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INTRODUCTION I : MODELE DE L’ASCIDIE 

CIONA INTESTINALIS 
  



GENERALITES SUR CIONA INTESTINALIS 

1) HISTORIQUE 
Les ascidies forment un groupe d’organismes modèles bien établis en biologie du 

développement. Les expériences fondatrices menées par Chabry en 1887  montrent que les 

cellules se développent différemment, en fonction des informations maternelles qu’elles 

reçoivent. En 1905, Conklin complète les connaissances sur cet organisme en décrivant la 

conservation de l’orientation des axes de clivages, associée à un lignage invariant. Bien plus 

tard, la biologie moléculaire bouleversera ces codes en montrant que de nombreux destins 

sont induits par une communication entre les différentes cellules. Il est cependant clair que 

les déterminants maternels ont une importance capitale dans le développement des 

ascidies, mais ne peuvent expliquer à eux seuls la génération de l’ensemble des destins 

cellulaires (Lemaire, 2009). 

2) CYCLE DE VIE 
Le cycle de vie des ascidies est composé de deux grandes phases. Dans la première, le zygote 

subit 13 cycles de divisions cellulaires selon des plans de clivages invariants, générant une 

larve composée d’environ 2600 cellules et présentant un plan d’organisation typique des 

Chordés (Fig. 1.1). Cette larve est entourée par une tunique de cellulose sécrétée par 

l’épiderme. La courte vie de la larve permet une nage autour de la zone de reproduction 

avant la métamorphose. Après l’éclosion, la larve se fixe rapidement sur un support par 

l’intermédiaire de trois papilles adhésives épidermiques. Après fixation, elle commence la 

métamorphose, caractérisée par trois évènements simultanés (Richard et al., 2009) ; 

régression et disparition de la queue larvaire, développement d’organes adultes, et rotation 

générale du corps d’environ 180°. 

3) POSITION PHYLOGENETIQUE 

Les ascidies appartiennent au sous-phylum Tunicata. La structure des Tuniciers adultes 

semble ne pas correspondre au phylum des Chordés puisque, excepté les appendiculaires, ils 

sont dépourvus de tube nerveux et de chorde. Ainsi jusqu’en 1870, les ascidies étaient 

classées au voisinage des Mollusques. L’embryologiste Alexander Kovalewsky remarqua que 

le têtard d’ascidie présente un plan d’organisation caractéristique des Chordés, proche de 

celui l’amphioxus et classifia les ascidies parmi les Chordés (Christiaen et al., 2009; Richard et 

al., 2009). Des études récentes, utilisant les nombreuses données génomiques disponibles, 

ont placé les Tuniciers comme étant le groupe sœur des Vertébrés (Fig. 1.2 A). Les Chordés 

(Vertébrés, Tuniciers et Céphalochordés) constituent un groupe monophylétique (Bourlat et 

al., 2006; Delsuc et al., 2006). Le sous-phylum Tunicata est composé de plus de 3000 

espèces, réparties en 4 classes nommées Sorberacea, Appendicularia, Thaliacea et 

Ascidiacea. La classe des Ascidiacea, auquel appartiennent les ascidies, est subdivisée en 



deux ordres nommés Stolidobranchia et Enterogona (lui-même subdivisé en deux sous-

ordres : Aplousobranchia et Phlebobranchia) (Fig1.2 B) (Christiaen et al., 2009). Différentes 

espèces d’ascidies sont utilisées en laboratoire de recherche. Dans notre laboratoire, nous 

utilisons les espèces Ciona intestinalis et Phalusia mammillata qui appartiennent toutes les 

deux au groupe Phlebobranchia, alors qu’un autre modèle d’ascidie, Halocynthia roretzi qui 

appartenant au groupe Stolidobranchia, est utilisé uniquement au Japon. Malgré 

l’éloignement phylogénétique, Ciona intestinalis et Phalusia mammillata présentent en 

commun avec Halocynthia roretzi, une forte conservation des lignages et du plan 

d’organisation de la larve. Cependant, il existe une variabilité des mécanismes moléculaires 

impliqués pour les spécifications des destins cellulaires (Hudson and Yasuo, 2008; Lemaire, 

2009). Par exemple, une partie des cellules musculaires secondaires, localisées au bout de la 

queue, viennent du même lignage cellulaire chez C. intestinalis et H. roretzi, bien qu’elles 

soient spécifiées par des mécanismes moléculaires différents (revue par Hudson and Yasuo, 

2008). 

4) AVANTAGES AU LABORATOIRE 
La conservation des lignages entres les différentes espèces d’ascidies permet d‘exploiter au 

maximum les spécificités de chacune. Par exemple, les embryons de C. intestinalis sont 

pigmentés et permettent une approche en imagerie limitée. En revanche, les embryons de P. 

mammilata sont transparents et sont applicables et sont alors préférentiellement utilisés 

pour une approche en imagerie « live » (Prodon et al., 2010). 

Le séquençage du génome de C. intestinalis révèle un génome compact ne comportant pas 

de duplication du génome comme chez les Vertébrés (Dehal and Boore, 2005). Si l’on 

compare avec les Vertébrés, cela limite la redondance fonctionnelle et facilite l’ensemble 

des approches génétiques (Dehal and Boore, 2005; Dehal et al., 2002). L’injection d’ARNm 

ou de morpholinos (MO), oligonucléotides anti-sens inhibant soit la transcription des ARNm 

(hybridation sur le codon initiateur), soit l’épissage des ARNm (hybridation sur les séquences 

signal de l’épissage) est fréquemment utilisée pour l’analyse fonctionnelle (Satou et al., 

2001; Stolfi and Christiaen, 2012). L’électroporation de plasmides directement dans le zygote 

permet d’obtenir l’expression d’exogènes dans un millier d’embryons synchrones (Corbo et 

al., 1997). Cette technique facilite l’analyse fonctionnelle en permettant la surexpression de 

gènes, l’expression de dominants négatifs ou encore d’ARN interférents (Nishiyama and 

Fujiwara, 2008). 

Enfin, l’avantage le plus remarquable provient du mode de développement des ascidies, qui 

implique un faible nombre de cellules et un patron de divisions cellulaires invariant (Fig. 1.1). 

Chez H. roretzi, ces propriétés ont permis de déterminer les lignages cellulaires de chaque 

cellule jusqu’à la gastrulation, par l’injection de traceurs intracellulaires (Fig. 1.3) (Nishida, 



1987; Nishida and Satoh, 1983, 1985). Après la gastrulation, les lignages neuraux sont 

particulièrement bien décrits chez C. intestinalis, grâce à l’utilisation de la microscopie à 

balayage (Nicol and Meinertzhagen, 1988a, 1988b). Les lignages neuraux ne sont toutefois 

pas complets. L’avancée des connaissances des lignages neuraux repose sur une étude basée 

sur l’historique des mitoses après la gastrulation, qui n’as pas permis de décrire l’ensemble 

des lignages neuraux (Cole and Meinertzhagen, 2004). Seuls quelques lignages très étudiés 

sont complètement connus. 

DEVELOPPEMENT EMBRYONNAIRE 

1) NOMENCLATURE 

La nomenclature du lignage établie par Conklin est toujours utilisée aujourd’hui (Conklin, 

1905). Chaque cellule de l’embryon est désignée par une lettre et un code chiffré (ex : a4.2). 

La lettre « A » désigne la partie antérieure de l’embryon et la lettre « B » la partie 

postérieure. La lettre est en minuscule si la cellule appartient à l’hémisphère animal ou en 

majuscule si elle appartient à l’hémisphère végétatif. Le premier chiffre correspond au 

nombre de cycles cellulaires. Le deuxième chiffre permet d’identifier précisément la filiation 

des cellules et commence à être utilisé à partir du stade 8-cellules. A chaque division 

cellulaire, on ajoute 1 au premier chiffre et on double la valeur du second chiffre. On 

retranche également 1 au second chiffre d’une des deux cellules filles. Ainsi la division de la 

cellule « a4.2 » génère deux cellules filles désignées par  « a5.3 » et « a5.4 ». L’embryon 

étant symétrique le long de l’axe droite-gauche, il n’y a pas de nomenclature spécifique. 

Ainsi, chaque embryon possède deux cellules « a4.2 » qui généreront deux cellules « a5.3 » 

et deux cellules « a5.4 » (Venuti and Jeffery, 1989). 

 

 

 

 

 

 

 

 

2) AXES EMBRYONNAIRES 



L’établissement de l’axe animal-végétatif a lieu pendant la maturation de l’ovocyte. Le 

premier signe de polarisation est le positionnement décentralisé de la vésicule germinative 

d’un côté de l’ovocyte qui correspond au pôle animal (Prodon et al., 2008). L’établissement 

de l’axe animal-végétatif devient visible par la localisation polarisée d’organites 

(mitochondrie, réticulum et ARNm associés au réticulum) qui forment un gradient suivant 

cet axe (Fig. 1.4)(Sardet et al., 2007). Ce gradient est initié après la rupture de la vésicule 

germinative, qui induit un mouvement cytoplasmique cortical acto-myosine dépendant 

(Prodon et al., 2008). L’entrée du spermatozoïde se fait généralement par l’hémisphère 

animal. Il est suivi de deux réarrangements cytoplasmiques successifs qui vont établir 

définitivement les axes embryonnaires. L’entrée du spermatozoïde induit, via un « facteur 

spermatique » inconnu, une vague calcique qui se propage vers le pôle végétatif en suivant 

un axe défini par le point d’entrée du spermatozoïde. Cela induit le premier réarrangement 

cytoplasmique et la concentration de certains ARNm maternels au pôle végétatif (Fig. 1.4). 

La migration des pronoyaux commence durant la deuxième moitié du cycle cellulaire et 

aboutit à la rencontre des pro-noyaux au centre du zygote. Ce mouvement est généré par les 

microtubules venant du spermatozoïde, qui créent des forces qui induisent une 

translocation massive des organites et des ARNm qui leurs sont associés au pôle postérieur 

vers une région corticale appelée CAB (Centrosome Attracting Body) (Hibino et al., 1998). Le 

CAB contrôle une série de divisions inégales dans cellules végétatives postérieures qui en 

hérite. Lorsqu’un fragment cellulaire contenant le CAB, appelé PVC (Posterior-Vegetal 

Cytoplasm), est enlevé, l’embryon se développe sans les divisions inégales spécifiques aux 

cellules végétatives postérieures. Le lignage végétatif postérieur (lignage « B ») adopte alors 

un destin végétatif antérieur (Nishida, 1994). 

La première division répartit de façon équitable les déterminants maternels entre les deux 

blastomères droit et gauche, assurant ainsi le plan de symétrie caractéristique des 

Bilatériens. La deuxième division sépare les parties antérieure et postérieure de l’embryon. 

La troisième division sépare les hémisphères animal et végétatif formant l’embryon au stade 

8-cellules (Fig. 1.4). 

3) REGIONALISATION DE L’EMBRYON 

STADES 8- ET 16-CELLULES 

Pem-1, un gène spécifique aux ascidies, code pour une protéine qui ne contient aucune 

homologie de séquence ou domaine connu, sauf le motif WRPW à l'extrémité C-terminale 

(Yoshida et al., 1998). Les transcrits maternels de Pem-1 se localisent dans le CAB (Fig. 1.4) et 

génèrent le rôle de cette structure subcellulaire, lors des divisions inégales, par attraction du 

fuseau mitotique (Negishi et al., 2007; Prodon et al., 2007, 2010). Pem-1 joue un autre rôle 

dans les noyaux en tant que répresseur général de la transcription dans la lignée germinale 



qui hérite du CAB (Kumano et al., 2011; Shirae-Kurabayashi et al., 2011). Mocho-1 est un 

autre transcrit maternel qui s’associe au CAB et code pour un facteur de transcription à 

doigts de zinc (zinc-finger) (Nishida and Sawada, 2001). L’invalidation ou « knockdown » de 

Macho-1, induit une transformation du lignage végétatif postérieur en lignage végétatif 

antérieur, comme observé lors de l’ablation du PVC (Kobayashi et al., 2003). Ainsi, il semble 

que ces deux transcrits maternels, localisés dans le CAB, jouent un rôle important pour la 

différenciation antéro-postérieure précoce de l’embryon d’ascidie, et sont donc impliqués 

dans la régionalisation le long de l’axe antéro-postérieur. 

Au stade 8 cellules, l’activation du complexe TCF/β-caténine, dans les cellules végétatives, 

induit la première étape de régionalisation le long de l’axe animal-végétatif (Rothbächer et 

al., 2007). On ignore toujours le mécanisme qui est en amont de cette activation. Le 

complexe TCF/β-caténine active des gènes tels que FGF9/16/20 et FoxD (Imai et al., 2002a, 

2002b). Par un mécanisme inconnu, l’activité du complexe TCF/β-caténine inhibe l’activité 

transcriptionnelle du facteur de transcription GATA-a dans les cellules végétatives, ce qui 

restreint l’activité de GATA-a dans les cellules animales (Rothbächer et al., 2007). Le rôle de 

GATA-a dans les cellules animales est d’initier le programme génétique de l’ectoderme  

(Rothbächer et al., 2007). Dans les cellules B5.1 de l’embryon au stade 16-cellules, Macho-1 

déclenche le programme génétique musculaire par une activation des gènes codant pour des 

facteurs de transcription à boîte T, Tbx6b et Tbx6c (Yagi et al., 2005). 

La combinaison de ces facteurs maternels, Pem-1, Macho-1, GATAa et β-caténine, génèrent 

les patrons d’expression de 18 gènes, au stade 16-cellules, qui ensemble définissent 6 

territoires différents (Fig. 1.5)(Lemaire, 2009; Satou et al., 2009). Il faut noter que dans la 

Figure 1.5, FoxAa est exprimé de façon différentielle le long de l’axe antéro-postérieur dans 

l’hémisphère animal au stade 16-cellules. On ignore encore le mécanisme responsable de 

cette expression différentielle, mais il joue un rôle important dans la régionalisation du 

système nerveux, comme détaillé dans le chapitre Introduction III. 

STADE 32-CELLULES 

Au stade de 32-cellules, les cellules végétatives, à l’exception de celles qui contiennent le 

CAB, se divisent le long de l’axe animal-végétatif. Cette division cellulaire est associée à une 

activation différentielle du complexe TCF/β-caténine (Hudson et al., 2013). Dans la partie 

antérieure de l’hémisphère végétatif, le complexe TCF/β-caténine active le programme 

génétique de l’endoderme (A6.1 et A6.3), alors que, les cellules sœurs de ces précurseurs 

endodermiques qui se trouvent du côté animal (A6.2 et A6.4), commencent à exprimer le 

gène ZicL, qui code pour un facteur de transcription à doigts de zinc (Fig. 1.6) (Hudson et al., 

2013; Imai et al., 2002c). Ensuite, ces cellules « ZicL-positives » se divisent et génèrent un 

précurseur de la notochorde et un précurseur neural. Pour la partie postérieure de 



l’hémisphère végétatif (quatre cellules au total), les deux cellules les plus proches du pôle 

végétatif (B6.1) deviennent les précurseurs endodermiques, alors que leurs cellules sœurs, 

qui se trouvent à la marge (B6.2), continuent à exprimer le programme génétique musculaire 

sous le contrôle de Macho-1. Chez H. roretzi, Il a été suggéré que les voies de signalisation 

FGF et BMP sont nécessaires pour inhiber le programme génétique musculaire dans les 

précurseurs endodermiques (Kondoh et al., 2003). L’ensemble de ces mécanismes permet 

de ségréger l’hémisphère végétatif en deux lignages : le lignage endodermique et le lignage 

marginal (mésodermique) (Fig. 1.6). 

STADE 64-CELLULES 

Au stade 64-cellules, les précurseurs notochorde-neural (A6.2 et A6.4) se divisent le long de 

l’axe animal-végétatif. Les cellules filles du côté végétatif (A7.3 et A7.7) deviennent les 

précurseurs de la notochorde, alors que du côté animal (A7.4 et A7.8), elles deviennent les 

précurseurs neuraux (Fig 1.6). La spécification différentielle entre ces cellules sœurs est 

contrôlée par une activation différentielle d’ERK1/2 en aval de FGF9/16/20 (Yasuo and 

Hudson, 2007). Je développerai en détail le mécanisme moléculaire contrôlant l’activation 

différentielle d’ERK1/2 dans le prochain chapitre. Dans la partie postérieure de l’hémisphère 

végétatif, les cellules du lignage musculaire (B6.2 et B6.4) se divisent le long de l’axe animal-

végétatif. Les cellules filles générées du côté végétatif (B7.3 et B7.7) deviennent les 

précurseurs du mésenchyme, alors que celles générées du côté animal (B7.4 et B7.8) 

deviennent les précurseurs du muscle (Fig. 1.6). Cette spécification différentielle est elle 

aussi contrôlée par une activation différentielle d’ERK1/2 entre les cellules sœurs. Dans ce 

cas, ERK1/2 est activé dans les cellules qui deviennent les précurseurs du mésenchyme (Kim 

et al., 2000; Nishida, 2003). Cette activation différentielle d’ERK1/2 est générée par un signal 

directionnel du ligand FGF9/16/20, venant des précurseurs endodermiques qui sont en 

contact direct avec les futurs précurseurs du mésenchyme (Kim et al., 2007). L’ensemble de 

ces mécanismes subdivise le domaine marginal en lignage neural et lignage de la 

notochorde, dans la partie antérieure de l’hémisphère végétatif ; et en lignage musculaire et 

lignage mésenchyme, dans la partie postérieure de l’hémisphère. 

4) GASTRULATION ET NEURULATION  

Chez C. intestinalis, l’endoderme, le mésoderme et l’ectoderme sont générés dès le stade 

32-cellules chez C. intestinalis (Hudson et al., 2013). Cependant, ce n’est que lors de la 

gastrulation que les feuillets embryonnaires adopteront leurs positions caractéristiques. La 

gastrulation commence après le stade 64-cellules, soit seulement sept cycles cellulaires 

après la fécondation. Au stade 64-cellules, les embryons sont sphériques et les cellules 

animales et végétatives sont à peu près égales en taille selon l’axe apico-basal (Fig. 1.7 A, 64-

cellules). La gastrulation se déroule en deux étapes (Sherrard et al., 2010). La première étape 

implique une contraction apicale dépendante de la myosine au niveau des précurseurs 



endodermiques végétatifs, créant au stade 76-cellules une surface plane côté végétatif (Fig. 

1.7 A/B, 76-cellules). Dans le même temps, les cellules animales s’étendent vers le pôle 

végétatif, d’abord par contraction de l’axe apico-basal (Fig. 1.7 A/B, 64- à 76-cellules), puis 

par division (Fig. 1.7 A, 76- à  112-cellules). La deuxième étape est caractérisée par 

l’invagination des cellules de l’endoderme. Cette invagination est provoquée par la 

contraction de l’axe apico-basal, suite à une contraction baso-latérale myosine dépendante 

(Fig. 1.7 B) (Sherrard et al., 2010). 

Juste avant la gastrulation, les précurseurs notochorde et neuraux forment 4 rangées de 

cellules (Fig. 1.7C). Lors de l’invagination, les précurseurs de la notochorde sont entraînés 

dans la dépression créée par les précurseurs endodermiques, alors que les trois rangées du 

lignage neural restent à l’extérieur de l’embryon et forment la plaque neurale (Fig. 1.7C). 

Comme décrit en détail dans l’Introduction III, les cellules qui composent ces trois rangées 

neurales se diviseront le long de l’axe antéro-postérieur, lors des deux prochaines divisions 

cellulaires. Ensuite, le tube neural se forme par enroulement de la plaque neurale, en 

commençant par les cellules les plus postérieures et en progressant vers l’antérieur. Durant 

les derniers stades du développement larvaire, l’allongement du tube neural se fait par 

divisions cellulaires orientées et par intercalations médio-latérales des cellules (Fig. 1.7D) 

(Munro et al., 2006). 

5) SYSTEME NERVEUX CENTRAL CHEZ CIONA INTESTINALIS. 
Le système nerveux central (SNC) de C. intestinalis est composé de quatre structures 

positionnées le long de l’axe antéro-postérieur (la vésicule sensorielle, le cou, le ganglion 

cérébral et le tube neural), comprenant en tout 330 cellules (Fig. 1.8)(Lemaire et al., 2002). 

La vésicule sensorielle est composée d’une neurohypophyse, de 80 à 100 neurones du SNC 

et de trois structures sensorielles. L’otolithe assure les fonctions géostatiques, l’occellus 

assure les réactions à la lumière ; et une dernière structure appelée « pressure organ » 

permet la mesure de la pression et la chemo-sensation (Lemaire et al., 2002). L’otolithe et 

l’ocellus sont facilement identifiables chez le têtard, car ils expriment des pigments 

mélanisés. Ceux-ci, associés à leurs positions dans le SNC et aux gènes exprimés, supportent 

l’hypothèse d’une homologie avec le RPE des Vertébrés (Retinal Pigment Epithelium) 

(Ramón Martínez-Morales et al., 2004). L’homologie des structures et des patrons 

d’expression du système nerveux, le long de l’axe antéro-postérieur, suggèrent une 

conservation de l’organisation en trois parties du SNC chez les ascidies (Fig. 1.8). 

  



 

 

 

 

 

 

INTRODUCTION II : INDUCTION NEURALE   



INDUCTION NEURALE 

L’induction neurale est définie couramment comme un processus embryonnaire pendant 

lequel l’ectoderme est spécifié en neuroectoderme par des signaux venants d’un centre 

organisateur. Dans ce chapitre, je fais d’abord une synthèse des connaissances actuelles sur 

l’induction neurale chez divers organismes, puis j’aborde de manière plus approfondie la 

spécification des destins neuraux au cours de l’embryogenèse d’ascidie. 

1) MODELE PAR DEFAUT 
L’induction neurale est un sujet qui fait l’objet de nombreuses recherches. En 1924, les 

premiers travaux de Hans Spemann et Hilde Mangold ont mis en évidence l’induction du 

système nerveux au moment de la gastrulation chez le triton, grâce à une expérience basée 

sur la construction de chimères. Cette expérience a consisté à greffer la lèvre dorsale du 

blastopore d’un embryon donneur (pigmenté) sur la face ventrale d’un embryon receveur 

(non pigmenté). Cette greffe entraîne la formation d’un embryon siamois avec notamment 

deux systèmes nerveux. Il faut noter que les cellules formant l’axe embryonnaire secondaire 

dérivent majoritairement de l’embryon, hôte alors que la majeure partie du système 

nerveux dérive de l’embryon receveur. La lèvre dorsale du blastopore apparaît comme un 

centre organisateur (Fig. 2.1 A). Des structures similaires ont été trouvées chez d’autres 

Vertébrés. Ainsi, la greffe du « shield » chez le poisson zèbre, et du nœud de Hensen (situé à 

l’extrémité distale de la ligne primitive) chez le poulet, produissent également la formation 

d’embryons siamois (Gilbert, 2004). Le mécanisme d’induction du destin neural semble 

conservé chez les Vertébrés puisque la xénogreffe du nœud de Hensen chez le xénope 

(Kintner and Dodd, 1991) ou le poisson zèbre induit la formation de tissus neuraux (Hatta 

and Takahashi, 1996). 

L’isolation d’explants appelés « calottes animales » chez des embryons de xénope au stade 

blastula ne génère que des cellules épidermiques, alors que ces cellules sont compétentes 

pour adopter un destin neural. Cependant, la dissociation des cellules de l’explant provoque 

la génération de cellules neurales (Fig. 2.1B) (Sato and Sargent, 1989). Cela s’explique par le 

fait que les cellules des calottes animales expriment les gènes BMP2/4/7 (Bone 

Morphogenetic Protein) et que le signal transmis par les protéines BMP induit le destin 

épidermique et inhibe le destin neural. Ainsi, les explants dissociés et traités en présence de 

protéines BMP ne génèrent aucune cellules neurales (Fig. 2.1B)(Wilson and Hemmati-

Brivanlou, 1995). La lèvre dorsale de blastopore peut induire le tissu neural, car elle possède 

la capacité d’ inhiber le signal BMP par l’expression d’inhibiteurs des BMP comme Follistatin, 

Chordin et Noggin (Fig. 2.1C)(Hemmati-Brivanlou et al., 1994; Sasai et al., 1995; Smith and 

Harland, 1992). L’ensemble de ces travaux sont à l’origine du « modèle par défaut » de 

l’induction neurale. Dans ce modèle, les cellules de l’ectoderme de xénope effectuent un 



choix entre épiderme et neuroectoderme. Le destin neural est par défaut le destin des 

cellules de l’ectoderme, sauf s’il est inhibé par le signal BMP (Hemmati-Brivanlou and 

Melton, 1997). Seules les cellules proches du centre organisateur adoptent le destin neural, 

car elles sont protégées de la signalisation BMP, par les inhibiteurs des BMP sécrétés par le 

centre organisateur (Fig. 2.1 C). 

Chez Drosophila melanogaster, le gradient généré par le morphogène dorsal induit dans le 

syncytium, l’expression différentielle de gènes le long de l’axe dorso-ventral. Dorsal code 

pour un facteur de transcription de la famille Rel. Il forme un gradient du côté ventral vers le 

côté dorsal. Il génère différents territoires en fonction de sa concentration. A forte 

concentration, il induit le futur mésoderme dans la région la plus ventrale. Les régions 

latérales reçoivent une concentration intermédiaire de Dorsal. Cette concentration induit 

l’expression de short gastrulation (sog), qui est un homologue de l’inhibiteur des BMP 

chordin. Cette région deviendra le neuroectoderme. Enfin, les plus faibles concentrations de 

Dorsal se trouvent du côté dorsal. A ces concentrations, il se produit l’induction du futur 

ectoderme. Cette région est caractérisée par l’expression de decapentaplegic (dpp) qui est 

un homologue de BMP2/4 (Fig. 2.2). Le signal Dpp possède, lors de l’induction neurale, des 

capacités similaires aux signaux BMP des Vertébrés (Holley et al., 1995). La perte de fonction 

de dpp induit l’expansion du neuroectoderme dans le territoire épidermique. A l’inverse, un 

gain de fonction de dpp induit la conversion du neuroectoderme en épiderme (Ferguson and 

Anderson, 1992; Wharton et al., 1993). L’expression de sog dans les structures latérales 

inhibe l’expression de dpp (Ferguson and Anderson, 1992). Les capacités d’inhibition de sog 

et chordin semblent conservées, car les gènes sog et chordin peuvent être intervertis chez la 

drosophile et le xénope (Holley et al., 1995). L’ensemble de ces résultats démontre que 

l’antagonisme sog/dpp permet, chez la drosophile, la spécification du neuroectoderme et de 

l’épiderme (Fig. 2.2). Le mécanisme de la formation du neuroectoderme chez la drosophile 

montre une grande similarité avec celui des Vertébrés, dépendant d’un rôle clef des 

inhibiteurs de la signalisation BMP. 

Cependant, le modèle par défaut ne peut expliquer certains résultats expérimentaux 

obtenus chez les Vertébrés. Par exemple, les inhibiteurs des BMP, Chordin et Noggin, ne 

peuvent pas induire le destin neural dans des embryons de xénope, injectés avec un 

dominant négatif du récepteur au FGF (Fibroblast Growth Factor)(Launay et al., 1996). Chez 

le poulet, l’expression ectopique d’inhibiteurs de BMP dans des cellules compétentes pour 

adopter le destin neural, suite à une greffe du nœud de Hensen, ne permet pas l’expression 

de tous les marqueurs neuraux (Streit et al., 1998). Ces résultats suggèrent que d’autres 

mécanismes sont impliqués dans l’induction des destins neuraux. 

2) ROLE DE LA SIGNALISATION FGF 



La voie FGF est nécessaire à l’induction neurale avant la gastrulation chez le poulet (Streit et 

al., 2000), l’ascidie (Bertrand et al., 2003) et le xénope (Delaune et al., 2005). 

Chez le xénope, la greffe de la lèvre dorsale du blastopore avec un explant ectodermique 

compétent ne permet pas l’induction neurale, lorsque que ce dernier est pré-traité avec un 

inhibiteur des récepteurs au FGF (FGFR). Cela suggère que le signal FGF induit, dans 

l’ectoderme, la capacité à répondre aux signaux du centre organisateur (Delaune et al., 

2005). Le modèle par défaut de l’induction neurale ne semble pas être compatible avec ces 

résultats expérimentaux. 

La signalisation FGF agit en synergie avec les inhibiteurs BMP par deux mécanismes. 

Premièrement, l’activation des MAPK par FGF induit l’inhibition du signal BMP par une 

phosphorylation inhibitrice sur Smad1. Cela démontre que la signalisation FGF agit en 

synergie avec les inhibiteurs de BMP pour induire le destin neural (Pera et al., 2003). Le 

signal FGF active de manière spécifique le facteur de 

transcription Zic3, qui est nécessaire, avec Zic1, à la 

différenciation neurale et à l’expression du marqueur neural 

définitif Sox2. Or, Zic1 est spécifiquement activé par l’inhibition 

du signal BMP (Marchal et al., 2009). L’induction de 

l’expression de Zic3 par le signal FGF est indépendante de la 

régulation de Smad1, car Zic3 est induit par FGF4 malgré 

l’expression d’une protéine Smad1 résistante à l’inhibition du 

signal FGF (Marchal et al., 2009). Ce résultat suggère que 

l’inhibition du signal BMP et la signalisation FGF agit en 

synergie pour induire l’activation du programme neural. Enfin, 

il a été montré que l’inhibition de la signalisation BMP induit 

l’expression de FGF4 et qu’elle est nécessaire à l’induction 

neurale (Marchal et al., 2009). Ces résultats démontrent 

pourquoi l’inhibition du signal FGF bloque l’induction neurale et 

valident le modèle par défaut chez le xénope. 

Si l’identification d’une hiérarchie entre les voies de signalisations a permis de mettre en 

évidence le mode d’induction neurale chez le xénope, c’est l’étude de la chronologie 

d’action qui a permis de comprendre le rôle de la signalisation FGF chez le poulet (Fig. 2.3) 

(revue par Stern, 2005). De manière analogue au xénope, l’induction neurale, initiée par la 

greffe du nœud de Hensen, est abolie chez le poulet par l’inhibition du signal FGF. Une heure 

après la greffe, l’expression de ERNI (Early Response to Neural Induction) est détectée (Streit 

et al., 2000), suivie par celle de Churchill, 4 à 5 heures après la greffe (Sheng et al., 2003). Ces 

deux gènes sont exprimés dans la future plaque neurale (épiblaste) et sont uniquement 

induits par FGF8, qui est exprimé dans le tissu sous-jacent (hypoblaste) (Fig. 2.3 A/B). 



Churchill induit l’arrêt de la progression de la ligne primitive et la sensibilisation des cellules 

de l’ectoderme aux inhibiteurs de BMP émis par le centre organisateur (Fig. 2.3 C/D) (Sheng 

et al., 2003). Chez le poulet, contrairement au modèle par défaut, le signal FGF agit en aval 

des inhibiteurs BMP et il est nécessaire à l’induction neurale. 

3) PLUSIEURS CENTRES ORGANISATEURS ? 

L’idée de plusieurs centres organisateurs provient des travaux sur le triton d’Otto Mangold 

(1933). Il préleva quatre régions successives de l’archantéron (issu de l’endoderme) le long 

de l’axe antéro-postérieur sur des gastrula tardives, qu’il greffa dans le blastocœle de 

gastrula précoce (Fig. 2.4). Plus la structure greffée était d’origine postérieure, plus les 

structures qui se développaient à partir du greffon possédaient une identité postérieure 

(Gilbert, 2004; Stern, 2001). Ces expériences suggèrent que différentes régions de 

l’endoderme possèdent différentes capacités d’organisation antéro-postérieure du tissu 

neural. 

Chez le poulet et la souris, certaines cellules de la plaque neurale antérieure (correspondant 

au futur cerveau) n’ont pas été à proximité immédiates du centre organisateur. Cela suggère 

que certaines structures neurales soient induites indépendamment du nœud de Hensen 

(Stern, 2005). Chez la souris, la formation du cerveau nécessite la présence de l’endoderme 

viscéral antérieur (AVE) (Thomas and Beddington, 1996). Cette structure est l’équivalent de 

l’hypoblaste du poulet. Ces observations suggèrent que, chez la souris et le poulet, les 

structures neurales les plus antérieures ne sont pas induites par le nœud de Hensen, mais 

par un centre organisateur de la tête. L’AVE et l’hypoblaste induisent de manière transitoire 

l’expression de Sox3, qui est un marqueur pan-neural, et d’Otx2, qui est un marqueur 

caractéristique du cerveau et du mésencéphale antérieur. Cependant, ni l’AVE ni 

l’hypoblaste n’induisent une expression stable de marqueurs neuraux et leurs greffes ne 

permettent pas d’induire le destin neural. Ces caractéristiques indiquent que l’AVE et 

l’hypoblaste ne constituent pas les inducteurs de la tête (revue par Stern and Downs, 2012). 

SPECIFICATION DES DESTINS NEURAUX CHEZ L’ASCIDIE 
Chez Ciona intestinalis, le tissu neural est composé de trois lignées neurales (« A », « a » et 

« b ») qui sont spécifiées séparément (voir ci-dessous). Située dans l’hémisphère végétatif, la 

lignée neurale « A » est issue de la cellule A4.1 de l’embryon au stade 8-cellules (Fig. 1.3). Les 

cellules neurales de cette lignée génèreront les deux rangées les plus postérieures de la 

plaque neurale (Fig. 2.5 en jaune et orange). Ce lignage est appelé lignage neural caudal. 

Cependant, ce nom est quelque peu trompeur puisque le lignage « A » forme à la fois des 

structures antérieures (comme la partie postérieure de la vésicule sensorielle) et des 

structures postérieures (comme le cou et les parties ventrales et latérales du ganglion 

viscéral (VG) et de la chorde nerveuse). Les lignées « a » et « b » sont situées dans 



l’hémisphère animal et spécifiées par un mécanisme commun. Le lignage « a » est issu de la 

cellule a4.2 de l’embryon au stade 8-cellules (Fig. 1.3). Il est appelé lignage rostral car il 

génère les cellules antérieures de la plaque neurale (Fig. 2.5 en rouge), qui formeront la 

partie antérieure de la vésicule sensorielle. Enfin, le lignage « b » est issu de la cellule b4.2 et 

formera, chez le têtard, les cellules dorsales de la chorde nerveuse (Fig. 2.5 en vert), d’où 

son nom de lignage dorsal. 

Comme décrit ci-dessus, chez de nombreuses espèces, le rôle de la voie BMP et de ses 

inhibiteurs est un élément clef de l’induction neurale. D’abord étudiée chez H. roretzi, 

l’induction neurale chez les ascidies ne semble pas impliquer la signalisation BMP et ses 

inhibiteurs (Darras and Nishida, 2001). 

1) LE LIGNAGE CAUDAL (LIGNEE « A ») 
La spécification du destin neural caudal résulte d’une division asymétrique qui génère un 

précurseur neural et un précurseur de la notochorde au stade 44-cellules (Fig2.6). Cette 

division cellulaire se passe le long de l’axe animal-végétatif. La cellule fille localisée côté 

animal devient le précurseur neural, alors que la cellule fille se formant côté végétatif 

devient le précurseur de la notochorde. Cette division est caractérisée par l’activation 

d’ERK1/2 uniquement dans les précurseurs de la notochorde, ce qui contrôle l’expression 

différentielle de gènes entre les cellules sœurs (Yasuo & Hudson, 2007). Les précurseurs 

neuraux exprimeront ETR au stade 110-cellules alors que les précurseurs de la notochorde 

exprimeront Brachyury. 

Chez H. roretzi, les deux cellules filles adoptent le destin neural si la cellule mère 

notochorde/neurale est isolée avant sa division. En revanche, le traitement de la cellule 

mère notochorde/neurale par bFGF induit le destin notochorde dans les deux cellules filles. 

De plus, le traitement par un inhibiteur pharmacologique de MEK (protéine kinase de la 

cascade MEK/ERK) ou l’injection d’une forme dominante-négative de FGFR (DN-FGFR), induit 

l’expression ectopique de marqueurs neuraux dans les précurseurs de la notochorde 

(Minokawa et al., 2001). De manière similaire, l’inhibition de MEK avant la division de la 

cellule mère notochorde/neurale induit, chez C. intestinalis, l’expression ectopique d‘ETR 

dans les précurseurs de la notochorde, et la perte d’expression de Brachyury (Yasuo and 

Hudson, 2007). Chez les deux espèces, le choix binaire notochorde-neural est contrôlé par 

un signal FGF/MEK, qui induit la notochorde en réprimant le destin neural. 

L’immunomarquage de la forme doublement phosphorylée d’ERK1/2 (= forme active - 

dpERK) montre que cette MAP kinase est active dans la cellule mère notochorde/neurale et, 

après sa division cellulaire, elle ne reste active que dans le précurseur de la notochorde 

(Yasuo and Hudson, 2007).  



Chez C. intestinalis, l’injection d’un morpholino spécifique du ligand FGF9/16/20 phénocopie 

l’inhibition de MEK. Cela démontre que ce ligand active la cascade MEK/ERK1/2 chez C. 

intestinalis, et qu’il est nécessaire au choix entre les destins notochorde et neural (Fig. 2.6) 

(Yasuo and Hudson, 2007). Les expériences menées par Minokawa et al. (2001) montrent 

que les précurseurs neuraux caudaux sont compétents pour répondre au signal FGF. De plus, 

les cellules mères notochorde/neurale expriment elles-mêmes le gène FGF9/16/20 chez C. 

intestinalis (Bertrand et al., 2003). Dans ces conditions, comment expliquer que certaines 

cellules, pouvant répondre au FGF et exprimant elles-même FGF9/16/20, n’activent pas 

ERK1/2 ? 

La signalisation éphrine est une voie de signalisation impliquant une famille de ligands liés 

aux membranes, et des récepteurs de type tyrosine kinase. Elle agit en transmettant son 

signal entre deux membranes directement en contact. Elle possède la capacité de 

transmettre son signal dans le sens du ligand vers le récepteur (signal vers l’avant), mais 

aussi du récepteur vers le ligand (signal inversé). Dans le chapitre Introduction IV, je détaille 

plus largement les caractéristiques de cette voie de signalisation. Afin de préserver la clarté 

de cette section, je présente dans ce paragraphe uniquement le rôle de la signalisation 

éphrine/Eph lors de l’induction neurale chez C. intestinalis. Le gène éphrine-Ad est exprimé 

dans les cellules ectodermiques à partir du stade 16-cellules. Au stade 32-cellules, les 

membranes des cellules ectodermiques antérieures sont en contact direct avec les cellules 

mères notochorde-neurales (Tassy et al., 2006). Ce contact est localisé sur le côté où vont se 

former les précurseurs neuraux. La surexpression de l’éphrine-Ad par l’injection d’ARNm 

induit la perte d’expression de Brachyury, et l’expression ectopique du marqueur neural ETR, 

dans les précurseurs de la notochorde. A l’inverse, le knock-down d’éphrine-Ad induit 

l’expression ectopique de Brachyury et la perte d’expression d’ETR dans les précurseurs 

neuraux (Fig. 2.6) (Picco et al., 2007). Ces expériences montrent que la signalisation éphrine 

contrôle la spécification du destin neural caudal et du destin notochorde. L’emploi d’une 

forme tronquée du récepteur Eph3 (Eph3∆C - retrait du domaine cytoplasmique) induit 

l’activation ectopique d’ERK1/2 dans les précurseurs neuraux. Cela démontre que la 

signalisation éphrine implique, dans ce processus, une transmission du signal vers l’avant qui 

régule l’activation de la cascade MEK/ERK (Picco et al., 2007). 

Une explication simple du mode d’action de la signalisation éphrine-Ad est qu’elle agirait 

directement sur les précurseurs neuraux, et en inhibant l’activation d’ERK1/2 (Fig. 2.7 A). 

Cependant, il a été montré que les cellules mères notochorde/neurales sont polarisées juste 

avant leurs divisions (stade 32 tardif), et peuvent se diviser de façon asymétrique même 

lorsqu’elles sont isolées (Fig. 2.7 B). Lorsque la cellule mère neurale/notochorde est isolée à 

partir d’un embryon au stade 32-cellules tardif, dans lequel éphrine-Ad a été inhibé, elle se 

divise de façon symétrique en donnant deux précurseurs de la notochorde (Picco et al., 



2007). Cela démontre que le ligand éphrine-Ad agit avant la division de la cellule mère 

neurale/notochorde. L’hypothèse retenue par les auteurs est que la signalisation éphrine 

polarise les membranes de la cellule mère neurale/notochorde par le recrutement de p120-

RasGAP. Cette protéine constitue un excellent candidat, car il s’agit d’une protéine 

appartenant à la famille des GTPase-activating protein (GAP) et possédant la capacité de lier 

différents récepteurs Eph activés (cf. Introduction IV). Lors de la division de la cellule bi-

potentielle notochorde/neurale, le précurseur neural hériterait de la majorité des 

membranes polarisées enrichies en protéines RasGAP (Fig. 2.7 C). La liaison de RasGAP n’est 

qu’une possibilité parmi d’autres et reste à démontrer ; d’autant plus que les récepteurs à 

l’éphrine possèdent plusieurs domaines de liaisons, qui ont été décrits comme pouvant lier 

de nombreuses autres protéines cytoplasmiques (Pitulescu and Adams, 2010). Par ailleurs, 

les récepteurs Eph possèdent la capacité de lier en cis le récepteur au FGF, par interaction de 

leurs domaines cytoplasmiques (revue par Arvanitis and Davy, 2008). 

Le premier but de ma thèse a été d’étudier le mécanisme moléculaire qui transmet le signal 

éphrine-Ad/Eph3 lors de l’atténuation de la voie FGF/ERK, dans les embryons de C. 

intestinalis. Cette partie de mon projet de thèse sera décrit dans le chapitre « Projet I ». 

2) INDUCTION DU LIGNAGE NEURAL ROSTRAL (LIGNEE « A ») ET DORSAL (LIGNEE « B ») 

Les lignages neuraux « a » et « b » sont spécifiés dans l’hémisphère animal en effectuant un 

choix binaire entre les destins neural ou épidermique au stade 32-cellules. Parmi les 16 

cellules de l’ectoderme, les deux paires de cellules appelées a6.5 et b6.5 adoptent le destin 

neural (Fig 2.8 A). Il a été démontré que l’acquisition du destin neural par des cellules de 

l’ectoderme nécessite une interaction avec les cellules de l’hémisphère végétatif et dépend 

de la signalisation de la voie FGF/MEK (Hudson and Lemaire, 2001; Hudson et al., 2003). En 

effet, les quatre cellules à destinée neurale montrent l’activation d’ERK1/2 et l’expression 

d’Otx (Fig.2.8 B-C) (Hudson and Lemaire, 2001). Ce processus est donc considéré comme 

étant équivalent à l’induction neurale observée chez les Vertébrés. Il est important de noter 

que les cellules de l’ectoderme ont toutes la capacité à répondre au signal FGF et à acquérir 

le destin neural. Elles font un choix binaire entre le destin neural et le destin épidermique, 

selon la signalisation FGF (Hudson and Lemaire, 2001; Hudson et al., 2003). 

FGF9/16/20 est exprimé dans l’hémisphère végétatif au stade 16 et 32-cellules (Bertrand et 

al., 2003). Dans les calottes animales, sa surexpression induit l’expression d’Otx, ainsi que la 

perte du marqueur épidermique Epi1. A l’inverse, l’injection d’un mopholino spécifique de 

FGF/16/20 induit la perte d’expression d’Otx au stade 44-cellules et l’expression ectopique 

d’Epi1 au stade neurula dans les lignages neuraux « a » et « b ». Ces expériences démontrent 

que FGF9/16/20 est l’inducteur neural dans les embryons d’ascidie (Bertrand et al., 2003). 

Cependant, cela n’explique pas pourquoi seules les cellules a6.5 et b6.5 répondent au signal 



FGF. En reconstruisant des embryons virtualisés en 3D, Tassy et al (2006) ont quantifié les 

surfaces de contacts entre les cellules de l’ectoderme et celles de l’hémisphère végétatif. 

Cette approche a mis en évidence que (1) l’embryon d’ascidie au stade 32-cellules ne 

possède pas de blastocœle et donc que toutes les cellules de l’ectoderme sont en contact 

direct avec les cellules de l’hémisphère végétatif ; (2) les cellules a6.5 et b6.5 possèdent une 

surface de contact avec l’hémisphère végétatif supérieure aux autres cellules de l’ectoderme 

(Fig 2.8 D) (Tassy et al., 2006). Tassy et al (2006) ont donc proposé l’existance d’un 

mécanisme de seuillage qui contrôlerait l’induction neurale chez les embryons d’ascidie. 

Dans le chapitre consacré au rôle de la voie de signalisation éphrine/RasGAP, lors de 

l’induction des lignages neuraux rostral et dorsal (cf. projet II), je montre nos résultats qui 

suggèrent que l’antagonisme entre les voies éphrine et FGF est à la base du mécanisme de 

seuillage. 

  



 

 

 

 

 

 

INTRODUCTION III :REGIONALISATION 

ANTERO-POSTERIEURE DU SYSTEME NERVEUX 



REGIONALISATION ANTERO-POSTERIEURE DU SYSTEME NERVEUX 

L’induction neurale et la régionalisation précoce du système nerveux sont deux processus se 

déroulant relativement simultanément. Néanmoins, j’ai opté pour une présentation séparée 

de ces deux processus afin de faciliter la lecture. 

Le système nerveux est organisé en plusieurs structures réparties le long de l’axe antéro-

postérieur (cerveau, mésencéphale, rhombencéphale et moelle épinière). Comme évoquées 

dans la section précédente, ces structures pourraient être induites par plusieurs 

organisateurs ayant chacun la capacité d’induire une partie du système nerveux. Cependant, 

un modèle alternatif proposé par le Dr. Pieter Dirk Nieuwkoop soutient que le système 

nerveux se forme en deux étapes. La première étape implique l’induction du destin neural 

avec un caractère antérieur. La deuxième étape, dite de transformation (également appelée 

étape de postériorisation), implique que certaines cellules reçoivent des signaux 

transformants provenant du mésoderme et acquièrent un caractère plus postérieur. Dans 

cette section, je vais décrire plusieurs mécanismes impliqués dans la régionalisation antéro-

postérieure du système nerveux. 

Après son induction, le neuroectoderme est progressivement régionalisé le long de l’axe 

antéro-postérieur en plusieures structures (Fig. 3.1). Suivant le modèle de Nieuwkoop, le 

tissu neural est d’abord induit en tissu neural rostral avant que des signaux caudalisants 

transforment les cellules les plus postérieures. Il a été démontré que les signaux tels que FGF 

(Cox and Hemmati-Brivanlou, 1995), Wnt (McGrew et al., 1995) et RA (acide rétinoïque) 

(Durston et al., 1989) peuvent caudaliser le neuroectoderme, et sont considérés comme 

étant les signaux caudalisants proposés par Nieuwkoop (Stern et al., 2006). Ils induisent la 

première régionalisation de la plaque neurale en deux régions : caudale et rostrale (Fig. 3.1). 

Des signaux protecteurs des destins antérieurs ont également été identifiés. Parmi eux, 

Cerberus est sécrété à l’extrémité antérieur de la plaque neurale du xénope (Fig. 3.1) 

(Bouwmeester et al., 1996; Piccolo et al., 1999). L’injection de l’ARNm Cerberus induit la 

formation de structures neurales de type antérieure dans les calottes animales des 

embryons injectés (Bouwmeester et al., 1996). Il agit en inhibant plusieurs signaux 

caudalisants tels que BMP et Wnt (Piccolo et al., 1999). Un antagonisme réciproque entre les 

voies de signalisation BMP et FGF a également été rapporté. Le signal FGF induit 

l’inactivation du signal BMP, par rétention dans le cytoplasme de SMAD-1 suite à sa 

phosphorylation, alors que la signalisation BMP induit la répression d’un régulateur positif 

de la signalisation FGF. Cet antagonisme permet la formation de deux gradients BMP et FGF 

opposés, qui maintiennent la frontière entre les territoires antérieur et postérieur (Fig. 3.1) 

(Cho et al., 2013). 



Ces signaux de régionalisation permettent l’expression de différents facteurs de 

transcription le long de l’axe antéro-postérieur (Fig. 3.2) (Price et al., 2011). Par exemple, 

Gbx2 est exprimé dans les structures postérieures car il est induit par l’acide rétinoïque 

(Bouillet et al., 1995) A l’inverse, Otx2 est exprimé dans les structures antérieures. Son 

expression est stabilisée par un signal positif provenant du mésoderme antérieur, alors que 

le mésoderme postérieur réprime l’expression d’Otx2. Un traitement à l’acide rétinoïque 

exogène réprime l’expression d’Otx2 (Ang et al., 1994). Ces facteurs de transcription agissent 

par couple. Par exemple, chez la souris, la perte de fonction de Gbx2 induit l’extension 

postérieure d’Otx2. A l’inverse, l’expression ectopique de Gbx2, dans le territoire d’Otx2 

induit une diminution du territoire d’expression d’Otx2 vers le côté antérieur (Millet et al., 

1999). De manière similaire, l’expression ectopique d’Otx2, dans le rhombencéphale, induit 

un recul du domaine d’expression de Gbx2 vers le côté postérieur (Broccoli et al., 1999). La 

relation antagoniste entre Otx2 et Gbx2 établit une frontière d’expression entre les deux 

facteurs de transcription. Un mécanisme similaire est également démontré entre les couples 

de facteurs de transcription Six3/Irx3 et Pax6/engrailed (Araki and Nakamura, 1999; 

Kobayashi et al., 2002; Matsunaga et al., 2000). Les frontières créées par ces facteurs de 

transcription correspondent aux frontières des futurs télencéphale (Six/Irx), diencéphale, 

mésencéphale (Pax/En) et rhombencéphale (Otx/Gbx) (Fig. 3.2) (Kobayashi et al., 2002). 

Des organisateurs secondaires se forment à la frontière de ces territoires (Fig. 3.2). Ils 

organisent localement la formation du système nerveux en induisant l’expression de gènes 

spécifiques (Vieira et al., 2010). Par exemple, la frontière Otx2/Gbx2 définit le site 

d’expression de FGF8, caractéristique de l’isthmus. La diffusion de FGF, à partir de l’isthmus, 

établit la limite antérieure d’expression des gènes Hox (Irving and Mason, 2000). La zona 

limitans intrathalamica (ZLI) est un autre inducteur secondaire qui se forme dans le 

diencéphale, où il établit la frontière entre le pré-thalamus et le thalamus. Cette frontière 

est matérialisée par l’expression de sonic hedgehog (SHH). A partir de la ZLI, SHH diffuse de 

manière bidirectionnelle et induit l’expression de Dlx2 (distal-less homeobox 2) du côté 

antérieur, alors qu’il induit l’expression de Gbx2 (gastrulation brain homeobox 2) du côté 

postérieur (Fig. 3.3).Cette réponse différentielle du tissu neural est due au facteur de 

transcription Irx3 (Iroquois-related homeobox 3), qui est exprimé uniquement dans les 

structures postérieures à la ZLI (Fig. 3.2). Irx3 agit comme un facteur permissif nécessaire à 

l’expression Gbx2. L’expression ectopique d’Irx3, du côté antérieur de la ZLI, change la 

compétence des précurseurs pré-thalamiques. Dans ce cas, ces cellules perdent l’expression 

de Dlx2 et expriment Gbx2. Ces organisateurs secondaires ne sont pas conservés (ou 

fortement divergents) chez les ascidies et l’amphioxus. Cependant, des structures similaires 

(de par leur position et le réseau de gènes impliqués) à la ZLI, ANR et Isthmus ont été 

identifiées chez l’Hémichordé S.kowalevskii (Pani et al., 2012). Cela démontre que 



l’apparition de ces structures est antérieure à l’émergence des Vertébrés, et que ces 

structures ont été partiellement perdues chez l’amphioxus et les ascidies.  

Enfin, la régionalisation des structures les plus postérieures (rhombencéphale et moelle 

épinière) implique les gènes Hox. Il s’agit d’une famille de régulateurs transcriptionnels qui 

contrôlent le développement de différentes structures le long de l’axe antéro-postérieur. 

Bien qu’il ne s’agisse pas d’une règle universelle, les gènes Hox sont connus pour être 

exprimés le long de l’axe antéro-postérieur, en miroir de leur organisation sur le génome 

(notion de colinéarité) (Fig. 3.4 A-B). Chez les Vertébrés, les gènes Hox sont d’abord 

maintenus sous silence lors du développement précoce, puis leur expression antéro-

postérieure commence progressivement suivant la direction 3’-5’ de l’organisation des gènes 

sur le génome (notion de colinéarité temporelle). Cela proviendrait d’une modification 

coordonnée des méthylations présentes sur les gènes Hox permettant le passage d’une 

signature inactivant le gène à une signature activant le gène (revue par Mallo and Alonso, 

2013). Dans les futurs rhombomères, les premiers gènes Hox sont induits par RA et FGF 

(revue par Alexander et al., 2009). Cette première activation va permettre l’induction de 

facteurs de transcription. Par exemple, le gène Hoxb1 induit l’expression du facteur de 

transcription Krox20, lequel va dans un second temps restreindre les domaines d’expression 

d’Hoxb1 et induire l’expression d’autres gènes Hox dans d’autres domaines. L’identité de 

chaque rhombomère provient de l’expression d’une combinaison de gènes Hox (Fig. 3.4 C) 

(Price et al., 2011). Par exemple, la perte de fonction du gène Hoxb1 induit la conversion du 

rhombomère 4 (R4) en rhombomère 2 (R2) (Studer et al., 1996). A l’inverse, l’expression 

ectopique d’Hoxb1 induit la conversion de R2 en R4. 

REGIONALISATION ANTERO-POSTERIEURE DU SYSTEME NERVEUX CHEZ 

L’ASCIDIE 

1) FORMATION DE LA PLAQUE NEURALE 

Les précurseurs neuraux des trois lignages se divisent pour former la plaque neurale. Les 

précurseurs neuraux végétatifs (lignage « A ») et animaux (lignages « a » et « b ») sont tous 

localisés à la marge (frontière entre les pôles animal et végétatif). Les cellules a6.5, b6.5, 

A7.4 et A7.8 se divisent le long de l’axe médio-latéral et génèrent des cellules filles 

positionnées à la marge (Fig. 3.5 A-C). La cellule a6.7, qui n’est pas induite vers la destinée 

neurale au stade 32-cellules, génère un précurseur neural à la marge et un précurseur 

épidermique (Fig. 3.5 A-C) au stade 64-cellules. Au stade 110-cellules, les précurseurs 

neuraux antérieurs (lignée a) et postérieurs (lignée A) sont alignés à la marge. Les 

précurseurs neuraux antérieurs se divisent le long de l’axe antéro-postérieur et la plaque 

neurale est composée de trois rangées de cellules (stade 3-rangées (3R)) (Fig. 3.5 D). Une 

division des cellules de chaque rangée selon l’axe antéro-postérieur permet de générer une 



plaque neurale composée de 6 rangées (6R) avec 6 cellules (et 8 pour les deux rangées 

postérieures) (Fig. 3.5 E). La division des différentes rangées n’est pas synchrone. Les cellules 

de la R1/2 se divisent en premier, suivies des cellules de la R4/6 puis celles de la R3/4 (Nicol 

and Meinertzhagen, 1988a). Une nouvelle série de divisions le long de l’axe antéro-

postérieur génère une plaque neurale composée de 12 rangées (12R) (Fig. 3.5 F-G). La R2 se 

divise en premier, suivie de la R1. Les cellules des R3 et R5 se divisent de manière quasi 

synchrone, puis la R5 se divise avant la R6. D’une manière générale, les cellules latérales de 

chaque rangée se divisent après la division des cellules centrales. Par exemple, les cellules 

latérales de la R3 (a9.49) se divisent après les cellules centrales de la R3 (a9.33 et a9.37), 

mais en même temps que les cellules centrales de la R4 (a9.34 et a9.38) (Nicol and 

Meinertzhagen, 1988a). 

Au stade plaque neurale à 6R, les rangées sont appelées rangées 1, 2, 3,4, 5 et 6 ; avec 1 

pour la rangée la plus postérieure. Au stade plaque neurale à 3R, la rangée qui donne les 

rangées 1 et 2 est appelée « rangée 1/2 ». De même, celles qui donnent les rangées 3 et 4 et 

les rangées 5 et 6 sont appelées « rangée 3/4 » et « rangée 5/6 » respectivement. Les R1 et 

R2 dérivent de la lignée « A » et vont former les parties ventrale et latérale de la chorde 

nerveuse et du ganglion cérébral (VG), ainsi que la partie postérieure de la vésicule 

sensorielle (PSV) (Fig. 3.5 H). Les R3 et R4 dérivent de la lignée « a ». La R3 forme la partie 

intermédiaire de la vésicule sensorielle, comprenant notamment les cellules pigmentaires. 

La R4 forme la partie antérieure de la vésicule sensorielle (Fig. 3.5 H). Les cellules issues des 

R5 et R6 n’intègrent pas le système nerveux central de la larve et participent à la formation 

du système nerveux périphérique. Les cellules de la lignée « b » se situent de chaque côté de 

la plaque neurale et participent à la formation du système nerveux central, en tant que 

structure dorsale de la moelle épinière (Fig. 3.5 H). 

2) REGIONALISATION DU SYSTEME NERVEUX 

Les différents lignages neuraux sont spécifiés différemment dans les embryons chez C. 

intestinalis (cf. Introduction II). Les cellules du lignage « A » ont, dans la plaque neurale, une 

position plus postérieure que les cellules neurales animales (lignées « a » et « b »). Cela 

pourrait suggérer que les différents mécanismes d’induction permettent d’attribuer aux 

cellules leurs caractéristiques antérieure ou postérieure, en même temps que l’induction. 

Cependant, les cellules issues du précurseur neural A7.4 participent à la formation de la PSV 

(structure antérieure) et à la partie ventrale du tube neural (structure postérieure). 

L’identité postérieure ou antérieure du lignage A n’est donc pas attribuée au moment de 

l’induction. A l’inverse, il semble que cela soit le cas pour les lignages neuraux animaux. Les 

lignées « a » et « b » adoptent respectivement un destin neural antérieur ou postérieur, qui 

est caractérisé par l’expression de gènes différents dans ces deux lignages. Cette différence 

est induite par l’expression différentielle de FoxA dans l’embryon précoce (Fig. 1.5). FoxA est 



présent dans le neuroectoderme antérieur au stade 32-cellules (pendant lequel l’induction 

neurale se passe), mais absent du neuroectoderme postérieur (lignée « b »). Sous son 

influence, les cellules de la lignée « a » répriment le programme neural postérieur pour 

exprimer, au stade plaque neurale, des marqueurs spécifiques du programme antérieur 

(exemple : Otx, FoxC ou Ror-a). L’expression ectopique de FoxA dans le lignage « b » induit la 

perte d’expression, au stade plaque neurale, de marqueurs postérieurs comme Msxb, et 

l’expression ectopique des marqueurs postérieurs cités précédemment (Lamy et al., 2006). 

Lors de l’induction neurale des lignages animaux, un seul inducteur (FGF9/16/20) est 

interprété différemment par les cellules en fonction de l’expression de FoxA. 

Les divisions successives de la plaque neurale le long de l’axe antéro-postérieur 

(2R→3R→6R→12R) coïncident avec une régionalisation progressive de la plaque neurale et 

la restriction de la compétence des cellules. Dans ce paragraphe, je présente plusieurs 

exemples illustrant la régionalisation de la plaque neurale. 

La première division (2R→3R) induit la séparation des territoires de FoxC (exprimé dans les 

R5 et R6) et de ZicL (exprimé dans les R3 et R4) (Fig. 3.6 A). Cela est dû à l’activation 

d’ERK1/2 uniquement dans les deux rangées les plus postérieures (R1/2 et R3/4) (Fig. 3.6 B), 

plus probablement par FGF9/16/20 qui est exprimé dans la R1/2 (Fig. 3.6 A). L’inhibition de 

la signalisation FGF9/ERK, par l’expression d’une forme tronquée du FGFR (DN-FGFR : FGFR 

plus probablement par FGF9/16/20 qui est exprimé dans la R1/2 (Fig. 3.6 A). L’inhibition de 

la signalisation FGF9/ERK, par l’expression d’une forme tronquée du FGFR (DN-FGFR : FGFR 

sans son domaine intracellulaire), dans les R3 à R6 (utilisation du promoteur du gène DMRT 

qui s’exprime dans la lignée neurale « a » à partir du stade 64-cellules), induit l’expression 

ectopique de FoxC dans les R3 et R4, ainsi que la perte d’expression de ZicL (Fig 3.6 C) 

(Wagner and Levine, 2012). L’utilisation d’un inhibiteur de MEK (UO126) produit les mêmes 

phénotypes (Wagner and Levine, 2012). Lors de cette division, le signal FGF/ERK est donc 

responsable de l’expression différentielle de gènes dans les R3/4 et R5/6, en induisant ZicL 

ou en réprimant FoxC dans la R3/4 (rangée animale la plus postérieure). 

Le passage du stade 3R à 6R implique également une régionalisation antéro-postérieure 

contrôlée par un signal FGF. Au stade 6R, ERK1/2 est activé uniquement dans la R1 et la R3 

(Fig. 3.7 A). L’analyse de marqueurs moléculaires a démontré que l’inhibition de MEK, par un 

traitement UO126, induit la perte des marqueurs de la R1 et l’expression de marqueurs 

spécifiques de la R2 dans la R1 (Fig. 3.7 B/C) (Hudson et al., 2007). L’utilisation du DN-FGFR 

produit les mêmes phénotypes (Fig 3.7 D). Lors de la séparation des R3 et R4, les 

conséquences de l’inhibition du signal FGF ne sont pas encore décrites. 

Enfin, lors de la dernière division 6R→12R, chaque rangée se divise selon l’axe antéro-

postérieur. Par exemple, la division de la R3 donne deux rangées, que j’appellerai pour plus 



de clarté R3 postérieure (R3p) et R3 antérieure (R3a) (Fig. 3.8 A). Le lignage des cellules 

pigmentaires est un bon exemple de la régionalisation antéro-postérieure au stade 12R. Les 

cellules pigmentaires sont deux cellules qui se trouvent dans la vésicule sensorielle du 

têtard. Ces cellules font parties de deux organes sensoriels : l’otolith et l’ocellus. L’otolith est 

un organe composé d’une cellule pigmentaire qui mesure la pression. Il est situé dans la 

vésicule sensorielle en position antérieure par rapport à l’ocellus. L’ocellus est un organe 

photosensible, composé de plusieurs cellules photoréceptrices et d’une grande cellule 

pigmentaire (Fig 3.8 A) (Satoh, 1994). Les cellules pigmentaires dérivent des cellules a9.49 

(Fig. 3.8 A). Il s’agit des cellules latérales de la R3 de la plaque neurale à 6R. Cette paire de 

cellules génère au total quatre cellules dans la larve, dont seules les deux cellules plus 

postérieures deviendront les cellules pigmentaires (Fig 3.8 A - lignage vert clair). Chez C. 

intestinalis, les précurseurs a9.49 expriment dès le stade 6R, le facteur de transcription MITF 

(Microphtalmia-associated transcription factor), qui est un facteur de transcription de la 

famille bHLH, et trois gènes de la famille tyrosinase, qui sont impliqués dans le métabolisme 

des pigments (Tyr codent pour tyrosinase, Tyrp1/2a et TyrpA/2b codent pour Tyrosinase 

related protein) (Esposito et al., 2012). Le patron d’expression de ces gènes est restreint au 

stade 12R, uniquement dans les cellules pigmentaires (a10.97). Les cellules pigmentaires 

sont induites par un signal provenant de la lignée neurale « A » (R1 et R2) (Nishida, 1991; 

Nishida and Satoh, 1989). Dans la lignée des cellules pigmentaires, l’expression d’une forme 

dominante négative du FGFR, à l’aide du promoteur de Tyrp1/2a ou Tyr, induit une 

diminution du nombre de cellules pigmentées ou leur absence, ainsi qu’une mauvaise 

localisation des cellules dépigmentées. (Squarzoni et al., 2011). Cependant, la nature du 

signal FGF n’est pas connu car deux ligands FGF (FGF8/17/18 et FGF9/16/20) sont exprimés 

dans la R2. Au stade 6R, le traitement des embryons avec l’UO126 (inhibiteur de MEK) induit 

le même phénotype que le DN-FGFR. Cela suggère que le signal FGF agit en activant la 

cascade MEK/ERK (Squarzoni et al., 2011). 

L’activation de la cascade MEK/ERK dans la R3, au stade 6R, induit l’activation 

transcriptionnelle du gène codant pour un facteur de transcription ETS1/2. ETS1/2 

appartient à un sous-groupe de la famille des facteurs de transcription Ets, dont l’activité est 

contrôlée par une phosphorylation sur thréonine par la voie RAS/MAPK (Wasylyk et al., 

1998). La surexpression d’une forme constitutivement inactive ETS1/2, dans le lignage 

pigmentaire (utilisation du promoteur de Tyrp1/2a), induit un phénotype similaire au DN-

FGFR. A l’inverse, l’expression de la forme constitutivement active de ETS1/2 (ETS::VP16), 

dans la cellule a9.49, induit des cellules pigmentaires excédentaires (Squarzoni et al., 2011). 

Ensemble, ces expériences montrent que l’activation du signal FGF/ERK permet d’induire le 

lignage pigmentaire par ETS1/2. Elles démontrent également que, le contrôle de l’activation 

ETS1/2 permet de restreindre le nombre de cellules pigmentaire induites (Squarzoni et al., 



2011). Squarzoni et al (2011) ont proposé que seules deux cellules pigmentaires soient 

induites, car les cellules pigmentaires (a10.97) adoptent, pendant la neurulation, une 

position plus postérieure que leurs cellules sœur (a10.98). De ce fait, seules les cellules 

pigmentaires reçoivent, en continu, le signal FGF durant le neurulation. Cela maintient 

l’expression de TCF dans les cellules pigmentaires, ce qui leurs permet d’être compétentes 

pour répondre au signal Wnt, qui assurera la différenciation finale en otolith et ocellus 

(Squarzoni et al., 2011). Les cellules pigmentaires vont ensuite s’intercaler, le long de l’axe 

antéro-postérieur, parmi les cellules dorsales du tube neurale (Nakamura et al., 2012). La 

différenciation finale de l’otholith et de l’ocellus est induite par Wnt7,  qui est exprimé par 

dans les cellules de la région du cou (en position immédiatement postérieure par rapport 

aux cellules a10.97) (Fig. 3.8 A). L’intercalation des cellules pigmentaires, le long de l’axe 

antéro-postérieur fait que, seule la cellule a10.97 la plus postérieure est instruite par le 

signal Wnt, pour devenir la cellule pigmentaire de l’ocellus (Abitua et al., 2012). Dans la 

partie consacré au troisième projet de recherche, je présente comment la signalisation 

éphrine est impliquée dans le contrôle du lignage pigmentaire. Comme la régionalisation de 

la plaque neurale implique la signalisation FGF, nous avons cherché à évaluer le rôle de la 

signalisation éphrine/RasGAP, à chaque étape de la régionalisation antéro-postérieure. 

La spécification du lignage des motoneurones est un autre exemple de régionalisation 

antéro-postérieure au stade 12R. Les cinq paires de motoneurones identifiées chez C. 

intestinalis sont situées en position ventro-latérale, dans le ganglion cérébral, et se 

projettent en direction des muscles de la larve (Hudson et al., 2011). Les motoneurones 

proviennent du précurseur neural A8.15 de la R1/2, au stade plaque neurale 3R (qui est à 

l’origine des lignages vert et rouge sur la Fig. 3.8 B). La spécification du lignage des 

motoneurones implique deux divisions successives, présentant un patron d’activation 

d’ERK1/2 différentiel (Fig. 3.8 B, lignage rouge) (Stolfi et al., 2011). Le précurseur du lignage 

motoneurone A9.30 exprime FGF8/17/18, et il est en contact avec la cellule A9.29 qui 

exprime éphrine-Ab. Lors de la division 6R→12R, le précurseur A9.30 génère les cellules 

A10.60 (où ERK1/2 est activé) et la cellule A10.59 (où ERK1/2 est inactif) (Fig. 3.8 C). Lors de 

la division suivante, la cellule A10.59 génère les cellules A11.118 (où ERK1/2 est activé) et la 

cellule A11.117 (où ERK1/2 est inactif) (Fig. 3.8 C). Les auteurs ont émis l’hypothèse que, 

l’activation différentielle d’ERK1/2 s’explique par le fait que les cellules qui héritent des 

contacts cellulaires avec l’éphrine-Ab (A10.59 pour la première division et A11.117 pour la 

deuxième division), sont les cellules dans lesquelles l’activation d’ERK1/2 est inhibée (Fig. 3.8 

C) (stolfi et al. 2011). L’étude de ce lignage constitue un nouvel exemple d’inhibition du 

signal FGF/ERK par la voie éphrine chez C. intestinalis. La surexpression de éphrine-Ab, dans 

la cellule A9.30, induit une modification des choix ayant lieu lors de la deuxième division, en 

inversant le patron d’activation d’ERK1/2 dans les cellules A11.118 et A11.117 (Fig. 3.8 C). Ce 



résultat s’explique par le fait que, lors de cette expérience, les membranes les plus 

fortement exposées à la signalisation éphrine sont héritées par la cellule A11.118. Cette 

expérience supporte l’hypothèse d’une ségrégation asymétrique de RasGAP, lors d’une 

division asymétrique induite par l’éphrine chez C. intestinalis. 

3) ROLE DES GENES HOX ? 

Le génome de C. intestinalis contient neuf gènes Hox (Dehal et al., 2002) répartis sur deux 

chromosomes (Ikuta et al., 2004). Les huit gènes Hox 1, 2, 3, 4, 5, 10, 12 et 13 commencent à 

s’exprimer au stade larve précoce. Les quatre gènes Hox 1, 3, 5, et 10 présentent une 

coordination spatiale limitée le long de l’axe antéro-postérieur du tube neural (Ikuta et al., 

2004). L’injection de morpholino ne provoque pas de perturbation morphologique de la 

larve, exceptée pour le morpholino spécifique de Hox 12 qui cause une malformation de 

l’extrémité de la queue (ikuta 2010). L’expression colinéaire des gènes Hox 1, 3, 5, 10 dans le 

système nerveux suggère qu’ils pourraient être impliqués dans la régionalisation du CNS de 

la larve. Les gènes Hox 1, 3, 5 et 10 sont exprimés dans le ganglion cérébral et la partie 

antérieure de la moelle épinière (fig. 3.9). L’injection de morpholino spécifiques de ces gènes 

Hox n’induit pas de perturbation dans la formation des neurones originaires du ganglion 

cérébral, ou de la partie antérieure de la moelle épinière, sauf pour le morhpolino spécifique 

de Hox 10 (Ikuta et al., 2010). L’ensemble de ces résultats indiquent que le rôle des gènes 

Hox, dans l’organisation antéro-postérieure, ne semble pas conservée chez C. intestinalis. 

  



 

 

 

 

 

 

INTRODUCTION IV : LA VOIE DE 

SIGNALISATION EPHRINE-EPH 
  



1) INTRODUCTION 
Les récepteurs Eph sont les récepteurs de la voie éphrine. Ils appartiennent à la famille des 

RTK (Receptor Tyrosine Kinase) et peuvent être divisés en deux catégories, qui reflètent la 

similarité de leurs séquences et leurs affinités pour les différents ligands (Eph Nomenclature 

Committee, 1997). Les récepteurs Eph de type A (EphA) se lient préférentiellement au 

ligands éphrine de type A (éphrine-A). Ces ligands sont caractérisés par une ancre GPI 

(Glycosyl Phosphatidyl Inositol) les retenant attachés à la membrane des cellules qui les 

expriment (Fig. 4.1 A). Les récepteurs Eph de type B (EphB) se lient préférentiellement au 

ligands éphrine de type B (éphrine-B). Ces ligands se différencient des ligands éphrine-A par 

une absence d’ancre GPI, remplacée par un domaine transmembranaire et un domaine 

cytoplasmique (Fig 4.1 A). Les deux formes de ligands restent, sauf exception (Wykosky et 

al., 2008), liés à la membrane et ne sont pas sécrétés. Le signal éphrine-Eph n’est donc 

transmis qu’entre des cellules possédant un contact membranaire.  

La formation du complexe éphrine-Eph permet la transmission du signal dans le sens du 

ligand vers le récepteur (signal vers l’avant), mais aussi du récepteur vers le ligand (signal 

inversé) (Fig 4.1 B). La transmission vers l’avant implique l’autophosphorylation du récepteur 

(Fig. 4.1 A), puis le recrutement de protéines sur ses domaines de liaisons, ou la 

phosphorylation d’autres protéines. La transmission inversée par l’éphrine-B implique la 

phosphorylation de son domaine cytoplasmique (Fig. 4.1 A) et le recrutement de protéines. 

Enfin, la transmission inversée par l’éphrine-A (qui ne possède pas de domaine 

intracellulaire) implique vraisemblablement des co-récepteurs recrutés en cis par son 

domaine RBD (Receptor-Binding Domain) (Fig. 4.1 A) (Klein, 2012). 

2) HISTOIRE EVOLUTIVE 
Une analyse phylogénétique indique que les ligands éphrine et les récepteurs Eph n’ont pas 

divergé en classe A et B simultanément au cours de l’évolution (Mellott and Burke, 2008). 

Les deux classes de ligands existent chez les Urochordés et les Vertébrés, mais seule la classe 

éphrine-B est retrouvée chez les non-Chordés et les Céphalochordés (Fig. 4.2 A). Cependant, 

les récepteurs Eph de C. intestinalis ne sont pas divisés en sous-classe A et B comme chez les 

Vertébrés (Fig. 4.2 B). Cela révèle que les ligands ont divergé en deux sous-classes avant les 

récepteurs et suggère qu’initialement les récepteurs Eph pouvaient lier les deux classes de 

ligands (Mellott and Burke, 2008). En effet, les récepteurs EphA4 et EphB2 sont connus pour 

lier les ligands de la classe opposée (Himanen et al., 2004; Kullander and Klein, 2002). 

Le génome de C. intestinalis contient quatre gènes codant pour un ligand éphrine-A, un gène 

codant pour un ligand éphrine-B, ainsi que six gènes codant pour un récepteur Eph (Fig. 4.2) 

(Mellott and Burke, 2008). 



3) FONCTIONS BIOLOGIQUES DE LA SIGNALISATION EPHRINE 
La signalisation éphrine est impliquée dans de nombreux processus biologiques pendant le 

développement, tels que l’angiogenèse, le développement neural, la migration des cellules 

ou la différenciation des cellules souches (revue par Klein, 2012). Sa dérégulation dans de 

nombreux cancers est également bien documentée (Pasquale, 2010). 

La signalisation éphrine est notamment impliquée dans l’organisation des tissus. Par 

exemple, lors du développement neural, les segments des rhombomères sont composés de 

cellules ayant différentes propriétés d’adhésion (Cooke et al., 2005). Chez le poisson zèbre, 

les rhombomères R3 et R5 expriment EphA4 et les rhombomères R1, R4 et R7 expriment 

l’éphrine-B2 (Fig. 4.3 A). L’interaction éphrine-Eph induit la répulsion des deux populations 

de cellules et l’établissement d’une frontière entre les rhombomères. Le renouvellement des 

cellules de l’épithélium de l’intestin grêle des mammifères est un autre exemple bien décrit, 

impliquant la signalisation éphrine dans le positionnement des cellules. Cet épithélium est 

organisé le long d’un axe lumière (ou villus)-crypte. Les cellules différenciées au niveau du 

villus expriment le ligand éphrine-B1, et les cellules souches situées dans la crypte expriment 

EphB2 (Fig. 4.3 B). Au cours de la différenciation des cellules de la crypte vers le villus, 

l’expression du récepteur EphB2 diminue, alors que celle de l’éphrine-B1 augmente (Fig. 4.3 

B) (Batlle et al., 2002). La perte de fonction d’EphB2 induit un mauvais positionnement des 

cellules le long de l’axe de la crypte. Cela suggère que l’expression complémentaire d’EphB2 

et d’éphrine-B1 permettent l’organisation du tissu (Batlle et al., 2002). 

La signalisation éphrine est également impliquée dans le contrôle de la croissance des 

axones. Par exemple, lors de la projection des neurones de la rétine vers les colliculus 

supérieurs (ou tectum optique), des gradients opposés de ligands éphrines et de récepteurs 

Eph permettent le positionnement précis des axones (Fig. 4.3 C) (revue par Lackmann and 

Boyd, 2008). Les neurones de la rétine expriment un double gradient éphrine/Eph. Les 

noyaux de la rétine présentent un gradient d’expression d’EphA dans l’axe nasal-temporal 

(NT), et un gradient d’expression d’EphB dans l’axe dorso-ventral (Fig. 4.3 C). Il existe 

également un double gradient éphrine/Eph dans le tectum optique. Un gradient 

d’expression d’éphrine-A dans l’axe antéro-postérieur, et un gradient d’éphrine-B dans l’axe 

médio-latéral (Fig. 4.3 C). Des analyses in vitro ont révélé que, le gradient d’éphrine-A 

repousse les axones provenant de la partie temporale de la rétine (forte expression d’EphA), 

mais n’a pas d’effet sur les axones localisés dans la partie nasale de la rétine (faible 

expression d’EphA). Cela suggère que le positionnement des axones le long de l’axe antéro-

postérieur du tectum optique (Fig. 4.3 C) soit initié par un phénomène de répulsion entre les 

ligands éphrine-A et les récepteurs EphA (Frisén et al., 1998). A l’inverse, l’organisation 

médio-latérale du tectum optique suggère qu’un phénomène d’attraction organise les 

projections axonales. En effet, les neurones de la partie ventrale de la rétine (forte 



expression d’EphB) se projettent vers le tectum optique médian (forte expression d’éphrine-

B), et que les neurones de la partie dorsale de la rétine (faible expression d’EphB) se 

projettent vers le tectum optique latéral (faible expression d’éphrine-B) (Fig 4.3 C) 

(McLaughlin et al., 2003). 

4) FONCTIONNEMENT DE LA VOIE EPHRINE 
Les récepteurs Eph sont activés par la formation d’un tétramère constitué de deux ligands et 

de deux récepteurs (Fig. 4.1 B). Cela induit la transphosphorylation des tyrosines du domaine 

juxta-membranaire d’Eph et un changement de sa conformation (Holland et al., 1997; 

Pasquale, 2005). Sous sa forme tétramérique, ce complexe ne possède qu’une faible 

capacité à transmettre le signal. L’activation optimale de la voie de signalisation ne sera 

obtenue que par la formation de larges plateformes de signalisations à la membrane, 

également appelées « cluster » en anglais (Fig. 4.1 B) (Klein, 2012). Ces plateformes sont 

composées d’agrégats de récepteurs Eph recrutés en cis, ainsi que d’autres protéines 

impliquées dans la transmission du signal éphrine ou dans sa régulation (revue par Janes et 

al., 2012). La formation de cette plateforme est initiée par la formation du complexe 

éphrine-Eph, suivie du recrutement en cis du récepteur par une contraction actine-myosine 

(Salaita et al., 2010). Ce recrutement peut s’étendre de manière indépendante du ligand, au-

delà de la zone d’interaction avec l’éphrine (Fig. 4.1 B) (Wimmer-Kleikamp et al., 2004). Le 

signal transmis à partir des clusters peut être perturbé par un phénomène d’inhibition 

latérale, créée par l’interaction en cis entre ligand et récepteur. Cette inhibition survient 

lorsque le ligand et le récepteur sont co-exprimés dans la même cellule (Carvalho et al., 

2006). Cependant, la co-expression du ligand et du récepteur, dans une même cellule, ne 

produit pas toujours une inhibition latérale, puisqu’ils peuvent être physiquement séparés 

sur des domaines membranaires distincts (Marquardt et al., 2005). 

Les récepteurs Eph (transmission du signal vers l’avant) agissent par le recrutement de 

protéines adaptatrices. Certaines de ces protéines régulent les Rho GTPases (RhoA, Cdc42 ou 

Rac) pour remodeler le cytosquelette d’actine. Par exemple, le guanine nucleotide exchange 

factor (GEF) ephrexin1 interagit avec le récepteur EphA4. Ephrexin1 est phosphorylée lors de 

cette interaction et agit sur l’activité de RhoA. Cela provoque des modifications du 

cytosquelette d’actine et la rétractation des axones (Sahin et al., 2005). Les récepteurs Eph 

possèdent également la capacité de réguler les GTPases de la famille Ras (voir ci-dessous). 

Les ligands éphrine-B (transmission du signal inversé) sont activés lors de la formation des 

plateformes membranaires par phosphorylation. Les ligands éphrine-B activés recrutent sur 

leurs domaines SH2 et PDZ, des protéines qui vont transmettre le signal éphrine inversé. Par 

exemple, Grb4 se fixe sur les ligands éphrine activés et agit en modifiant le cytosquelette 

d’actine et les adhésions focales (Cowan and Henkemeyer, 2001). La transmission du signal 

inversé par les ligands éphrine-A ne peut se faire directement car ils ne possèdent pas de 



domaine intracellulaire. La transmission du signal se fait par le recrutement en cis de co-

récepteurs (Fig 4.1 A). Par exemple, dans les neurones de la rétine, les ligands éphrine-A 

recrutent p75 neurotrophin receptor (NTR). Chez la souris, la perte de fonction de NTR, dans 

les neurones de rétine, induit une localisation trop antérieure des projections axonales dans 

le tectum optique. Cela démontre que NTR est nécessaire à la répulsion des axones de la 

rétine (Lim et al., 2008). 

La répulsion des cellules est induite par la séparation physique des cellules. Cette séparation 

est induite lors du clivage du complexe éphrine-Eph par une metalloprotéase (ADAM10). 

ADAM10 agit en clivant le ligand uniquement après la formation d’un complexe éphrine-Eph 

actif ce qui permet la séparation des deux cellules (Fig. 4.4 A) (Janes et al., 2009). 

L’expression d’un ligand résistant à la protéolyse par ADAM10 réduit la répulsion d’axones 

en croissance, suggérant que la protéolyse par ADAM10 soit nécessaire à l’arrêt du signal 

(Hattori et al., 2000). L’endocytose du complexe éphrine-Eph est également impliquée lors 

du processus de répulsion. Il apparaît que l’endocytose peut avoir lieu dans la cellule qui 

exprime le ligand, ou dans celle qui exprime le récepteur (Fig. 4.4 B/C). Des essais, utilisant 

des formes tronquées des ligands et des récepteurs, suggèrent que le sens d’internalisation 

dépend de la direction du signal. Un récepteur EphB2 tronqué, sans domaine cytoplasmique, 

sera internalisé dans la cellule qui exprime un ligand éphrine-B1 fonctionnel (Fig 4.4 C). A 

l’inverse, l’endocytose se fera dans la cellule qui exprime le récepteur, si le récepteur est 

intact et que le ligand est tronqué de son domaine cytoplasmique (Fig 4.4 B). Enfin, un 

complexe formé de ligands et de récepteurs tronqués n’est pas internalisé et induit le 

maintien de l’adhésion entre les cellules (Zimmer et al., 2003). L’internalisation de l’éphrine-

B2 dans les cellules qui expriment EphB4, induit le transfert de la protéine éphrine-B2 

intacte, dans la cellule qui exprime le récepteur (Marston et al., 2003). Cela suggère que le 

complexe reste fonctionnel après l’endocytose. Plusieurs voies d’endocytoses peuvent être 

impliquées dans ce processus. Par exemple, le traitement par EphB1 soluble, sur des cellules 

en culture exprimant éphrine-B1, induit l’internalisation de l’éphrine-B1 et sa co-localisation 

avec un marqueur d’endosomes précoces (ex : EEA1 - Early Endosome Antigen 1). Cette 

internalisation peut être bloquée par un dominant négatif de la Dynamin, suggérant un 

mécanisme dépendant des clathrines (Parker et al., 2004). D’autre part, le récepteur EphB1 

(Vihanto et al., 2006), les ligands éphrine-A5 (Davy and Robbins, 2000) et éphrine-B1 (Parker 

et al., 2004), sont retrouvés accumulés dans des structures membranaires appelées radeaux 

lipidiques (lipids rafts ou caveolae). Les caveolae sont impliquées dans la régulation des 

protéines qui s’y trouvent et dans un processus d’internalisation indépendant des clathrines. 

De plus, les récepteurs EphB1 et EphA2 interagissent avec Caveolin-1. Ensemble, ces 

résultats suggèrent que l’endocytose du complexe éphrine-Eph peut également être 

indépendante des clathrines. 



5) INTERACTIONS AVEC LES MAPK 
Les récepteurs de l’éphrine possèdent la capacité d’interagir avec de nombreuses voies de 

signalisation, en contrôlant directement des seconds messagers (ex : PI3K, MAPK, Rho, Rac 

et CDC42), ou en interagissant en cis avec d’autres récepteurs (ex : le FGFR ou les Intégrines). 

L’interaction entre la signalisation éphrine et la cascade MEK/ERK a été démontrée in vitro 

dans de nombreuses lignées cellulaires d’espèces animales variées (Fig. 4.5). Parmi les 

lignées cellulaires utilisées, on retrouve fréquemment des lignées endothéliales, neuronales 

ou cancéreuses, qui expriment de manière constitutive un ou plusieurs récepteurs Eph. La 

stimulation d’EphA2 par l’éphrine-A1 induit l’activation d’ERK, par recrutement de la 

protéine adaptatrice Grb2, dans la lignée PC-3 et diverses lignées MDA (Pratt and Kinch, 

2002). De même, le couple éphrine-A1/EphA2 peut également induire une inhibition d’ERK 

dans les cellules pRNS1-1, PC-3, MEF, BAEC, NIH3T3, HEK293 (Miao et al., 2001), Cos-7 (Dail 

et al., 2006), NG-108 et HEK293 (Tong et al., 2003). La stimulation des récepteurs de type B 

montre également une régulation d’ERK. La stimulation par l’éphrine-B2 induit l’inhibition 

d’ERK en aval des récepteurs EphB2, dans les cellules NG-108, COS (Elowe et al., 2001), NG-

108 (Holland et al., 1997), HUVEC (Kim et al., 2002). Le même effet est observé en aval 

d’EphB4 dans les cellules HUVEC (Kim et al., 2002) et HEK293 (Poliakov et al., 2008). Le 

récepteur EphB4 peut également activer ERK, après stimulation par l’éphrine-A5 dans les 

cellules PC-12 (Shin et al., 2008). Ensemble, ces études montrent que l’activation ou 

l’inactivation d’ERK dépend du type cellulaire et/ou du couple éphrine-Eph. Ces études 

montrent également que dans la majorité des essais pratiqués, il apparaît que la 

signalisation éphrine-Eph agit en inhibant l’activation d’ERK.  

Dans certains cas, la signalisation éphrine permet de réguler l’activation d’ERK initiée par 

d’autres voies de signalisation. (Elowe et al., 2001; Kim et al., 2002; Miao et al., 2001). Par 

exemple, les cellules HUVECs répondent au VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor) et à 

l’angiopoietin-1 (Ang1) par une augmentation de l’activité de Ras, provoquant la migration 

des cellules. Ces cellules expriment également les récepteurs EphB2, EphB3 et EphB4. En 

réponse à l’éphrine-B2, les récepteurs EphB2 et EphB4 sont phosphorylés et recrutent 

RasGAP. Cela se traduit par l’inhibition de l’activation de Ras induite par VEGF et Ang1, et 

une inhibition de la migration des cellules (Kim et al., 2002). L’inhibition d’ERK par les 

récepteurs EphA2/B2/B4 est liée au recrutement de RasGAP, sur deux domaines SH2 

conservés « pY-X-X-P » (Dail et al., 2006; Elowe et al., 2001; Holland et al., 1997; Kim et al., 

2002; Miao et al., 2001; Tong et al., 2003). Il semble que l’effet biologique produit par 

l’activation du récepteur Eph dépend des protéines cytoplasmiques venant se fixer sur le 

récepteur. Par exemple, le remplacement d’un site de liaison de RasGAP par un site de 

liaison de Grb2, sur le récepteur EphB2, permet de modifier la réponse d’une inhibition 

d’ERK vers une activation d’ERK (Tong et al., 2003). 



Des études in vivo ont démontré que la signalisation éphrine régule négativement la 

signalisation MEK/ERK, notamment chez C. intestinalis (Picco et al., 2007; Stolfi et al., 2011) 

et C. elegans. Dans les chapitres introduction II et III, j’ai présenté le rôle de la signalisation 

éphrine dans la régulation de l’activation d’ERK1/2 chez C. intestinalis. Chez C. elegans, le 

gène vab-1 code pour le seul récepteur Eph présent dans le génome. Chez C. elegans, la 

maturation des ovocytes commence après la fécondation, par l’activation de la cascade 

MAPK/ERK via un « facteur sperme » inconnu. Le récepteur vab-1 est impliqué dans la 

régulation de la maturation ovocytaire en inhibant l’activation d’ERK. Une perte de fonction 

du récepteur vab-1, ou de l’éphrine, induit l’activation ectopique d’ERK et une augmentation 

de la maturation des ovocytes en absence de sperme (Miller et al., 2003). Chez C. elegans, 

les gènes gap-1 et gap-2 codent pour deux protéines RasGAP. La double perte de fonction 

gap-1/gap-2 phénocopie une perte de fonction vab-1, en induisant une augmentation de la 

maturation des ovocytes (Yang et al., 2010). Cela suggère que RasGAP soit impliqué dans 

l’inhibition des MAPK, induite par Vab-1. 
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PROJET I : ROLE DE P120-RASGAP DANS 

L’ATTENUATION DE LA VOIE FGF PAR LA VOIE 

EPHRINE/EPH DANS LES EMBRYONS D’ASCIDIE 

  



QUESTIONS ET BUTS DE L’ETUDE 
La signalisation éphrine/Eph est impliquée dans la migration des neurones, le 

développement vasculaire, l’organisation des tissus ou encore le cancer (Klein, 2012; 

Pasquale, 2010). Le signal éphrine agit en recrutant des protéines guanine nucleotide 

exchange factors (GEFs) et GTPase activating protein (GAPs). Ces protéines permettent de 

moduler l’activité des petites protéines G de la famille de Rho et Rac (Noren and Pasquale, 

2004), afin de réguler l’organisation du cytosquelette et l’adhésion cellulaire. Plusieurs 

études utilisant des modèles cellulaires ont mis en évidence que la signalisation éphrine 

atténue l’activation d’ERK, initié par d’autres RTK. Certaines de ces études ont pu mettre en 

évidence que cette atténuation est liée au recrutement de P120-RasGAP sur le récepteur 

Eph activé (Elowe et al., 2001; Kim et al., 2002). 

Au cours de l’embryogenèse de l’ascidie C. inestinalis, la signalisation éphrine joue un rôle 

cléf dans la spécification des lignages neuraux (Picco et al., 2007; Stolfi et al., 2011). Lors de 

l’induction neurale, les précurseurs notochorde-neural se divisent de façon asymétrique 

pour générer un précurseur de la notochorde (ERK+) et un précurseur neural (ERK-). 

L’inhibition de l’activation d’ERK dans les précurseurs neuraux est éphrine dépendant (Picco 

et al., 2007). Lors de la neurulation, les précurseurs des motoneurones commencent leurs 

spécifications par deux divisions asymétriques, impliquant une atténuation d’ERK 

dépendante du signal éphrine/Eph (Stolfi et al., 2011). Dans les deux cas, il s’agit d’une 

transmission du signal vers l’avant, car l’expression d’un dominant négatif d’Eph3, sans 

domaine cytoplasmique (Eph3∆C), induit l’activation ectopique d’ERK (Picco et al., 2007; 

Stolfi et al., 2011). Notre laboratoire a proposé un modèle dans lequel RasGAP agit comme 

médiateur cytoplasmique de la voie de signalisation éphrine/Eph, lors de l’atténuation de la 

voie FGF/ERK (Fig. 2.7 et 3.8 C)(Picco et al., 2007). Dans cette partie, je présente les deux 

axes de recherches développés pour tester cette hypothèse. 

DONNEES PRELIMINAIRES 
A mon arrivée en thèse, le laboratoire avait déjà entreprit la caractérisation de RasGAP en 

utilisant à la fois un morpholino et un dominant négatif de RasGAP. Cette approche 

phénocopie l’inhibition de la voie éphrine/Eph (éphrinAd ou Eph3), puisque l’expression de 

ETR est perdue et que celle de Brachyury est exprimée de manière ectopique dans le lignage 

neural « A ». Ce résultat indique que RasGAP est impliqué dans la signalisation éphrine-

Ad/Eph3 lors de la spécification neurale du lignage « A ». 
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ANNEXE 1 : LOCALISATION SUBCELLULAIRE DE P120-RASGAP DANS LES 

EMBRYONS D’ASCIDIE 
Les études précédentes (Picco et al., 2007; Stolfi et al., 2011) ont proposé un modèle pour 

l’atténuation de la voie de FGF/ERK1/2, par celle de l’éphrine/Eph, lors de divisions 

cellulaires asymétriques dans les embryons d’ascidie. Dans ce modèle, la localisation 

polarisée de p120-RasGAP dans le cortex est induite par un signal éphrine directionnel dans 

les cellules mères. Le premier objectif de ma thèse a été de visualiser la localisation 

subcellulaire de RasGAP dans les embryons de C. intestinalis, afin de tester ce modèle. 

L’utilisation d’anticorps commerciaux ciblant différents épitopes de RasGAP avait déjà été 

entreprise, mais n’avait pas fournie de résultats probants. J’ai entrepris la génération d’un 

anticorps dirigé contre la forme entière de RasGAP. Afin de faciliter la production de la 

protéine RasGAP, notamment sa solubilisation, nous avons opté pour la production de 

demies protéines RasGap N-terminal de 60KDa (Rg-Nter), et RasGAP C-terminal de 50KDa 

(Rg-Cter). Afin de produire les anticorps spécifiques des différentes versions de RasGap, 

chaque protéine a été inoculée dans des souris par une compagnie spécialisée (Proteogenix, 

France), suivant un protocole de production de 3 mois. 

Pour réaliser mon étude, j’ai seulement pu tester la spécificité de l’anticorps Rg-Cter, car le 

titre de l’anticorps Rg-Nter était trop faible pour permettre la détection de la protéine par 

immunoblot. La spécificité de Rg-ter a été analysée par western blot à la fois contre la 

protéine ayant servi à immuniser les souris (contrôle positif) et contre des lysats d’embryons 

de C. intestinalis dans différents tampons de lyse plus ou moins dénaturants. L’anticorps 

reconnaît la protéine utilisée pour l’immunisation (Rg-Cter), mais ne reconnaît aucune 

protéine issue des embryons lysés (Fig. I.1 A). 

J’ai par la suite procédé à différents essais d’immunomarquages avec l’anticorps Rg-Cter. 

L’immunomarquage sur des embryons, au stade 32-cellules, montre un signal situé au 

niveau des membranes ou du cortex, ainsi qu’un marquage important autour des noyaux 

(Fig. I.1 B). Afin de tester la spécificité du signal, j’ai électroporé le plasmide pFOG>RasGAP, 

dans des ovocytes fécondés de C. intestinalis, afin de surexprimer RasGAP dans les 

embryons. Le promoteur du gène Fog (Friend of GATA) est actif à partir du stade 16-cellules, 

dans l’hémisphère animal de l’embryon de cione (Rothbächer et al., 2007). Dans ces 

conditions, je n’ai pas observé d’augmentation du signal (Fig. I.1 B). Afin de tester si la 

localisation observée aux membranes était induite par l’activation de la voie de signalisation 

éphrine/Eph, nous avons injecté le MO éphrine-Ad. Cela n’induit pas de modification du 

signal à la membrane (Fig. I.1 B). Enfin l’électroporation de pFOG>Venus-RasGAP présente 

un signal mosaïque. Le signal RasGAP, détecté par immunomarquage, n’est pas supérieur 



dans les cellules surexprimant Venus-RasGAP (Fig.I.1 B). Ensemble, ces expériences 

montrent que le signal observé avec l’anticorps Rg-Cter n’est pas spécifique de RasGAP. 

BILAN ET PERSPECTIVES 
Cette étude sur RasGAP a permis d’élucider de nombreux points sur le fonctionnement de la 

signalisation éphrine/Eph chez C. intestinalis. Parmi les questions posées au début de cette 

étude, mes travaux ont permis de mettre en évidence que, RasGAP est l’effecteur principal 

de la signalisation éphrine/Eph lors de l’atténuation de la voie FGF/ERK et d’élucider, en 

partie, le mécanisme d’action. 

L’implication de RasGAP, en aval de la signalisation éphrine, n’est pas une particularité des 

ascidies, puisque lors de la maturation des ovocytes chez C. elegans, l’analyse de mutants 

RasGAP suggère que le récepteur Vab-1 et les protéines RasGAP (Gap-1 et Gap-2) agissent 

dans la même voie de signalisation (cf. introduction IV). Cependant, nos résultats sont la 

première démonstration in vivo du recrutement de RasGAP, lors de la transmission vers 

l’avant du signal éphrine. Ces résultats supportent l’hypothèse initialement proposée de la 

ségrégation asymétrique de RasGAP, lors des divisions des cellules mères notochorde/neural 

(Fig 2.6) et du lignage des motoneurones (Fig 3.8 C). Lors de cette étude, j’ai tenté de tester 

ce modèle par la visualisation directe de RasGAP, sans pour autant réussir à valider ou à 

infirmer ce modèle (cf. annexe 1). La visualisation de la dynamique de localisation 

subcellulaire de RasGAP est une étape importante, qui permettrait de démontrer le mode 

d’action de la signalisation éphrine/RasGAP, couplée avec des divisions asymétriques. 

L’approche biochimique utilisée au cours de ma thèse souligne que les ascidies possèdent un 

grand potentiel pour cette approche. L’application combinée de techniques telles que 

l’électroporation, la cytométrie de flux et l’immunoprécipation sur quelques milliers 

d’embryons synchrones permet d’envisager une analyse rapide des interactions protéiques 

par une approche protéomique. Ces avantages, couplés à celui du au lignage invariant de 

l’ascidie font de ce modèle, un modèle un modèle de choix pour l’étude des mécanismes 

subtils utilisés par les voies de signalisation pour générer une multitude de réponses 

différentes. 

  



 

 

 

 

 

 

PROJET II : ROLE DE L’ANTAGONISME ENTRE 

LES VOIES FGF ET EPHRINE DANS LA REPONSE 

BINAIRE LORS DE L’INDUCTION NEURALE DANS 

LES EMBRYONS D’ASCIDIE 



INTRODUCTION 
Chez C. intestinalis, les cellules de l’ectoderme effectuent, au stade 32-cellules, un choix 

binaire entre le destin neural et le destin épidermique (Hudson and Lemaire, 2001). Parmi 

les 16 cellules de l’ectoderme, seules quatre cellules appelées a6.5 et b6.5 deviennent les 

précurseurs neuraux. De précédentes études ont démontré que le ligand FGF9/16/20, 

exprimé dans des cellules de l’hémisphère végétatif, était l’inducteur neural chez la cione. Il 

agit en activant la cascade MEK/ERK et l’expression d’Otx dans les précurseurs neuraux 

(Bertrand et al., 2003; Hudson et al., 2003). Parmi les cellules de l’ectoderme, l’activation 

d’ERK1/2 et l’expression d’Otx sont observés « quasi » uniquement dans les précurseurs 

neuraux parmi les cellules de l’ectoderme (Hudson et al., 2003), ce qui indique que 

l’induction neurale dans l’embryon d’ascidie est une réponse binaire, de type « tout ou 

rien ». L’analyse des embryons reconstruits en trois dimensions (3D) a permis de mesurer la 

surface des contacts cellulaires, entre chaque cellule de l’ectoderme et les cellules exprimant 

FGF9/16/20 (Tassy et al., 2006). Cette étude a révélé que les précurseurs neuraux sont les 

cellules qui possèdent les plus grandes surfaces de contact avec les cellules exprimant 

l’inducteur neural (Tassy et al., 2006). Cependant, toutes les cellules de l’ectoderme 

possèdent des surfaces de contact  plus ou moins étendues avec les cellules qui expriment le 

FGF. L’activation d’ERK1/2 restreinte uniquement aux précurseurs neuraux, suggère que 

cette activation ne soit pas proportionnelle aux surfaces de contact. Cela suggère l’existence 

d’un mécanisme de seuillage en réponse au signal FGF. Cette étude vise à étudier cet effet 

seuil. 

Un signal antagoniste peut générer un effet seuil, comme celui observé lors de l’induction 

neurale des cellules animales. En effet, si un signal antagoniste inhibe le signal activateur, 

alors un fort signal activateur sera suffisant pour induire les cellules. La signalisation 

éphrine/RasGAP a immédiatement été considérée comme une piste de recherche 

particulièrement sérieuse. Premièrement, au moment de la spécification des cellules de 

l’hémisphère animal, le ligand éphrine-Ad est exprimé par les cellules animales (Fig. II.1 A) 

(Imai et al., 2004; Picco et al., 2007). Deuxièmement, la signalisation éphrine/Eph3 contrôle 

l’activation d’ERK1/2 dans les cellules végétatives à ce stade du développement (Picco et al., 

2007; Shi and Levine, 2008). Enfin, dans le chapitre précédent, j’ai démontré que la 

signalisation éphrine recrute RasGAP afin d’inhiber l’activation d’ERK1/2, initiée par la voie 

FGF. Dans cette partie, je présente mes résultats concernant le rôle de la signalisation 

éphrine/RasGAP lors de l’induction neurale des cellules animales. 

  



RESULTATS 

1) LA SIGNALISATION EPHRINE/RASGAP EST REQUISE DE FAÇON CELLULAIRE-

AUTONOME POUR LE CONTROLE DE L’EXPRESSION D’OTX DANS LES CELLULES DE 

L’ECTODERME 

Nous avons testé le rôle de la signalisation éphrine/RasGAP dans l’induction neurale en la 

bloquant aux niveaux du ligand (éphrine-Ad), du récepteur (Eph3) et du médiateur 

cytoplasmique (RasGAP). L’injection d’un morpholino dirigé contre éphrine-Ad (ephrinAd-

MO) ou d’une forme dominante négative d’Eph3 (Eph3∆C) ou de RasGAP (RGGAP), induit le 

même phénotype (Fig. II.1 D-F). Nous avons analysé l’expression d’Otx au stade 44-cellules. 

Dans l’hémisphère animal, Otx est exprimé de façon spécifique dans les deux paires de 

cellules de l’ectoderme, a6.5 et b6.5 (Fig. II.1 C). Lorsque ces molécules sont injectées, nous 

observons une expression ectopique d’Otx dans d’autres cellules de l’ectoderme (Fig. II.1 D-

F). Il faut noter que les cellules a6.7 expriment Otx de manière ectopique avec une 

fréquence bien plus bien importante que les autres cellules de l’ectoderme. Les cellules a6.7 

possèdent la troisième plus grande surface de contact avec les cellules végétatives, après 

celles des précurseurs neuraux (a6.5 et b6.5) (Tassy et al., 2006). Ce résultat montre que la 

signalisation éphrine/RasGAP est nécessaire pour confiner l’expression d’Otx dans les 

cellules a6.5 et b6.5. Afin de tester si cette signalisation serait directement nécessaire dans 

les cellules de l’ectoderme, nous avons exprimé RGGAP dans la lignée a4.2 en injectant 

l’ARNm dans une des deux cellules a4.2 de l’embryon au stade 8-cellules. Dans ces 

embryons, l’expression ectopique d’Otx est observée dans les cellules du lignage 

épidermique (Fig. II.1 F), ce qui suggère que la signalisation éphrine/RasGAP agit de façon 

cellulaire-autonome dans les cellules de l’ectoderme.  

2) LA SIGNALISATION EPHRINE/RASGAP CONTROLE LA REPONSE AU SIGNAL FGF DANS 

LES CELLULES DE L’ECTODERME  

Afin de tester si la signalisation éphrine/RasGAP est impliquée dans l’induction neurale, en 

contrôlant la réponse des cellules de l’ectoderme au signal FGF/ERK, nous avons analysé 

l’effet des modifications de cette voie de signalisation sur l’activation d’ERK1/2. Pour cela, 

nous avons injecté le MO dirigé contre éphrine-Ad, ou l’ARNm codant pour RGGAP, dans 

une cellule au stade 2-cellules. Dans les deux cas, l’inactivation de la signalisation éphrine 

induit l’activation ectopique d’ERK1/2 dans les cellules de l’ectoderme du côté injecté (Fig. 

II.1 H-I). Inversement, une surexpression d’éphrine-Ad dans la moitié de l’embryon, par 

l’injection de l’ARNm codant pour éphrine-Ad au stade 2-cellules, induit une perte de 

l’activation d’ERK1/2 dans les précurseurs neuraux a6.5 et b6.5 du côté injecté (Fig. II.1 G). 

L’activation d’ERK1/2 dans les cellules non injectées reste inchangée (Fig. II.1 G). Ces 

expériences montrent que la signalisation éphrine/RasGAP contrôle la réponse des cellules 



de l’ectoderme au signal FGF. Dans cette expérience, j’ai effectué l’immunomarquage des 

embryons, l’acquisition des images au microscope confocale ainsi que l’analyse statistique.  

3) L’INHIBITION DE LA SIGNALISATION EPHRINE N’INFLUENCE PAS LES SURFACES DE 

CONTACT ENTRE LES CELLULES DE L’ECTODERME ET CELLES DE L’HEMISPHERE VEGETATIF 

Les résultats ci-dessus suggèrent fortement que la signalisation éphrine contrôle la réponse 

des cellules de l’ectoderme au signal FGF, en agissant directement sur la voie de signalisation 

FGF/ERK. Nous pensons qu’elle définit le niveau du seuil d’activation d’ERK en réponse au 

signal FGF, contrôlant le destin neural (Fig II.2 A). L’inhibition de la signalisation éphrine 

induit une diminution de ce seuil d’activation d’ERK1/2 et l’expression d’Otx, de façon 

ectopique dans les précurseurs ectodermiques qui reçoivent un signal FGF inférieur aux 

précurseurs neuraux (Fig. II.2 B). Cependant, une autre hypothèse peut être envisagée. La 

signalisation éphrine est impliquée dans l’adhérence des cellules et dans le contrôle de la 

morphologie cellulaire, par son action sur le cytosquellette (Klein, 2012). Ainsi, l’inhibition de 

la signalisation éphrine pourrait induire un dérèglement de ces deux processus. Cela pourrait  

générer des modifications des surfaces de contact entre les blastomères, ce qui induirait 

l’activation ectopique d’ERK1/2 (Fig. II.2 C). 

Afin de tester cette possibilité, nous avons élaboré une expérience qui consiste à mesurer les 

surfaces de contact entre les cellules, à partir de reconstructions en 3D d’embryons au stade 

32-cellules. Dans ces embryons, la signalisation éphrine est bloquée. Pour cela, nous avons 

injecté les embryons avec l’ARNm codant pour Eph3∆C dans une cellule a4.2 au stade 8-

cellules. Au stade 32-cellules, les descendants de la cellule a4.2 sont les quatre cellules a6.5, 

a6.6, a6.7 et a6.8. Les embryons injectés ont été fixés en vue d’un immunomarquage avec 

l’anticorps anti-dpERK1/2. Afin de reconstruire ces embryons en 3D, l’immunomarquage 

dpERK1/2 a été couplé avec un marquage phalloïdine pour marquer les membranes 

cellulaires (Fig. II.3 A). Puis, des acquisitions d’images ont été réalisées au microscope 

confocal de façon à obtenir des coupes optiques sur toute l’épaisseur de l’embryon. Nous 

avons reconstruit uniquement les embryons qui montraient une activation ectopique 

d’ERK1/2 dans le clone d’injection (Fig. II.3 A). Pour chaque embryon reconstruit, nous avons 

quantifié les surfaces de contact des cellules issues du clone d’injection, ainsi que celles 

issues de la cellule a4.2 non injectée (Fig. II.3 B). Cette approche révèle que la modification 

de la voie éphrine n’a pas d’effet sur les surfaces de contact entre les cellules de l’ectoderme 

et les cellules exprimant FGF9/16/20. Ce résultat supporte notre hypothèse selon laquelle, 

l’antagonisme entre les voies éphrine et FGF est la base moléculaire de la réponse binaire 

qui contrôle l’induction neurale chez les embryons d’ascidie. J’ai réalisé l’ensemble des 

étapes de cette expérience, excepté l’injection de l’ARNm Eph3∆C. 

DISCUSSION 



Chez C. intestinalis, la signalisation éphrine/Eph agit en régulant l’activité de la cascade 

MEK/ERK, lors de l’induction neurale des cellules animales au stade 32-cellules et, lors de la 

spécification de plusieurs autres lignages cellulaires (Picco et al., 2007; Shi and Levine, 2008; 

Stolfi et al., 2011). Dans l’ensemble de ces cas, le signal éphrine antagonise l’activation de la 

cascade MEK/ERK initiée par FGF. Nos résultats montrent que RasGAP agit en aval de la 

signalisation éphrine lors de l’induction neurale des cellules animales. Ces données indiquent 

que les signalisations FGF et éphrines convergent au niveau de Ras. La position 

d’intermédiaires communs de Ras suggère qu’il peut agir comme un centre d’intégration des 

signaux entrants (FGF et éphrine). En fonction de l’état d’activation de la protéine Ras, la 

cascade MEK/ERK sera activée ou non, ce qui scellera le destin des cellules (Fig. II.4 A). 

La mesure des surfaces de contact entre les cellules pourrait permettre d’estimer les 

quantités de signaux reçus par les cellules; en considérant que plus la surface de contact est 

grande, plus la quantité de ligand se fixant sur les récepteurs est importante (Tassy et al., 

2006). Un premier modèle propose que le choix binaire épiderme/neural pourrait être 

contrôlé par la quantité de signal FGF reçue par les cellules épidermiques. Ce modèle prédit 

que seules les deux paires de précurseurs neuraux seraient induits, car ces cellules 

possèdent de larges surfaces de contact avec l’inducteur neural (FGF), à la différence des 

autres cellules ectodermiques (Fig. II.5 A)(Tassy et al., 2006). Dans ce modèle, le contact 

entre les cellules compétentes et les cellules inductrices est l’élément clef du processus 

d’induction. Cependant, les cellules ne répondent pas de manière linéaire à la quantité de 

signal inducteur, suggérant l’existence d’un effet seuil (Tassy et al., 2006). 

Dans cette étude, nous avons démontré que la voie éphrine-Ad/Eph antagonise le signal 

FGF9/16/20 et, que cette interaction définit le seuil de réponse des cellules ectodermiques à 

l’inducteur neural (FGF). En utilisant le même raisonnement, j’ai mesuré les surfaces de 

contact qu’il existe entre chacune des cellules de l’ectoderme qui expriment le ligand 

éphrine-Ad. Pour cela, j’ai utilisé les embryons reconstruits en 3D, publiés sur la base de 

données ANISEED (Fig. II.4 B) (www.aniseed.cnrs.fr/aniseed/download/download_data). 

Cette approche montre que les précurseurs neuraux a6.5 et b6.5 possèdent non seulement 

les plus grandes surfaces de contact avec les celles exprimant FGF9/16/20, mais aussi les 

plus petites surfaces de contact avec les cellules de l’ectoderme qui exprime éphrine-Ad. A 

l’inverse, les précurseurs épidermiques possèdent les plus petites surfaces de contact avec 

les cellules exprimant FGF9/16/20 et, les plus grandes surfaces de contact avec les cellules 

de l’ectoderme qui exprime éphrine-Ad. En considérant les surfaces de contact comme un 

moyen d’estimer l’intensité des signaux reçus, j’ai calculé le ratio FGF/éphrine (Fig. II.4 C). Ce 

ratio révèle l’existence de deux populations de cellules : celles avec un fort ratio 

correspondent aux précurseurs neuraux alors que, celle avec un faible ratio correspondent 

aux précurseurs épidermiques. Ces observations supportent le modèle dans lequel 

http://www.aniseed.cnrs.fr/aniseed/download/download_data


l’interaction entre les voies de signalisation FGF et éphrine est à l’origine de la réponse 

binaire (épiderme/neural) des cellules ectodermiques. 

Toutes les cellules de l’ectoderme sont compétentes pour adopter le destin neural (Hudson 

& Lemaire, 2001; Bertrand et al., 2003). Nous posons l’hypothèse dans laquelle la réponse 

binaire serait initiée au niveau de Ras, par l’antagonisme FGF/éphrine (Fig. II.5 B). En 

fonction de l’état d’activation de Ras, les cellules adopteraient le destin neural (Ras actif) ou 

le destin épidermique (Ras inactif). Nos résultats montrent que la signalisation 

éphrine/RasGAP antagonise le signal FGF. Cela crée un effet seuil permettant d’inhiber 

l’action du FGF, si l’intensité du signal FGF est inférieure au seuil. La création d’un seuil est 

un mécanisme permettant aux cellules de générer une réponse de type « tout ou rien », qui 

est particulièrement adaptée aux processus d’induction et de spécification. Les cellules 

disposent de plusieurs outils moléculaires permettant de créer un seuil tels que, les boucles 

de rétrocontrôles (Ferrell, 2002), les réactions enzymatiques non-processives (cf : Annexe 2 - 

exemple 1) (Ferrell and Bhatt, 1997) et les cycles de modifications covalentes (cf : ci-dessous 

et Annexe 2- exemple 2) (Goldbeter and Koshland, 1981). Dans la section suivante, je 

développe une discussion sur le thème du rôle de l’utrasensibilité lors de l’induction neurale 

chez l’ascidie. 

1) L’INDUCTION NEURALE CHEZ CIONA INTESTINALIS EST-ELLE UNE REPONSE 

ULTRASENSIBLE ? 
Nos résultats montrent que la signalisation éphrine est impliquée dans le contrôle de 

l’activation d’ERK1/2 lors du choix binaire neural/épiderme chez C. intestinalis. Ce contrôle 

se fait plus probablement au niveau de Ras, car RasGAP agit comme médiateur 

cytoplasmique de la signalisation éphrine lors de l’induction neurale. Je propose que la 

régulation de l’activité de Ras par deux signaux antagonistes (éphrine et FGF) augmenterait 

la sensibilité de la réponse produite par l’ultrasensibilité intrinsèque de la cascade MEK/ERK, 

ce qui générerait la réponse binaire robuste, observée lors de l’induction neurale chez 

l’ascidie. Dans cette section, je présente pourquoi cette hypothèse me semble envisageable, 

ainsi qu’une approche simple permettant de la tester. 

L’activité des petites protéines G comme Ras dépend des GEFs (Guanine nucléotide 

Exchange Factor) qui activent les petites protéines G par fixation du GTP, et des GAPs 

(GTPase Activating Protein) qui se lient aux petites protéines G et accélèrent l’hydrolyse de 

l’ATP en ADP, en stimulant l’activité GTPase des petites protéines G. Cela forme un cycle de 

régulation de Ras, contrôlé par deux enzymes antagonistes GEF et GAP (Fig. II.6 A) (revue par 

Kholodenko, 2006). Ce cycle de modifications covalentes correspond au modèle 

enzymatique établit par Goldbeter et Koshland (Fig. II.6 B) (Goldbeter and Koshland, 1981). 

Ce modèle prédit que l’état de transformation du substrat (ici Ras sous forme GDP ou GTP) 



est directement contrôlé par le ratio des vitesses cinétiques GEF/GAP, si les enzymes sont 

saturées en substrat (réaction d’ordre 0). Dans ces conditions, tant que la GEF possède une 

vitesse inférieure à la GAP, alors les protéines Ras restent inactives. A l’inverse, quand la GEF 

possède une vitesse supérieure à celle de la GAP, l’ensemble des protéines Ras disponibles 

sont alors converties sous forme active. Proche de l’équilibre, une faible variation des 

signaux entrants peut générer une large réponse enzymatique (Fig. II.6 C). Le modèle de 

Goldbeter et Koshland, appelé en anglais « zero-order ultrasensitivity », correspond bien à 

l’induction neurale chez l’ascidie. Le signal inducteur neural, FGF, induit la formation de Ras-

GTP par l’activité de la GEF Sos (son of sevenless), alors que la signalisation éphrine induit la 

formation de Ras-GDP par l’activité de RasGAP. L’antagonisme des voies FGF et éphrine 

pourrait donc générer une cinétique d’activation ultrasensible de Ras, si Ras est saturant. 

Néanmoins, le signal immunofluorescent anti-dpERK1/2 dans la cellule a6.5 d’un clone 

d’inection Eph3ΔC est supérieur à celui observé dans la cellule a6.5 sauvage du même 

embryon (Fig II.3 A). Le modèle de Goldbeter et Koshland prévoit que si le seuil d’activation 

est dépassé, alors l’ensemble du pool de substrat est converti sous forme active. Notre 

observation suggère que l’ensemble des protéines Ras de la cellule a6.5 ne sont pas activées 

lors de l’induction neurale, ce qui ne correspond pas au modèle de Goldbeter et Koshland. 

Cependant, une cellule n’est pas un tube à essai dans lequel tous les composants d’une 

réaction chimique sont parfaitement homogénéisés. Ici, les voies de signalisation FGF et 

éphrine sont séparées dans l’espace puisqu’elles sont activées par des ligands exprimés sur 

différents domaines membranaires : basal pour FGF et latéral pour éphrine (j’aborde ce sujet 

en détail dans la section suivante). Un tel système possède des caractéristiques qui n’ont pas 

été prises en compte dans le modèle établit par Goldbeter et Khosland. Dans un système 

non homogène, l’effet maximum qu’il est possible d’obtenir est inférieur à celui d’un 

système homogène (van Albada and ten Wolde, 2007). Ceci pourrait expliquer que toutes les 

protéines Ras ne peuvent être activées et ce, même si l’activité de la GEF est très supérieure 

à celle de RasGAP. 

Le modèle que je propose présente deux systèmes enzymatiques possédant la capacité à 

générer une réponse ultrasensible en tandem : 1) le cycle de régulation de Ras par les voies 

de signalisation FGF et éphrine et 2) la cascade MEK/ERK qui, comme détaillée dans l’Annexe 

2, transmet de manière ultrasensible le signal par son mode d’activation, impliquant des 

réactions enzymatiques « non-processives ». Lors de cette étude, les différentes conditions 

expérimentales entraînent des modifications d’activation d’ERK1/2, qui sont compatibles 

avec ce modèle. Dans les trois paragraphes suivants, le niveau d’activation de Ras est 

hypothétique car je ne possède pas les outils moléculaires permettant de le quantifier.  

- Dans les précurseurs épidermiques, la séparation physique des voies de 

signalisation FGF et éphrine suggère une activation basale de Ras au niveau des membranes 



recevant le signal FGF. Dans ces cellules, le tandem cycle de régulation de Ras-cascade 

MEK/ERK permet la filtration de l’activation basale de Ras par l’ultrasensibilité intrinsèque 

de la cascade MEK/ERK.  

- Dans les précurseurs neuraux, l’augmentation du ratio des surfaces de contact 

FGF/éphrine se traduit par une activation plus forte de Ras, liée à une augmentation du 

signal activateur (FGF) et, une diminution du signal inhibiteur (éphrine). Le signal transmis 

par l’activation ultrasensible de Ras est transmis par la cascade MEK/ERK car le signal [Ras-

GTP] est suffisamment élevé (au-dessus du seuil).  

- Enfin, l’injection d’un dominant négatif du récepteur Eph3 sans domaine 

cytoplasmique (Eph3ΔC) induit plusieurs variations de l’activation d’ERK1/2. Certains 

précurseurs ectodermiques présentent une activation d’ERK1/2 équivalente à celle observée 

dans les précurseurs neuraux (ex : cellule a6.7). L’inhibition de la signalisation éphrine 

modifie uniquement le cycle de régulation de Ras, sans modifier les paramètres cinétiques 

influençant la réponse ultrasensible de la cascade MEK/ERK. Cette modification de 

l’activation d’ERK1/2 ne démontre pas, d’un point de vue enzymologique, que le cycle de 

régulation de Ras est ultrasensible. Cependant, il démontre que le cycle de régulation de Ras 

est impliqué dans le mécanisme de choix des cellules, et que la perte de l’organisation 

enzymatique nécessaire à l’ultrasensibilité de ce cycle implique une modification du choix 

binaire des cellules. L’injection d’Eph3ΔC induit également dans certains précurseurs 

épidermiques une faible augmentation d’ERK1/2. Si l’on considère la cellule a6.6, on 

constate que cette augmentation est parfois importante, car un faible pourcentage des 

embryons injectés avec Eph3ΔC présente une conversion de la cellule a6.6 vers le destin 

neural. Cette variation de la réponse s’explique par le fait que l’inhibition de la signalisation 

éphrine induit une augmentation de l’activation de Ras. Or, cette augmentation de 

l’activation de Ras présente une légère variabilité d’un embryon à l’autre, car les surfaces de 

contact peuvent varier d’un embryon à l’autre. Ces variations sont amplifiées par la cascade 

MEK/ERK qui, malgré son ultrasensibilité, peut répondre de manière graduée si le signal Ras 

se trouve proche du seuil (cf. Annexe 2 –exemple 1). 

L’inhibition de la signalisation éphrine/RasGAP démontre que le contrôle de l’activité de Ras 

est suffisant pour modifier la réponse binaire de certaines cellules proches du seuil (ex : 

a6.7). La question actuelle consiste à déterminer si l’ultrasensibilité générée au niveau de 

Ras est suffisamment forte pour induire, en association avec la cascade MEK/ERK, la réponse 

binaire observée. Afin de tester cette hypothèse, nous avons besoin de comparer les 

cinétiques d’activation de Ras et d’ERK1/2, dans des embryons sauvages et dans des 

embryons où la voie éphrine/RasGAP est inhibée. Pour cela, il est souhaitable d’établir des 

méthodes pour quantifier l’activité de Ras et d’ERK1/2 in vivo par imagerie. Cela permettrait, 

à l’inverse d’un western blot, d’analyser leurs activations dans chaque blastomère. 



La réponse binaire des cellules peut également faire intervenir d’autres processus 

biologiques. Par exemple, un rétrocontrôle positif ou un double rétrocontrôle négatif 

peuvent également générer une réponse ultrasensible (cf : Annexe 2 - exemple 1) (Ferrell et 

al., 2009). Chez C. intestinalis, le facteur de transcription ETS1/2, qui est activé par la cascade 

MEK/ERK, active dans les précurseurs cardiaques (TVC primaire), un rétrocontole positif sur 

lui-même et l’expression de gènes impliqués dans des rétrocontrôles des RTK (par exemple : 

Sprouty (Reich et al., 1999), Dusp6 (Li et al., 2007) ou Odin (Tong et al., 2013)) (Woznica et 

al., 2012). Récemment, une étude a démontré que l’expression du marqueur neural Otx est 

négativement régulé par deux voies de signalisation impliquant des ligands de type TGF-β 

(Admp et Gdf1/3_like), exprimés dans l’hémisphère animal. Ils agissent par les facteurs de 

transcription de la famille SMAD2/3b et SMAD1/5 (Ohta and Satou, 2013). Ces signalisations 

inhibent l’expression d’Otx par la liaison des SMAD sur des éléments de réponses présents 

sur la séquence promotrice d’Otx. Ce mécanisme permet d’inhiber l’activation Otx induite 

par une faible activation d’ERK1/2.  

2) ROLE DE L’ENDOCYTOSE DANS LA REGULATION ANTAGONISTE DE RAS PAR LES VOIES 

DE SIGNALISATIONS FGF ET EPHRINE 

Les ligands FGF9/16/20 et éphrine-Ad sont exprimés dans des territoires distincts : 

FGF9/16/20 se situe dans les cellules végétatives alors qu’éphrine-Ad est exprimé dans les 

cellules de l’ectoderme. Une cellule ectodermique recevant les signaux de ces deux ligands 

les reçoit donc forcément sur différents domaines membranaires. La voie de signalisation 

FGF est présente au niveau de la membrane basale, alors que celle de l’éphrine se situe au 

niveau de la membrane latérale (Fig. II.7). Cette observation soulève une question 

fondamentale : comment ces deux voies de signalisation convergent pour réguler Ras ? Je 

propose un rôle potentiel de l’endocytose pour faire converger ces deux voies de 

signalisation au niveau Ras. En effet, Ras-GTP se retrouve dans différents compartiments 

cellulaires (membrane plasmique, endosomes, réticulum endoplasmique et appareil de 

Golgi) (revue par Omerovic and Prior, 2009). La localisation de Ras est observée par 

l’expression de Ras fusionnée avec des protéines fluorescentes (Laude and Prior, 2008; 

Peyker et al., 2005). 

Le rôle de l’endocytose est un paramètre important dans la régulation des voies de 

signalisation. Une étude récente, utilisant un biosenseur conformationel (nanoanticorps 

couplé avec la GFP) démontre qu’un récepteur, le β2-adrénorécepteur (GPCR) dans cette 

étude, se présentait sous forme active dans les endosomes précoces après son endocytose. 

(Irannejad et al., 2013). De plus, les auteurs démontrent que l’endocytose est nécessaire à 

l’activation maximale de la voie de signalisation, car l’inhibition de l’endocytose réduit le 

signal transmis. Chez le xénope, l’inhibition de l’endocytose par les clathrines inhibe 

l’activation d’ERK par le FGF lors de l’embryogénèse et, empêche l’induction du mésoderme 



et l’expression de Xbra (Jean et al., 2010).Une autre étude montre que la séquestration du 

récepteur à l’EGF dans les endosomes induit une augmentation de l’activation d’ERK (Taub 

et al., 2007). Enfin, le signal transmis à partir des membranes peut être différent de celui 

transmis à partir des endosomes. L’inhibition de l’endocytose du récepteur de l’EGF dans des 

cellules de mammifères induit une augmentation de la phosphorylation de PLC-γ et de SHC 

(SRC homology 2 domain containing) ainsi qu’une diminution de la phosphorylation d’ERK et 

de PI3K (Vieira et al., 2010). Ces différentes études montrent que l’endocytose n’est pas 

uniquement destinée à éteindre la transmission du signal. Les récepteurs peuvent rester 

dans une conformation active après leur endocytose et activer des voies de signalisation 

différentes de celles activées à la membrane. 

Les endosomes sont actuellement considérés comme un lieu d’interactions entre différentes 

voies de signalisation (Pálfy et al., 2012). Les vésicules d’endocytose sont régulièrement 

citées comme moyen de transport du signal jusqu’au noyau, afin de faciliter sa transmission 

(Casaletto and McClatchey, 2012). Dans notre cas, le signal reçu au noyau pourrait être 

transmis depuis la membrane plasmique et depuis les vésicules d’endocytose, où Ras 

pourrait être soumis à une régulation par la rencontre de deux voies de signalisation 

antagonistes, telles que les voies FGF et éphrine. Des expériences complémentaires sont 

nécessaires et permettraient de clarifier l’implication des endosomes dans l’intégration des 

signaux FGF et éphrine. Une possibilité intéressante serait d’inhiber l’endocytose d’une des 

deux voies, sans perturber l’endocytose de la deuxième voie. Cependant, les récepteurs Eph 

et les FGFR peuvent être internalisés à la fois de manière dépendante et indépendante des 

clathrines (Belleudi et al., 2007; Pitulescu and Adams, 2010). Il est donc nécessaire de 

déterminer les voies d’endocytose empruntées par le FGFR et le récepteur Eph3 lors de 

l’induction neurale animale chez C. intestinalis, afin de déterminer si cette approche est 

réalisable. L’inhibition de la métalloprotéase ADAM10, qui clive spécifiquement les 

complexes éphrine/Eph activés avant d’induire leur endocytose, est également un candidat 

intéressant pour inhiber spécifiquement l’endocytose de la signalisation éphrine. 

3) LA GEOMETRIE CELLULAIRE MODIFIE-T-ELLE LA CAPACITE A TRANSMETTRE UN 

SIGNAL ? 

L’analyse du ratio des surfaces de contact FGF/éphrine des cellules a6.6 et a6.7 montre que 

ces cellules possèdent un ratio relativement similaire (Fig. II.4 C). Or, lors de l’inhibition de la 

voie éphrine, la cellule a6.7 montre une activation d’ERK1/2 et exprime Otx, alors que la 

cellule a6.6 ne répond que rarement au signal inducteur neural. Cette différence est difficile 

à expliquer si l’on considère les surfaces de contact, comme paramètre déterminant dans la 

réponse binaire observée lors de l’induction neurale. Bien qu’ayant un ratio de surfaces de 

contact FGF/éphrine similaire, ces deux cellules possèdent une position très différente dans 

l’embryon. L’analyse de la forme cellulaire de ces deux cellules, en utilisant le logiciel « 3D 



Virtual Embryo » (Tassy et al., 2006), montre que leurs surfaces de contact avec les cellules 

végétatives diffèrent par leurs localisations (Fig. II.8 A-B) Les cellules a6.6 possèdent au 

niveau de leur membrane basale des contacts avec les cellules qui expriment le FGF. A 

l’inverse, les cellules a6.7 possèdent des contacts avec les cellules qui expriment le FGF au 

niveau des membranes latérales. Des approches mathématiques suggèrent que la forme des 

cellules constitue un élément capital lors de la transmission du signal (Meyers et al., 2006). 

Dans un système non homogène, où le signal est activé aux membranes et désactivé dans le 

cytoplasme, la concentration de la forme active du second messager diminue 

exponentiellement en s’éloignant des membranes (Fig. II.8 C) (Kholodenko and Birtwistle, 

2009). La distance entre la membrane, où la cellule reçoit la signalisation de FGF, et le noyau, 

est bien plus importante pour la cellule a6.6 que pour la cellule a6.7. Cette différence 

expliquerait pourquoi la cellule a6.7 est plus facilement convertible vers le destin neural. 

MATERIELS ET METHODES  

1) IMMUNOMARQUAGE DPERK COUPLE A UN MARQUAGE PHALLOÏDINE :  

Le protocole d’immnuomarquage dpERK1/2 a été adapté par Cathy Sirour, (assistant 

ingénieur dans l’équipe du Dr Yasuo) à partir de (Stolfi et al., 2011). Les embryons sont fixés 

dans une solution PIPES-Sucrose-Formaldéhyde (0.1M PIPES pH=6.9, 0.4M sucrose, 50mM 

EGTA et 4% formaldéhyde) pendant 45 min à température ambiante (TA), puis lavés 2 fois 5 

minutes (min) en tampon PBSTr (buffer Phosphate-Buffered Saline avec 0.1% de triton X-

100). Les embryons sont traités en tampon PBS/H202 (PBSTr, 3% H202) pendant 10 min à 

TA, puis lavés 3 fois 10 min en tampon PBSTr. La saturation est réalisée en incubant les 

embryons 1 heure (H) en PBSTr/BR (PBSTr, 0.5% Blocking Reagent (Roche)) puis sur la nuit 

avec l’anticorps anti-dpERK (souris – Sigma #M9692) au 1/500 dans la solution de saturation. 

Les embryons sont lavés en tampon PBST (PBS, 0.1% Tween-20) 3 fois 20 min, puis 2 fois 5 

min en tampon TNT (0.1M Tris pH=7.5, 0.15M NaCl, 0.1% Tween 20). Les embryons sont 

incubés 1H dans une solution de saturation TNT/BR (TNT, 0.5% BR), puis incubés 1H30 avec 

un anticorps secondaire au 1/20 en solution de saturation (Histofine® Multistain MAXPO 

(Nichirei Biosciences Inc.). Les embryons sont lavés 3 fois 20 min en buffer TNT, puis le signal 

est amplifié par l’utilisation du kit TSA (Perkin Elmer) (TSA-Cy3 au 1/200 dans le buffer 

d’amplification pendant 10 min à l’obscurité). 

La modification du protocole permettant le couplage phalloïdine commence à cette étape. 

Les embryons sont lavés 3 fois 5 min en tampon PBSTr, puis incubés 2H à l’obscurité sous 

agitation avec de la phalloidine couplée au fluorochrome Alexa 488. Les embryons sont 

ensuite lavés 3 fois 5 min en tampon PBSTr. Les embryons sont déposés individuellement sur 

des lamelles coatées avec la poly-L-lysine. La lamelle est plongée dans des bains croissant 

d’isopropanol (25% 5min – 50% 5min – 75% 5min – 3x100% 2min) afin de déshydrater les 

embryons. La lamelle est ensuite plongée dans un bain BA:BB pour rendre les embryons 



transparents (benzyl alcohol (sigma) : benzyl benzoate (sigma) avec un ratio de 1 : 2) 

pendant quelques secondes. Le montage est réalisé avec une lame et une petite goutte de 

BA:BB entre la lame et la lamelle. Les images sont acquises par microscopie confocale sur un 

microscope Leica SP5 inversé équipé d’un laser Argon, HeNe, GreenNe et d’une diode laser 

UV. L’acquisition est réalisée avec un objectif HCX PL APO 40X/1.25-0.75 à huile. 

2) RECONSTRUCTION 3D ET MESURE DES SURFACES DE CONTACT :  

La virtualisation des embryons est réalisée à l’aide du logiciel Avizo®6, édité par la société 

Visualization Science Group (VSG), en suivant le protocole original de Robin et al. (Robin et 

al., 2011). A l’aide d’une tablette graphique (Wacom intuos®), les contours de chaque cellule 

marquée avec la phalloïdine sont dessinés à la manière d’un papier calque pour chaque plan 

d’acquisition. Par ce processus, le logiciel est capable d’établir la géométrie 3D de chaque 

cellule. La géométrie des objets 3D obtenus est améliorée par l’utilisation des fonctions 

« remove islands » et « smooth labels ». Les cellules virtualisées sont générées par les 

fonctions « interpolate labels » et « surfaceGen ». L’objet 3D obtenu est exporté au format 

VRML (Virtual Reality Markup Language) pour être importé dans le logiciel 3D studio MAX® 

qui est édité par la société Autodesk. Dans ce logiciel des corrections supplémentaires sont 

apportées aux formes 3D par des options de simplification du maillage de polygone (fonction 

lissage et relâcher), et par la correction de l’orientation des normales (fonction unifier les 

normales). L’embryon 3D est exporté au format .obj puis analysé dans le logiciel 3D virtual 

Embryo (3DVE) disponible sur le site ANISEED (Tassy et al., 2006). Ce logiciel permet de 

mesurer de manière quantitative les surfaces de contact entre les cellules. 

3) TEST STATISTIQUE :  

La comparaison des surfaces de contact entre le clone d’injection Eph3ΔC et les cellules 

sauvages (fig. II.3) a été testée statistiquement avec la fonction « wilcox.test() » du logiciel R, 

qui permet d’effectuer une comparaison des moyennes par un test des signes de Wilcoxon. 

ANNEXE 2  REPONSES BINAIRES : UNE ANALYSE LITTERAIRE 
La conversion d’un signal analogique (ex : un ligand sécrété formant un gradient) en une 

décision binaire (choix entre deux destins) nécessite que les cellules mettent en place un 

processus permettant :  

- (1) d’intégrer les différents signaux reçus  

- (2) de répondre de manière à s’adapter aux signaux reçus. 

La cascade MEK/ERK réunit ces deux caractéristiques. De nombreuses voies de signalisation 

utilisent les kinases MEK/ERK. Cela place la cascade MEK/ERK dans une position idéale pour 

transmettre les signaux reçus par plusieurs voies de signalisation. Dans cette section, je 



présente les mécanismes enzymologiques employés par la cascade MEK/ERK permettant 

d’induire une réponse binaire. 

1) EXEMPLE 1 : LA MATURATION DE L’OVOCYTE DE XENOPE 
Les ovocytes immatures de xénope restent en phase G2 du cycle cellulaire. L’exposition à une 

hormone, la progestérone, induit les ovocytes à reprendre le cycle cellulaire et à terminer le 

premier cycle de la méiose, avant de s’arrêter de nouveau en métaphase du second cycle de 

la méiose. Ce processus est irréversible et peut être considéré comme un choix de destin 

binaire (immature ou mature) (Fig. II.9 A). L’exposition à la progestérone stimule la 

phosphorylation de la MAPKKK Mos et l’activation de la cascade MEK/ERK. L’activation de 

p42-MAPK (ERK) induit l’activation de la cycline B-CDK1, qui permet la progression du cycle 

cellulaire et la maturation de l’ovocyte (Fig. II.9 B) (Ferrell et al., 2009). 

L’analyse de l’activation d’ERK par la progestérone révèle que les ovocytes répondent par un 

phénomène de « tout ou rien », puisque les ovocytes traités avec des doses intermédiaires 

de progestérone et analysés individuellement, montrent soit une activation complète d’ERK, 

soit une absence d’activation (Fig II.10 D). La conclusion qui s’impose est qu’entre le 

récepteur à la progestérone et ERK, il existe un processus qui convertit l’augmentation 

graduée du stimulus (progestérone) en un signal digital. 

Les auteurs ont étudié le rôle de la cascade MEK/ERK dans la conversion du signal en une 

décision binaire puisque la position de la cascade se trouve entre le récepteur et ERK. 

L’activité des kinases dépend de leur état de phosphorylation qui est contrôlé par l’activité 

de la kinase du niveau précédant (Fig. II.11 B). La MAPKKK Mos est activée par 

phosphorylation sur ces résidus sérines. Une fois activée, elle phosphoryle la MAPKK MEK 

sur deux résidus sérine. A son tour, la MAPKK activée phosphoryle ERK sur une thréonine et 

une sérine (Huang and Ferrell, 1996). L’inactivation est induite par les phosphatases, qui 

peuvent agir à chaque niveau de la cascade. Cette organisation en cascade confère plusieurs 

propriétés que je vais présenter ci-dessous (Fig. II.11 B). 

Premièrement, l’organisation en cascade est régulièrement associée à l’amplification du 

signal. Dans des cellules de mammifères (CHO, NIH 3T3, PC12), il est estimé qu’il y a, dans 

une cellule, 20,000 protéines Ras pour 1,000,000 de protéines ERK. Une activation de 10,000 

protéines Ras conduit à l’activation du million de protéines ERK. Cela génère un signal 

sortant de 100 à 500 fois plus important que le signal entrant (Ferrell Jr, 1996). 

Deuxièmement, la cinétique d’activation de la cascade MEK/ERK révèle une courbe 

sigmoïdale en réponse à l’augmentation de la concentration du stimulus dans des extraits 

cytoplasmiques d’œufs de xénope (Fig. II.11 A). Cette cinétique d’activation est 

caractéristique des enzymes ultrasensibles. Une enzyme présentant une cinétique 

Michaelienne (cinétique d’activation hyperbolique) nécessite une augmentation du signal 



inducteur de 81 fois pour augmenter sa réponse de 10 à 90 % de la réponse maximale. Une 

enzyme ultrasensible nécessite une augmentation du signal inducteur inférieur à 81 fois 

pour effectuer la même modification de sa réponse (Fig. II.11 A) (Huang and Ferrell, 1996). 

La sensibilité d’une enzyme peut être estimée par le nombre de Hill (nH). Si ce nombre est 

supérieur à 1, alors l’enzyme est considéré comme ultrasensible. Dans la cascade MEK/ERK, 

l’origine de l’ultrasensibilité provient des réactions enzymatiques qui activent MEK et ERK. 

Ces deux kinases sont activées par une double phosphorylation « non processive ». Par 

exemple dans le cas de MEK, cela signifie que Mos activé lie MEK, puis la phosphoryle et 

libère la forme monophosphorylée p-MEK. Dans un second temps, p-Mos lie p-MEK pour 

phosphoryler le deuxième résidu sérine (Fig. II.11 B). La compétition entre MEK et p-MEK 

pour lier Mos activé fait que la deuxième phosphorylation n’apparaît qu’après que la 

concentration de p-MEK soit suffisante. Cela génère une période de latence expliquant la 

première partie de la courbe d’activation sigmoïdale (Fig. II.11 A). L’apparition de dp-MEK 

suit une cinétique égale au carré de l’augmentation du signal activateur (Huang and Ferrell, 

1996). Cela explique l’augmentation rapide de la fraction activée après le passage de la 

période de latence (Fig. II.11 A). La même régulation se passe au niveau d’ERK. Il faut noter 

que ces conversions de la forme inactive vers la forme active se font avec une faible 

variation de la concentration du signal activateur. L’ultrasensibilité de la cascade MEK/ERK 

est augmentée par la mise en tandem de l’activation de MEK et d’ERK par double 

phosphorylation non processive. Cela génère une ultrasensibilité supérieure à celle générée 

par une simple réaction non processive. A titre de comparaison, l’ultrasensibilité de la 

cascade MEK/ERK dans les extraits d’ovocytes de xénope (nH=4.9) est supérieure à la 

coopérativité de l’hémoglobine pour la fixation de l’oxygène (nH=2.9) (Huang and Ferrell, 

1996). 

L’analyse de l’ultrasensibilité de la cascade MEK/ERK a été réalisée in vitro à partir d’extraits 

d’ovocytes de xénope. Or, l’analyse de la cinétique d’activation de la cascade MEK/ERK dans 

des ovocytes de xénope intacts montre une ultrasensibilité supérieure à la même mesure 

réalisée dans les extraits d’ovocytes (Ferrell and Machleder, 1998). Cela suggère que 

l’activation de la cascade MEK/ERK dans les ovocytes intacts induit un mécanisme 

permettant d’augmenter la sensibilité du système. Afin d’évaluer si ce mécanisme implique 

une boucle de rétrocontrôle, les ovocytes ont été traités avec un inhibiteur de la traduction 

(cycloheximide). Le traitement induit une diminution de l’ultrasensibilité de plus de 50% (Fig. 

II.10 E). La diminution de l’ultrasensibilité induit la perte de la réponse binaire des ovocytes 

suite à l’injection de concentration intermédiaire de Mos (proche du seuil). La réponse 

binaire est conservée lorsque Mos est injecté à faible ou forte concentration (Fig. II.10 F). 

Ainsi, l’ultrasensibilité intrinsèque de la cascade MEK/ERK est suffisante pour générer un 

effet seuil qui génère une réponse de type « tout ou rien ». Cependant, quand le stimulus est 

proche du seuil, la réponse binaire ne peut être induite uniquement par la cascade 



MEK/ERK, car l’ultrasensibilité qu’elle génère (nH=2.3) n’est pas suffisante (Fig. II.10 F – 

rectangle rouge). La boucle de rétrocontrôle positif permet d’augmenter l’ultrasensibilité du 

système (nH=5.1) et d’induire un effet seuil, même à des concentrations intermédiaires de 

Mos. La résolution mathématique des différents modèles enzymatiques confirme que la 

boucle de rétrocontrôle positif permet d’empêcher que des ovocytes exhibent une 

activation graduée d’ERK avec un signal situé proche du seuil (Fig. II.10G). 

2) EXEMPLE 2 : L’INDUCTION DE L’ECTODERME VENTRAL CHEZ DROSOPHILA 

MELANOGASTER. 

Chez la drosophile, la spécification de l’ectoderme ventral est induite par l’activation 

graduée du récepteur EGF (Epidermal Growth Factor) (EGFR) (Gabay et al., 1996). A partir du 

stade 10, la rangée de cellules la plus ventrale exprime spitz, qui code pour un homologue au 

TGF-. Ce ligand se fixe à l’EGFR et induit l’activation d’ERK. L’activation d’ERK s’étend 

jusqu’à trois rangées, de part et d’autre de la rangée qui exprime spitz, avec une diminution 

progressive du signal ((Fig. II.12) (Melen et al., 2005). Les auteurs soulignent que l’activité 

graduée d’ERK qu’ils observent révèle un mode d’activation d’ERK différent de 

l’ultrasensibilité, généralement attribué au MAPK. Cependant, dans l’exemple précédant, 

l’absence de rétrocontrôle permet à la cascade MEK/ERK d’exhiber une réponse graduée si 

la quantité de signal activateur est proche du seuil d’activation (Ferrell and Machleder, 

1998). L’activation d’ERK observée par Melen et al. n’est donc pas incompatible avec 

l’ultrasensibilité de la cascade MEK/ERK, puisqu’une l’absence d’une réponse binaire ne 

signifie pas qu’il n’y a pas d’ultrasensibilité. 

La phosphorylation de Yan sur son résidu sérine S127 par ERK induit la dégradation de Yan. 

Yan est un facteur de transcription à domaine ETS de type répresseur (O’Neill et al., 1994). Il 

se forme deux domaines distincts dans l’ectoderme ventral et sont caractérisés par 

l’expression ou non de Yan (proche du site d’expression de Spitz). La frontière des deux 

domaines Yan-positif et Yan-négatif est localisée dans le domaine ERK activé. Cela suggère 

qu’il existe un mécanisme permettant de convertir l’activation graduée d’ERK en une 

décision binaire. Melen et al. (2005) ont abordé le mécanisme de cette réponse binaire de 

l’état de Yan (Yan-positif et Yan-négatif), en fonction du niveau d’activité d’ERK. Les auteurs 

démontrent que l’état de phosphorylation de Yan est régulé, de manière similaire à Ras, par 

un cycle de modification covalente qui correspond au modèle proposé par Goldbeter et 

Koshland. Les auteurs assument l’hypothèse que la phosphorylation de Yan est réversible 

par des phosphatases et que la déphosphorylation à lieu à vitesse constante. Le cycle de 

régulation de Yan par deux enzymes antagonistes (ERK/phosphatases) permet la création  

d’une frontière nette entre les territoires Yan-positif et Yan-négatif. La réaction la plus rapide 

domine et permet de maintenir l’ensemble des protéines Yan dans l’état de phosphorylation 

qu’elle contrôle. 



Ainsi, le cycle de régulation ultrasensible de Yan permet de convertir le signal ERK gradué en 

une réponse binaire. Cependant, les auteurs n’ont pas pris en compte l’ultrasensibilité 

intrinsèque des MAPK, comme un élément permettant d’établir la frontière entre les 

territoires Yan-positif et Yan-négatif. Or, dans cet exemple, le seul paramètre qui varie est 

l’activité d’ERK, qui décroît en s’éloignant du site d’expression de Spitz. La différence entre 

une activation d’ERK linéaire ou ultrasensible peut se traduire par une modification de la 

position de la frontière entre les territoires Yan-positif et Yan-négatif. Je pose l’hypothèse 

que la combinaison de l’ultrasensibilité de la cascade MEK/ERK agit en synergie avec le cycle 

de régulation de Yan pour générer la frontière entre les territoires Yan-positif et Yan-négatif. 

Tout d’abord, la transmission ultrasensible d’ERK induirait une diminution de la réponse 

d’ERK loin du ligand Spitz, et une augmentation plus rapide du signal ERK quand le signal 

Spitz augmente. Cela permet de générer une zone action du signal ERK, plus mince qu’avec 

une activation linéaire d’ERK. Cependant, la cascade MEK/ERK ne présente pas de réponse 

binaire en réponse à Spitz et ne permet donc pas la création d’une frontière nette Yan-positif 

et Yan-négatif. Le cycle de régulation de Yan permet cela, en éteignant l’action du signal ERK 

sur Yan (phosphorylation) dans les cellules présentant une activation d’ERK trop faible. 

3) FORMALISATION 

L’ultrasensibilité de la cascade MEK/ERK est impliquée dans la génération d’une réponse 

biologique de type « tout ou rien ». Elle fonctionne comme un interrupteur biologique et 

participe activement aux mécanismes décisionnels employés par les cellules. 

Initialement proposé par Tony Hunter, ce type de réponse est parfaitement transposable au 

système binaire utilisé dans les ordinateurs (Hunter, 1987) car dans les deux cas, la prise de 

décision repose sur un langage binaire. L’environnement de la cellule envoie des signaux qui 

sont d’abord reçus, puis intégrés pour fournir une réponse adaptée à l’environnement (Fig. 

II.13 A). En outre, les MAPK peuvent interagir avec différentes voies de transduction du 

signal et être activées par différentes voies de signalisation. Dans ces conditions, un circuit 

basé sur les MAPK peut intégrer une multitude de signaux entrant en une réponse 

biologique adaptée. 

Dans les deux exemples précédents, le signal gradué est converti en une réponse binaire 

avec la participation des MAPK. A la différence du modèle théorique (Fig. II.13 A), ces 

exemples ne concernent pas l’intégration de plusieurs signaux entrants, mais la conversion 

d’un signal en une réponse binaire. Les deux exemples ont en commun que l’utrasensibilité 

de la cascade MEK/ERK n’est pas suffisante pour induire une réponse biologique binaire. Un 

mécanisme complémentaire aux MAPK (phosphatases ou boucles de rétrocontrôle) permet 

d’augmenter l’ultrasensibilité afin d’obtenir une réponse binaire Fig. II.13 B/C). 
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INTRODUCTION 

La MAP kinase ERK1/2 présente un patron d’activation dynamique lors de la régionalisation 

antéro-postérieure de la plaque neurale, dans les embryons de cione. ERK1/2 est d’abord 

activé en gradient au stade plaque neurale 3R, puis forme deux bandes d’activation dans les 

R1 et R3, au stade plaque neurale 6R (Fig. 3.6B et 3.7A) (Hudson et al., 2007; Wagner and 

Levine, 2012). Cette dynamique a été démontrée comme étant un élément déterminant de 

la régionalisation antéro-postérieure du système nerveux. 

Ce projet a commencé suite aux observations de Philip Albitua, durant sa thèse effectuée 

dans le laboratoire du Dr. Mike Levine, dans l’université de Californie à Berkeley. Phillip a 

utilisé le promoteur de DMRT, afin d’exprimer par électroporation, les formes dominantes-

négatives d’Eph3 (Eph3C), d’Eph1 (Eph1C) et de RasGAP (RGGAP), dans les embryons de 

C. intestinalis. Le gène DMRT s’exprime à partir du stade 64-cellules dans le lignage neural 

« a ». La région promotrice de DMRT utilisée par Philip récapitule l’expression endogène de 

ce gène. Dans la vésicule sensorielle de la larve de cione, on retrouve deux cellules 

pigmentaires : l’otolith et l’ocellus (Fig 3.8 A). Lorsque les plasmides DMRT>Eph3C ou 

DMRT>RGGAP ont été électroporés, une formation de cellules pigmentaires excédentaires 

a été observée. Par contre, il n’y avait pas de phénotype visible avec DMRT>Eph1C (Fig. III.1 

B-D). Le nombre maximum de cellules pigmentaires induites par DMRT>Eph1C ou 

DMRT>RGGAP est impossible à compter avec précision, car ces cellules forment des 

agrégats. Cependant Philip a réussi à compter avec précision jusqu’à 4 cellules et a pu trouvé 

des cas où il y avait plus de 4 cellules pigmentaires (Fig. III.1 E). Les cellules pigmentaires 

proviennent de la R3, de la plaque neurale au stade 6R (Fig. III.3), dans laquelle on observe 

l’activation d’ERK1/2. Le lignage cellulaire montre que chacun des deux précurseurs de la R3, 

appelés a9.49, se divisent une fois le long de l’axe antéro-postérieur et les cellules qui se 

retrouvent côté postérieur adoptent le destin pigmentaire (Fig. III.3) (Nishida, 1987). 

Cependant, en utilisant des marqueurs fluorescents, exprimés spécifiquement dans les 

cellules de la plaque neurale, Philip a réussi à démontrer que les précurseurs pigmentaires 

a9.49 se divisent, non pas une fois mais deux fois, le long de l’axe antéro-postérieur, avant 

de s’intercaler en position dorsale du tube neural (Fig. III.2). Cette découverte montre que le 

lignage de référence contient une erreur (Fig. III.3), qu’il convient de prendre en compte afin 

de réinterpréter les résultats déjà publiés. Le résultat de Philip démontre pour la première 

fois l’implication de la signalisation éphrine lors de la spécification des cellules pigmentaire. 

Les études précédentes ont indiqué qu’un signal FGF, provenant du lignage neurale A (R1 et 

R2), induit la spécification du destin pigmentaires (Nishida, 1991; Squarzoni et al., 2011). Le 

signal FGF est relayé par la cascade MEK/ERK et le facteur de transcription ETS1/2 (Squarzoni 

et al., 2011). La suractivation de la cascade MEK/ERK induit la formation de cellules 

pigmentaires excédentaires (Squarzoni et al., 2011). L’ensemble de ces résultats indiquent 



que le contrôle de l’activation de la cascade MEK/ERK est un élément essentiel du 

mécanisme de spécification des destins pigmentaires. Le but de ce projet est de démontrer 

le rôle potentiel de l’antagonisme entre les voies de signalisations FGF/ERK et 

éphrine/Eph/RasGAP, dans la spécification du lignage cellulaire pigmentaire, et plus 

globalement, dans la régionalisation le long de l’axe antéro-postérieur de la plaque neurale 

chez C. intestinalis. 

RESULTATS 

1) LA CASCADE MEK/ERK EST NECESSAIRE JUSQU’A LA DERNIERE DIVISION CELLULAIRE 

DES PRECURSEURS PIGMENTAIRES 

En prenant en compte les derniers résultats sur le lignage des cellules pigmentaires, nous 

avons analysé la période pendant laquelle la cascade MEK/ERK est nécessaire pour la 

formation des cellules pigmentaires. Nous avons traité des embryons avec un inhibiteur 

pharmacologique de la MAPKK (MEK), UO126, toutes les 30 minutes à partir de 6h00 après 

la fécondation ; ce qui correspond au stade 110-cellules, au début de la gastrulation (Fig. 

3.5). A chaque traitement avec l’inhibiteur UO126, nous avons prélevé une partie des 

embryons afin de vérifier leur stade embryonnaire, en marquant les noyaux avec du DAPI. 

Nous avons continué l’expérience jusqu’à 10h00 post-fécondation, et nous avons analysé la 

présence de cellules pigmentaires dans les larves (Fig. III.4). Dans cette expérience (n=2), la 

dernière division cellulaire du lignage pigmentaire a lieu environ 9h15 après la fécondation. 

Dans les embryons traités 9h00 après la fécondation avec UO126, aucune cellule 

pigmentaire ne se forme, alors que si le traitement est effectué 9h30 après la fécondation, il 

n’y a pas d’effet sur la formation des cellules pigmentaires. Cette expérience confirme donc 

que, la cascade MEK/ERK est nécessaire pour la formation des cellules pigmentaires jusqu’à 

la dernière division cellulaire, et démontre qu’elle n’est plus nécessaire pour leur 

différenciation finale (en otolith ou ocellus) après la dernière division. 

2) PATRON SPATIAL DE L’ACTIVATION D’ERK1/2 DANS LA PLAQUE NEURALE 
Comme le traitement UO126 est irréversible, le résultat décrit ci-dessus ne permet pas 

d’identifier précisément les différents stades du développement où l’activation de la cascade 

MEK/ERK est requise. Le patron d’activation d’ERK1/2 a été analysé pour les stades 3R et 6R, 

alors que ce dernier au stade 12R reste inconnu. L’activation d’ERK1/2 au stade 3R est 

observée de façon graduée, avec un fort signal dans la R1/2, un signal inférieur dans la R3/4 

et un signal basal dans la R5/6 (fig. 3.6 B) (Wagner and Levine, 2012). Au stade 6R, ERK1/2 

est activé dans les R1 et R3 (Fig. 3.7 A) (Hudson et al., 2007). J’ai analysé par 

immunomarquage le patron d’activation d’ERK1/2 dans les embryons au stade 12R, et j’ai 

trouvé qu’ERK1/2 est actif dans les R3p et R4p (Fig. III.5 F). Le lignage des cellules 

pigmentaires est originaire de la R3/4 au stade 3R, puis de la R3 au stade 6R, et enfin de la 



R3p au stade 12R (Fig. III.2). Le patron d’activation d’ERK1/2 dans la plaque neurale indique 

donc que la cascade MEK/ERK reste active dans le lignage des cellules pigmentaires, au cours 

de ces trois cycles cellulaires. 

3) CONTROLE DE LA REGIONALISATION A/P DE LA PLAQUE NEURALE PAR LA CASCADE 

MEK/ERK 

Afin d’étudier l’effet du traitement UO126 à chaque stade du développement de la plaque 

neurale, j’ai analysé l’expression de gènes qui s’expriment de façon différentielle dans les 

rangées de la plaque neurale aux stades 3R, 6R et 12R. En parallèle, j’ai aussi analysé l’effet 

de l’inhibition de la voie éphrine sur l’expression du même ensemble de gènes, dans les 

embryons électroporés avec DMRT>Eph3C.  

Au stade 6R, les cellules des R5 et R6 expriment FoxC, alors que celles des R3 et R4 

expriment ZicL (Fig. III.6 A-B). Le traitement UO126 juste avant le stade 3R induit l’expansion 

de FoxC dans les R3 et R4 (Fig. III.6 C). Cette expansion s’accompagne de la perte 

d’expression de ZicL (Fig. III.6 D). Si le traitement est effectué après la formation du stade 3R, 

alors le patron d’expression de ces gènes n’est pas affecté (Fig. III.6 E-F). Ces résultats 

suggèrent que l’expression spécifique de FoxD et ZicL, au stade 6-rangées, serait contrôlée 

par l’activation différentielle d’ERK1/2 entre les R3/4 et R5/6, au stade 3R. Dans les 

embryons électroporés avec DMRT>Eph3C, l’expression de FoxD et ZicL reste inchangée 

(Fig. III.6 G-H). Cette observation suggère que la voie de signalisation éphrine n’est pas 

impliquée dans le contrôle de l’activation d’ERK1/2, au stade 3R. 

Au stade 6R, les cellules de la R3 expriment MITF, qui code pour un facteur de transcription 

en hélice-boucle-hélice, alors que celles de la R4 expriment Six3/6, codant pour un facteur 

de transcription caractérisé par la présence d’un domaine Six et d’un homéodomaine (Fig. 

III.7 A-B). A ce stade, les précurseurs des cellules pigmentaires (a9.49) dans la R3 

commencent à exprimer le gène Trp codant pour une « tyrosinase-related protein » (Fig. III.7 

C). Le traitement UO126 avant le stade 3R induit la perte des marqueurs de la R3 (MITF et 

Trp). Cependant le marqueur spécifique de la R4 (Six3/6) n’est pas perdu (Fig. III.7 D-F). Lors 

de cette expérience, nous nous attendions à observer une perte complète des marqueurs 

des R3 et R4 car, lors d’un traitement UO126 avant le stade 3R, la R3/4 est convertie en R5/6 

(Fig. III.6). La perte du marqueur Six3/6, après un traitement UO126, a déjà été rapportée, si 

le traitement commence au stade 76-cellules (Wagner and Levine, 2012). Nous avons répété 

cette expérience et nous avons également constaté la perte d’expression de Six3/6. 

L’expression de Six3/6 semble être régulée par la voie de signalisation FGF, entre les stades 

76-cellules et 3R. Le traitement UO126, juste avant le stade 6R, révèle une perte de 

l’expression de MITF et de Trp dans la R3, et une extension de Six3/6 dans cette même 

rangée (Fig III.7 G-I). Cela signifie que la R3 est convertie en R4. La cascade MEK/ERK est 

spécifiquement activée dans la R3 à ce stade (Fig. 3.7 A). Il semble donc que la cascade 



MEK/ERK contrôle le choix binaire entre les lignages R3 (MITF-positive) et R4 (Six3/6-

positive), en induisant l’expression de MITF dans la R3, tout en y réprimant l’expression de 

Six3/6. J’ai analysé l’effet de l’inhibition de la voie éphrine sur l’expression de ces deux gènes 

et j’ai trouvé qu’ils sont exprimés normalement au stade 6R (Fig. III.7 J-K). Cela suggère que 

la voie de signalisation éphrine n’est pas impliquée dans le contrôle de l’activation d’ERK1/2 

au stade 6R. 

Afin d’analyser le rôle de la cascade MEK/ERK et de la voie de signalisation éphrine au stade 

12R, j’ai utilisé le gène Trp comme marqueur du lignage des cellules pigmentaires. Au stade 

12R, le gène Trp est exprimé plus fortement dans les précurseurs des cellules pigmentaires 

(a10.97) de la R3p et, plus faiblement dans leurs cellules sœurs de la R3a (Fig. III.8 A). 

Comme décrit ci-dessus, l’activation d’ERK1/2 est observée dans la R3p mais pas dans la R3a. 

J’ai traité des embryons avec UO126 juste avant le stade 12R et j’ai analysé l’expression de 

Trp au stade 12R. Les embryons traités n’expriment pas ce gène (Fig. III.8 D). Cette 

expérience démontre que la cascade MEK/ERK est nécessaire au maintien de l’expression de 

Trp au stade 12R dans la R3p. Ce résultat est en accord avec la perte de la formation des 

cellules pigmentaires par le même traitement (Fig. III.8 D). A l’inverse, l’inhibition de la voie 

éphrine par électroporation de DMRT>Eph3C, induit l’expression ectopique de Trp dans les 

cellules sœurs (a10.98) des précurseurs des cellules pigmentaires dans la R3a, et l’apparition 

de cellules pigmentaires ectopiques (Fig. III.8 E). Cette expérience suggère que la 

signalisation éphrine est nécessaire pour réprimer l’expression de gènes spécifiques de la R3, 

dans la R3a.Finalement, j’ai analysé l’effet de l’inhibition de la voie éphrine sur l’expression 

de Trp après la dernière division du lignage pigmentaire, en utilisant les embryons de 

l’expérience précédente, fixés tardivement (Fig. III.8 F-H). Après la dernière division du 

lignage pigmentaire, les cellules pigmentaires (a11.193) s’intercalent en position dorsale du 

tube neural (Fig. III.2 F). A ce stade du développement, le gène Trp n’est exprimé que par les 

cellules pigmentaires a11.193, dans les embryons contrôle. (Squarzoni et al., 2011). 

L’inhibition de la voie éphrine par l'électroporation de DMRT>Eph3C induit le maintien de 

l’expression de Trp, dans la cellule sœur des cellules pigmentaires (a11.194) (Fig III.8 H). Ce 

résultat suggère que la signalisation éphrine est nécessaire après la dernière division du 

lignage pigmentaire, afin d’éteindre l’expression de Trp dans les cellules a11.194. Il ne s’agit 

toutefois que de résultats préliminaires car je n’ai analysé que 9 embryons. 

4) REGULATION DE L’ACTIVATION D’ERK1/2 DANS LA PLAQUE NEURALE PAR LA VOIE 

DE SIGNALISATION EPHRINE/RASGAP 

Afin d’évaluer le rôle de la voie de signalisation éphrine dans le patron d’activation d’ERK1/2 

au niveau de la plaque neurale, j’ai co-électroporé la construction DMRT>Eph3C ou 

DMRT>RGGAP, pour inhiber la transmission du signal éphrine/RasGAP avec une 

construction rapportrice des lignages (DMRT>GFP ou Msx>GFP). Puis j’ai analysé les patrons 



d’activation d’ERK1/2 aux stades 6R et 12R. Les deux constructions utilisées ne modifient pas 

le patron d’activation d’ERK1/2 au stade 6R (Fig. III.5 C et E). Ce résultat est concordant avec 

l’absence de modification de l’expression des gènes au stade 6R, dans les embryons 

électroporés avec DMRT>Eph3C (Fig. III.7). Dans la plaque neurale au stade 12R, ERK1/2 est 

activé dans les rangées R3p et R4p (Fig. III.5 B). L’inhibition de la voie éphrine induit 

l’activation ectopique d’ERK1/2 dans les rangées R3a et R4a (Fig. III.5 D et F). Ce résultat 

montre que la signalisation éphrine est nécessaire pour l’atténuation d’ERK1/2, 

spécifiquement dans ces deux rangées de la plaque neurale au stade 12R. 

L’ensemble de ces résultats suggère que, la voie de signalisation éphrine/Eph/RasGAP 

atténue l’activation d’ERK1/2, dans la plaque neurale dans les R3a et R4a, au stade 12R. 

L’inhibition de cette signalisation induit une transformation de la R3a en R3p et donc une 

duplication du nombre de précurseurs des cellules pigmentaires de deux à quatre. Ces 

quatre précurseurs se divisent encore une fois, ce qui potentiellement peut générer jusqu’à 

huit cellules pigmentaires. Cela pourrait expliquer le fait que l’inhibition de la voie éphrine 

induit dans environ 30 % des cas, une formation de plus de cinq cellules pigmentaires (Fig. 

III.1 E). 

5) QUELLE EST L’EPHRINE RESPONSABLE DE L’ATTENUATION D’ERK1/2 DANS LA R3A 

AU STADE 12R ? 

J’ai voulu identifier l’origine des signaux FGF et éphrine impliqués dans le patron d’activation 

d’ERK1/2 au stade 12R. A ce stade, j’ai analysé l’expression d’éphrine-Ad, éphrine-Ac et 

éphrine-Ab. Le patron d’expression d’éphrine-Ad indique qu’il n’est pas un bon candidat, car 

il est exprimé dans des territoires plus antérieurs à la R5p (Fig. III.9 A). éphrine-Ac est 

exprimée dans les R4a et R4p ainsi que dans la R3a, mais avec un signal généralement moins 

intense que dans les R4a et R4p (Fig III.9 B). Le ligand éphrine-Ab est exprimé dans les 

cellules centrales de la R3p (Fig. III.9 C). Le patron d’expression d’éphrine-Ac suggère qu’il 

pourrait être impliqué dans l’inhibition d’ERK1/2 dans les R3a et R4a. Le patron d’expression 

d’éphrine-Ab suggère qu’il pourrait agir en synergie avec l’éphrine-Ac pour inhiber ERK1/2 

dans la R3a. FGF8/17/18 possède un patron d’expression restreint aux précurseurs du 

ganglion viscéral (Fig. III.9 D). FGF9/16/20 est exprimé dans les cellules centrales de la R4p et 

dans des cellules appartenant à la R2 (R2p et R2a) (Fig. III.9 E). Ces patrons d’expression 

indiquent que FGF9/16/20 est probablement le signal inducteur à l’origine de l’activation 

d’ERK1/2 au stade 12R. 

J’ai testé l’hypothèse que la modification du patron d’activation d’ERK par la signalisation 

éphrine serait, non pas due à un effet direct, mais à une modification du patron d’expression 

des gènes FGF9/16/20 ou FGF8/17/18. J’ai donc analysé les patrons d’expressions de ces 

deux gènes dans les embryons électroporés avec DMRT>Eph3C. J’ai trouvé que leur 



expression était normale (Fig. III.9 F-G). Cela suggère que la voie de signalisation éphrine a 

un effet antagoniste direct sur la cascade MEK/ERK dans la plaque neurale au stade 12R. 

DISCUSSION 

Dans cette étude, nous avons analysé le mécanisme de la régionalisation A/P de la plaque 

neurale des embryons de C. intestinalis, en se focalisant en particulier sur le lignage des 

cellules pigmentaires. Cette étude, ainsi que les précédentes, montrent que la 

régionalisation A/P de la plaque neurale est largement contrôlée par l’activation 

différentielle de la cascade MEK/ERK (Hudson et al., 2007; Wagner and Levine, 2012). Il 

semble que cette régionalisation est principalement contrôlée par un mode de « décisions 

binaires ». Ces décisions binaires se passent 1) entre les R3/4 et R5/6 au stade 3R, 2) entre 

les R3 et R4 au stade 6R et 3) entre les R3a et R3p au stade 12R. Dans toutes ces étapes, la 

cascade MEK/ERK est activée, ou plus fortement activée (stade 3R) dans la rangée 

postérieure. Nous avons démontré que le patron d’activation d’ERK1/2, au stade 12R, 

dépend de la relation antagoniste entre les cascades MEK/ERK et Eph/RasGAP, alors que 

nous n’avons pas encore identifié les ligands (FGF et éphrine) impliqués dans l’activation de 

ces deux cascades. Cependant, le patron spécifique d’activation d’ERK1/2 au stade 6R ne 

dépend pas de cet antagonisme. Nous ne savons pas actuellement quel est le mécanisme qui 

le génère. 

Le mécanisme de spécification des cellules pigmentaires apparaît comme étant un 

mécanisme séquentiel impliquant plusieurs phases. D’abord FGF active la cascade MEK/ERK 

et induit la compétence des cellules à adopter le destin pigmentaire. Puis, l’activation 

d’ERK1/2 est nécessaire pendant la gastrulation et la neurulation pour maintenir la capacité 

des précurseurs pigmentaires à se différencier en cellules pigmentaires. Parallèlement, la 

signalisation éphrine/Eph3/RasGAP commence à inhiber l’activation d’ERK1/2 au stade 12R 

et peut-être au-delà, afin d’inhiber le destin pigmentaire dans les cellules localisées plus 

antérieurement que les cellules pigmentaires. Il faut noter qu’au stade 12R, le précurseur 

pigmentaire a10.97 adopte une position beaucoup plus postérieure que les autres cellules 

issues de la R3 (Fig III.2 C-D). Cette position permettait d’augmenter l’exposition au signal 

FGF (exprimé postérieurement dans la R3p), tout en réduisant l’exposition au signal éphrine 

(exprimé antérieurement dans la R3a). Le maintien de l’activité d’ERK1/2, uniquement dans 

les précurseurs pigmentaires fait que seuls les précurseurs pigmentaires expriment Tcf et 

donc eux seuls peuvent répondre au signal Wnt/β-caténine (Squarzoni et al., 2011). La 

différenciation finale des cellules pigmentaires, se fait lors de l’intercalation des cellules dans 

le tube neural. La cellule a11.193 la plus postérieure reçoit un signal Wnt provenant de la 

cellule adjacente postérieure (Fig. III.3). Cela induit sa différenciation en ocellus. L’autre 

précurseur pigmentaire, n’ayant pas reçu le signal Wnt, se différencie en otolith (Abitua et 

al., 2012). Le rôle du signal Wnt se limite uniquement à induire la différenciation terminale 



des précurseurs pigmentaires, car l’expression du ligand Wnt7 dans le lignage pigmentaire 

par l’électroporation de MITF>Wnt7 (expression dans la R3, cf. fig III.7 B) induit la formation 

de deux ocellus, mais pas de modification du nombre de cellules pigmentaires. 

Le patron d’expression de Trp, avant et après la dernière division des précurseurs 

pigmentaires, qui génèrent une cellule a11.193 et une cellule a11.194, suggère qu’un 

mécanisme inhibe l’expression de Trp dans les cellules a11.194. L’étude portant sur la voie 

Wnt exclue que le signal Wnt soit à l’origine de ce mécanisme (Abitua et al., 2012). Certains 

résultats préliminaires indiquent que la signalisation éphrine/Eph pourrait être impliquée 

dans l’inhibition de l’expression de Trp dans les cellules a11.194. J’ai utilisé les 

reconstructions 3D d’embryons au stade bourgeon caudal (Nakamura et al., 2012), afin de 

visualiser la position des cellules A11.194 et A11.193 dans le tube neural par rapport aux 

autres lignages neuraux (Fig. III.10 A). Comme la dernière division intervient juste avant 

l’intercalation des précurseurs pigmentaires, j’ai supposé que l’agencement des différents 

lignages, au stade bourgeon caudal, sont représentatifs des contacts cellulaires ayant lieu 

après la dernière division des précurseurs pigmentaires. La mesure des surfaces de contact 

révèle que les cellules A11.194 possèdent de larges surfaces de contact avec les cellules qui 

expriment l’éphrine au stade 12R, contrairement aux cellules a11.193, situées à l’opposé, qui 

présentent des faibles contacts (Fig. III. 10 B). Je propose que ce contact avec les cellules qui 

expriment l’éphrine soit à l’origine de l’inhibition du destin pigmentaire dans les cellules 

a11.194. 

MATERIELS ET METHODES 

1) EMBYONS 
Les ascidies adultes (C. intestinalis) proviennent de la station biologique de Roscoff (France). 

Les embryons sont déchorionés par un traitement avec des protéases et du sodium 

thyoglycolate (0.5g sodium thyoglycolate, 0.025g protéases, 3µl NAOH 1M, dilué dans 50ml 

d’eau de mer artificielle (ASW)) pendant quelques minutes. Les embryons sont cultivés sur 

boite pétri à 1% d’agarose/ASW. La fécondation se fait par ajout de 0.2µl de sperme activé 

pendant 10 minutes. L’électroporation des embryons est réalisée selon le protocole décris 

par Corbo et al. (Corbo et al., 1997). 

2) IMMUNOMARQUAGE DE DPERK 
L’immunomarquage est réalisé de la même que celui décrit dans le matériels et méthodes 

du projet II mais n’est pas couplé à un marquage phalloïdine. Seules les étapes de montage 

et d’imagerie diffère de ce derniers. Après l’amplification, les embryons sont lavés 3 fois 5 

min en tampon PBST, puis montés entre lame et lamelle avec du Vectashield®/Dapi. Les 

images sont réalisées sur un microscope Olympus BX51 équipé d’une lampe à mercure HBO 

50W et d’une caméra Leica DFC310 Fx. 



3) HYBRIDATION IN SITU 
Les embryons sont fixés sur la nuit à 4°C en solution PFA/MOPS (4% paraformaldehyde, 

0.5M NaCl, 0.1M MOPS pH=7.5). Ils sont ensuite déshydratés par lavages en solution 

d’éthanol en concentration croissante de 10 min chacun (2x25% éthanol, 2x50% éthanol, 

2x75% éthanol, 2x100% éthanol), puis conservés à -20°C. Les embryons sont réhydratés par 

lavages en solution d’éthanol en concentration décroissante de 10 min chacun (1x75% 

éthanol, 1x50% éthanol, 1x25% éthanol), puis lavés 3 fois en tampon PBST. Les embryons 

sont traités à la protéinase K (PBST, 2µg/ml protéinase K) pendant 25 min à TA puis lavés 3 

fois 10 min en PBST. Les embryons sont fixés en solution PBS/PFA (PBS, 4% 

paraformaldehyde) puis incubés 1H à 55°C dans le tampon HYB (50% formamide, 5x SSC, 5X 

solution Denhards, 1mg/ml ARNT de la levure C. utilis (Torula), 0.1% tween-20), puis incubés 

sur la nuit à 55°C avec les sondes (0.5µg/ml de sonde anti-sens marquée par la digoxygénin 

(DIG)) en tampon HYB. Les embryons sont lavés 2 fois 20 min à 55°C en solution de 

formamide-5X SSC (50% formamide, 5X SSC, 1% SDS (Sodium Dodecyl Sulfate)) puis 2 fois 20 

min à 55°C en solution formamide-2x SSC (50% formamide, 5X SSC, 1% SDS (Sodium Dodecyl 

Sulfate)) puis 2 fois 20 min à 55°C en solution 2X SSC (2X SSC, 0.1% tween-20), puis 0.5X SSC 

(0.5X SSC, 0.1% tween-20). Les embryons sont ensuite incubés en tampon Tris/BR ( 0.1M tris 

pH=7.5, 0.15M NaCl, 0.5% BBR) pendant 1H à TA, puis incubés dans la même solution avec 

un anticorps anti DIG au 1/2000 à 4°C sur la nuit. Les embryons sont lavés 4 fois 1H en 

tampon PBST, puis lavés en tampon TMN tween (0.1M NaCl, 50mM MgCl2, 0.1M Tris 

pH=8.0) 3 fois pendant 10 min à TA. Les sondes sont révélées par un traitement NBT/BCIP 

(6.6 µl NBT, 3.5µl BCIP pour 1ml TMN) à l’obscurité. L’arrêt de la coloration est réalisé par 

une solution de PFA à 4% dans du PBST. Les embryons sont montés entre lame et lamelle 

pour être orientés dans du Vectashield®/dapi. Les images sont réalisées sur un microscope 

Olympus BX51 équipé d’une lampe à mercure HBO 50W et d’une caméra Leica DFC310Fx. 
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FIGURE 1.1 CYCLE DE VIE DES ASCIDIES SOLITAIRES 
Partie supérieure : projections 3D d’embryons de C.intestinalis (vue végétative) obtenues par un marquage 

phalloïdine couplé avec Alexa 546. Le développement embryonnaire de C.intestinalis est invariant. Chaque 

stade du développement présente une géométrie fixe. Adapté de Hotta et al., 2007 

Partie inférieure : photographie d’une larve de C.intestinalis (emprunté à Munro et al., 2006) et d’un animal 

adulte (emprunté à Christiaen et al., 2009). Entre les deux, schéma d’une larve d’ascidie solitaire et de sa 

métamorphose (emprunté à Richard et al., 2009). Sur la photographie de l’adulte, la tête de flèche noire 

indique les ovocytes (couleur jaune/orange) et la tête de flèche blanche indique les spermatozoïdes. 

Liste des abréviations : A : Anus ; C Pbr : Cavité péribranchiale ; Co : Chorde ; C Pe : Cardio-péricarde ; Endo : 

Endostyle ; Epi :Epicarde ; FSB/FSC : Futurs siphons buccal/cloacal ; GC : Ganglion cérébral ; Int : Intestin ; P Ad : 

Papilles adhésives ; Ph : Pharynx ; R Ect : Repli ectoblastique ; RQ : Reste de queue ; SB : Siphon buccal ; S Cl : 

Siphon cloacal ; TN : Tube nerveux ; Tr : Tréma ; Tu : Tunique ; VS : Vésicule sensorielle.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 1.2 PHYLOGENIE DES ASCIDIES 
A) Nouvelle phylogénie des chordés. 

L’analyse phylogénétique basée sur des données génomiques (alignement de 33800 acides aminés) a 

permis de replacer les Tuniciers comme groupe sœur des Vertébrés. Les chiffres représentent les 

valeurs des distances génétiques calculées à partir de différents algorithmes. 

Emprunté à Delsuc et al., 2006 

B) Phylogénie détaillée des Urochordés. 

Emprunté à Christiaen et al., 2009  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 1.3 LIGNAGE CELLULAIRE CHEZ C. INTESTINALIS 
Emprunté à Lemaire, 2009 

Lignage chez l’ascidie C. intestinalis du stade 2-cellules jusqu’à la gastrulation. La couleur des branches reflète 

le destin des cellules, comme indiqué par la légende.  



FIGURE 1.4  AXES EMBRYONNAIRES ET DETERMINANTS 

MATERNELS 
 Adapté de Prodon et al., 2007 

Schéma de la localisation des ARN postplasmiques/PEM I de l’ovocyte 

jusqu’à la larve précoce.  

a : animal ; v : végétatif ; CP/future D : contraction au futur pôle dorsal ; A : 

antérieur ; P : postérieur ; D : dorsal ; V : ventral ; PVC : Posterior Vegetal 

Cytoplasm ; CAB : Centrosome Attracting Body ; B8.11 : lignée germinale.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 1.5 ACTIVATION DU PROGRAMME ZYGOTIQUE DE C. INTESTINALIS. 
Emprunté à Lemaire, 2009 

A : Schéma des vues végétative (gauche) et animale (droite) d’un embryon au stade 16 cellules.  

B : Gata-a, β-caténine, et Macho-1 sont des régulateurs directs des gènes indiqués en dessous. Les gènes en 

violet représentent des régulateurs transcriptionnels et les gènes en vert des ligands de voie de signalisation. 

Ensemble, ces facteurs définissent six territoires distincts.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 1.6 SPECIFICATION DES DESTINS AUX STADES 32- ET 44-CELLULES. 
Adapté de Lemaire, 2009 

Schéma d’une vue végétative d’embryon de C. intestinalis aux stades 32- et 44-cellules. Les destins sont 

indiqués par le même code couleur que la figure 1.3. Les points vert et bleu illustrent l’activation différentielle 

de TCF/βcaténine et ZicL au stade 32-cellules. Le point rouge indique l’activation différentielle d’ERK1/2 au 

stade 44-cellules.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 1.7 EVENEMENTS MORPHOGENETIQUES DE LA GASTRULATION ET DE LA 

NEURULATION 
A/B) La gastrulation implique deux étapes 

Emprunté à Sherrard et al., 2010 

A) Vue sagittale et coupe frontale et végétative d’embryons de C. intestinalis reconstruits en 3D aux 

stades indiqués. L’endoderme est en jaune, le mésoderme en orange et l’ectoderme en rouge. 

B) Mesure de la hauteur apico-basale des cellules (µm) et de la surface apicale (µm
2
) aux stades 

indiqués, pour une cellule de l’endoderme (courbe jaune) et une cellule de l’ectoderme (courbe 

rouge). 

C/D) Formation de la plaque neurale et du tube neural. 

Emprunté à Munro et al., 2006 

C) Phases de la gastrulation chez C. Intestinalis. Vue végetative (en haut) et para-sagittale (en bas) à 

différents stades (d’abord 76- et  110-cellules, puis deux temps différents de gastrula). L’endoderme 

est en jaune, la notochorde en rouge, l’épiderme en bleu clair et les muscles en orange. Les lignages 



neuraux sont représentés en bleu foncé (lignage « A » et « b ») et en turquoise /vert clair ? (lignage 

« a »). 

D) L’enroulement de la plaque neurale permet la formation du tube neural. Elle commence par les 

cellules les plus postérieures de la plaque neurale et progresse vers la partie antérieure (schéma 1). 

Les cellules neurales du lignage « a » représentées en vert clair sur le schéma précédent 

n’intègreront pas la plaque neurale mais formeront les papilles adhésives et le système nerveux 

périphérique. Durant les stades « bourgeon caudal », l’élongation du tube neural se fait par 

intercalation des cellules et par divisons obliques (schéma 2). La section montre que le tube neural 

s’organise par section de quatre cellules : deux latérales, une dorsale et une ventrale (schéma 3).  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 1.8 CONSERVATION DE L’ORGANISATION TRIPARTITE DU SYSTEME NERVEUX 

CENTRAL 
Emprunté à Dufour et al., 2006 

A gauche : schéma du système nerveux central chez C. intestinalis 

A droite : schéma du système nerveux central chez les Vertébrés  

L’homologie des structures (couleurs) et des partons d’expression de certains gènes (nuances de gris) 

soutiennent l’hypothèse d’une organisation en trois parties du SNC chez l’ascidie. Le tube caudal larvaire en 

gris chez l’ascidie ne correspond à aucune structure chez les Vertébrés. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 2.1 INDUCTION NEURALE CHEZ LES AMPHIBIENS 
Emprunté à Price et al., 2011 

En jaune : tissu ou cellule épidermique ; en orange : tissu ou cellule neurale, en violet : mésoderme. 

A) Notion de centre organisateur. 

En rouge, correspond la région prélevée sur l’embryon donneur, puis greffée sur un embryon hôte. Le 

tissu neural induit par le greffon apparaît de la même couleur que le tissu neural de l’hôte, car les 

cellules composant ce tissu neural excédentaire dérivent principalement de l’hôte. Cette capacité du 

greffon à induire un deuxième axe avec les cellules de l’hôte est à l’origine de la notion de centre 

organisateur. 

B) Rôle de la signalisation BMP. 

 En fonction des conditions expérimentales indiquées, les cellules issues des calottes animales 

s’engagent vers un destin épidermique ou neural. 

C) Rôle des inhibiteurs des BMP dans l’induction neurale. 

Le mésoderme exprime des inhibiteurs BMP qui vont protéger le futur système nerveux de la 

signalisation BMP.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 2.2 INDUCTION NEURALE CHEZ LA DROSOPHILE 
Emprunté à Price et al., 2011 

En jaune : tissu ou cellules épidermiques ; en orange : tissu ou cellules neural(e)s, en violet : mésoderme. 

En haut : Le gradient de protéines Dorsal génère les patrons d’expression des homologues de BMP et Chordin, 

appelés respectivement Dpp et Sog. 

En Bas : De manière analogue aux Vertébrés, Dpp et Sog définissent la spécification de l’épiderme et du tissu 

neural.  



FIGURE 2.3 INDUCTION NEURALE CHEZ LE POULET 
Emprunté à Stern, 2005 

Vue oblique de l’épiblaste (jaune/orange) et de l’hypoblaste sous-jacent 

(marron) à différents stades embryonnaires. Le pôle postérieur est à 

droite. 

A- Stades XI-XII. Le signal FGF8 sécrété par l’hypoblaste induit les gènes 

neuraux précoces ERNI et Sox3. nodal est exprimé dans l’épiblaste 

postérieur et il est inhibé par Cerberus qui est exprimé par 

l’hypoblaste. 

B- Stade XIII-2. L’hypoblaste est déplacé antérieurement par 

l’endoblaste (en blanc). Ainsi, Nodal agit en synergie avec FGF et 

induit l’expression de Brachyury et Tbx6L, ce qui provoque la 

gastrulation. 

C- Stade 3-4. Le signal FGF induit l’expression de churchill dans 

l’épiblaste.  

D- Fin du stade 4. Churchill induit SIP1 qui bloque l’expression de 

brachyury et Tbx6L, et induit l’arrêt de la progression de la ligne 

primitive. L’épiblaste reçoit le signal en provenance du nœud de 

Hensen qui stabilise le destin neural.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 2.4 EXPERIENCE D’OTTO MANGOLD 
Emprunté à Stern, 2001 

Les différentes régions de l’archantéron, réparties le long de l’axe antéro-postérieur, possèdent différentes 

capacités d’induction. 

a/b) Les parties les plus antérieures de l’archantéron induisent des structures rostrales quand elles sont 

greffées dans le blastocœle d’une gastrula précoce. 

c/d) A l’opposé, une greffe des structures plus postérieures induit des structures plus caudales.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 2.5 LES DIFFERENTS LIGNAGES NEURAUX CHEZ C. INTESTINALIS. 

A) A gauche : Schéma d’une vue animale d’un embryon au stade 32-cellules. Au milieu : Schéma d’une vue 

végétative d’un embryon au stade 44-cellules. A droite : schéma d’une vue antérieure d’un embryon au 

stade 44-cellules. La marge (trait pointillé rouge) délimite la « frontière » entre hémisphères animal et 

végétatif. Il faut noter que les précurseurs neuraux « A » se forment à la marge, au niveau des contacts 

cellulaires avec l’hémisphère animal. 

B) Emprunté à Nicol and Meinertzhagen, 1988a 

Les différents lignages neuraux participent à la formation de la plaque neurale (excepté le lignage « b »). 

C) Emprunté à Yasuo and Hudson, 2007 

Schéma représentant les différents tissus neuraux dans la larve d’ascidie. L’organisation du tube neural 

est représentée sur la coupe avec deux cellules latérales (orange), une cellule dorsale (vert) et une 

cellule ventrale (jaune). Les différents lignages neuraux s’organisent différemment dans le tissu neural 

larvaire. Le lignage « a » participe majoritairement aux structures les plus antérieures. Le lignage neural 

« A » participe à la fois à des structures antérieures (vésicule sensorielle) et à des structures 

postérieures (ganglion cérébral et tube neural). Le lignage « b » est à l’origine des cellules dorsales du 

tube neural. 

 

En rouge : lignée neurale « a » ; en vert : lignée neurale « b » ; en jaune : lignée neurale « A7.4 » ; en orange : 

lignée neurale « A7.8 » ; en rose : précurseurs épidermiques ; en marron : précurseurs de la notochorde.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 2.6 ROLE DE FGF ET DE L’EPHRINE LORS DE L’INDUCTION DU LIGNAGE NEURAL 

CAUDAL 
Adapté de Lemaire, 2009 

En haut : Les cellules mères notochorde/neurale (cellule bicolore) se divisent de manière asymétrique et 

engagent leurs spécification vers le destin neural « A » (couleur jaune) ou notochorde (orange). 

En Bas : Au stade 32-cellules, les cellules de l’ectoderme effectuent un choix entre le destin neural animal (en 

rouge) ou épidermique (rose).  

En fonction des expériences pratiquées, les cellules sont converties vers l’une ou l’autre destinée. La nature des 

expériences est schématisée par des flèches : flèche montante pour une surexpression ;  flèche descendante 

pour une perte de fonction. 

  



 

 

 

 

 

FIGURE 2.7 HYPOTHESES DE SEGREGATION ASYMETRIQUE DE P120-RASGAP. 
La cellule bicolore représente la cellule mère notochorde/neurale. La cellule jaune représente le précurseur 

neural et la cellule orange le précurseur de la notochorde. 

A) Première hypothèse : Après la division de la cellule mère notochorde/neurale, seul le précurseur neural 

est instruit par la signalisation éphrine. 

B) Emprunté à Picco et al., 2007. 

La cellule mère notochorde/neurale est isolée avant sa division au stade 24-cellules (diagramme du 

haut) ou 32-cellules tardif (diagramme du bas). L’expression de Brachyury et ETR est recherchée par 

hybridation in situ dans la descendance des précurseurs isolés, et le nombre de cellules positives dans 

chaque cas est reporté sur les histogrammes.  

C) Seconde hypothèse : retenue par les auteurs : La signalisation éphrine induit la polarisation de la cellule 

mère notochorde/neurale avant sa division. RasGAP (étoiles rouges) serait recruté au niveau des 

membranes exposées au signal éphrine. Lors de la division de la cellule mère notochorde/neurale, les 

membranes « enrichies en protéines RasGAP » seraient héritées de manière asymétrique et 

provoqueraient le choix de destins.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 2.8 CARACTERISTIQUES DE L’INDUCTION NEURALE DANS L’HEMISPHERE 

ANIMAL. 
A) Schéma d’une vue animale d’un embryon au stade 32-cellules.  

B/C) Emprunté à Hudson et al., 2003 

B) Détection de l’expression d’Otx par hybridation in situ dans les précurseurs neuraux a6.5 et b6.5. Vue 

animale. 

C) Détection de la forme active d’ERK1/2 par immunomarquage dans les précurseurs neuraux a6.5 et 

b6.5. Vue animale 

D) Emprunté à Tassy et al., 2006 

Surfaces de contact entre les cellules animales (compétentes pour adopter le destin neural) et les 

cellules végétatives « A » qui expriment FGF9/16/20. Il s’agît de l’analyse d’un seul embryon. En bleu : C. 

intestinalis, stade 32-cellules précoce ; en orange : C. intestinalis, stade 32-cellules ; en rouge : C. 

intestinalis, stade 32-cellules tardif ; en vert : C. intestinalis, stade 44-cellules; en violet : H. roretzi, stade 

32-cellules tardif. 

En rouge : lignée neurale « a » ; en vert : lignée neurale « b » ; en jaune : lignée neurale « A7.4 » ; en orange : 

lignée neurale « A7.8 » ; en rose : précurseurs épidermiques ; en marron : précurseurs de la notochorde. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 3.1 MODELE D’INDUCTION-TRANSFORMATION DE NIEUWKOOP. 
Adaptée de (Price et al., 2011) 

Schéma des premières étapes du développement neural chez le xénope. 

A gauche  Des inhibiteurs des BMP (en rouge) protègent le futur tissu neural du signal BMP. 

A droite Des signaux caudalisants (en bleu) instruisent la partie postérieure de la plaque neurale. Cerberus 

protège l’extrémité antérieure de la plaque neurale des signaux caudalisants. La frontière entre le 

domaine antérieur et le domaine postérieur est maintenue par l’antagonisme BMP/FGF. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 3.2 REGIONALISATION ANTERO-POSTERIEURE DU SYSTEME NERVEUX CHEZ LA 

SOURIS. 
Adaptée de (Kobayashi et al., 2002) 

A/B/C/D  Schéma des territoires d’expression des facteurs de transcription impliqués dans la 

régionalisation antéro-postérieure du neuroectoderme. Les différents territoires sont indiqués 

par un code couleur (en bleu : télencéphale ; en violet : diencéphale, en jaune : mésencéphale et 

en vert : rhombencéphale). 

E Les facteurs de transcription établissent la délimitation des principales structures neurales. A la 

frontière des différents térritoires se forment des organisateurs neuraux secondaires. (anr : 

anterior neural ridge, zli : zona limitans intrathalamica, di-mes : fontière entre le diencéphale et 

le mésencéphale et isO : Isthmic organizer (Isthmus)). 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 3.3 REGIONALISATION LOCALE DU SYSTEME NERVEUX. 
Adaptée de (Ingham and Placzek, 2006) 

 

En haut  Schéma de l’effet régionalisant de la ZLI chez les Vertébrés. Sonic Hedgehog (SHH) est exprimé à la 

frontière d’expression des facteurs de transcription Six3 et IRX3. Le signal SHH diffuse antérieurement 

et postérieurement autour du site d’expression. Comme les régions antérieure et postérieure 

n’expriment pas les mêmes facteurs de transcription, elles interprètent différemment le signal SHH. 

A bas Vue schématique d’un segment de drosophile. Chez la drosophile, les frontières de chaque segment 

agissent, de manière similaire aux organisateurs locaux des Vertébrés, pour affiner la spécification de 

chaque cellule du segment. Les cellules bleues expriment Hedgehog (Hh), qui diffuse de part et d’autre 

de son lieu d’expression. Les cellules situées autour de la source du signal Hh expriment des facteurs 

de transcription différents (en vert et rouge), modulant leurs capacités à répondre au signal Hh. 

  



 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 3.4 EXPRESSION DES GENES HOX DURANT LA REGIONALISATION A/P. 
Adaptée de (Price et al., 2011) 

A Vue schématique de l’expression des gènes Hox chez la drosophile (à gauche) et chez la souris (à 

droite).  

B  L’organisation des différents clusters génétiques des gènes Hox chez C. elegans, D. melanogaster et M. 

musculus révèle que l’ordre des gènes sur le génome correspond à l’ordre d’expression des gènes le 

long de l’axe antéro-postérieur. Le code couleur est le même que celui employé en A. 

C Vue schématique du patron d’expression des gènes Hox dans les rhombomères chez la souris. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 3.5  LIGNAGE DU SYSTEME NERVEUX CHEZ L’ASCIDIE LORS DE LA 

REGIONALISATION A/P. 
En rouge : lignée neurale « a » ; en vert : lignée neurale « b » ; en jaune : lignée neurale « A7.4 » ; en orange : 

lignée neurale « A7.8 » ; en rose : précurseurs épidermiques ; en marron : précurseurs de la notochorde. 

 

A) A gauche : schéma d’une vue animal d’un embryon au stade 44-cellules. Au milieu : schéma d’une vue 

végétative d’un embryon au stade 44-cellules. A droite : schéma d’une vue antérieure d’un embryon 

au stade 44-cellules. La marge (trait pointillé rouge) délimite la « frontière » entre hémisphère animal 



et végétatif. Il faut noter que les précurseurs neuraux « A » se forment à la marge, au niveau des 

contacts cellulaires avec l’hémisphère animal. 

B) Schéma d’une vue antérieure d’un embryon au stade 64-cellules. Les cellules animales génèrent à la 

marge une rangée de cellules neurales. 

C/F) Emprunté à Nicol and Meinertzhagen, 1988a 

Photographies d’embryons à différents stades de la gastrulation, réalisées en microscopie électronique 

à balayage, avec leur représentation schématique correspondante. Au stade 110-cellules (C), les 

précurseurs neuraux se divisent dans l’axe de la marge. Cela génère un stade plaque neurale 2R. Lors 

des divisons suivantes, les précurseurs neuraux se divisent selon l’axe antéro-postérieur. Cela génèrera 

les stades plaque neurale 3R (D), puis 6R (E) et enfin 12R (F). Ces stades se forment de façon 

progressive, car les divisions au sein de chaque rangée ne sont pas synchrones. 

Les différents lignages neuraux participent à la formation de la plaque neurale (excepté le lignage 

« b »). 

G) Le lignage de chaque cellule est reporté dans les vues schématiques des plaques neurales à 6R et 12R. 

H) Emprunté à Yasuo and Hudson, 2007 

Schéma représentant les différents tissus neuraux de la larve d’ascidies. L’organisation du tube neural 

est représentée sur la coupe avec, deux cellules latérales (orange), une cellule dorsale (vert) et une 

cellule ventrale (jaune). Les différents lignages neuraux s’organisent différemment dans le tissu neural 

larvaire. Le lignage « a » participe majoritairement aux structures les plus antérieures. Le lignage 

neural « A » participe à la fois à des structures antérieures (vésicule sensorielle) et des structures 

postérieures (ganglion cérébrale et tube neurale). Le lignage « b » est à l’origine des cellules dorsales 

du tube neural.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 3.6  REGIONALISATION A/P DES R3/4 ET R5/6 AU STADE 3R. 
Empruntée à Wagner and Levine, 2012 

A) Schéma de l’expression des gènes au stade 3R. Les barres indiquent les cellules sœurs qui viennent de 

se diviser. En jaune, le territoire neural « A » exprime FGF9/16/20. La R3/4 exprime Zicl (rose) et la 

R5/6 exprime FoxC. Le nom de chaque cellule du stade 3R est indiqué sur la vue schématique du bas. 

B) L’activation d’Erk1/2 est détectée par immunomarque fluorescent de ERK1/2 doublement 

phosphorylé (dpERK). Ce marquage montre une activation graduée d’ERK1/2 dans la plaque neurale 

3R. Un fort signal est détecté dans la R1/2, qui exprime FGF9/16/20. Un signal ERK d’intensité 

intermédiaire est détecté dans la R3/4, et aucun signal n’est visible dans la R5/6. 

C) Etude de l’activité des enhancers de Zicl et FoxC, en présence du DN-FGFR.  Les enhancers des gènes 

Zicl et FoxC sont coélectroporés avec un rapporteur GFP, exprimé dans le lignage neural « a » (DMRT). 

Les images a et c montrent que, les rapporteurs induisent l’expression d’H2b-mcherry (H2bCh) dans 

les territoires d’expression des gènes Zicl et FoxC. La coélectroporation des rapporteurs avec le DN-

FGFR induit la perte d’expression d’H2bCh par le rapporteur de Zicl dans la R3/4, mais l’extension 

d’expression d’H2bCh, avec le rapporteur de FoxC dans la R3/4. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 3.7  REGIONALISATION A/P DES RANGEES I ET II AU STADE 6R. 
emprunté à Hudson et al., 2007 

A) L’immunomarque fluorescent de la forme ERK1/2 activée (dpERK) montre une activation d’ERK1/2 au 

stade 3R (à gauche) et 6R (à droite). 

B/C) Hybridation in situ montrant l’expression, au stade 6R, des marqueurs spécifiques des rangées 1 (B) et 

2 (C) dans des embryons sauvages, ou traités au stade 3R avec un inhibiteur de MEK (UO126). 

C) Expression au stade 6R de MRF (spécifique de la R1), et COE (spécifique de la R2) dans des embryons 

injectés unilatéralement avec DN-FGFR dans la cellule A5.2.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 3.8 REGIONALISATION A/P INITIEE AU STADE 12R. 
A) Lignage des précurseurs pigmentaires. Les deux cellules pigmentaires proviennent des cellules 

latérales de la R3p. Après leur intercalation, au niveau dorsal du tube neural, la cellule pigmentaire la 

plus postérieure reçoit un signal WNT provenant des cellules immédiatement postérieures à elle-

même (cercle rouge), qui induit sa différenciation en ocellus. 

N.B. Les flèches n’indiquent qu’une cellule sur deux car elles illustrent les destins issus d’une seule 

cellule a9.49. La cellule indiquée pourrait être remplacée par sa voisine de même couleur, car la 

position finale des cellules n’est définie qu’aléatoirement au moment de la formation du tube neural. 

B) Adapté de Stolfi et al., 2011 

Vue schématique des lignages latéraux de la PSV et du cou (jaune), du ganglion viscéral (en rouge et 

vert clair) et des structures les plus antérieures de la moelle épinière (vert foncé). 

C) Schéma du lignage des motoneurones illustrant l’activation différentielle d’ERK1/2. Les flèches rouges 

représentent la direction du signal éphrine. La coloration verte des cellules indiquent qu’elles ont été 

électroporées avec l’éphrinAb. La grande flèche rouge indique un signal éphrine provenant d’une 

cellule qui surexprime éphrine-Ab. Les étoiles rouges indiquent la position des protéines RasGAP. 

  



 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 3.9  EXPRESSION DES GENES HOX LE LONG DE L’AXE A/P CHEZ C. 

INTESTINALIS. 
Emprunté à Ikuta et al., 2004 

Représentation schématique des patrons d’expression des gènes Hox, dans le tube neural, le long de l’axe 

antéro-postérieur chez C. intestinalis. 

Ot : otolith, oc : ocellus, VS : vésicule sensorielle, VG : ganglion cérébrale 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 4.1 ORGANISATION ET ACTIVATION DE LA SIGNALISATION EPHRINE 
Emprunté à Klein, 2012 

A) Structure des ligands éphrine et des récepteurs Eph. 

Les ligands éphrine possèdent un domaine RBD (Receptor Binding Domain) permettant la liaison avec les 

récepteurs Eph sur leurs domaines LBD (Ligand Binding Domain). Les récepteurs éphrine-A sont liés aux 

cellules par une ancre GPI et transmettent le signal par la liaison de co-récepteurs en cis. Les récepteurs 

éphrines-B possèdent un domaine transmembranaire et un domaine cytoplasmique contenant un 

domaine PDZ. Les récepteurs EphA et EphB sont relativement similaires et sont classés en deux groupes 

selon leur affinité pour un des deux types de ligands éphrine. Leurs domaines extracellulaires 

comportent un domaine LBD, un domaine similaire à l’EGF (Epidermal Growth Factor), qui est riche en 

cystéine et deux domaines fribronectine de type III (FN1 et FN2). Ils possèdent un domaine 

transmembranaire (TM) et un domaine juxtamembranaire (JX) qui contient des sites de 

phosphorylation, contrôlant l’activation du récepteur. La queue cytoplasmique comporte un domaine 

kinase, un domaine SAM (Sterile Alpha Motif) et un motif PDZ. 

B) Formation d’un cluster éphrine. 

1) La reconnaissance éphrine/Eph induit la formation d’un tétramère composé de deux ligands éphrines 

et de deux récepteurs Eph. 

2) La transmission du signal (vers l’avant ou inversée) nécessite la formation de clusters regroupant un 

grand nombre de récepteurs et de ligands. 

3) Les clusters s’étendent par recrutement latéral (en cis) de récepteurs Eph. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 4.2 ETUDE PHYLOGENETIQUE DE LA SIGNALISATION EPHRINE 
Emprunté à Mellott and Burke, 2008 

A) Phylogénie des ligands éphrine 

Deux groupes principaux peuvent être mis en évidence. Le premier groupe correspond aux ligands 

éphrine de type A, spécifiques des Vertébrés et des Urochordés. L’autre groupe correspond aux ligands 

de type B de toutes les espèces analysées. Il y a quatre ligands différents chez C. intestinalis. 

B) Phylogénie des récepteurs Eph 

Seul les récepteurs Eph des Vertébrés présentent une division en type A et B. Il y a six récepteurs chez C. 

intestinalis. 

 

Les arbres phylogénétiques sont réalisés par la méthode du maximum de parcimonie. Bf : Brachiostama 

floridae, Ce : Caenorhabditis elegans, Ci : Ciona intestinalis, Dm : Drosophila melanogaster, Ef : Ephydatia 

fluviatili, Hs Homo sapiens, Nv : Nemastela vectensis, Sp : Strongylocentrotus purpuratus. 

 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 4.3 ROLE DE LA SIGNALISATION EPHRINE DANS L’ORGANISATION DES TISSUS 
Emprunté à Klein, 2012 

A) Rôle dans la ségrégation des cellules lors de la formation des rhombomères 

Vue schématique de l’organisation des rhombomères chez le poisson zèbre. Lors de la formation des 

rhombomères, des forces de répulsion (barres rouges) et d’attraction (barres noires) induisent la 

ségrégation des populations de cellules. 

B) Rôle dans le positionnement des cellules intestinales 

Les cellules souches de la crypte prolifèrent et progressent vers le villus. Le positionnement des cellules 

le long de l’axe villus-crypte est conditionné par le gradient d’expression d’EphB2. 

C) Rôle dans la guidance des axones rétiniens dans le tectum optique 

Les axones de la rétine projettent leurs axones vers le tectum optique. La position finale des 

terminaisons axonales est définie par les gradients d’éphrine/Eph. Par exemple, les neurones de la 

rétine expriment en gradient un récepteur EphA le long de l’axe temporal/nasal. En fonction du niveau 

d’expression d’EphA, les projections axonales seront plus ou moins fortement repoussées par le tectum 

optique antérieur, qui exprime plus fortement un ligand éphrine-A. 

 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE 4.4 ARRET DU SIGNAL ET ENDOCYTOSE DE LA SIGNALISATION EPHRINE 
Emprunté à Klein, 2012 

A) Clivage des ligands éphrine par ADAM10 

La métalloprotéase ADAM10 a été décrite comme pouvant s’associer aux récepteurs Eph ou aux ligands 

éphrine. La formation du complexe éphrine-Eph induit un changement de conformation permettant de 

dégager le site de clivage. Ainsi, la métalloprotéase ADAM10 ne peut cliver que les ligands éphrine 

impliqués dans un complexe éphrine-Eph. 

B/C) Trans-endocytose de l’éphrine et d’Eph 

Les ligands éphrine et les récepteurs Eph peuvent être trans-endocytés dans la cellule opposée. Cette 

trans-endocytose permet le transfert du complexe éphrine/Eph intact dans les endosomes, suggérant 

que le complexe éphrine/Eph continue à transmettre le signal à partir des endosomes. 

  



Lignées Origine Activation 

d’ERK 

Inhibition 

d’ERK 

pRNS1-1 Cancer de la prostate humain  X 

PC-3 Cancer de la prostate humain X X 

MEF Fibroblaste d’embryon de souris  X 

BAEC Endothelium de l’Aorte bovine  X 

COS Fibroblaste rénale de singe  X 

NG-108 Lignée neuronale de souris  X 

HEK293 Epithelium de rein humain  X 

MDA Cancer du sein humain X  

NIH 3T3 Fibroblaste de souris  X 

PC12 Lignée neuronal de rat X  

HUVEC Endothelium veineux du cordon 

ombilical humain 

 X 

 

FIGURE 4.5 REGULATION DE LA CASCADE MEK/ERK PAR LA SIGNALISATION EPHRINE 

DANS DIVERS MODELES CELLULAIRES. 
Ce tableau résume l’effet de la signalisation éphrine sur le contrôle de l’activité de la cascade MAPK/ERK dans 

différents modèles de lignées cellulaires. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE I.1 IMMUNOLOCALISATION DE RASGAP 

A) Western blot réalisé avec l’anticorps RgNter au 1/2000 

A gauche :  300 embryons ont été lysés avec différents tampons de lyse au stade 32-cellules ou en 

début de gastrulation (eG). Dans les deux cas, il n’y a aucun signal. La piste T+ 

correspond à la protéine RgNter purifiée et déposée en faible quantité. 

A droite :  L’anticorps reconnaît plusieurs bandes présentes dans l’extrait protéique utilisé pour 

immuniser les souris. 

B) Immunomarquage réalisé avec l’anticorps RgNter au 1/200 

Rouge : RgNter, bleu : dapi, vert : Venus 

Les têtes de flèches blanches montrent un signal membranaire et les têtes de flèches vertes le signal 

autour des noyaux. 

Pour Pfog ::Venus-RasGAP, les flèches blanches indiquent les cellules à comparer. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.1 LA DEREGULATION DE LA VOIE EPHRINE/RASGAP MODIFIE LE DESTIN DES 

CELLULES 
A/B) Expression d’éphrine-Ad  

Emprunté à Picco et al., 2007 

Vue de l’hémisphère animal d’une hybridation in situ d’éphrine-Ad au stade 16-cellules (A) et 32-cellules 

(B). 

C-F) La voie éphrine/RasGAP restreint l’expression d’Otx 

Vue de l’hémisphère animal au stade 32-cellules d’une hybridation in situ d’Otx. 

C : embryon sauvage ; D : embryon injecté avec le morpholino dirigé contre éphrine-Ad au stade œuf, E : 

embryon injecté avec le dominant négatif de Eph3 au stade œuf, F : embryon injecté avec l’ARNm 

RG∆GAP au stade 2-cellules. 

G-I) La voie éphrine/RasGAP inhibe l’activation d’ERK1/2 

Vue de l’hémisphère animal au stade 32-cellules, en rouge : Immunomarquage dp-ERK1/, en bleu : 

noyaux marqués au Hoechst et en vert : traceur d’injection. 

G : Injection de l’ARNm éphrine-Ad au stade deux cellules. H : Injection du morpholino dirigé contre 

éphrine-Ad au stade 2-cellules. I : Injection de l’ARNm RG∆GAP dans la cellule a4.2 (stade 8-cellules). 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.2 GENERATION D’UN SEUIL ET REPONSE DES CELLULES 
Ces graphiques représentent les surfaces de contact des cellules animales avec les cellules exprimant le ligand 

FGF9/16/20 (Lignée A). Les couleurs désignent le choix de destin effectué par la majorité des cellules (rose : 

épiderme ; rouge : neural) 

A) Embryon sauvage 

Adapté de Tassy et al., 2006 

Un seuil d’activation du programme neural est défini par les voies FGF et éphrine. Seules les cellules au-

dessus de ce seuil peuvent adopter le destin neural. 

B) Hypothèse d’une modification du seuil dans un embryon injecté avec Eph3∆C 

La perte du signal éphrine induit une diminution du seuil. De ce fait, des cellules neurales excédentaires 

peuvent être induites. Cette hypothèse soutient que la voie de signalisation éphrine est directement 

impliquée dans le contrôle de l’activation du destin neural. 

C) Hypothèse d’une modification des surfaces de contacts dans un embryon injecté avec Eph3∆C 

La perte du signal éphrine induit une modification des surfaces de contact entre les blastomères. De ce 

fait, des cellules neurales excédentaires peuvent être induites, malgré un seuil d’activation inchangé. 

Cette hypothèse soutient qu’une large surface de contact avec les cellules qui expriment FGF est 

suffisante à induire le destin neural. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.3 LA DEREGULATION DE LA VOIE EPHRINE/RASGAP NE MODIFIE PAS LES 

CONTACTS ENTRE BLASTOMERES. 
A) Etapes clés du protocole 

Les embryons sont injectés au stade 8-cellules avec l’ARNm Eph3∆C dans une des deux cellules a4.2. 

Les embryons sont fixés au stade 32-cellules. Un double marquage phalloïdine-dp-ERK1/2 permet de 

marquer les membranes pour la reconstruction 3D, d’identifier par l’augmentation du signal ERK1/2, 

les cellules injectées et de vérifier l’efficacité du dominant négatif. Les embryons sont ensuite 

reconstruits en 3D en utilisant le logiciel Avizo. 

B)  Comparaisons des surfaces de contact des cellules non-injectée/injectée 

Les surfaces de contact de chaque blastomère ont été mesurées sur plusieurs embryons injectés (n=9). 

Les cellules non injectées sont indiquées en noir et les cellules injectées avec Eph3ΔC sont indiqués en 

vert. Les boîtes à moustaches représentent les valeurs de surfaces obtenues avec le logiciel 3D Virtual 

Embryo (Tassy et al., 2006). La comparaison des surfaces de contact entre le clone d’injection Eph3ΔC 

et les cellules sauvages ne révèle pas de différence significative (test des signes de Wilcoxon). 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.4 MODELE PROPOSE : RAS INTEGRE LES SIGNAUX ENTRANTS 
A) Intégration des signaux au niveau de Ras 

Les signaux entrants transmis par les voies FGF et éphrine sont intégrés au niveau de Ras. En fonction de 

son état d’activation, Ras transmet le signal à la cascade MEK/ERK qui active le destin neural. 

B) Mesure des surfaces de contact 

Pour chaque blastomère, les surfaces de contact avec les cellules qui expriment FGF ou éphrine sont 

reportées. Le destin des cellules est reporté par un code couleur (rouge : neural ; rose : épiderme). 

L’ordonnée indique la surface de contact en µm
2
. 

C) Ratio des surfaces FGF et éphrine  

Les boîtes à moustaches indiquent la valeur du ratio des surfaces FGF/éphrine mesurées sur plusieurs 

embryons 3D au stade 32-cellules, publiés sur ANISEED (n=6). 

  



 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.5 FORMALISATION DU MODELE D’INDUCTION NEURALE CHEZ C. 

INTESTINALIS 
A) Modèle proposé par Tassy et al. 2006 

L’activation de la cascade MEK/ERK est induite par le signal FGF dont l’intensité est évaluée par les 

surfaces de contact. Seules les cellules ayant de grandes surfaces de contact avec les cellules qui 

expriment le FGF adoptent le destin neural. Dans ce modèle, la conversion du signal repose uniquement 

sur l’ultrasensibilité intrinsèque des MAPK. Les surfaces de contact sont représentées par un code 

couleur reporté, qui récapitule l’intensité du signal (vert : faible surface de contact; rouge : grande 

surface de contact). 

B) Modèle proposé à partir de nos résultats expérimentaux. 

Les voies de signalisation éphrine et FGF transmettent aux cellules un signal antagoniste. Ces signaux 

permettent aux cellules d’engager leur différenciation. En fonction du ratio des deux signaux reçus, les 

cellules présentent ou non une activation de la protéine kinase ERK1/2.  

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.6 CYCLE DE REGULATION DE RAS ET ULTRASENSIBILITE 
A) Cycle de régulation de Ras 

Ras est activé par des enzymes de la famille GEF, qui remplacent le groupement GDP par un groupement 

GTP. A l’inverse, les enzymes de la famille GAP inactivent Ras en liant Ras et en stimulant son activité 

GTPase. 

B) Cycle de modification covalente de Goldbeter et Koshland 

Cycle de modification covalente d’une protéine (W) par deux enzymes antagonistes (E1 et E2). Ce 

modèle correspond à la régulation des petites protéines G comme Ras, mais aussi aux phosphorylations 

et aux ubiquitinylations. 

C) Cinétique de la modification de W en W*  

En ordonnée : ratio des cinétiques des enzymes E1 et E2. 

La ligne pointillée représente la cinétique d’une enzyme ayant une cinétique Michaellienne 

(hyperbolique). La ligne continue représente la cinétique (sigmoïdale) de modification de W décrite par 

Goldbeter et Koshland. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.7 SEPARATION PHYSIQUE DES VOIES FGF ET EPHRINE 
Coupe sagittale d’un embryon 3D au stade 32-cellules. Les cellules de l’hémisphère animal sont en rouge 

(neural) et rose (épiderme). Les cellules de l’hémisphère végétatif sont en vert (expression du ligand 

FGF9/16/20) et bleu. Chaque cellule de l’hémisphère animal reçoit des signaux FGF et éphrine sur des 

membranes séparées. Dans cet exemple la cellule a6.7 reçoit le signal FGF sur sa membrane basale et le signal 

éphrine sur ses membranes latérales. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.8 ROLE DE LA GEOMETRIE CELLULAIRE 
A) Géométrie de la cellule a6.6 

La cellule a6.6 possède de larges contacts avec les cellules qui expriment FGF (en vert) sur sa membrane 

basale. Toutes ses membranes latérales sont en contact avec des cellules qui expriment éphrine-Ad. 

B) Géométrie de la cellule a6.7 

La cellule a6.7 possède des contacts avec des cellules qui expriment FGF (en vert) sur une large surface 

latérale. Il apparaît que la distance membrane (induite par FGF)-noyau est inférieure à celle de la cellule 

a6.6. 

C) Transmission du signal de la membrane au cytoplasme. 

Emprunté à Meyers et al., 2006 

Résolution mathématique de l’évolution de la phosphorylation en fonction de la position dans la cellule. 

Le taux de  phosphorylation est important lorsqu’il est proche des membranes, et diminue vers 

l’intérieur de la cellule. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.9 MATURATION DES OVOCYTES DE XENOPE 
Adapté de Ferrell et al., 2009 

A) La maturation des ovocytes est une étape indispensable, permettant l’activation de la cycline B et la 

progression du cycle cellulaire. Il s’agit d’une étape indispensable pour rendre l’ovocyte fécondable. 

B) La maturation de l’ovocyte est induite par la progestérone, qui active la cascade MEK/ERK. L’activation 

de p42 MAPK (ERK) induit l’activation de la cycline B/CDK1, qui induit la maturation des ovocytes.  

http://www.rapport-gratuit.com/


 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.10  BASE BIOCHIMIQUE DE LA MATURATION DES OVOCYTES DE XENOPE 
Emprunté à Ferrell and Machleder, 1998 

A) Réponse des ovocytes suite au traitement progestérone. Chaque point représente une mesure 

contenant de 11 à 39 ovocytes. L’augmentation de la concentration en progestérone induit une 

augmentation graduée de la phosphorylation d’ERK. Le calcul de nombre de Hill (nH) indique que cette 

cinétique n’est pas ultrasensible. 

B/C) L’activation graduée d’ERK peut s’expliquer par B) une augmentation linéaire de la phosphorylation 

d’ERK dépendante de la concentration en progestérone, ou par C) une réponse binaire des ovocytes. 

D) Pour identifier quelle hypothèse retenir, les auteurs ont analysé l’activation d’ERK par western-blot sur 1 

ovocyte. Les résultats montrent que les ovocytes répondent de façon binaire à l’augmentation de la 

concentration de progestérone (similaire à la deuxième hypothèse (C)). 

E) Les ovocytes sont injectés avec différentes concentrations de malE-Mos, qui est un activateur direct de 

MEK. L’activation d’ERK est ultrasensible avec nH=5.1 alors que, la même expérience, réalisée sur des 

ovocytes préalablement traités avec un inhibiteur de la traduction (cycloheximide) induit une réponse 

ultrasensible moins forte (nH=2.3). 

F) Ces graphiques normalisés représentent l’activation d’ERK dans des ovocytes analysés individuellement 

par western-blot, suite à l’injection de différentes concentrations de Mos et en présence ou non de 

cycloheximide. Sans cycloheximide, les ovocytes présentent tous une activation maximale d’ERK à partir 

de 20nM de Mos injecté. En présence de cycloheximide, la concentration de 20nM de Mos produit une 

réponse graduée d’ERK (rectangle rouge). Lors de l’injection d’une concentration inférieure ou 

supérieure, les ovocytes traités au cycloheximide répondent comme les ovocytes non traités, c’est-à dire 

de façon binaire. 

G La résolution mathématique des équations décrivant les différentes cinétiques d’activation d’ERK en 

fonction de la concentration de Mos. 

  



 

 

 

 

 

 

FIGURE II.11 ULTRASENSIBILITE DE LA CASCADE MEK/ERK. 
Emprunté à Huang and Ferrell, 1996 

A) Mesure de la cinétique d’activation d’ERK dans les extraits cytoplasmiques de xénope. 

Une enzyme Michaelienne (pointillé) répond de façon graduée à l’augmentation du signal. Elle nécessite une 

augmentation du signal de 81 fois, pour passer d’un état d’activation de 10% des protéines disponibles à 90%. 

Si la réponse est ultrasensible (ligne continue, séparée en 3 tiers par un trait rouge), alors la cinétique 

d’activation est plus rapide et possède des propriétés différentes d’une cinétique Michaélienne. Quand le 

signal est faible (premier tiers), une réponse ultrasensible présente une réponse à une induction plus faible 

qu’une cinétique Michaelienne. Cela permet la filtration des signaux parasites. Une fois le niveau seuil dépassé 

(deuxième tiers), la cinétique d’activation est plus rapide que celle d’une enzyme Michaelienne. Le troisième 

tiers correspond à une étape de  plateau puisque le niveau maximal d’activation est atteint.  

B) Schéma de la cascade MEK/ERK. 

La cascade MEK/ERK est activée par la MAPKKK (Mos ou Raf) par une double phosphorylation non processive 

sur MEK, suivie d’une double phosphorylation non processive sur ERK par la forme dpMEK. A chaque étape de 

la cascade, des phosphatases peuvent inactiver Raf,  MEK ou ERK. Ainsi, chaque étage de la cascade est 

constituée d’une protéine qui est régulée par deux enzymes antagonistes. Cette organisation permet, si les 

paramètres cinétiques sont réunis (cela dépend des concentrations de Raf, de MEK, de ERK et des 

phosphatases) d’augmenter l’ultrasensibilité générée par  la double phosphorylation non-processive.  



 

 

 

 

 

FIGURE II.12  CONTROLE DE LA DEGRADATION DE YAN CHEZ DROSOPHILA 

MELANOGASTER 
Emprunté à Melen et al., 2005 

A) Activation d’Erk autour de l’expression de spitz 

Embryons sauvages au stade 10. L’activation d’Erk présente une activation graduée en s’éloignant de la 

rangée centrale. La forme dpERK est recherchée par immnomarquage (rouge). Les noyaux sont marqués 

par le dapi (bleu). La rangée centrale est marquée par la tête de flèche blanche. 

B) Dégradation de Yan 

Le patron d’expression de Yan (vert) montre que Yan est absent des rangées proches de la rangée 

centrale. Même nomenclature que l’image A.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE II.13  FORMALISATION DES DIFFERENTS MODELES PRESENTES 
A) Emprunté à López, 2010 

Modèle digital des décisions cellulaires. Différents stimuli induisent des signaux analogiques qui sont 

perçus par les MAPK, puis convertis en une réponse digitale. La réponse digitale permet de prendre une 

décision entre différents programmes biologiques.  

B) Lors de la maturation des ovocytes chez le xénope, la progestérone induit une activation graduée de 

Mos en fonction de sa concentration. L’action combinée des MAPK et d’une boucle de rétrocontrôle 

positive génère la conversion du signal analogique en une réponse binaire. 

C) La différenciation de l’ectoderme ventral chez Drosophila melanogaster implique l’activation des MAPK. 

L’antagonisme MAPK/phosphatase génère une conversion du signal analogique en une réponse digitale, 

qui établit un seuil de dégradation de Yan autour de la zone d’expression de Spitz. 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE III.1 L’INHIBITION DE LA VOIE DE SIGNALISATION EPHRINE/EPH3/RASGAP 

INDUIT DES CELLULES PIGMENTAIRES EXCEDENTAIRES. 
A-D) Inhibition du signal éphrine/Eph3/RasGAP  

Les embryons sont électroporés avec différentes constructions sous le contrôle du promoteur DMRT 

(exprimé dans le lignage « a » de la plaque neurale (R3 à R6 au stade 6R)). DMRT>LacZ est une 

construction témoin. Les autres constructions expriment les formes dominantes-négatives d’Eph3 

(dnEPH3 correspondant à Eph3C), d’Eph1 (dnEPH1 correspondant à Eph1C) et de RasGAP (dnRasGAP 

correspondant à RGGAP). Tyr>mCherry induit l’expression de la protéine fluorescente dans les cellules 

du lignage pigmentaire à partir du stade 6R. Il s’agit d’un témoin supplémentaire permettant de 

contrôler que les pigments observés correspondent bien à des cellules pigmentaires excédentaires. 

E) Quantification du nombre de cellules pigmentaires 

Le nombre de cellules pigmentaires a été compté pour chaque condition expérimentale. Les statistiques 

sont reportées sur les histogrammes. Seules les inhibitions d’Eph3 et de RasGAP induisent des cellules 

pigmentaires excédentaires, avec dans plus de 30% des cas, un minimum de cinq cellules pigmentaires 

induites.  
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FIGURE III.2 EXTRAIT D’UN FILM SUIVANT LA FORMATION DU LIGNAGE PIGMENTAIRE. 
Vue de la plaque neurale au cours de divisions 6R→12R. Les cellules pigmentaires sont indiquées par des 

flèches noires. Les lignages sont indiqués directement sur les cellules. 

A) La R3 a achevé sa division en R3p (vert clair) et R3a (vert foncé). Les cellules de la R4 commencent à se 

diviser en R4p (orange clair) et R4a (orange foncé). B) La R4 a achevé de se diviser et la plaque neurale à 12R 



est complètement formée. Il faut noter que les cellules a10.97 commencent à adopter une position plus 

postérieure que les autres cellules de la R3. C-D) La position postérieure des cellules a10.97 s’accentue. Les 

cellules centrales de la plaque neurale débutent un nouveau cycle cellulaire. E) Les cellules de la plaque neurale 

continuent de se diviser, avec notamment, la division des précurseurs pigmentaires a10.97 en a10.193 (en 

position postérieure) et a10.194 (en position antérieure). F) Les précurseurs pigmentaires s’intercalent 

aléatoirement en position dorsale du tube neural. 

Les embryons ont été électroporés avec plusieurs constructions. ZicL>H2B::Kaede (en bleu), 

DMRT>H2B::mCherry en rouge et une troisième construction non publiée de Philip Albitua, spécifique du 

lignage de la R4p (en vert). Les patrons d’expression de ces différents gènes permettent de différencier les 

différents domaines de la plaque neurale. ZicL est exprimé dans les R1 à 4 alors que, DMRT est exprimé dans les 

R3 à 6. Les rangées présentant uniquement un marquage bleu sont les R1 et R2. Les rangées exprimant un 

marquage bleu et rouge sont les rangées R3 et R4. Après le dernier cycle cellulaire, la rangée R4a est bordée 

par le marquage vert. Les rangées exprimant uniquement le marquage rouge sont les rangées R5 et R6.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE III.3 CORRECTION DU LIGNAGE PIGMENTAIRE 
A) Lignage pigmentaire de référence  

Ce lignage, datant de 1987, est basé sur le suivi des cellules par l’injection d’un traceur dans un 

précurseur précoce du lignage pigmentaire. Les cellules pigmentaires sont issues du lignage neural « a », 

plus exactement des cellules latérales de la R3 au stade plaque neurale 6R (cellule a9.49). Lors de la 

division de la plaque neurale 6R->12R, seules les deux cellules les plus postérieures conservent la 

capacité à devenir des cellules pigmentaires. 

B) Lignage pigmentaire corrigé 

Basé sur les observations de Philip Albitua, le lignage pigmentaire est toujours issu du précurseur a9.49. 

Mais les cellules de ce lignage vont effectuer, non pas un, mais deux cycles cellulaires. A chaque division, 

seules les cellules les plus postérieures conservent leur capacité à adopter le destin pigmentaire. 

N.B. Les flèches n’indiquent qu’une cellule sur deux car elles illustrent les destins issus d’une seule cellule 

a9.49. La cellule indiquée pourrait être remplacée par sa voisine de même couleur, car la position finale des 

cellules n’est définie qu’aléatoirement au moment de la formation du tube neural.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE III.4 PERIODE D’ACTION DE LA CASCADE MEK/ERK 
Les histogrammes représentent le pourcentage d’embryons présentant un phénotype sauvage (c’est-à-dire 

deux cellules pigmentaires) suite à un traitement UO126 commencé, au temps indiqué en abscisse. Les temps 

de développement après fécondation sont associés aux stades de développement de la plaque neurale. Les 

deux couleurs d’histogrammes indiquent les résultats de deux expériences indépendantes.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE III.5 LE PATRON D’ACTIVATION D’ERK1/2 EST CONTROLE PAR LA 

SIGNALISATION EPHRINE 
A/C/E) Immunomarquage dpERK1/2 au stade 6R  

Embryons électroporés ou coélectroporés avec DMRT>GFP afin de faciliter l’identification des 

lignages pigmentaires. La R3 est la rangée la plus postérieure exprimant la GFP. 

B/D/F) Immunomarquage dpERK1/2 au stade 12R 

Embryons électroporés ou coélectroporés avec Msx>GFP afin de faciliter l’identification des lignages 

pigmentaires. Le promoteur Msx induit la GFP dans les cellules voisines des précurseurs 

pigmentaires.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE III.6 REGIONALISATION A/P AU STADE 3R 
A/C/E/G) Hybridation in situ de FoxC au stade 6R 

B/D/F/H) Hybridation in situ de ZicL au stade 6R 

 

A/B) Embryons sauvages 

FoxC est exprimé dans les R5 et R6 alors que ZicL est exprimé dans les R3 et R4. 

C/D) Embryons traités par UO126 avant le stade 3R 

FoxC est exprimé dans les R3 à 6 et ZicL n’est plus exprimé. 

E/F) Embryons traités par UO126 après le stade 3R 

Les embryons présentent le phénotype d’un embryon sauvage. 

G/H) Embryons électroporés avec DMRT>Eph3C 

Les embryons présentent le phénotype d’un embryon sauvage.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE III.7 REGIONALISATION A/P AU STADE 6R 
A/D/G/J) Hybridation in situ de Six3/6 au stade 6R 

B/E/H/K) Hybridation in situ de MITF au stade 6R 

C/F/I/L) Hybridation in situ de Trp au stade 6R 

 

A/B/C) Embryons sauvages 

Six3/6 est exprimé dans la R4 alors que MITF et Trp sont exprimés dans la R3. 

D/E/F) Embryons traités par UO126 avant le stade 3R 



Six3/6 est exprimé dans la R3 et R4 alors que MITF et Trp ne sont plus exprimés. 

G/H/I) Embryons traités par UO126 après le stade 3R 

Six3/6 est exprimé dans la R3 et R4 alors que MITF et Trp ne sont plus exprimés. 

J/K/L) Embryons électroporés avec DMRT>Eph3C 

Les embryons présentent le phénotype sauvage.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE III.8 SUIVI DU LIGNAGE PIGMENTAIRE APRES LE STADE 6R 
Résultat d’hybridation in situ du gène Trp à partir du stade 12R. 

Chaque expérience est couplée à une photo de la tête de la larve. 

A/F) Embryons sauvages 

En haut : Trp est exprimé dans les précurseurs pigmentaires (a10.97) qui appartiennent à la rangée 

R3p. Deux cellules pigmentaires sont induites. 

En bas : Trp est uniquement exprimé dans les cellules pigmentaires a11.193. 

B/C/D/G) Embryons traités par UO126 avant différents stades 

Trp n’est pas exprimé dans la R3p et les cellules pigmentaires ne sont pas induites. 



E/H) Embryons électroporés avec DMRT>Eph3ΔC 

En haut : Trp est exprimé de manière ectopique dans les cellules sœurs des précurseurs 

pigmentaires (a10.98) qui appartiennent à la rangée R3a. Des cellules pigmentaires ectopiques sont 

induites. 

En bas : Trp est exprimé manière ectopique dans les cellules sœurs des précurseurs pigmentaires 

a11.194.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE III.9 PATRONS D’EXPRESSIONS DES LIGANDS EPHRINE ET FGF AU STADE 12R 
A/B/C) Hybridation in situ des ligands éphrine au stade 12R 

Les différents ligands éphrine sont exprimés dans différentes rangées de la plaque neurale. 

D/E) Hybridation in situ des ligands FGF au stade 12R 

Les ligands FGF8/17/18 et FGF9/16/20 sont exprimés dans les R2a et R2p. 

F/G Hybridation in situ des ligands FGF au stade 12R dans des embryons électroporés DMRT>Eph3∆C. 

Le patron d’expression des ligands FGF8/17/18 et FGF9/16/20 n’est pas modifié par l’inhibition du signal 

éphrine.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURE III.10 SUIVI DU LIGNAGE PIGMENTAIRE AU STADE BOURGEON CAUDAL 
A) Correspondance des lignages entre les stades plaque neurale et bourgeon caudal. 

La cellule fluorescente verte exprime Wnt7 et spécifie le précurseur pigmentaire voisin en ocellus. 

B) Mesure des surfaces de contact au stade bourgeon caudal (ratio taille de la  tête/taille de la queue = 

1 :1.78) entre les cellules qui expriment l’éphrine au stade 12R et les cellules du lignage pigmentaire. 
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