCK OS normales et Src-activées Phénotype mécanique des
cellules MDCK OS normales (avant activation, noir) et des cellules Src-activées (pendant l’activation, bleu) en fonction
de la rigidité du substrat ES (2 kPa (n=41, N=4), 10 kPa (n=71, N=8), 40 kPa (n=45, N=7) et 100 kPa (n=24, N=2)) :
aire (a), force totale (b), anisotropie de forme (c) et anisotropie de force (d). Les lignes pointillées correspondent aux
valeurs moyennes, les barres d’erreur à 95 % de l’intervalle de confiance de la moyenne des quantités mesurées.

2.4 Mesures AFM des cellules Src-activées en fonction de la rigidité du substrat

Pour aller plus loin dans la caractérisation du phénotype mécanique, nous avons mesuré en utilisant
un AFM, la rigidité et le volume des cellules avant et après ∼10 min d’activation de Src pour des cellules
MDCK OS déposées sur des substrats de rigidité 2, 10 et 40 kPa.

Rigidité cellulaire et volume Avant l’activation, nous n’observons pas de différence significative
pour la rigidité (moyenne sur toute la cellule) sur ou le volume des cellules déposées sur les différents
substrats (Figure IV.15 b,c). Nous n’avons pas analysé un nombre important de cellules, mais une
tendance se dessine : une rigidité cellulaire maximale pour une rigidité de 10 kPa. Si cette tendance
est confirmée, 10 kPa apparaîtra encore comme une rigidité particulière pour les cellules MDCK
normales. Pendant l’activation de Src, nous n’observons pas de changement significatif pour la rigidité
(gain ∼1) (Figure IV.15 e). En revanche, nous observons un petit gain en volume de l’ordre de 5 %
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pour des cellules déposées sur des substrats de rigidité 10 kPa (Figure IV.15 f).
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40 kPa (rose, n=5, N=1). (d-f) Changement relatif d’aire (d), de rigidité (e) et de volume (f) comparé à l’état avant
activation. ’n.s.’ ou les valeurs de p noires correspondent aux résultats du test U de Mann-Whitney entre les distributions
à 2, 10 et 40 kPa. ’n.s.’ ou les valeurs de p colorées (vert, bleu, rose), au-dessus de chaque distribution, correspondent
aux résultats du test U de Mann-Whitney entre cette distribution et une distribution de même taille ne contenant que
des 1.

Nous avons mesuré l’aire des cellules sur les différentes rigidités avant l’activation et pendant l’ac-
tivation. Dans les expériences d’AFM, nous n’obtenons pas le même étalement des cellules avant
l’activation, que celui mesuré dans les expériences de TFM : les cellules sur un substrat de rigidité 2
kPa sont plus étalées et les cellules sur un substrat de rigidité 10 kPa légèrement moins étalées que
dans les expériences de TFM (Figure IV.15 a). Plusieurs paramètres peuvent expliquer ces résultats :

• la méthode de mesure de l’aire est différente (somme des pixels pour lesquels la hauteur h de
la cellule est supérieure à 0)

• les contacts répétées entre la pointe AFM et la cellule pourraient perturber la cellule

De plus, lors de l’activation de Src, nous obtenons des gains en aire plus faible que ceux obtenus pour
les expériences de TFM (Figure IV.15 d). Ce résultat pourrait s’expliquer par les mesures successives
de la cellule avec la pointe de l’AFM : cela pourrait perturber la réponse en étalement des cellules
associée à l’activation de Src.
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Rigidité dans la partie lamellaire Nous avons également mesuré la rigidité dans la partie lamel-
laire (hauteur ≤ 3 µm) c’est-à-dire là où la rigidité de la cellule est maximale (Figure III.8). Une fois
encore, nous n’avons pas pu mesurer beaucoup de cellules mais il semble que la rigidité lamellaire soit
plus grande sur un substrat à 40 kPa que sur les autres substrats (Figure IV.16 a). Durant l’activation
de Src, la rigidité dans la région lamellaire dans le noir des cellules augmente de façon significative
uniquement pour la rigidité de 2 kPa (Figure IV.16 b,c).
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Figure IV.16 – Rigidité dans la région lamellaire des cellules normales (avant activation) et des cellules
Src-activées (a-b) Rigidité dans la région lamellaire (hauteur h≤ 3µm) avant activation (a) et pendant l’activation de
Src (b) pour des cellules déposées sur des substrats de rigidité 2 kPa (vert, n=17, N=3), 10 kPa (bleu, n=13, N=4) et
40 kPa (rose, n=7, N=2). (c) Changement relatif de rigidité dans la région lamellaire, comparé à l’état avant activation
pour les conditions décrites en (a-b). ’n.s.’ ou les valeurs de p noires correspondent aux résultats du test U de Mann-
Whitney entre les distributions à 2, 10 et 40 kPa. ’n.s.’ ou les valeurs de p colorées (vert, bleu, rose), au-dessus de chaque
distribution, correspondent aux résultats du test U de Mann-Whitney entre cette distribution et une distribution de
même taille ne contenant que des 1.
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Figure IV.17 – Étalement des cellules MDCK OS, soumises à une activation transitoire de Src sur du
verre (a) Étalement des cellules MDCK OS avant activation sur des substrats de 2 kPa (vert, n=41, N=4), de 10 kPa
(bleu, n=71, N=8), de 40 kPa (rose, n=45, N=7), de 100 kPa (violet, n=24, N=2) et sur du verre (marron, n=17, N=2).
(b) Aire normalisée par sa valeur moyenne avant activation des cellules MDCK OS soumises à une activation transitoire
de Src de 1 h pour les conditions décrites en (a). Les données à 2, 10, 40 et 100 kPa correspondent aux mêmes données
présentées en Figure IV.10 a et Figure IV.11 a.
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2.5 Étalement des cellules Src-activées sur le verre

Nous avons également étudié le changement de phénotype des cellules Src-activées lorsqu’elles sont
déposées sur du verre, dont la rigidité est bien plus grande (∼ 60 GPa) (Figure IV.17). Sur le verre,
l’étalement des cellules est similaire à celui obtenu pour 10, 40 et 100 kPa, confirmant la saturation
de l’étalement au dessus de 10 kPa (Figure IV.17 a). Pendant l’activation de Src, la cellule s’étale
avec un gain sensiblement plus grand que pour les autres rigidités (∼ 2) et maintient son étalement
pendant toute la durée d’activation (Figure IV.17 b). Après activation, l’aire des cellules diminue mais
ne retrouve pas la valeur d’avant activation (Figure IV.17 b). Ce résultat suggère que les cellules qui
subissent une activation de Src sur du verre adaptent leur phénotype après l’activation transitoire de
Src. Malheureusement, la mesure des forces de traction sur le verre n’est pas possible.

3 Effet de la rigidité du substrat sur la réorganisation du cytosquelette des cellules
Src-activées

La réponse mécanique des cellules à l’activation de Src étant sensible à la rigidité du substrat,
nous avons ensuite voulu étudier les changements dans l’organisation du cytosquelette des cellules
Src-activées, en fonction de la rigidité du substrat.

3.1 Dynamique de l’actine filamenteuse

Pour les 4 rigidités testées (2, 10, 40 et 100 kPa), l’activation de Src dans des cellules MDCK OS
s’accompagne de la formation de protrusions membranaires. Pour visualiser le flux rétrograde d’actine
au niveau de ces protrusions, nous avons utilisé les cellules MDCK OS LifeAct-iRFP que nous avons
déposées sur des substrats de 2 kPa (substrat "mou"), 10 kPa (rigidité intermédiaire) et 100 kPa
(substrat "rigide") (Figure IV.18 a-c). Le flux rétrograde d’actine est mesuré à partir de kymographes
générés le long de segments perpendiculaires à la membrane (voir paragraphe 10.2 du Chapitre II pour
la méthode).

Avant activation, le flux rétrograde d’actine est maximum pour le substrat de 2 kPa (vitesse
moyenne de 100 nm/s) et est plus faible pour des rigidités de 10 kPa et 40 kPa (vitesse moyenne
∼ 75 nm/s) (Figure IV.18 d). Cette observation a déjà été décrite pour des cellules MDCK : le
flux rétrograde d’actine diminue lorsque la rigidité du substrat augmente (Balcioglu et al., 2020) 4.
Après 12 min d’activation de Src, le flux rétrograde augmente de façon significative pour les rigidités
supérieures à 10 kPa mais pas pour celle à 2 kPa (Figure IV.18 e-f). Cette observation confirme que
pour des substrats de rigidité supérieure à 10 kPa, le changement de phénotype mécanique (étalement
et contractilité) associé à l’activation de Src s’accompagne d’une augmentation du flux rétrograde

4. Notons que cette tendance n’est pas toujours observée : dans le cas des cônes de croissance, la vitesse du flux
rétrograde d’actine est une fonction "biphasique" de la rigidité du substrat, elle est plus grande pour des substrats de
rigidité élevé que pour des substrats de faible rigidité (Chan & Odde, 2008).
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d’actine. Le flux rétrograde d’actine n’est pas modifié à 2 kPa qui correspond à un changement en
étalement et en contractilité plus faible que sur les substrats plus rigides.
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Figure IV.18 – Flux rétrograde d’actine des cellules MDCK OS avant et pendant l’activation de Src en
fonction de la rigidité du substrat sur lequel elles sont déposées (a-c) Images représentatives en épifluorescence
d’une cellule MDCK optoSrc isolée exprimant LifeAct-iRFP dans l’obscurité (à gauche, OFF) ou après 12 min d’activation
de Src (à droite, ON) sur un substrat de 2 kPa (a), 10 kPa (b) et 100 kPa (c). Les lignes roses sont utilisées pour générer
les kymographes montrés à droite des images. (d) Vitesse du flux rétrograde d’actine (en nm/s) dans les cellules MDCK
OS dans le noir sur un substrat de rigidité 2 kPa (vert, n=35 traces, 5 cellules), 10 kPa (bleu, n=76 traces, 6 cellules) et
100 kPa (violet, n=19, 4 cellules). (e) Vitesse du flux rétrograde d’actine (en nm/s) dans les cellules MDCK OS après
12 min d’activation de Src sur un substrat de rigidité 2 kPa (vert, n=92 traces, 5 cellules), 10 kPa (bleu, n=118 traces,
6 cellules) et 100 kPa (violet, n=22, 22 cellules). (f) Changement relatif de la vitesse du flux rétrograde d’actine des
cellules Src-activées par rapport à celle avant activation sur 2 kPa (n=5 cellules), 10 kPa (n=6 cellules) et 100 kPa (n=4
cellules). Les vitesses de flux rétrograde d’actine ont été moyennées par cellule. Les lignes noires pointillées passant par
les médianes des distributions sont des tendances qui servent de guide pour l’œil.
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3.2 Réorganisation du système adhésif

Nous avons ensuite étudié la réorganisation des adhésions focales en fonction de la rigidité du
substrat. Pour cela, nous avons utilisé des cellules MDCK OS transfectées avec la vinculine-iRFP.
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Figure IV.19 – Réorganisation du système adhésif des cellules MDCK OS lors de l’activation de Src en
fonction de la rigidité du substrat Séquence temporelle d’images en épifluorescence des adhésions focales (vinculine-
iRFP) dans des cellules MDCK optoSrc isolées, avant l’activation, pendant l’activation (15 min, 30 min et 1 h après le
début de l’activation) et 1 h après l’activation de Src (de gauche à droite), sur des substrats de rigidité 2, 10, 40 et
100 kPa (de haut en bas). Barres d’échelle : 15 µm.

L’observation de la vinculine-iRFP révèle que le nombre et la taille des adhésions focales de cellules
MDCK OS dans le noir dépendent de la rigidité du substrat (Figure IV.19). Sur des substrats "mous"
(rigidité 2 kPa), les adhésions sont peu nombreuses (en moyenne 3 par cellule) et de petite taille
(aire moyenne de 2 µm2) (Figure IV.20 a,b). Le nombre d’adhésions par cellule augmente de façon
significative avec la rigidité du substrat et se stabilise pour les rigidités supérieures à 40 kPa (en
moyenne 8 AF par cellule) (Figure IV.20 a). La taille des adhésions semble augmenter avec la rigidité
du substrat, mais pas de façon significative (Figure IV.20 b). Ces observations sont en accord avec la
littérature : l’augmentation de rigidité du substrat est associée à une augmentation du nombre et de
la taille des adhésions focales (Gupta et al., 2015).
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Figure IV.20 – Nombre et taille des adhésions focales des cellules MDCK OS soumises à une activation
transitoire de Src en fonction de la rigidité du substrat sur lequel elles sont déposées (a-b) Nombre moyen
d’adhésions focales par cellule (a) et aire moyenne des adhésions (b) avant activation sur un substrat de rigidité 2 kPa
(vert, n=6 cellules), 10 kPa (bleu, n=20 cellules), 40 kPa (rose, n=25 cellules) et 100 kPa (violet, n=4 cellules). (c-d)
Changement relatif du nombre d’adhésions (c) et de l’aire moyenne des adhésions (d) dans des cellules MDCK OS isolées
soumises à une activation transitoire de Src d’1 h pour les conditions décrites en (a-b). Les marqueurs carrés indiquent
la moyenne sur le nombre de cellules mesurées, les barres d’erreurs l’intervalle de confiance à 95 % pour la moyenne.

Pour les quatre rigidités testées, l’activation de Src s’accompagne de la formation de nouvelles adhé-
sions (augmentation d’un facteur ∼ 1,5) (Figure IV.19, Figure IV.20 c). Cette augmentation du nombre
d’AF permet certainement de soutenir l’ancrage des cellules Src-activées qui se sont étalées afin qu’elles
puissent maintenir leur aire au cours de l’activation. Au début de l’activation de Src, l’aire des adhé-
sions augmente (facteur ∼1,2), ce qui est certainement une signature de la maturation des adhésions
(Figure IV.20 d). L’aire des adhésions est maintenue pour les rigidités supérieures à 10 kPa, mais
elle ne l’est pas sur un substrat à 2 kPa (Figure IV.20 d) : les AF ne parviennent certainement pas
à maturer sur des substrats "mous" (temps de vie trop court) (Oakes et al., 2018). Ce non-maintien
de la taille des adhésions durant l’activation pourrait expliquer le fait que les cellules Src-activées ne
maintiennent pas leur aire et leur contractilité à 2 kPa (Figure IV.11 a).
Sur les substrats de rigidité 40 kPa, nous observons que certaines adhésions qui s’allongent au début de
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l’activation disparaissent sans être renouvelées (Figure IV.21). La disparition de ces adhésions après 30
min d’activation de Src pourrait être une autre explication du non-maintien du phénotype mécanique
des cellules Src-activées sur un substrat de 40 kPa .

Activation de Src

+ 15 min + 30 min

Activation de Src
+ 48 min + 1 h + 1 h

15 µm

5 µm

Avant l'activation

Après l'activation

Figure IV.21 – Disparition d’adhésions dans des cellules MDCK OS soumises à une activation transitoire
de Src sur un substrat de 40 kPa Séquence temporelle d’images en épifluorescence montrant les adhesions focales
(marquage vinculine-iRFP) d’une cellule MDCK OS soumise à une activation transitoire de Src d’1 h sur un gel de 40
kPa, montrant la disparition d’adhésions focales au cours de l’activation.

3.3 Réorganisation du réseau de fibres de stress

Enfin, nous avons examiné l’organisation des fibres de stress (FS) en fonction de la rigidité du
substrat. Pour cela, nous avons utilisé la lignée cellulaire MDCK OS avec la MRLC marquée en iRFP,
permettant de visualiser le réseau de FS de la cellule. Pour des cellules normales (avant activation),
l’organisation du réseau de fibres de stress dépend de la rigidité du substrat. Sur des substrats de
rigidités supérieures à 10 kPa, les FS sont périphériques et orientées selon l’axe d’élongation de la
cellule (Figure IV.22). En revanche, sur un substrat de 2 kPa, les FS sont plus centrales et plus fines
(Figure IV.22).
Décrivons ci-dessous la réorganisation des FS lors de l’activation de Src en fonction de la rigidité du
substrat :

• Sur un substrat de 2 kPa, après 15 min d’activation, nous observons que le signal MRLC "est
concentré" au centre de la cellule, puis la cellule retrouve un réseau intérieur de FS semblable
à celui qu’elle avait avant activation. 1 h après l’activation transitoire de Src, il n’y a plus
beaucoup de FS visibles (Figure IV.22).

• Sur un substrat de 10 kPa (voir paragraphe 3.3 du Chapitre III), après 15 min d’activation
de Src, pour une cellule polarisée (As > 0, 7), le signal MRLC se concentre au centre des FS
périphérique puis ces FS périphériques laissent la place à plusieurs FS de diamètre plus petit,
au niveau des lamellipodes formées et qui gardent la même orientation que les FS initiales. Ces
fibres sont également "entraînées" vers le centre par le flux rétrograde d’actine (Figure IV.22).
Après activation de Src, les FS formées disparaissent et la cellule retrouve une organisation
périphérique des FS. La réorganisation du réseau de FS est différente lorsque la cellule est "plus
isotrope" (As < 0, 7) : concentration du signal MRLC au centre de la cellule puis formation
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d’un réseau intérieur dense de FS de petit diamètre (Figure III.23).
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Figure IV.22 – Réorganisation du réseau de fibres de stress de cellules MDCK OS lors de l’activation
de Src en fonction de la rigidité du substrat (De gauche à droite) Images en épifluorescence représentatives
des fibres de stress (MRLC-iRFP) avant l’activation, pendant l’activation (15 min, 30 min et 1 h après le début de
l’activation) et 1 h après l’activation de Src dans des cellules MDCK OS déposées sur des substrats de 2 kPa, 10 kPa,
40 kPa, 100 kPa et sur du verre (de haut en bas). Barres d’échelle : 15 µm.

• Sur un substrat de 40 kPa La réorganisation du réseau de FS est similaire à celle observée sur
un substrat de 10 kPa, mais elle se fait plus rapidement. Pour une cellule "polarisée" (As > 0, 7),
nous observons une concentration du signal MRLC le long des FS, et rapidement l’apparition
de FS fines dans les lamellipodes formés, entraînées vers le centre par le flux rétrograde d’actine
(Figure IV.22). Pour une "cellule plus isotrope" (As < 0, 7), nous observons une concentration
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du signal MRLC au centre de la la cellule puis la formation de fibres de stress intérieures (Figure
IV.23, haut). De plus, pour plusieurs cellules, nous avons observé que les fibres de stress formées
au début de l’activation de Src, se "rétractent" ou "cassent" (Figure IV.23).

• Sur un substrat de 100 kPa, après 30 min d’activation de Src, le signal MRLC se "concentre"
au centre de la cellule. Au bout d’1 h d’activation, la cellule arbore un réseau de fibres de stress
intérieur dense et peu organisé. Après l’activation transitoire de Src, le réseau de FS disparaît
peu à peu et la cellule retrouve une organisation périphérique des FS.

• Sur du verre, nous observons qu’après 15 min d’activation, les FS périphériques de gros
diamètre ont laissé place à plusieurs FS plus fines, dans les lamellipodes formés. Cette réorga-
nisation des FS est maintenue pendant et après l’activation de Src, tout comme l’est l’étalement
des cellules (Figure IV.22).
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+ 15 min + 18 min + 3 h  Avant l'activation

Après l'activation

+ 21 min + 1 h

Activation de Src

+ 15 min + 27 min + 2 h 30 Avant l'activation

Après l'activation

+ 30 min + 1 h

15 µm

15 µm

Figure IV.23 – Disparition des fibres de stress dans des cellules MDCK OS soumises à une activation
transitoire de Src sur un substrat de 40 kPa (Haut et bas) Séquence temporelle d’images en épifluorescence
montrant deux exemples de cellules dont les fibres de stress (marquage MRLC) se "rétractent" ou "cassent" pendant
l’activation (flèches violettes).

Pendant l’activation de Src, nous mesurons une augmentation de l’aire totale et de l’intensité totale
du réseau FS pour toutes les rigidités. Pour des rigidités de 2, 10 et 40 kPa, l’aire totale du réseau de
FS augmente d’un facteur ∼1,7 et l’intensité augmente d’un facteur ∼1,9 par rapport à l’état avant
activation (Figure IV.24). Pour une rigidité de 100 kPa, l’augmentation d’aire et d’intensité est plus
importante (facteur ∼ 2 pour l’aire et facteur de ∼ 2,7 pour l’intensité). Ce nouvel arrangement des
FS est probablement responsable des changements de contractilité des cellules Src-activées sur les
différentes rigidités. Il serait donc intéressant de comprendre le lien entre les changements du réseau
de FS au cours du temps et la réponse mécanique à l’activation de Src sur les différents substrats.
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Figure IV.24 – Aire totale et intensité totale du réseau de fibres de stress de cellules MDCK OS lors de
l’activation de Src en fonction de la rigidité du substrat Aire totale (a) et intensité totale (b) du réseau de fibres
de stress de cellules MDCK OS soumises à une activation transitoire de Src d’1 h, normalisée par leur valeur moyenne
avant activation sur des substrats de rigidité 2 kPa (vert, n=36, N=5), 10 kPa (bleu, n=18, N=4), 40 kPa (rose, n=28,
N=4) et 100 kPa (violet, n=11, N=1).

3.4 Phénotype mécanique des cellules MDCK après l’activation transitoire de Src
en fonction de la rigidité du substrat

Arrondissement Après l’activation transitoire de Src, certaines cellules se détachent partiellement
du substrat, s’arrondissent pendant un certain temps puis se ré-étalent. La probabilité d’arrondis-
sement après l’activation transitoire de Src dépend de la rigidité du substrat (Figure IV.25) : elle
est maximale pour les rigidités "intermédiaires" : 40 % des cellules s’arrondissent après l’activation
transitoire de Src sur un substrat à 10 kPa et près de 50 % sur un substrat à 40 kPa. Moins de
cellules s’arrondissent après l’activation transitoire de Src sur des substrats "mous" à 2 kPa (18 %)
ou sur des substrats rigides à 100 kPa (20 %) (Figure IV.25 a). Aucune cellule ne s’arrondit après
l’activation sur du verre (Figure IV.25 a). La durée d’arrondissement semble dépendre, elle aussi de
la rigidité du substrat : elle semble aussi maximale sur des substrats de rigidité intermédiaire (Figure
IV.25 b). L’arrondissement des cellules après l’activation transitoire de Src est certainement lié à la
déstabilisation des adhésions lorsque la cellule se rétracte. Sur un substrat de rigidité 40 kPa, les fibres
de stress peuvent se "rétracter" ou "casser" lorsque la cellule s’arrondit après l’activation transitoire
de Src (Figure IV.26). La faible probabilité d’arrondissement Pr sur 2 kPa est peut-être liée au fait
que les adhésions ne sont pas assez matures à 2 kPa, et donc qu’elles sont facilement "détachables"
lorsque la cellule se rétracte. En revanche, sur des substrats rigides (100 kPa), les adhésions seraient
suffisamment matures pour ne pas être déstabilisées après l’activation transitoire de Src. D’ailleurs,
sur 100 kPa, les cellules ont une aire plus grande après l’activation transitoire de Src que celle d’avant
activation : certaines adhésions sont peut-être suffisamment matures pour pouvoir subsister même
après l’activation transitoire de Src.
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Figure IV.25 – État mécanique des cellules MDCK OS après l’activation transitoire de Src en fonction
de la rigidité du substrat (a-b) Probabilité (a) et durée d’arrondissement (b) après l’activation transitoire de Src
en fonction de la rigidité du substrat. (c-d) Écarts relatifs entre l’état avant et l’état après activation de l’aire ∆A (c)
et de la force totale ∆F (d) sur des substrats de rigidité 2 kPa (vert, n=41, N=4), 10 kPa (bleu, n=71, N=8), 40 kPa
(rose, n=45, N=7) et 100 kPa (violet, n=24, N=2) (voir Figure III.30 a, Chapitre III pour la mesure des écarts relatifs).
Les lignes noires pointillées en (c) et (d) passant par les médianes des distributions sont des tendances qui servent de
guide pour l’œil. Pour chaque distribution en (c) et (d) la mention p ou ’n.s.’ colorée indique le résultat du test U de
Mann-Whitney entre la distribution présentée et une distribution de même taille ne contenant que des 0. La mention p

ou ’n.s.’ noire indique le résultat du test U de Mann-Whitney entre les différentes distributions.

Aire et force après l’activation Sur des substrats de 2 kPa et 10 kPa, les cellules sont, en moyenne,
légèrement plus étalées qu’avant l’activation et sur un substrat de 40 kPa les cellules retrouvent un
étalement similaire à celui qu’elles avaient avant activation (Figure IV.25 c). Pour les rigidités de 2 kPa
à 40 kPa, nous observons une perte en force après l’activation : elle est de ∼ 20-30 % en moyenne si
l’on compare les états avant/après activation (Figure IV.25 d). En revanche, pour une rigidité de 100
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kPa, après l’activation transitoire de Src, les cellules sont légèrement plus étalées et plus contractiles
qu’avant l’activation de Src (Figure IV.25 c-d).

Activation de Src

+ 12 min + 1 h + 3 h  Avant l'activation

Après l'activation

+ 6 min + 1 h 15+ 16 min 

Activation de Src

+ 15 min + 1 h + 3 h  Avant l'activation

Après l'activation

+ 9 min + 30 min+ 12 min 

15 µm

15 µm

Figure IV.26 – "Arrondissement" d’une cellule après l’activation transitoire de Src (Haut et bas) Séquence
temporelle d’images en épifluorescence montrant deux exemples de cellules dont les fibres de stress (marquage MRLC)
se "cassent" ou se "rétractent" après l’activation transitoire de Src puis s’arrondissent et se ré-étalent ensuite sur leur
substrat (arrondissement dans 50 % des cas sur un gel de 40 kPa).

3.5 Rôle des adhésions dans la réponse mécanosensible des cellules à l’activation
transitoire de Src

Afin d’évaluer le rôle de la maturation des adhésions dans la réponse mécanique des cellules Src-
activées sur des substrats de différentes rigidités, nous avons utilisé les ions manganèse Mn2+ qui,
ajoutés au milieu de culture, activent les intégrines et renforcent ainsi l’accroche au substrat (Oakes
et al., 2018).
Avant activation L’ajout d’ions manganèse modifie le phénotype mécanique des cellules avant activa-
tion. Sur 2 et 10 kPa, l’ajout d’ions manganèse est responsable d’une augmentation de la contractilité
des cellules mais ne modifie pas l’étalement des cellules (Figure IV.27 a,b). En revanche, sur 40 kPa,
la contractilité n’est pas modifiée alors que l’étalement diminue (Figure IV.27 a,b). Ces résultats ne
sont pas accord avec les observations de Oakes et al. (Oakes et al., 2018) : sur un substrat de rigidité
2 kPa, ils observent un étalement de fibroblastes mais pas de modification des forces de traction.
Ces différences pourraient s’expliquer par le fait que Oakes et al. utilisent des fibroblastes et non des
cellules épithéliales.

Réponse mécanique à l’activation de Src En présence d’ions manganèse, la réponse mécanique
des cellules à l’activation de Src est modifiée uniquement sur les substrats de 2 kPa et 40 kPa. L’ajout
d’ions manganèse à 2 kPa et 40 kPa permet d’obtenir une réponse mécanique similaire à celle obtenue
à 10 kPa dans la situation contrôle sans Mn2+ : phénotype mécanique (aire, force) maintenu et d’am-
plitude maximale (Figure IV.27 c-f). Activer les intégrines permet donc de stabiliser l’état mécanique
des cellules durant l’activation de Src : la baisse en aire et en contractilité observées après 30 min
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d’activation de Src à 2 kPa et 40 kPa pourrait donc être due à la faible stabilité des adhésions focales
sur ces rigidités.
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Figure IV.27 – Réponse mécanique des cellules MDCK OS en fonction de la rigidité du substrat, en
présence d’ions manganèse (a-b) Phénotype mécanique des cellules MDCK OS avant activation dans un milieu de
culture standard (courbes bleues) sur 2 kPa (n=41, N=4), 10 kPa (n=8, N=71) et 40 kPa (n=45, N=7) ; et en présence
d’ions manganèse Mn2+ sur 2 kPa (n=27, N=2), 10 kPa (n=28, N=3) et 40 kPa (n=18, N=2) : aire (a) et force totale
(b). Pour chaque rigidité, le résultat (valeur p ou ’n.s.’) du test U de Mann-Whitney entre les données avec et sans
manganèse, est indiqué. (c-d) Changement de phénotype mécanique de cellules MDCK OS soumises à une activation
transitoire de Src dans un milieu de culture standard sur un substrat de rigidité 10 kPa (bleu, n=71, N=8) ou de rigidité
2 kPa (vert clair, n=17, N=3) ou sur un substrat de rigidité 2 kPa, en présence d’ions manganèse Mn2+ sur un substrat
de rigidité 2 kPa (vert foncé, n=27, N=2) : aire (c) et force totale (d), normalisées par leur valeur moyenne avant
activation. (e-f) Changement de phénotype mécanique de cellules MDCK OS soumises à une activation transitoire de
Src dans un milieu de culture standard sur un substrat de rigidité 10 kPa (bleu, n=71, N=8) ou de rigidité 40 kPa (rose,
n=45, N=7) ou sur un substrat de rigidité 40 kPa en présence d’ions manganèse Mn2+ (violet, n=18, N=2) : aire (e) et
force totale (f), normalisées par leur valeur moyenne avant activation.
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4. Discussion

Arrondissement des cellules L’ajout de manganèse modifie aussi la probabilité que les cellules ont
de s’arrondir après l’activation transitoire de Src : Pr diminue avec la rigidité du substrat en présence
de manganèse alors qu’elle augmente en l’absence de manganèse (Figure IV.28 a). En présence de man-
ganèse, le temps pendant lequel les cellules sont arrondies diminue significativement pour des substrats
à 10 kPa et 40 kPa (Figure IV.28 b) : l’ajout de manganèse à 10 kPa et 40 kPa stabilise les adhésions,
ce qui défavorise l’arrondissement des cellules après l’activation. En revanche, sur un substrat à 2 kPa,
en présence de manganèse, l’aire et la force sont maintenues, et la probabilité d’arrondissement aug-
mente : les adhésions sont stabilisées pendant l’activation pour maintenir le changement de phénotype
mécanique, mais pas assez stables pour empêcher l’arrondissent après l’activation transitoire de Src.
De plus, le fait que la cellule se déforme plus lors de l’activation de Src en présence de manganèse
pourrait expliquer l’augmentation de Pr. Ces observations confirment notre hypothèse selon laquelle
l’arrondissement des cellules résulte de la déstabilisation des adhésions.
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Figure IV.28 – Arrondissement des cellules MDCK OS après l’activation transitoire de Src, en fonction
de la rigidité du substrat, en présence d’ions manganèse (a-b) Probabilité (a) et durée d’arrondissement (b)
après l’activation transitoire de Src, en fonction de la rigidité du substrat dans un milieu de culture standard (courbes
bleues), ou en présence d’ions manganèse Mn2+ (courbes oranges).

4 Discussion

4.1 Mécanosensibilité des cellules MDCK avant activation

Existence d’une rigidité particulière à 10 kPa 10 kPa semble représenter une rigidité parti-
culière pour les cellules MDCK OS normales (avant activation) : les forces de traction sont faibles
(similaires à celles mesurées sur un substrat de 2 kPa), alors que l’étalement est grand (similaire à
celui obtenu pour des rigidités supérieures à 40 kPa). Balcioglu et al. ont mesuré la taille des adhé-
sions focales pour des colonies de cellules MDCK, déposées sur des substrats de rigidités différentes
(Balcioglu et al., 2020) (Figure IV.29). Ils ont montré qu’en-dessous de 9,4 kPa, la taille des adhésions
est petite. A partir de 9,6 kPa, la taille des adhésions commence à augmenter, signature d’un recru-
tement protéique permettant leur maturation. Sur des substrats de rigidité supérieure à 21 kPa, la
taille des adhésions est maximale et reste constante. Cette étude montre qu’une rigidité aux alentours
10 kPa représente une rigidité particulière pour les cellules MDCK (Figure IV.29). Nous proposons
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que les adhésions sur un substrat de 10 kPa sont suffisamment matures ( ie. ayant un temps de vie
suffisamment long) pour que les cellules Src-activées puissent maintenir un étalement élevé mais pas
assez pour tirer fortement sur le substrat et générer ainsi des forces de traction importantes.

ba

Figure IV.29 – Taille des adhésions focales dans un tissu de MDCK en fonction de la rigidité du substrat
(a) Images en immunofluorescence de l’actine (rouge), de la paxilline (vert) et du noyau (bleu) dans un groupes de
cellules MDCK sur des substrats de rigidité différente (0,4 kPa, 6,5 kPa, 9,4kPa, 21 kPa, 33 kPa et 61 kPa). Pour chaque
image, agrandissement par 4 du carré blanc indiqué sur l’image, montrant la paxilline. (b) Aire moyenne des adhésions
des cellules situées à la périphérie du groupe de cellules. Adapté de (Balcioglu et al., 2020).

a b

c

Figure IV.30 – Modèle de molecular clutch (a) Schéma explicatif des éléments composant le modèle de molecular
clutch "embrayage moléculaire", décrivant la mécanosensibilité des cellules à la rigidité du substrat, développé dans
(Elosegui-Artola et al., 2016). (b) Sur les substrats mous, le temps de transmission de la force dans l’embrayage est plus
grand que la durée de vie de la liaison intégrine-ECM, ce qui entraîne la dissociation de la liaison avant que la taline
ne puisse se déplier ou que la vinculine ne puisse se lier. (c) Sur les substrats rigides, le temps de transmission de la
force dans l’embrayage est plus grand que la durée de vie de la liaison intégrine-ECM ce qui entraîne le dépliement de la
taline, le recrutement de la vinculine et le renforcement du lien entre les adhésions et le cytosquelette d’actine. Adapté
de (Swaminathan & Waterman, 2016).

Par ailleurs, Elosegui-Artola et al. ont montré que pour des cellules fibroblastes MEF il existe un
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seuil en rigidité du substrat (5 kPa) au-dessus duquel la taline peut se déplier, condition nécessaire
pour renforcer les adhésions focales et les faire maturer (Elosegui-Artola et al., 2016). Les auteurs de
cette étude ont d’ailleurs développé un modèle de molecular clutch "embrayage moléculaire" (Figure
IV.30). En-dessous de la rigidité seuil, le temps de transmission de la force est plus grand que le
temps de vie des adhésions : les adhésions disparaissent avant que la taline ne puisse se déplier ou la
vinculine ne puisse se lier. Au-dessus de la rigidité seuil, les adhésions ont un temps de vie suffisant
pour que la force soit transmise dans l’"embrayage" permettant le dépliement de la taline et la liaison
de la vinculine. Dans nos expériences, 10 kPa est une rigidité seuil au-dessus de laquelle les forces de
traction générées par la cellule augmentent : un dépliement de la taline permettant le renforcement des
adhésions survient peut-être pour une rigidité comprise entre 10 et 40 kPa pour les cellules MDCK.
En étudiant l’organisation du cytosquelette d’actine de fibroblastes en fonction de la rigidité du sub-
strat, Gupta et al. ont montré qu’il existe une rigidité particulière séparant deux régimes (Gupta et al.,
2015) :

• un régime visqueux (pour les rigidités inférieures à une rigidité seuil) : les structures d’actine
ont un temps de vie de l’ordre de la minute, plus petit que le temps d’observation (30 min dans
leurs expériences)

• un régime élastique (pour les rigidités supérieures à une rigidité seuil) : les structures d’actine
ont un temps de vie supérieur au temps d’observation.

Sur un substrat de 2 kPa, nous avons mesuré une vitesse de flux rétrograde d’actine élevée, peu de
fibres de stress et des adhésions de petite taille (ce qui sous-entend qu’elles n’ont pas eu le temps de
maturer). En revanche, au-dessus de 10 kPa, nous avons mesuré un flux d’actine plus petit et nous
avons observé que les adhésions étaient de taille plus importante, en plus des fibres de stress de gros
diamètre à la périphérie de la cellule. Ces observations suggèrent que dans nos expériences la transition
entre un cytosquelette "visqueux" et un cytosquelette "solide" pourrait se situer entre 2 et 10 kPa.

Évolution de l’aire et de la force en fonction de la rigidité Il y a un décalage entre les courbes
d’aire et de force totale en fonction de la rigidité du substrat : l’aire augmente et atteint un plateau plus
rapidement que la courbe en force. Un tel décalage entre l’aire et la force est présent dans plusieurs
articles (Califano & Reinhart-King, 2010; Han et al., 2012; Christina Müller & Tilo Pompe, 2015)
mais est rarement commenté et aucune explication n’est avancée pour expliquer un tel décalage. Ce
décalage pour des rigidités intermédiaires, pourrait s’expliquer par un système adhésif suffisamment
mature pour permettre à la cellule de s’étaler mais pas assez pour permettre à la cellule de tirer
fortement sur son substrat.

Existence d’une rigidité optimale pour l’anisotropie de forme Nous avons mesuré un maxi-
mum pour l’anisotropie de forme pour une rigidité de substrat intermédiaire de 10 kPa. Ce résultat
confirme les observations faites dans plusieurs articles (Schwarz & Safran, 2013; Bangasser et al., 2017;
Zemel et al., 2010). Zemel et al. a montré que la polarisation des cellules souches mésenchymateuses
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hMSC est maximale sur des substrats de rigidités intermédiaires, autour de 10 kPa également (Zemel
et al., 2010). Les auteurs montrent que cette rigidité optimale est liée à un alignement maximal des
fibres de stress pour cette rigidité. Zemel et al. ont développé un modèle pour expliquer l’existence de
cette rigidité optimale : ils modélisent la cellule comme un objet actif et élastique inclus dans un milieu
infini, homogène et isotrope en 2D ou 3D. La théorie développée inclut à la fois les forces passives
qui résultent de l’élasticité de la cellule et de son substrat, mais aussi les forces actives générées et
régulées par les cellules via l’activité des myosines. Zemel et al. montrent qu’une petite asymétrie dans
la forme initiale d’une cellule adhérente entraîne une rupture de symétrie de la contrainte élastique
dans la cellule qui, à son tour, peut induire la polarisation des fibres de stress de la cellule.

L’imagerie en épifluorescence que nous avons utilisée dans cette thèse ne permet pas de visualiser
l’ensemble du réseau de fibres de stress des cellules MDCK ; nous observons principalement le réseau
périphérique de FS. Il est donc impossible de quantifier l’alignement de toutes les FS des cellules dans
notre système. Notons qu’à 10 kPa, la majorité des cellules possèdent au moins deux FS périphériques
de gros diamètre, alignées avec l’axe d’élongation de la cellule. Sur des substrats de 2 kPa ou sur des
substrats de rigidité supérieure à 40 kPa, les FS sont moins bien alignées (Figure IV.22). Bangasser
et al. ont montré que des cellules de glioblastome U251 présentent aussi un maximum d’anisotropie
de forme (maximum de "polarisation") sur des substrats de rigidité intermédiaire entre 10 et 100
kPa (Bangasser et al., 2017). Ces observations montrent que l’existence d’une rigidité optimale pour
l’anisotropie de forme n’est pas limitée aux cellules souches. La polarisation des cellules permet aux
cellules de migrer sur leur substrat, et influence d’autres fonctions cellulaires comme la différentiation
cellulaire (Vicente-Manzanares & Sanchez-Madrid, 2000).

4.2 Mécanosensibilité des cellules Src-activées

La réponse à l’activation de Src est mécanosensible Tout d’abord, nous avons montré que la
cellule répond à l’activation de Src en changeant son phénotype mécanique quelle que soit la rigidité
de son substrat. Cette réponse (amplitude, cinétique) dépend de la rigidité du substrat : la réponse
à l’activation de Src est donc mécanosensible. L’amplitude de la réponse mécanique à l’activation de
Src est minimale pour un substrat de 2 kPa et le phénotype mécanique des cellules n’est pas maintenu
sur les substrats de rigidités 2 kPa et 40 kPa :

• Sur un substrat de 2 kPa, la réponse à l’activation de Src est limitée, par rapport aux autres
rigidités : les cellules s’étalent peu et sont moins contractiles que sur les autres rigidités. De
plus, nous observons que le phénotype mécanique n’est pas maintenu. Ce résultat s’explique
notamment par le fait que les cellules forment des adhésions lors de l’activation mais que
celles-ci ne parviennent pas à maturer : après une légère augmentation de la taille des AF, la
cellule retrouve, après 30 min d’activation de Src, des adhésions de la même taille qu’avant
activation, observation en accord avec la littérature : le temps de vie des adhésions est petit
sur des substrats "mous" (Walcott et al., 2011; Oakes et al., 2018). De même, nous observons
que la réorganisation du réseau de FS lors de l’activation de Src n’est pas maintenue. Au début
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de l’activation de Src, le réseau de FS se réorganise : concentration du signal MRLC au centre
de la cellule et formation de fibres de stress, certainement à l’origine de gain en contractilité
des cellules au début de l’activation. Cependant après 30 min d’activation, la cellule retrouve
l’organisation des FS qu’elle avait avant activation. L’ajout d’ions manganèse, activateurs des
intégrines, dans le milieu de culture modifie la réponse des cellules MDCK OS à l’activation
de Src : les cellules s’étalent et deviennent plus contractiles et le phénotype mécanique est
maintenu tout au long de l’activation de Src. La réponse mécanique observée est alors similaire
à celle observée sur un substrat de rigidité 10 kPa dans des conditions standards. Ces résultats
montrent que la stabilisation et la maturation des adhésions sont essentielles pour le maintien
du phénotype mécanique au cours de l’activation de Src.

• Sur un substrat de 40 kPa, le changement de phénotype mécanique des cellules est aussi
important que sur des substrats de rigidité 10 kPa et 100 kPa mais celui-ci n’est pas maintenu
dans le temps. Nous avons montré que la stabilisation des adhésions focales par l’ajout d’ions
manganèse permet aux cellules Src-activées de maintenir leur phénotype mécanique à 40 kPa.
Ces expériences montrent que le non-maintien du phénotype mécanique lors de l’activation de
Src sur un substrat de 40 kPa pourrait être lié à la déstabilisation des adhésions focales. Nous
observons également qu’après 30 min d’activation, de nombreuses fibres de stress formées au
début de l’activation se "cassent", certainement à cause d’une tension trop forte au niveau des
FS. En présence d’ions manganèse, la réponse mécanique observée est similaire à celle observée
sur un substrat de rigidité 10 kPa dans des conditions standards. Ce résultat confirme ici aussi
que la stabilisation des adhésions permet de maintenir le changement de phénotype mécanique
associé à l’activation de Src.

Sur les substrats de rigidité 10 kPa et 100 kPa, le changement de phénotype mécanique des cellules-
activées est maximal et maintenu dans le temps. Pour ces deux rigidités, le maintien de la réorga-
nisation du réseau de FS et des adhésions relativement stables pourraient expliquer le maintien du
phénotype mécanique lors de l’activation de Src.

Une rigidité particulière à 10 kPa ? 10 kPa semble rassembler les conditions requises pour
avoir un changement de phénotype maximal lorsque Src est activée : des cellules étalées, exerçant
des forces faibles avant activation, de forme "polarisée" et caractérisée par une distribution polarisée
des forces. Nous suggérons qu’une rigidité de 10 kPa est suffisante pour que les adhésions formées
pendant l’activation de Src soient stables mais pas trop grande, ce qui pourrait déstabiliser les fibres
de stress/adhésions formées, comme nous l’observons sur un substrat de 40 kPa : les forces développées
restent supportables pour les adhésions et les fibres de stress. Notons que 10 kPa correspond à la rigidité
physiologique des tissus issus du rein (Guimarães et al., 2020), il est donc intéressant de trouver une
réponse maximale à l’activation de Src pour cette rigidité.
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État mécanique après l’activation de Src Après l’activation transitoire de Src, nous observons
une perte en force d’environ 20 % sur des substrats de 2, 10 et 40 kPa, pertes qui pourraient être
liées aux déformations de la cellule pendant l’activation. En revanche pour des rigidités de 100 kPa
ou des rigidités supérieures (ex : verre), peu ou pas physiologiques, les cellules ne retrouvent pas leur
phénotype mécanique d’avant activation : les cellules sont plus étalées et les cellules sont légèrement
plus contractiles qu’avant l’activation de Src sur les substrats de rigidité 100 kPa. Après l’activation
transitoire de Src, les cellules semblent avoir subi un changement de phénotype mécanique plastique,
opposé à celui observé sur 2, 10 et 40 kPa. Sur ces rigidités "dures", après l’activation de Src, les cellules
ont conservé en partie l’organisation des fibres de stress qu’elles ont acquises au cours de l’activation
(Figure IV.22). Cela pourrait expliquer le fait que pour ces rigidités, les cellules ne retrouvent pas
leur étalement d’avant activation : l’activation transitoire de Src est responsable d’un changement
plastique du cytosquelette des cellules. Ces observations sont en accord avec la littérature (Klomp
et al., 2016; Shaaya et al., 2020) : Klomp et al. ont montré que suite à une activation transitoire de
Src (utilisation du système Rap-R, présenté dans le Chapitre I), les cellules déposées sur du verre
sont plus étalées qu’avant l’activation (Klomp et al., 2016). Suite à une activation transitoire de Src,
Klomp et al. observent un nouvel étalement des cellules. Il expliquent ces changements morphologiques
"secondaires" par l’activation de voies de signalisation telles que Rac1-Arp 2/3 et PI3/Akt. Ces deux
voies de signalisation pourraient donc jouer un rôle dans l’étalement des cellules sur du verre observé
après l’activation transitoire de Src.
Notons qu’en présence de manganèse, les cellules MDCK OS déposées sur un substrat de 40 kPa suite
à l’activation de Src sont plus étalées qu’avant activation, semblable au phénotype observé sur des
substrats de rigidité supérieure à 100 kPa. Ces cellules retrouvent d’ailleurs un état contractile similaire
à celui d’avant activation. Ces résultats suggèrent que la stabilité des adhésions joue un rôle essentiel
dans la perte de forces après l’activation : il n’y a pas de perte mécanique, lorsque les adhésions sont
suffisamment stables.

Paramètres à étudier D’autres paramètres pourraient jouer un rôle dans les réponses mécaniques
à l’activation de Src, observées sur les substrats de rigidité différente, et devraient être étudiés :

• La densité de fibronectine recouvrant les substrats : Le dépôt de fibronectine sur les
substrats de différentes rigidité devrait être mesuré car il pourrait participer à la mécanosensibi-
lité des cellules : pour un même temps d’incubation, la densité de fibronectine déposée pourrait
dépendre de la rigidité du substrat. Or, de nombreuses études ont montré l’importance de la
concentration de protéine adhésive sur l’état mécanique des cellules : les cellules exercent plus
de forces lorsque la concentration de protéines qui recouvre le substrat augmente (Califano &
Reinhart-King, 2010).

• Les voies de signalisation : Dans le Chapitre III de ce manuscrit, nous avons identifié les
acteurs moléculaires à l’origine du changement de phénotype mécanique des cellules sur un
substrat de rigidité 10 kPa. Les voies de signalisation activées lors de l’activation de Src dans
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des cellules déposées sur des substrats de rigidité pourraient être différentes. Paszek et al. ont
d’ailleurd montré que certaines protéines sont activées pour des rigidités élevées (∼5 kPa) alors
qu’elles ne le sont pas pour des rigidités plus faibles (∼400 Pa) (Paszek et al., 2005). Cependant,
le fait d’observer un changement de phénotype mécanique (étalement, contractilité) "similaire"
ainsi qu’une réorganisation du cytosquelette "similaire" pour toutes les rigidités suggèrent que
les voies de signalisation activées pourraient être les mêmes que celles activées à 10 kPa.

• Action des phosphatases : Des cellules MDCK soumises à une activation prolongée de Src
sur un substrat de 10 kPa, ne maintiennent pas leur contractilité au delà de 1 h d’activation, ce
qui pourrait résulter de l’inhibition de Src par les phosphatases. Sur un subtrat de 40 kPa, le
gain en contractilité des cellules Src-activées n’est pas maintenu et diminue rapidement après
20 min d’activation de Src. L’inhibition des phosphastases pourrait dépendre de la rigidité du
substrat : elles pourraient, par exemple, inhiber plus rapidement le changement de phénotype
mécanique des cellules sur un substrat de rigidité 40 kPa que celui des cellules sur un substrat
de rigidité 10 kPa.

• Type cellulaire : De nombreuses études ont montré que la mécanosensibilité du substrat
dépendait du type cellulaire (Janmey et al., 2020). Nous pourrions par exemple étudier la
réponse mécanique des cellules MEF à l’activation de Src en fonction de la rigidité du substrat.
Il serait intéressant de déterminer si pour ces cellules, 10 kPa est aussi une rigidité particulière
pour la réponse à l’activation de Src.

159



Chapitre V

Conclusion & Perspectives

Table des matières
1 Principaux résultats . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 160
2 Bilan . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 162

2.1 Caractériser le phénotype mécanique des cellules transformées sur des sub-
strats de rigidité physiologique... . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 162

2.2 ...et dans le temps . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 163
2.3 Des outils adaptés à l’étude du phénotype mécanique dans le temps sur des

substrats de rigidités physiologiques . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 163
2.4 Identifier des "marqueurs mécaniques" . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 164

3 Questions ouvertes . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 164
3.1 Trouver la cascade d’activation à l’origine du changement de phénotype mé-

canique des cellules Src-activées . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 164
3.2 Lier la réorganisation du réseau de fibres de stress au gain en contractilité

des cellules Src-activées . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 165
3.3 Comprendre la perte de force après l’activation de Src . . . . . . . . . . . . . 165
3.4 Modéliser la mécanosensibilité des cellules épithéliales MDCK normales et

Src-activées . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 166
4 Perspectives . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 166

4.1 Des stratégies pour limiter le changement de phénotype mécanique des cellules
Src-activées ? . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 166

4.2 Que se passe-t-il à l’échelle du tissu ? . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 167
4.3 Que se passe-t-il en 3D ? . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 168

1 Principaux résultats

Dans cette thèse, nous avons étudié la réponse biomécanique de cellules épithéliales à l’activation
de l’oncoprotéine Src. L’utilisation de l’optogénétique nous a permis de contrôler dans le temps et de
manière réversible l’activation de l’oncoprotéine Src dans des cellules épithéliales uniques, déposées sur
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des gels de polyacrylamide de rigidité donnée. Les cellules ont été soumises à une activation transitoire
de Src d’1 h et nous avons mesuré la réponse biomécanique des cellules en utilisant la TFM (mesure
des forces de traction) et en observant les principaux composants de leur cytosquelette.

Nous avons d’abord caractérisé le changement de phénotype biomécanique associé à la suractivation
de Src de cellules déposées sur un substrat de rigidité 10 kPa (Chapitre III).

Nous avons montré que :

• les cellules Src-activées s’étalent, exercent plus de force de traction, ont une forme plus isotrope
et une distribution des forces plus isotrope que les cellules "normales".

• l’étalement des cellules Src-activées requiert l’activation de la voie de signalisation Rac1-Arp2/3.
• le gain en contractilité des cellules Src-activées est indépendant de la voie de contractilité

classique Rho/ROCK et repose sur l’activation de la kinase MLCK. De plus, il nécessite un
flux de calcium, provenant en partie du réticulum endoplasmique.

• l’activation de Src ne change pas la rigidité corticale des cellules mais est responsable d’une
légère augmentation de leur volume.

• le changement de phénotype mécanique des cellules Src-activées s’accompagne d’une réorgani-
sation du cytosquelette : augmentation du flux rétrograde d’actine, augmentation du nombre
et de la taille des adhésions focales et réorganisation du réseau de fibres de stress périphériques
("concentration des myosines" sur les fibres de stress puis apparition de fibres de stress plus
fines). Cette réorganisation du réseau de fibres de stress est d’ailleurs MLCK-dépendante.

• après l’activation transitoire de Src, 40% des cellules s’arrondissent. Cet arrondissement dure en
moyenne 40 min avant que les cellules ne se ré-étalent sur leur substrat. Nous avons également
montré que cet arrondissement était certainement lié à la déstabilisation des adhésions après
l’activation transitoire de Src.

• Après l’activation transitoire de Src, la cellule ne retrouve pas son phénotype mécanique d’avant
activation : il y a une perte mécanique (perte en force).

• des fibroblastes Src-activés ont une réponse similaire à celle des cellules épithéliales mais re-
trouvent après l’activation, leur état mécanique d’avant activation.

Ensuite, nous nous sommes intéressés aux interactions des cellules Src-activées avec leur environne-
ment. Nous avons choisi d’étudier un aspect de ces interactions : l’effet de la rigidité du substrat sur
la réponse biomécanique des cellules à l’activation de Src (Chapitre IV). Nous avons montré que :

• les cellules Src-activées s’étalent et deviennent plus contractiles quelle que soit la rigidité du
substrat.

• la réponse (amplitude, évolution temporelle) à l’activation de Src est mécano-sensible, elle
dépend de la rigidité du substrat sur lequel les cellules sont déposées

• l’amplitude de la réponse est minimale sur un substrat peu rigide (2 kPa)
• le changement de phénotype mécanique (étalement, contractilité) n’est maintenu que sur des

substrats de rigidité 10 kPa et 100 kPa. Il n’est pas maintenu sur des substrats de rigidité 2 kPa
et 40 kPa. À 2 kPa, les adhésions et les fibres de stress disparaissent au cours de l’activation.
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À 40 kPa, nous observons la déstabilisation de certaines adhésions/fibres de stress au cours de
l’activation.

• 10 kPa est une rigidité intermédiaire particulière pour laquelle le changement de phénotype
mécanique est maximal et maintenu pendant la durée de l’activation.

• la stabilisation des adhésions (via l’ajout d’ions manganèse) permet d’obtenir un changement
de phénotype mécanique maximal et maintenu pendant 1 h sur les substrats de rigidité 2 et 40
kPa, similaire à celui observé sur un substrat de rigidité 10 kPa.

• le nombre de cellules s’arrondissant après l’activation transitoire de Src est maximal sur des
substrats de rigidité intermédiaire de 10 et 40 kPa.

• après l’activation transitoire de Src, nous observons une perte de force pour des substrats de
rigidité inférieure à 40 kPa (20 %) alors que pour un substrat de rigidité 100 kPa, les cellules
sont légèrement plus étalées et contractiles qu’avant l’activation.

2 Bilan

2.1 Caractériser le phénotype mécanique des cellules transformées sur des sub-
strats de rigidité physiologique...

Notre étude a montré que le phénotype mécanique des cellules normales et des cellules Src-
transformées est mécanosensible : il dépend de la rigidité du substrat. De nombreuses études in vitro
décrivent les changements de propriétés des cellules transformées et cancéreuses sur du verre (rigidité
de ∼60 GPa). Or les comportements des cellules peuvent être différents sur des substrats de rigidité
physiologique (rigidité de 0,5 kPa à 100 kPa) et varier en fonction de ces rigidités. Panciera et al.
ont par exemple montré que des cellules de sein surexprimant HER se transforment sur des substrats
de rigidité élevée (40 kPa) alors qu’aucune transformation n’est observée sur des substrats de rigidité
plus faible (Panciera et al., 2020). Les changements de phénotype observés sur du verre ne sont pas
forcément pertinents dans le contexte physiologique. En particulier, notre étude révèle que sur des ri-
gidités peu ou pas physiologiques (100 kPa, verre), les cellules semblent subir un changement plastique
de leur phénotype mécanique : après l’activation transitoire de Src, les cellules sont par exemple plus
étalées qu’avant l’activation. Un tel changement n’est pas observé pour les rigidités physiologiques
de 2, 10 et 40 kPa. Cela montre l’importance d’étudier les changements biomécaniques associés à
l’activation d’oncogène sur des rigidités physiologiques. De plus, des études récentes montrent que les
cellules cancéreuses ont une mécanosensibilité altérée comparé aux cellules normales, ce qui pourrait
leur conférer un avantage sur les cellules normales pour proliférer et envahir les tissus environnants.
Certaines cellules cancéreuses n’adaptent pas leur phénotype à la rigidité du substrat ou ont une du-
rotaxie inversée. Étant donné que la rigidité de la MEC évolue dans le temps, comprendre comment
une cellule cancéreuse adapte son phénotype mécanique à différentes rigidités permettra certainement
de mieux comprendre la cascade métastastique (Gensbittel et al., 2020).
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2.2 ...et dans le temps

In vivo les cellules font face à de nombreuses perturbations qui affectent leur phénotype mécanique.
Mesurer dans le temps le phénotype mécanique des cellules soumises à des perturbations (mécanique,
oncogénique,...) permet d’étudier l’adaptation du phénotype mécanique de la cellule face à ces change-
ments. Andersen et al. ont ainsi montré que des fibroblastes soumis à une activation courte de RhoA
(durée de 100 ms), à l’origine d’une augmentation de contractilité, retrouvent leur état contractile
initial quelques minutes après l’activation (Andersen et al., 2022). Dans les cas pathologiques, les pro-
cessus d’adaptation face à des perturbations peuvent être altérés (Paszek et al., 2005). Il existe peu
d’études mesurant les forces de traction des cellules transformées ou cancéreuses au cours du temps.
Pourtant l’évolution temporelle des forces de traction pourrait être un marqueur du pouvoir invasif
des cellules : Peschetola et al. ont montré que des cellules cancéreuses RT112 exercent des forces à
peu près constantes sur une période de ∼1 h alors que des cellules cancéreuse T24, plus invasives
et motiles, présentent des forces de traction plus faibles qui varient au cours du temps (Peschetola
et al., 2013). Dans cette thèse, la mesure du phénotype mécanique de cellules MDCK soumises à une
activation de Src montre que la réponse mécanique à l’activation de Src dépend de la rigidité : sur un
substrat de 40 kPa, une mesure des forces de traction après 15 min d’activation Src donne une valeur
plus élevée qu’après 1 h d’activation de Src : cet exemple montre l’importance de ne pas caractériser
des phénotypes mécaniques pour un seul point de temps, mais au cours du temps.

2.3 Des outils adaptés à l’étude du phénotype mécanique dans le temps sur des
substrats de rigidités physiologiques

Les outils (optogénétique, TFM, marquage du cytosquelette) que nous avons utilisés dans cette
thèse permettent à la fois de réaliser des expériences sur des substrats de rigidités physiologiques
et d’étudier dans le temps la réponse biomécanique à l’activation de Src. Ces outils ont permis de
lier la transformation par une oncoprotéine à la réorganisation du cytosquelette et aux changements
de propriétés morphologiques et mécaniques des cellules. La TFM permet de mesurer les propriétés
mécaniques au cours du temps sans la perturber, de manière non invasive, sur des substrats de rigi-
dités physiologiques et sur des temps longs. L’outil optogénétique permet, quant à lui, de contrôler
l’activation de l’oncoprotéine Src dans le temps, et de manière réversible. Cela présente plusieurs
avantages :

• Étudier des réponses normalisées : En mesurant le phénotype mécanique avant l’activation
et pendant l’activation de Src, nous pouvons étudier des réponses mécaniques "normalisées".
Une cellule est en quelque sorte son propre contrôle : la même cellule est mesurée dans son
état "normal" et dans son état "transformé". Cela nous a permis d’observer l’effet de Src sur le
phénotype mécanique indépendemment du phénotype mécanique des cellules avant l’activation.

• Étudier les voies de signalisation : L’optogénétique a également permis d’identifier les voies
de signalisation liée à l’activation de Src. Couplé à d’autres méthodes (pharmacologiques, géné-
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tiques), elle permet de décortiquer la cascade temporelle d’activation des voies de signalisation
suite à l’activation de la protéine d’intérêt (Shaaya et al., 2020).

• Étudier l’adaptation/la plasticité du phénotype mécanique : L’optogénétique permet
d’activer des protéines de façon réversible. Cependant l’activation de cette protéine peut avoir,
elle, des effets sur l’état mécanique irréversibles : elle pourrait être responsable de changements
plastiques du phénotype mécanique des cellules. Des études ont montré que suite à des étire-
ments mécaniques, les cellules ne retrouvent pas leur état mécanique initial, ce qui pourrait être
lié à des changements plastiques dans le cytosquelette des cellules (Cirka et al., 2016; Rosowski
et al., 2018). Ainsi, après l’activation transitoire de Src, nous avons montré que les cellules
peuvent ne pas retrouver leur phénotype mécanique d’avant activation.

2.4 Identifier des "marqueurs mécaniques"

De nombreuses études se sont attachées à décrire les nouvelles propriétés biomécaniques acquises
par les cellules cancéreuses au cours du processus tumoral. Ces caractéristiques pourraient permettre
d’identifier le pouvoir invasif ou métastatique des cellules (Tseng et al., 2011; Kraning-Rush et al.,
2012; Li et al., 2017). Elles pourraient ainsi permettre de prédire le stade d’avancement d’un cancer,
son aggressivité ou encore de contrôler l’efficacité d’un traitement anti-cancéreux en observant l’évolu-
tion des propriétés des cellules au cours du traitement. Cependant, peu d’études portent sur l’évolution
de ces propriétés mécaniques au stade précoce de la progression tumorale : lors de la transformation
oncogénique. Notre étude apporte un nouvel éclairage sur le changement de phénotype biomécanique
qui accompagne la transformation par une oncoprotéine. De manière spéculative, ces nouvelles carac-
téristiques pourraient servir de "marqueurs mécaniques" de la transformation des cellules par Src.

3 Questions ouvertes

3.1 Trouver la cascade d’activation à l’origine du changement de phénotype mé-
canique des cellules Src-activées

Les expériences de pharmacologie nous ont permis d’identifier les principales voies de signalisa-
tion impliquées dans le changement de phénotype mécanique des cellules Src-activées. Cependant de
nombreux points restent à élucider, notamment sur la séquence temporelle d’activation des différentes
voies de signalisation dans le temps. Nous avons identifié des acteurs moléculaires qui semblent agir
plutôt au début de l’activation (MLCK) et des acteurs comme les myosines II agissant plutôt dans la
deuxième partie de l’activation. Nos expériences ne nous ont pas permis de reconstituer une séquence
temporelle d’activation claire des acteurs moléculaires. L’approche pharmacologique pourrait être en
cause. En effet, les inhibiteurs utilisés ont une sélectivité limitée. De plus, nous nous sommes appuyés
sur la littérature pour déterminer la concentration d’inhibiteur à utiliser, mais nous n’avons pas pu
quantifier l’inhibition réelle ni sa durée. L’inhibition a pu être évaluée en comparant le phénotype
mécanique des cellules en l’absence et en présence d’inhibiteurs dans le noir mais cela n’a pas toujours
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suffi pour s’assurer de l’efficacité des drogues. Enfin, l’optogénétique peut aussi poser problème et
induire des effets phototoxiques : la para-nitro blebbistatine (version non photo-toxique de la blebbi-
statine) n’a d’ailleurs pas pu être utilisée pour des concentrations supérieures à 1 µM : contrairement
à ce qui est rapporté, cela pourrait être dû à l’utilisation de la lumière bleue dans nos expériences.
À cette concentration, il est possible que l’activité des myosines II ne soit pas entièrement inhibée et
cette inhibition partielle pourrait expliquer l’allure des courbes obtenues (Figure III.15). Enfin, nous
ne pouvons pas exclure que les inhibiteurs ne modifient pas la cinétique de la réponse mécanique des
cellules. Afin d’inhiber de façon plus spécifique un acteur moléculaire, des expériences utilisant des
siARN pourraient s’avérer utiles. Elles permettraient certainement de mieux comprendre la séquence
temporelle d’activation des acteurs moléculaires impliqués dans l’activation de Src.

3.2 Lier la réorganisation du réseau de fibres de stress au gain en contractilité des
cellules Src-activées

La cellule Src-activée réorganise son réseau de fibres de stress. Nous avons observé que l’activation
de Src est responsable d’une concentration des myosines II le long des fibres de stress. Il reste à savoir
quel acteur moléculaire est responsable de ce phénomène et si cette "concentration" de myosines II
peut être responsable du gain en contractilité des cellules au début de l’activation de Src. Nous avons
aussi observé la formation de fibres de stress plus fines (arcs transverses ou fibres ventrales). Pour le
moment, nous n’avons pas évalué le rôle de l’activité des myosines sur cette réorganisation des fibres
de stress : pour cela, nous pourrions observer les fibres de stress lorsque les myosines II sont inhibées
(en utilisant de la para-nitro blebbistatine). De plus, il serait intéressant de comprendre comment
ce réseau de fibres de stress fines permet à la cellule épithéliale Src-activée d’être plus contractile
qu’avant l’activation. Nous n’avons pas pu mesurer les forces de traction et observer la réorganisation
des fibres de stress en même temps (en raison de notre système optogénétique qui limite les canaux
de fluorescence utilisables). Cependant ces expériences s’avéreraient intéressantes pour relier finement
la réorganisation du réseau de fibres de stress au gain en contractilité des cellules Src-activées.

3.3 Comprendre la perte de force après l’activation de Src

Après l’activation transitoire de Src, les cellules épithéliales MDCK déposées sur des substrats de
rigidité inférieure à 40 kPa ne retrouvent pas leur état mécanique d’avant activation. La perte en force
est en moyenne de ∼ 20%. Cependant, il existe plusieurs situations pour lesquelles nous n’observons
pas de perte mécanique suite à l’activation de Src :

• cellules MDCK OS sur un substrat de rigidité 100 kPa
• cellules MDCK OS sur un substrat de rigidité 40 kPa, en présence d’ions manganèse
• cellules MDCK OS sur un substrat de rigidité 10 kPa lorsque les canaux calciques sont inhibés
• fibroblastes MEF sur un substrat de rigidité 10 kPa.

Nous n’avons pas identifié de paramètres morphologiques ou mécaniques (valeur avant activation, am-
plitude de changement pendant l’activation) permettant de prédire cette perte mécanique des cellules
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après l’activation. D’autres paramètres devront donc être étudiés pour comprendre l’origine de cette
perte mécanique.

3.4 Modéliser la mécanosensibilité des cellules épithéliales MDCK normales et
Src-activées

Dans cette thèse, nous avons étudié la mécanosensibilité de cellules épithéliales MDCK et l’altéra-
tion de cette mécanosensibilité lorsque Src est activée. Il serait intéressant de modéliser la réponse à
la rigidité du substrat des cellules normales et celle des cellules Src-activées. Dans le cas des cellules
MDCK "normales", nous avons montré que 10 kPa est une rigidité particulière : rigidité au-dessus de
laquelle les forces de traction augmentent et rigidité qui maximise la polarisation de la forme et de la
distribution des forces de traction. Dans le cas des cellules MDCK Src-activées, 10 kPa est aussi une
rigidité particulière pour laquelle le changement de phénotype mécanique est maximal et maintenu
pendant l’activation. La question est de savoir si l’on peut prédire cette réponse maximale à 10 kPa
en considérant l’état mécanique des cellules avant l’activation. Pour cela, nous aimerions nous inspirer
des modèles développés par Doss et al. et Zemel et al. (Zemel et al., 2010; Doss et al., 2020) : la cellule
serait modélisée comme un gel actif, visqueux pour une rigidité de 2 kPa et élastique pour une rigidité
plus élevée et caractérisée par une polarisation maximale de la forme et de la force sur un substrat de
rigidité 10 kPa.

4 Perspectives

4.1 Des stratégies pour limiter le changement de phénotype mécanique des cel-
lules Src-activées ?

Agir sur le changement de contractilité des cellules plutôt que sur Src De nombreuses
études ont montré que la suractivation de Src dans les cellules augmentait le pouvoir invasif et méta-
statique des cellules. Cependant les agents anti-cancéreux visant l’inhibition de Src comme le dasatinib
(Aleshin & Finn, 2010; Mayer & Krop, 2010) ont rencontré un succès limité. L’inhibition de Src peut
être au désavantage du patient en raison du rôle de Src dans de nombreux processus physiologiques.
Plutôt que d’inhiber Src, il pourrait être intéressant d’inhiber les changements de phénotype méca-
nique lié à l’activation de Src, en particulier l’augmentation de la contractilité des cellules. En effet
Kraning-Rush et al. ont montré que l’accroissement des forces de traction était lié à une augmentation
du pouvoir métastatique des cellules (Kraning-Rush et al., 2012). Dans cette thèse, nous avons montré
que le changement de contractilité des cellules repose en partie sur l’activation de la kinase MLCK et
non sur l’activation de la voie de contractilité classique Rho/ROCK. Inhiber MLCK pourrait s’avérer
utile pour diminuer le changement de contractilité des cellules Src-activées et donc potentiellement
leur pouvoir invasif.
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Agir sur la rigidité de la MEC En faisant varier la rigidité des gels de PAA, nous avons pu
étudier les altérations de la mécanosensibilité des cellules transformées par Src. Nous avons montré
que la réponse des cellules épithéliales à l’activation de Src était plus faible sur un substrat de 2 kPa
que pour des rigidités plus élevées. Notre étude révèle également que 10 kPa est une rigidité particulière
pour laquelle le changement de phénotype mécanique des cellules épithéliales à l’activation de Src est
maximal. Au cours du processus tumoral, l’augmentation de rigidité de l’ECM pourrait favoriser un
changement de phénotype mécanique important des cellules Src-activées. Une stratégie pour contrer
les effets de l’activation de Src pourrait consister à limiter la rigidification de l’ECM qui peut avoir
lieu au cours du processus tumoral (rigidité ≤ 2 kPa).

4.2 Que se passe-t-il à l’échelle du tissu ?

La cellule n’est pas isolée et interagit avec de nombreuses cellules. Src en particulier est essentiel
dans la régulation des adhésions entre cellules au sein d’un tissu. Son activation est notamment res-
ponsable d’un relâchement de la tension des E-cadhérines (Gayrard et al., 2018; Teo et al., 2020a). En
effet, nous observons que l’activation de Src dans des petits groupes de cellules MDCK OS déposées
sur du verre est responsable d’une diminution de l’adhésion entre les cellules : après 3 h d’activation
de Src, les cellules commencent à se détacher les unes des autres (Figure V.1). Notons que ce compor-
tement est moins visible sur des gels de PAA de rigidité 10 kPa, ce qui montre l’importance d’étudier
l’effet de l’activation sur des substrats de rigidités physiologiques.

50 µm

Activation de Src
+ 30 min + 2 h Avant l'activation + 3 h + 3 h 30 

Figure V.1 – Réponse mécanique d’un groupe de cellules déposé sur du verre à une activation prolongée
de Src Images en contraste de phase montrant un groupe de cellules MDCK OS déposées sur du verre, soumise à une
activation prolongée de Src : les cellules commencent à se détacher les unes des autres au bout de 3 h d’activation.

Nous avons montré que la réponse mécanique d’un petit groupe de cellules à l’activation de Src était
similaire à celui de cellules uniques. Nous avons caractérisé le changement de phénotype mécanique à
l’échelle de la cellule unique et étudier son interaction avec son substrat. La question est de savoir ce
qu’il se passe à l’échelle d’un tissu de cellules Src-activées : l’interaction avec les autres cellules modifie-
t-elle la réponse biomécanique à l’activation décrite à l’échelle de la cellule unique ? Étant donné que
Src agit à la fois sur le système adhésif avec la MEC et sur le système adhésif entre cellules, il serait
intéressant d’étudier comment Src coordonne ces deux systèmes et quelles sont les conséquences sur
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les propriétés mécaniques à l’échelle du tissu. In vivo et in vitro, des mouvements collectifs peuvent
émerger, mouvements qui ont un rôle dans la cicatrisation, ou encore l’invasion tumorale (Ladoux &
Mège, 2017). Il serait donc intéressant d’étudier l’effet d’une suractivation de Src sur ces mouvements
collectifs de cellules.

4.3 Que se passe-t-il en 3D ?

Dans cette thèse, toutes nos expériences ont été réalisées sur un substrat 2D. Cependant, une étude
du phénotype mécanique des cellules Src-activées dans une matrice 3D permettrait de s’approcher
d’une situation plus physiologique. Le changement de phénotype biomécanique est-il similaire dans
une matrice 3D ? Polackwhich et al. ont montré que des cellules épithéliales MDA-MB-231 Src-activées
dans un gel de collagène 3D étaient plus volumineuses et exerçaient plus de forces de traction que des
cellules wt (Polackwich et al., 2013). De plus, ils ont montré une ré-organisation des adhésions focales
associée à l’activation de Src, similaire à celle que nous avons décrite. Le phénotype mécanique des
cellules Src-activées sur un substrat 2D semble similaire lorsque les cellules sont placées dans un
environnement 3D. La question suivante serait donc de savoir si les voies de signalisation identifiées
dans notre étude sont les mêmes dans un environnement 3D.
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Annexe A

Méthode de PIV

Historiquement, cette méthode a été introduite pour mesurer des vitesses d’écoulement hydrody-
namique après incorporation de traceurs contrastés dans le fluide d’intérêt (Grant, 1997). De manière
générale, pour des images de microscopie en niveaux de gris, la PIV consiste à calculer la corrélation
de la matrice des niveaux de gris entre deux sous-fenêtres d’images successives pour obtenir le dépla-
cement local puis le champ de vitesse locale (Figure A.1). La PIV fonctionne aussi pour mesurer des
vitesses à partir d’images de cellules en contraste de phase.

Corrélation

Vecteur vitesse des particules

Champ des vitesses

temps temps

Figure A.1 – Principe de la PIV (a) L’image des particules est divisée en sous-fenêtres. Pour chaque sous-fenêtre, on
calcule la corrélation entre son image à l’instant t et son image à l’instant t+∆t. La position du maximum de corrélation
permet d’obtenir le déplacement moyen entre les deux sous-fenêtres et ainsi le vecteur vitesse des particules. En répétant
cette procédure sur toutes les sous-fenêtres de l’image, on obtient le champ des vitesses locales dans l’image (représenté
par les flèches). Adapté de (Min Choi et al., 2011).
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Annexe B

Reconstruction du champ de forces de
traction

cellule

Déplacements des billes mesurés 
expérimentalement

Reconstruction du champ 
de forces de traction 

Figure B.1 – Mesure des forces de traction en utilisant la TFM Les cellules sont placées sur un gel contenant des
billes. Le suivi des marqueurs permet de mesurer les déformations u⃗ dans l’environnement de la cellule. Ces déformations
sont linéairement liées aux forces de traction f⃗ . Le calcul des forces f⃗ à partir des déplacements u⃗ est associé à l’inversion
d’une matrice M , effectuée avec différentes méthodes de reconstruction. Adapté de (Huang et al., 2019)

1 Procédure de régularisation

L’équation liant le déplacement des billes u⃗ aux forces de traction f⃗ est donnée par (Burton &
Taylor, 1997) :

u⃗(r⃗) =
∫

r⃗′∈Ω
G(r⃗ − r⃗′)f⃗(r⃗′)dr⃗′ (B.1)

où
• r⃗ : vecteur position
• G(r⃗) : fonction de Green qui dépend des propriétés du substrat (définie dans le Chapitre I de

ce manuscrit)
• Ω : surface du substrat

L’intégrale de l’équation B.1 peut être convertie en un produit matriciel en discrétisant le champ de
traction (voir (Soiné et al., 2015) et (Huang et al., 2019) pour plus de détails) et devient alors :

u⃗ = Mf⃗ + s⃗ (B.2)
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2. Qualité de la reconstruction

où la matrice M représente les coefficients d’une intégration discrétisée et s⃗ le bruit d’acquisition,
présent dans les données expérimentales. L’inversion directe de l’équation B.2 peut induire des erreurs
importantes dans la reconstruction des forces de traction. Pour limiter ces erreurs, une procédure de
régularisation est employée : elle consiste à minimiser le résidu (Mf⃗ − u⃗) ainsi que la norme des forces.
La procédure de régularisation consiste ainsi à résoudre un problème de minimisation de type :

ˆ⃗
f = argmin

f⃗

[
∥Mf⃗ − u⃗∥2

2 + λ1∥R1f⃗∥1 + λ2∥R2f⃗∥2
2

]
(B.3)

où
• argmin donne la valeur de f⃗ pour laquelle la fonction entre crochets atteint son minimum.
• les normes ∥.∥1 et ∥.∥2 sont données par : ∥x⃗∥1 = ∑

k |xk| et ∥x⃗∥2 = ∑
k x2

k avec k la dimension
du vecteur x⃗ et xk sa k-ième coordonnée.

• R1 et R2 sont les matrices identité R1 = R2 = I

Les procédure de régularisation les plus utilisées en TFM sont les suivantes :
• la régularisation L1, appelée également régularisation de Lasso (Tibshirani, 1996), est réalisée

en prenant λ2 = 0, λ1 > 0 (Suñé-Auñón et al., 2017). Elle est plus adaptée aux champs de forces
plus éparses, mais ne permet pas d’obtenir de solution analytique pour le minimum global.

• la régularisation L2, appelée régularisation de Tikhonov (Tikhonov et al., 1995), est réalisée
en prenant λ2 > 0 et λ1 = 0. C’est la technique de régularisation la plus utilisée pour la TFM.
Cette méthode est simple et est de plus robuste pour le problème d’inversion dans l’espace
réél et également dans l’espace de Fourier. Elle permet de reconstruire un champ de forces de
traction continu et lisse (Schwarz et al., 2002; Sabass et al., 2008).

2 Qualité de la reconstruction

La qualité de la reconstruction des forces de traction à partir du déplacement des billes du gel
peut être évaluée en comparant la somme vectorielle des forces de traction T⃗ (en Pa) de la cellule
avec la force totale exercée par la cellule sur son substrat (somme de la norme des forces). En effet, la
cellule étant isolée, la somme des forces de traction qu’elle exerce sur son substrat devrait être nulle.
En raison du bruit expérimental et des erreurs liées à la reconstruction numérique des forces, cette
somme n’est rigoureusement pas nulle. On définit alors le facteur de qualité Q de la reconstruction
des forces de traction :

Q = 1 −
∑

masqued
T⃗∑

masqued
∥T⃗∥

(B.4)

où masqued correspond au masque dilaté de la cellule d’une distance de 32 pixels soit 7,68 µm. La
dilatation du masque de cellule permet de prendre en compte toutes les forces exercées par la cellule
sur son substrat (voir paragraphe 7.3 pour plus de détails). La reconstruction des forces est considérée
comme acceptable lorsque ce facteur de qualité est supérieur à 0,85 (Maruthamuthu et al., 2011)
(Figure II.6 c) : 15 % des forces de traction de la cellule au maximum ne sont pas équilibrées.
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3. Méthode BFTTC : choix de "stratégie" et influence de la rigidité du substrat

3 Méthode BFTTC : choix de "stratégie" et influence de la rigidité du substrat

Pour reconstruire le champ de forces de traction à partir du déplacement des billes, nous pouvons
utiliser la méthode BFTTC (Bayesian Fourier Transform Traction Cytometry), développée dans un
article récent (Huang et al., 2019; Huang, Gompper & Sabass, 2020). Cette méthode repose sur une
approche bayesienne de la régularisation L2. Dans ce cas, nous avons λ1 = 0, λ2 > 0 dans l’équation
B.3. La méthode permet de calculer automatiquement le paramètre de régularisation optimal λ2 à
partir du bruit de mesure. Ce bruit est estimé à partir de la variance du déplacement des billes dans
une fenêtre en dehors de la cellule.

cellule

mesure de la variance
de          dans une fenêtre 

choisie en dehors de la 
cellule           

Stratégie 1

Stratégie 2

Stratégie 3

détermination bayésienne
 du paramètre de 

régularisation

moyenne de la 
variance du bruit

détermination bayésienne
 du paramètre de 

régularisation

reconstruction 
des forces

méthode FTTC

détermination bayésienne
 du paramètre de 

régularisation

reconstruction 
des forces

méthode FTTC

à chaque point  
 de temps 

reconstruction 
des forces

méthode FTTC

calcul de la valeur
 médiane

à chaque point  
 de temps 

pour l'ensemble des points 

de temps d'une cellule 
à chaque point  
 de temps 

pour l'ensemble des points 

de temps d'une cellule 
à chaque point  
 de temps 

à chaque point  
 de temps 

à chaque point  
 de temps 

Figure B.2 – Présentation des trois stratégies de BFTTC qui peuvent être employées pour les forces de
traction

3.1 "Stratégies" de reconstruction des forces de traction

En utilisant la méthode BFTTC, plusieurs stratégies peuvent être utilisées pour la reconstruction des
forces pour une cellule donnée (Figure B.2) :

Stratégie 1 La première stratégie consiste à calculer à chaque point de temps la variance du
déplacement des billes dans la fenêtre de bruit var(t) puis de déterminer automatiquement le facteur
de régularisation λ2(t) à chaque point de temps pour reconstruire les forces de traction

Stratégie 2 La deuxième stratégie consiste à calculer à chaque point de temps la variance du
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3. Méthode BFTTC : choix de "stratégie" et influence de la rigidité du substrat

déplacement des billes dans la fenêtre de bruit var(t) puis de calculer une variance moyenne ⟨var⟩
dans la fenêtre de bruit pour toute la durée de l’expérience. Puis à partir de cette variance moyenne
et des déplacements des billes, d’en déduire un paramètre de régularisation λ2(t) à chaque point de
temps pour reconstruire les forces de traction.

Stratégie 3 Enfin la dernière méthode consiste à calculer à chaque point de temps la variance
dans la fenêtre de bruit puis de déterminer le facteur de régularisation λ2(t) à chaque point de temps.
Le paramètre de régularisation varie beaucoup au cours du temps, parfois jusqu’à plusieurs ordres de
grandeur. Afin de s’abstraire de ces variations, nous pouvons mesurer une valeur médiane du facteur de
régularisation, λ2,m pour chaque cellule. Ce paramètre constant pour une cellule donnée (mais différent
entre les cellules d’une même expérience) est utilisé pour la reconstruction des forces de traction.

Nous avons comparé ces trois stratégies pour plusieurs cellules en mesurant le facteur de qualité
Q au cours du temps pour une cellule MDCK OS, soumise à une activation transitoire de Src de 1
h (un exemple est donné en Figure B.3). Il apparaît qu’il n’y a pas de différence entre les stratégies
2 et 3 : l’évolution du facteur de qualité est sensiblement la même au cours du temps. En revanche,
la première méthode donne plus de fluctuations du facteur de qualité Q au cours du temps pour
une cellule donnée. De plus étant donné que nous voulons comparer le phénotype mécanique des
cellules pendant l’activation de Src à celui avant activation, il nous paraissait plus pertinent d’avoir
un paramètre qui ne varie pas au cours du temps, donc constant pour une cellule donnée. Nous avons
donc choisi pour la suite de notre étude la stratégie 3.

0 0.5 1 1.5 2 2.5 3 3.5 4 4.5 5
temps (h)

0.7

0.75

0.8

0.85

0.9

0.95

1
Facteur de qualité Q

stratégie 1

stratégie 2

stratégie 3

Figure B.3 – Comparaison de stratégies pour la reconstruction des forces à partir de la méthode BFTTC
Évolution temporelle du facteur de qualité pour une cellule MDCK OS isolée (cellule "exemple", montrée en Figure II.6
a) déposée sur un gel de 10 kPa et soumise à une activation transitoire de Src, pour les trois "stratégies" d’utilisation de
la méthode BFTTC décrite dans le texte : stratégie 1 (courbe verte), stratégie 2 (courbe orange) et stratégie 3 (courbe
rose). Notons que pour cet exemple, nous observons une dégradation du facteur de qualité après l’activation. Cependant,
cette tendance est propre à cet exemple et n’est pas représentative de ce que nous observons pour d’autres cellules.
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4. Comparaison des méthodes de reconstruction FTTC (plugin Fiji) et BFTTC

3.2 Influence de la rigidité du substrat sur le facteur de régularisation

Le facteur de régularisation λ2,m utilisé pour la reconstruction des forces de traction dépend de
la rigidité du substrat (Figure B.4 a) : il diminue avec la rigidité du substrat. La valeur médiane de
λ2,m est de 5, 6.10−7 µm2/Pa2 pour 2 kPa, 2, 1.10−7 µm2/Pa2 pour 10 kPa et 1, 3.10−8 µm2/Pa2 pour
40 kPa. Il apparaît de même que la qualité de la reconstruction des forces de traction diminue avec
la rigidité du substrat (Figure B.4 b) : en moyenne 4 % des forces de traction ne sont pas équilibrées
pour un substrat de 2 kPa alors que 10 % des forces ne sont pas équilibrées sur un substrat de 40
kPa. Ces résultats s’expliquent par le fait que le bruit expérimental est important sur des substrats de
grande rigidité. En effet, le déplacement des billes varie comme f

Er avec f l’amplitude de la force, E le
module d’Young du substrat et r la distance du point d’application (Martiel et al., 2015). Cela signifie
que plus la rigidité est grande, plus les déplacements de billes mesurés sous la cellule sont petits et
proches de ceux mesurés dans la fenêtre de bruit (en dehors de la cellule). Le facteur de régularisation
doit donc être choisi plus petit sur 40 kPa pour minimiser le bruit expérimental.

2kPa 10kPa 40kPa

0.86

0.88

0.9

0.92

0.94

0.96

0.98

1

Facteur de qualité

p=3.6e-07
p=0.042

p=1.5e-09

ba

Figure B.4 – Paramètre de régularisation et facteur de qualité en fonction de la rigidité du substrat a-b
Facteur de régularisation (a) et facteur de qualité (b) utilisé pour la reconstruction des forces de traction de cellules
MDCK OS soumises à une activation transitoire de Src de 1 h sur un substrat de rigidité 2 kPa (vert, n=41, N=4), 10
kPa (bleu, n=71, N=8), 40 kPa (rose, n=45, N=7).

4 Comparaison des méthodes de reconstruction FTTC (plugin Fiji) et BFTTC

Nous avons également utilisé le plugin Fiji FTTC écrit par Q. Tseng pour reconstruire les forces
de traction. Ce plugin repose également sur une régularisation de type L2 (Martiel et al., 2015). Nous
avons imposé un paramètre de régularisation λ = 8×10−11, choisi arbitrairement, pour toutes les
conditions en s’inspirant de la littérature (Martiel et al., 2015). Ce paramètre de régularisation est
donné sans unité dans les articles présentant ce plugin (Tseng et al., 2011; Martiel et al., 2015). Le
paramètre de régularisation donné est celui que nous avons utilisée en entrée de la fonction FTTC du
plugin.
Nous voulons ici comparer cette méthode à la méthode BFTTC (stratégie 3) présentée dans le para-
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graphe précédent. Pour cela, nous avons étudié la qualité des reconstructions Q ainsi que les réponses
mécaniques obtenues à partir de ces deux méthodes, pour des expériences d’activation transitoire de
Src de 1 h sur trois rigidités : 2 kPa, 10 kPa et 40 kPa.

Comparaison du facteur de qualité Nous observons que la qualité de la reconstruction diminue
avec la rigidité du substrat quelque soit la méthode utilisée. Le facteur de qualité est meilleur pour
la méthode FTTC que pour la méthode BFTTC sur les substrats de rigidité 2 kPa et 10 kPa mais il
est moins bon sur un substrat de 40 kPa (Figure B.5 a,b,c). Pour être considérée dans l’analyse, les
cellules doivent avoir un facteur de qualité médian supérieur à 0,85. Pour une rigidité de 2 kPa, toutes
les cellules répondent à ce critère quelque soit la méthode utilisée (Figure B.5 a). En revanche, pour un
substrat de 40 kPa, trois cellules ne respectent pas ce critère pour la méthode BFTTC alors que vingt
cellules ne le respectent pas pour la méthode FTTC (Figure B.5 c). Le paramètre de régularisation
choisi pour reconstruire les forces avec le plugin Fiji doit certainement être adapté pour la rigidité 40
kPa.

Comparaison des réponses mécaniques Nous pouvons comparer le phénotype mécanique des
cellules en fonction de la rigidité du substrat pour les deux méthodes de reconstruction FTTC et
BFTTC. Nous obtenons des valeurs de forces similaires pour les deux méthodes sur des substrats de
10 et 40 kPa (Figure B.5 e,f) ; mais des valeurs de forces plus grandes sont obtenues avec la méthode
FTTC qu’avec la méthode BFTTC sur un substrat de 2 kPa (Figure B.5 d). Néanmoins, les réponses
en force totale à l’activation de Src sont similaires pour les deux méthodes (Figure B.5 g-i). Sur un
substrat de 40 kPa, le fait que l’amplitude de réponse ne soit pas la même pour les deux méthodes
provient du nombre différent de cellules analysées pour les deux méthodes (45 cellules pour la méthode
BFTTC et 28 cellules pour la méthode FTTC).

En conclusion, la comparaison des méthodes BFTTC et FTTC sur des substrats de rigidités différentes
montre que la valeur du paramètre de régularisation doit être adaptée à la rigidité du substrat pour
obtenir une reconstruction des forces correcte c’est-à-dire avec un facteur de qualité supérieur à 0,85.
Cependant, le choix de la méthode n’influe quasiment pas sur la réponse mécanique normalisée des
cellules. Au cours de cette thèse, nous avons réalisé toutes nos analyses en utilisant la méthode BFTTC
(en choisissant la stratégie 3) car :

• elle évite le choix plus ou moins arbitraire d’un facteur de régularisation
• elle prend en compte le bruit expérimental pour chaque cellule : le bruit expérimental n’est

pas le même d’un gel de TFM à l’autre et peut même varier au sein d’un même gel (lié à des
inhomogénéités)
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Figure B.5 – Comparaison de la reconstruction des forces en utilisant plugin FTTC Fiji et celle obtenue
avec la méthode BFTTC Pour chaque rigidité de substrat 2 kPa (haut), 10 kPa (milieu) et 40 kPa (bas) : facteur
de qualité (a,b,c), force totale avant activation (d,e,f) et force totale normalisée par sa valeur moyenne avant activation
(g,h,i), de cellules MDCK OS soumises à une activation transitoire de Src d’1 h en utilisant pour la reconstruction
des forces la méthode BFTTC (BFTTC, rose) ou le plugin Fiji (FTTC, vert). Pour (a-c), toutes les cellules ont été
considérées quelque soit la valeur du facteur de qualité (2 kPa : 41 cellules, 10 kPa : 74 cellules, 40 kPa : 48 cellules.
Pour (d-i), seules les cellules dont le facteur de qualité est supérieur à 0,85 ont été considérées, le nombre de cellules
considérées pour BFTTC (rose) et FTTC (vert) est indiqué en (g-i)
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Annexe C

Autres séquences d’activation de Src

1 Réponse mécanique des cellules MDCK à l’activation soutenue de Src

Pour étudier l’adaptation des cellules Src-activées, nous avons soumis les cellules MDCK OS à une
activation soutenue de Src (4 h d’activation). Suite à l’activation de Src, les cellules s’étalent avec
un gain en aire valant initialement 1,35 et diminuant à 1,2 au bout de 4 h d’activation (Figure C.1
a). Les cellules Src-activées deviennent également plus contractiles avec un gain en contractilité de
1,5 au début, qui ne se maintient pas : la cellule revient à son état contractile de départ après 4 h
d’activation (gain ∼1) (Figure C.1 b). Ces résultats suggèrent qu’il existe un mécanisme d’adaptation
inhibant principalement le gain en contractilité.

a b
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Figure C.1 – Réponse mécanique des cellules MDCK OS soumises à une activation soutenue de Src
Changement de phénotype mécanique de cellules MDCK OS soumises à une activation soutenue de Src (séquence en
lumière bleue : 1h OFF puis ON) (bleu, OS+activation soutenue, n=31, N=2) ou sans illumination en lumière bleue
(noir, OS+OFF, n=42, N=8) : aire (a) et force totale (b), normalisées par leur valeur moyenne avant activation.

2 Réponse mécanique des cellules MDCK à des cycles d’activation/désactivation
de Src

In vivo, les cellules subissent de nombreuses cycles d’activation/désactivation de kinases (Hunter,
1995; Marshall, 1995). Nous avons donc étudié la réponse des cellules Src-activées à plusieurs cycles

178



2. Réponse mécanique des cellules MDCK à des cycles d’activation/désactivation de Src

d’activation/désactivation. Pour cela, nous avons soumis les cellules MDCK à deux types d’activation
"oscillantes" de Src (Figure C.2) :

• Séquence d’illumination en lumière bleue A : des cycles d’activation/désactivation de 15 min
(15 min ON/15 min OFF)

• Séquence d’illumination en lumière bleue B : deux périodes d’activation de 30 min espacées
d’une période sans activation de 1h

Pour ces deux séquences d’illumination, nous observons que les cellules répondent à chaque période
d’activation en s’étalant et en devenant plus contractiles (Figure C.2). Ces expériences sont prélimi-
naires et méritent des analyses plus poussées pour conclure sur l’adaptation de la réponse en fonction
du nombre de cycles d’activation/désactivation.
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Figure C.2 – Réponse mécanique des cellules MDCK OS soumises à des cycles d’activation/désactivation
de Src (a-b) Changement de phénotype mécanique de cellules MDCK OS soumises à la séquence d’activation A (décrite
à gauche) (bleu, OS+séquence A, n=19, N=1) ou sans illumination en lumière bleue (noir, OS+OFF, n=42, N=8) : aire
(a) et force totale (b), normalisées par leur valeur moyenne avant activation. (c-d) Changement de phénotype mécanique
de cellules MDCK OS soumises à la séquence d’activation B (décrite à gauche) (bleu, OS+séquence B, n=19, N=2) ou
sans illumination en lumière bleue (noir, OS+OFF, n=42, N=8) : aire (c) et force totale (d), normalisées par la valeur
moyenne avant activation.
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MOTS CLÉS

oncoprotéine Src, optogénétique, TFM, phénotype mécanique, contractilité, mécanosensibilité

RÉSUMÉ

Au cours de la progression tumorale, les cellules acquièrent de nouvelles caractéristiques biomécaniques qui affectent la

façon dont elles interagissent avec leur environnement. Ces changements biomécaniques peuvent d’ailleurs leur conférer

un avantage sur les cellules normales pour envahir les tissus environnants.

Nous nous sommes intéressés à l’oncoprotéine Src, suractivée dans de nombreux cancers et associée à la survenue

de métastases. L’objectif de cette thèse a été de caractériser la réponse biomécanique de cellules uniques à l’activation

de Src. Nous avons choisi l’optogénétique pour contrôler dans le temps et de façon réversible, l’activation de Src dans

des cellules épithéliales en culture, déposées sur des gels de polyacrylamide. En parallèle, nous avons caractérisé le

phénotype biomécanique des cellules transformées en utilisant, d’une part, la Microscopie de Force de Traction (TFM) et

en observant, d’autre part, le cytosquelette des cellules.

Nous avons d’abord montré que des cellules isolées Src-activées réorganisent leur cytosquelette et changent leur phé-

notype mécanique : elles s’étalent et accroissent leur contractilité. Notre étude a également permis d’identifier différentes

voies de signalisation impliquées dans ce changement de phénotype mécanique. De manière intéressante, l’augmen-

tation de la contractilité des cellules Src-transformées ne repose pas sur l’activation de Rho mais sur l’activation de la

kinase MLCK, et sur un flux de calcium provenant en partie du réticulum endoplasmique. Afin de mieux comprendre

les interactions de cellules transformées avec leur environnement, nous avons ensuite étudié l’influence de la rigidité du

substrat sur la réponse mécanique des cellules à l’activation de Src. Nous avons identifié une rigidité particulière, autour

de 10 kPa, pour laquelle le changement de phénotype mécanique est maximal.

Notre étude apporte un nouvel éclairage sur les changements biomécaniques des cellules transformées au début de la

tumorogenèse et révèle comment la mécanosensibilité cellulaire est altérée.

ABSTRACT

During tumoral progression, cells acquire new biomechanical properties, which affect the way they interact with their

environment. These biomechanical changes may give them an advantage over normal cells to invade surrounding tissues.

We are interested on the Src oncoprotein, which is overactivated in many cancers and involved in their metastatic spread.

The aim of this thesis was to characterize the biomechanical response of single cells to Src activation. We chose op-

togenetics to control in time and in a reversible way, the activation of Src in cultured epithelial cells, deposited on poly-

acrylamide gels. In parallel, we characterized the biomechanical phenotype of transformed cells by using Traction Force

Microscopy (TFM) and by observing their cytoskeleton.

We first showed that isolated Src-activated cells reorganize their cytoskeleton and change their mechanical phenotype:

they spread and increase their contractility. Our study also identified different signaling pathways involved in this change of

mechanical phenotype. Interestingly, the increase in contractility of Src-transformed cells does not rely on Rho activation

but on MLCK activation, and on a calcium influx coming in part from the endoplasmic reticulum. To better understand

the interactions of transformed cells with their environment, we then studied the influence of substrate rigidity on the

mechanical response of cells to Src activation. We identified a particular rigidity, around 10 kPa, for which the change in

mechanical phenotype is maximal.

Our study sheds new light on the biomechanical changes of transformed cells in the early stage of cancer and reveals

how cell mechanosensitivity is affected.

KEYWORDS

Src oncoprotein, optogenetics, TFM, mechanical phenotype, contractility, mechanosensitivity
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