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RESUME 

 

Rôle de la protéine HRS/HGS (Hepatocyte growth factor regulated tyrosine kinase 

substrate) au cours de la myogenèse : étude in vitro 

 

La myogenèse est un mécanisme biologique à l’origine de la formation des muscles, et est 

induite également lors d’une blessure musculaire. Elle est orchestrée par les cellules satellites 

qui prolifèrent et deviennent des myoblastes capables de se différencier pour fusionner et 

donner naissance à des structures appelées myotubes, futurs composants des fibres 

musculaires néoformées lors de la réparation tissulaire. Ces étapes sont finement contrôlées 

par l’activation et/ou l’inhibition de facteurs de transcription myogéniques régulés par 

l’activation de récepteurs membranaires et des voies de signalisations associées en aval.  

Le processus d'endocytose régule de nombreuses voies de signalisation cellulaires en 

contrôlant le nombre de récepteurs fonctionnels disponibles à la surface cellulaire. Par 

ailleurs, de nombreuses études ont aussi révélé que des voies de signalisations pouvaient être 

activées sur les membranes des compartiments endosomaux.  

La machinerie ESCRT (endosomal Sorting Complex required for Transport) est composée de 

quatre sous-unités baptisées ESCRT-0 à ESCRT-III impliquées dans divers mécanismes 

cellulaires essentiels et notamment dans la biogenèse des compartiments endosomaux 

appelés corps multivésiculaires. De ce fait, la machinerie ESCRT est impliquée dans le 

transport, le recyclage ou la dégradation de récepteurs membranaires ubiquitinylés et par 

conséquent le contrôle de leur activité et des voies de signalisations qui leurs sont associées. 

L’implication de cette machinerie dans la régulation du processus de myogenèse reste 

néanmoins à ce jour non explorée. 

Mon travail de thèse s’est justement intéressé à caractériser le rôle de cette machinerie dans 

le processus de différentiation des myoblastes en myotubes. Au cours de ces quatre années, 

je me suis plus particulièrement intéressé à la protéine HRS/HGS (Hepatocyte growth factor 

Regulated tyrosine kinase Substrate) de la sous unité ESCRT-0 et à son implication lors du 
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processus de myogenèse. Nos données expérimentales ont montré que l’expression et la 

distribution cellulaire de la protéine HRS/HGS étaient dynamiques au cours de la myogenèse 

et que son inhibition bloquait drastiquement la différenciation des myoblastes en myotubes. 

La recherche des mécanismes moléculaires et cellulaires associés nous a permis de mettre en 

évidence que l’inhibition de son expression dans les myoblastes empêchait la dégradation du 

récepteur à l’EGF (pour Epidermal Growth Factor) et conduisait alors à l’activation constitutive 

de la voie de signalisation Ras/Raf/MEK/ERK. Cette activation fut associée à une perturbation 

de la localisation et de l’expression de facteurs de transcription pro-myogéniques impliqués 

dans le processus de myogenèse. Nous avons également identifié que l’absence de HRS/HGS 

perturbait l’activité de la GSK3ß et participait à l’inhibition de ce processus. Enfin, nos résultats 

ont aussi montré que l’absence de cette protéine altérait négativement la voie autophagique 

indispensable au bon déroulement de la myogenèse. 

De façon collective, nos résultats montrent donc pour la première fois que la protéine 

HRS/HGS est un facteur central, multimodal et essentiel dans la régulation du processus de 

myogenèse. 

 

Mots clés : Myogenèse, myoblastes/myotubes, ESCRT, HRS, TSG101, voies de signalisations, 

autophagie/GSK3ß. 
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ABSTRACT 

 

Role of the HRS/HGS protein (Hepatocyte growth factor regulated tyrosine kinase 

substrate) during myogenesis: in vitro study 

 

Myogenesis is a biological mechanism involved in muscle formation and is induced after 

muscle injury. It is orchestrated by satellite cells which proliferate and become myoblasts that 

can differentiate and fuse to form myotubes structures that correspond to the future 

components of newly formed muscle fibers during tissue repair. These steps are tightly 

controlled by the activation and/or the inhibition of myogenic transcription factors regulated 

themselves by the activation of membrane receptors and downstream associated signaling 

pathways. 

The process of endocytosis regulates many cellular signaling pathways by controlling the 

number of functional receptors available on the cell surface. Furthermore, many studies also 

revealed that signaling pathways could be activated on the membranes of endosomal 

compartments. 

The ESCRT machinery (ESCRT for endosomal Sorting Complex required for Transport) is 

composed of four subunits called ESCRT-0 to ESCRT-III involved in various essential cellular 

mechanisms and in particular in the biogenesis of endosomal compartments called 

multivesicular bodies. It plays a major role in the transport, recycling or degradation of 

ubiquitinylated membrane receptors and consequently the control of their activity and their 

downstream signaling pathways. However, until today, the role of this machinery in the 

regulation of the myogenesis process remains unexplored. 

During these four years of PhD, I focused my attention on the HRS/HGS (Hepatocyte Growth 

factor Regulated tyrosine kinase Substrate) protein from the ESCRT-0 subunit and investigated 

its implication during the myogenesis process. Our experimental data showed that HRS/HGS 

is dynamically expressed and distributed during myogenesis thus suggesting a key role during 

differentiation. We found that silencing of HRS strongly inhibits the differentiation of 
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myoblasts into myotube fibers. Mechanistically, our data revealed that HRS differentiation 

defect was associated with the activation the MEK/ERK and the GSK3b myogenesis inhibitors 

that collectively negatively altered myogenic transcription factors expression and distribution. 

Similarly, we also observed that HRS silencing impaired the autophagic flux thus correlating 

well with previous published data stating that an efficient autophagic process is required 

during myoblast differentiation. 

In conclusion, we found for the first time that HRS is a master regulator that controls 

myogenesis at different levels through the modulation of important key cellular mechanisms 

involved in trafficking, signaling and degradation. 

 

Key words: Myogenesis, myoblasts/myotubes, ESCRT, HRS, TSG101, signaling pathways, 

autophagy/GSK3ß. 
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ABREVIATIONS 

 

BMP: Bone Morphogenetic Protein 

CART: Cytoskeleton associated Recycling or 

Transport 

Cdk: Cyclin dependent kinase 

CHMP: Charged Multivesicular body 

Proteins 

EEA1: Early Endocytosic antigen 

EGF: Epidermal Growth Factor 

ERK: extracellular signal-regulated kinase 

ESCRT: Endosomal Sorting Complexe 

Required for Transport 

FGF: Fibroblast Growth Factor 

FOXO: Forkhead Box O3 

GSK3ß: Glycogen Synthase kinase 3 ß 

HGF: Hepatocyte Growth Factor 

HRS: Hepatocyte growth factor-regulated 

tyrosine kinase substrate 

IGF: Insulin like growth factors 

ILV: Intraluminal vesicule 

IRS: insulin receptor substrate 

JNK: Jun N-terminal kinases 

MAPK: Mitogen Activated Protein Kinase 

MEF2: Myocyte enhance factor 2 

MCD: methyl-ß-cyclodextrin 

MHC: Myosin Heavy Chain 

MRF: Myogenic regulators factors 

mTOR: mammalian target of rapamycin 

MVB: Multivesicular body 

Myf 5: Myogenic factor 5 

MyoD: Myoblast determination protein 1 

Pax: paired homeobox transcription 

PIKfyve: phosphatidylinositol 3-phosphate 

5 kinase 

Shh: Sonic Hedgehog 

SNARE: Soluble N-éthylmaleimide-

sensitive-factor Attachment protein 

Receptor 

SNX: Sorting Nexin 

STAM: signal transducing adaptor 

molecule 1/2 

Tak1: Transforming growth factor beta-

activated kinase 1 

TfR: transferrin receptor 

TGFß: Transforming growth factor ß 

TSG 101: Tumor Susceptibility Gene 101 

Wnt: Wingless and Int-1 
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INTRODUCTION 

I. Le muscle strié squelettique 

1.1 Organisation et structure 

 

Les muscles squelettiques représentent près de 30 à 40% de la masse totale du corps 

humain et participent à de multiples fonctions telles que les battements cardiaques, la 

respiration, le déplacement dans l’espace. Il existe trois types de muscles dont le muscle lisse 

que l’on trouve au niveau d’organes creux comme les vaisseaux sanguins ou lymphatiques, 

l’intestin, l’utérus, et qui sont constitués de cellules fusiformes mononuclées (Mukund and 

Subramaniam, 2020). Leurs contractions irrégulières et continues sont sous le contrôle du 

système nerveux neurovégétatif. Le muscle strié cardiaque, ou myocarde, est composé de 

cardiomyocytes et possède une activité continue permettant au sang de circuler dans 

l’organisme. Et enfin, le muscle strié squelettique, qui est sous le contrôle du système nerveux 

volontaire permet les mouvements, le maintien de la posture et la régulation de la 

température corporelle. Cela est rendu possible grâce à la présence de plus de 650 muscles 

différents rattachés au squelette par les tendons (Mukund and Subramaniam, 2020). 
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Figure 1: Schéma en vue éclatée de la structure du muscle strié squelettique. 

Le muscle squelettique est composé d’un ensemble de fibres qui sont attachées à l’os par le 
tendon. Chaque fibre est composée de plusieurs myofibres, vaisseau sanguin et innervés par 
des nerfs qui conduisent le signal de contraction. Au niveau structural, trois couches de tissus 
conjonctifs sont identifiables dans le muscle squelettique et forment un réseau de membranes 
associés avec les myofibres. L’épimysium enveloppe entièrement le muscle et il est en 
continuité avec le tendon. Le périmysium enveloppe un ensemble de fibres en fascicules. 
L’endomysium est situé entre les fibres et il enveloppe les fibres musculaires individuelles 
(Comai and Tajbakhsh, 2014) 

Le muscle squelettique est attaché aux os par le tendon (figure 1). Il est entouré de 

plusieurs couches de tissus conjonctifs (épimysium, périmysium et endomysium) permettant 

le maintien des fibres musculaires. Le muscle est composé de faisceaux de fibres (fasciculus) 

eux-mêmes composés de myofibrilles et de vaisseaux sanguins. Les myofibrilles sont 

constituées d’actine et de myosine qui donnent l’aspect strié au muscle squelettique et du 

tubule-T qui correspond au réticulum endoplasmique. Les noyaux, quant à eux, sont localisés 

à la périphérie des fibres. Chacune des fibres est innervée par un motoneurone et correspond 
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à une unité motrice. Des cellules à l’état quiescent appelées cellules satellites sont aussi 

présentes et vont être impliquées, avec d’autre acteurs cellulaire comme les cellules 

immunitaires, dans le processus de régénération après une blessure (Zammit, 2017). 

On distingue trois types de fibres musculaires dont la classification se fait en fonction 

de leur métabolisme et de leur vitesse de contraction. Les fibres de type I, à contraction lente, 

sont de petites tailles avec de nombreuses mitochondries leur permettant de résister 

longtemps à l’effort. Les fibres à vitesse de contraction rapide sont quant à elles représentées 

par : les fibres de type IIA, possédant de nombreuses mitochondries, qui sont résistantes à des 

efforts prolongés; et les fibres de type IIB qui sont plus grosses se fatiguent rapidement et 

possèdent peu de mitochondries (Talbot and Maves, 2016). 

1.2 Origine et formation du muscle strié squelettique lors du développement 

embryonnaire  

 

Chez les vertébrés, les muscles squelettiques de la tête proviennent du mésoderme 

crânien non segmenté, tandis que les muscles du tronc et des membres dérivent des somites. 

Sous l'influence de molécules de signalisation provenant de la notocorde, du tube neural, de 

l'ectoderme et du mésoderme de la plaque latérale, les somites subissent différentes 

transitions pour devenir le sclérotome (SC) au niveau ventral et le dermomyotome (DM) au 

niveau dorsal (figure 2). A ce stade, des cellules du DM migrent vers la surface ventrale de ce 

dernier et subissent une transition épithéliale-mésenchymateuse pour former le myotome 

contenant les précurseurs des cellules myogéniques (Christ and Ordahl, 1995; Comai and 

Tajbakhsh, 2014). Par la suite, la partie dorsale du myotome sera responsable de la formation 

des muscles du dos alors que la partie ventrale contrôle la formation des muscles du tronc, du 

diaphragme et des membres. Le devenir des cellules myogéniques précurseurs est finement 

régulé par certains facteurs de transcription tels que les protéines Pax3/7 (paired homeobox 

transcription 3/7) et certains régulateurs de la myogenèse ou MRF (Myogenic regulators 

factors) tels que MyoD ou la myogenine (Berkes and Tapscott, 2005; Pownall et al., 2002; 

Tapscott, 2005). 
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Figure 2: Représentation schématique d’une coupe transversale d’embryon au stade 
précoce de somitogenèse. 

Plusieurs signaux moléculaires dont Sonic Hedgehog (Shh), Wingless and Int-1 (Wnt) et les 
protéines morphogénétiques osseuses BMPs (Bone Morphogenetic Proteins) sont sécrétées 
par le tube neural (Neural Tube : NT), l’ectoderme, la notochorde (NC) et le mésoderme afin 
de donner naissance à partir du somite au sclérotome (SC) et au dermomyotome (DM). 
Ensemble, ces signaux régulent la phase précoce de la myogenèse embryonnaire (Hernández-
Hernández et al., 2017). 

 

1.3 Régénération post-natale, acteurs cellulaires et moléculaires. 

 

Durant le développement embryonnaire des muscles, certaines cellules Pax3/7 positives 

ne vont pas exprimer certains MRF et vont s’aligner le long des myotubes formés pour rester 

à l’état quiescent, ce sont les cellules satellites (Kassar-Duchossoy et al., 2005)(Relaix et al., 

2005).  
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Figure 3: Localisation des cellules satellites dans le muscle. 

Les cellules satellites sont localisées entre la membrane basale et le plasmalemma du muscle. 
Elles sont souvent proches d’un vaisseau sanguin et constituent la principale population de 
cellules souches musculaires. Elles expriment  des facteurs de transcription spécifiques 
comme PAX7 et des protéines membranaires comme la Cavéoline 1 (Zammit, 2017). 

 

1.3.1 Les cellules satellites  

1.3.1.1 Caractéristiques 

 

Depuis la découverte des cellules satellites dans les années 1960 (Mauro, 1961), il est 

devenu indéniable qu’elles sont les contributrices principales de la croissance post-natale, de 

la maintenance, et de la réparation du muscle strié squelettique après une lésion. Localisées 

sous la lame basale des myofibrilles, elles restent à l’état quiescent en conditions normales. 

Elles sont localisées à proximité des vaisseaux sanguins qui expriment certains facteurs de 

croissance nécessaires pour leur prolifération. Réciproquement, les cellules satellites 

participent à l’angiogenèse (Christov et al., 2007). Les cellules satellites, tout comme les 

précurseurs myogéniques embryonnaires expriment le facteur de transcription Pax7,  ainsi 

que le facteur Pax3 pour une partie d’entre elles (Relaix et al., 2005). Pax7 est essentiel à la 
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survie des cellules satellites ; plusieurs études de modèles animaux Pax7-/- montrent une 

augmentation de la mort de ces cellules par apoptose après la naissance et une diminution de 

leur population, ce qui impacte la régénération (Kassar-Duchossoy et al., 2005; Kuang et al., 

2006; Seale et al., 2000). Les cellules satellites sont reconnaissables par leur morphologie 

particulière ; elles possèdent un noyau volumineux par rapport au cytoplasme expriment des 

protéines membranaires telles que la M-cadhérine, l’intégrine α7 et la Cavéoline 1 (Kuang and 

Rudnicki, 2008). L’identification de ces marqueurs membranaires a notamment permis 

d’isoler et de caractériser les cellules satellites in vitro à partir de muscle par la technique de 

cytométrie en flux (Bosnakovski et al., 2008). 

1.3.1.2 Régénération musculaire  

 

L’étude in vivo de la régénération ainsi que de la dégénération musculaire dans 

certaines pathologies musculaires s’est appuyée sur différentes approches : 

-Les modèles animaux où les processus de dégénération ou de régénération sont impactés 

tels que les souris mdx (portant une mutation du gène codant pour la Dystrophine dans l’exon 

23) permettant l’étude de la dystrophie musculaire de Duchenne (Pastoret and Sebille, 1993). 

-Des blessures indirectes du muscle comme, lors de la dénervation.  

-Par blessure directe avec l’injection de myotoxines telle que la cardiotoxine (CTX) qui détruit 

les membranes musculaires (Morgan and Partridge, 2020).  

On peut alors délimiter trois grandes étapes au processus de régénération avec, en 

premier lieu, une dégénération du tissu et une nécrose, puis une phase de régénération 

pendant laquelle la prolifération et la fusion des cellules satellites jouent un rôle clé, et en 

dernier lieu, une phase de remodelage du tissu musculaire pour retourner à un état d’origine 

avant la lésion (Grefte et al., 2007). Durant la phase de régénération musculaire, un processus 

inflammatoire se met en place et certains acteurs du système immunitaire vont jouer un rôle 

prépondérant. C’est notamment le cas des neutrophiles qui sont capables d’envahir 

rapidement le muscle après une blessure (Fielding et al., 1993). Ces neutrophiles vont avoir 

différents rôles dont l’élimination des débris musculaires engendrés par la blessure et 

l’initiation du recrutement des macrophages. Ces derniers vont jouer un double rôle dans le 
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processus de régénération (Tidball, 2017), en adoptant dans un premier temps, un profil pro-

inflammatoire en exprimant des cytokines comme l’interféron (IFNγ) qui participe à la 

prolifération des cellules satellites (Arnold et al., 2007; Cheng et al., 2008) puis dans un second 

temps, en adoptant un profil anti-inflammatoire qui participe à la différentiation des cellules 

satellites, notamment grâce à la sécrétion du Transforming growth factor ß (TGFß) (Arnold et 

al., 2007; Lemos et al., 2015). 

 

1.3.2 Les différentes étapes de la myogenèse chez l’adulte 

 

Différentes étapes vont régir la régénération ou myogenèse du muscle lésé et 

commence par l’activation des cellules satellites qui exprimes des facteurs de transcription 

spécifiques induisant leur prolifération et leur passage au stade de myoblaste. Par la suite, les 

myoblastes vont s’engager dans le processus de différentiation avec des changements 

morphologiques notables dont l’élongation des cellules et l’expression de protéines de fusion 

pour devenir des myocytes. Ceux-ci vont finalement fusionner entre eux pour donner des 

myotubes, qui viendront réparer le muscle lésé (figure 4). L’étude de ces différentes étapes a 

été réalisée in vitro et in vivo et a mis en lumière différents facteurs protéiques essentiels à la 

régénération qui vont être détaillés ci-dessous. 

 

Figure 4: Les différentes étapes cellulaires de la régénération in vitro. 

Les myoblastes prolifèrent in vitro dans un milieu riche en facteurs de croissances. La 
différenciation est induite par la diminution drastique des facteurs de croissances et initie le 
processus de différenciation des myoblastes en myocytes qui migrent, adhérent et fusionnent 
les uns avec les autres pour former des myotubes. Par la suite, d’autre myocytes vont 
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fusionner aux myotubes naissants pour former des myotubes plus larges et matures 
possédant de multiples noyaux (Abmayr and Pavlath, 2012). 

 

Afin d’étudier le processus de myogenèse in vitro, la lignée cellulaire de myoblastes 

C2C12 de souris, isolée dans les années 1970, est couramment utilisée (Yaffe and Saxel, 1977). 

Ces cellules peuvent être mises en différentiation après réduction de la concentration en 

sérum du milieu de culture cellulaire (remplacement des 10% de sérum de veau fœtal par 2% 

de sérum de cheval). D’autres sources de cellules musculaire permettent l’étude du processus 

de différentiation dont notamment l’isolation de cellules satellites à partir des muscles des 

pattes de souris (Montarras et al., 2005) ou encore l’utilisation de myoblastes primaires 

humains qui peuvent être ou non immortalisés (Thorley et al., 2016). 

 

1.3.2.1 Activation et prolifération des cellules satellites 

 

Lors d’une lésion musculaire, les cellules satellites quiescentes peuvent rapidement 

être activées, se diviser et se différencier en myocytes puis fusionner pour donner naissance 

aux myotubes et ainsi réparer le muscle. Les molécules libérées par le muscle lésé, ainsi que 

par son environnement vont permettre l’activation des cellules satellites quiescentes, ainsi 

que le recrutement des cellules immunitaires (Tidball, 2017). Parmi ces molécules , certains 

facteurs de croissance tels que le FGF (Fibroblast Growth Factor), ou encore le HGF 

(Hepatocyte Growth Factor), sont libérés et vont activer la prolifération des cellules satellites 

(Tatsumi et al., 1998; Yablonka-Reuveni et al., 1999). Une fois activées, les cellules satellites 

vont être capables de sécréter du HGF pour augmenter leur expansion (Miller et al., 2000; 

Sheehan et al., 2000). L’IGF (Insulin like growth factors) qui régule positivement la 

prolifération ainsi que la différentiation est aussi sécrété par les cellules satellites activées 

(Florini et al., 1991; Philippou et al., 2007). Outre les facteurs de croissances, d’autres 

molécules sont aussi capables d’activer la prolifération des cellules satellites tel que l’oxyde 

nitrique (NO) qui est libéré par le muscle lésé et stimule l’expression de métalloprotéases 

matricielles telle que la MMP2 (Matrix metalloproteinases 2), permettant d’augmenter la 

libération de facteurs de croissance séquestrés dans la matrice extracellulaire (Anderson, 
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2000; Yamada et al., 2008). Des protéines de l’inflammation comme les cytokines vont aussi 

jouer un rôle essentiel lors de la prolifération des myoblastes et de la différentiation des 

myocytes (Arnold et al., 2007; Tidball, 2017)  

Durant la régénération, les cellules souches satellites se divisent de deux façons pour, 

garder une quantité constante de cellules satellites pour les futurs évènements de 

régénération d’une part, et d’autre part pour créer une quantité suffisante de cellules 

capables de réparer le muscle lésé (Figure 5). 

 

Figure 5: Schéma du devenir des cellules satellites activées dans l’auto-renouvellement. 

Les cellules souches satellites activées, Pax7+Myf5-, vont s’engager dans une division 
symétrique ou asymétrique en fonction des stimulus de l’environnement (Adapté de (Wang 
and Rudnicki, 2012). 

 

Lorsque les cellules se divisent parallèlement au muscle, on parle d’expansion 

symétrique, ce qui donne naissance à deux cellules souches exprimant le facteur de 

transcription Pax7, mais pas Myf5 et qui reste à l’état quiescent. Une division perpendiculaire 

à la fibre, dite asymétrique, donne naissance à deux cellules distinctes. Une de ces cellules va 

être activée et poussée vers la surface apicale ; elle exprime les facteurs de transcription Pax7 

et Myf5 et participe au processus de régénération en migrant jusqu’au site de la lésion. La 
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seconde cellule, quant à elle, reste adhérente à la membrane basale et se maintient à l’état 

de cellule satellite souche (Kuang et al., 2007; Wang and Rudnicki, 2012).  

 

1.3.2.2 Les Protéines Pax 

 

Figure 6: Schéma des différents domaines de la protéine Pax et de leur expression durant le 
développement des mammifères. 

Les régions codant les domaines protéiques : Paired-box domain (PD), ocatapeptide (OP), 
homeodomain (HD2/3), la première hélice (HD1), le domaine d’activation transcriptionnelle 
(Transcriptional activation domain : TAD) sont présents ou non dans chacun des gènes codant 
pour les 9 protéines Pax. CNS : Central nervous system (Asfour et al., 2018). 

 

Les protéines de la famille Pax (Paired Box) sont codées par 9 gènes (figure 6). Pax3 et 

Pax7 sont deux protéines proches qui sont impliquées dans la spécification et le maintien des 

progéniteurs musculaires. L’expression de Pax3 est essentielle pour la migration des 

précurseurs musculaires du somite vers les membres lors du développement (Bober et al., 

1994; Goulding et al., 1994)., Le rôle de Pax7 dans le développement musculaire ne semble 

pas être critique car des souris Pax7-/- ne présentent pas de défaut de formation mais sont 
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dépourvues de cellules satellites à l’état adulte (Seale et al., 2000). La situation est différente 

dans le muscle adulte. La plupart des cellules satellites sont Pax3 négatives mais Pax7 

positives, ce qui assure leur survie. Durant la régénération musculaire, Pax7 est capable 

d’activer la transcription du MRF MyoD en se fixant sur un site spécifique de son promoteur 

(Hu et al., 2008). Il semble aussi être capable d’activer l’expression du MRF Myf5 (McKinnell 

et al., 2008). De façon surprenante, des études postérieures montrent que l’ablation de Pax7 

et Pax3 à des stades de développements plus tardifs n’impacte pas la régénération ni la 

prolifération ou le nombre de cellules satellites (Lepper et al., 2009). 

 

1.3.2.3 Les MRFs (Myogenic regulator factors) 

 

Les protéines de la famille des MRF jouent un rôle clé dans le processus de myogenèse 

embryonnaire et adulte. Elles comptent quatre membres : Myf5 (Myogenic factor 5), MyoD 

(Myoblast determination protein 1), Myogenin (ou Myf4) et MRF4. Ils possèdent une structure 

protéique semblable et sont des facteurs de transcriptions à hélice-boucle-hélice ou bHLH (b 

Helix Loop Helix) (figure 7). 
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Figure 7: Structure protéique et proximité structurale des MRFs 

Les quatre MRFs partagent le domaine bHLH qui est fortement conservé, et essentiel à leurs 
fonctions. Le domaine bHLH est entouré de la région N-terminale (NH2) qui est un domaine 
riche en Cystéine/Histidine, alors que la région C-terminale (COOH) contient un domaine à 
hélice qui participe à la régulation de la transcription. L’arbre révèle la proximité structurale 
entre Myf5 et MyoD, ainsi qu’entre la Myogenine et MRF4, en corrélation avec leurs fonctions 
respectives durant la myogenèse (Hernández-Hernández et al., 2017). 

 

Les domaines bHLH participent à l’homodimérisation ou l’hétérodimérisation des MRF 

avec des protéines possédant aussi des domaines bHLH tels que E12 ou E47, formant ainsi des 

complexes protéiques-ADN stables (Blackwell and Weintraub, 1990). Les MRFs régulent la 

transcription en se liant à une séquence spécifique d’ADN nommée E-box. 

L’étude des MRF a débuté dans les années 1980 avec la découverte de MyoD dont 

l’expression forcée dans des fibroblastes provoque leurs conversions en myoblastes (Davis et 

al., 1987; Lassar et al., 1986). De plus, la surexpression de MyoD dans d’autres types cellulaires 

comme les chondroblastes, qui participe à la formation du cartilage, induit l’expression de 

protéines spécifiques au muscle telles que la Myogénine ou de la chaine lourde de myosine 

(Myosin Heavy Chain :MHC) (Choi et al., 1990). Inversement, des cellules primaires 

myogéniques issues de muscle adulte de souris MyoD-/- ne sont plus capables de rentrer en 

différentiation (Sabourin et al., 1999). De plus, une étude montre que l’absence de MyoD dans 

les myoblastes C2C12 conduit à leur conversion en adipocyte et à l’accumulation de lipides (C. 

Wang et al., 2017) 
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Figure 8: Schéma représentant l’expression successive des MRFs durant la myogenèse. 

Les cellules satellites, qui sont quiescentes, expriment Pax7 qui est nécessaire à leur survie. 
Après un dommage musculaire, les cellules satellites sont activées et expriment Myf5 pour 
proliférer et devenir des myoblastes. Elles expriment ensuite MyoD qui permet la sortie du 
cycle cellulaire, puis la Myogénine pour initier la différentiation et la fusion en myotube. 
L’expression de Mrf4 permet la maturation des myotubes en myofibres avec des noyaux situés 
en périphérie (Zanou and Gailly, 2013). 

 

Comme mentionné précédemment, les cellules satellites activées qui sont Pax7 

positives se mettent à exprimer Myf5 et prolifèrent, elles deviennent alors des myoblastes 

(Figure 8). Par la suite, l’expression de MyoD dans les myoblastes en prolifération permet la 

régulation du cycle cellulaire (Cao et al., 2010). Myf5 et MyoD vont travailler de concert et 

permettre l’expression de gènes régulateurs du cycle cellulaire telles que les protéines CDC6 

(Cell divison cycle 6) ou MCM2, mais aussi certains facteurs de transcriptions comme FOXO3 

(Forkhead Box O3) (Crescenzi et al., 1990; Halevy et al., 1995; Hu et al., 2008; Zhang et al., 

2010). Plus tard dans la différentiation, MyoD va avoir un rôle positif dans l’expression de la 

Myogénine qui débute dans les myocytes (Hasty et al., 1993). Les protéines MyoD et 

Myogénine vont agir en synergie et permettre la sortie du cycle cellulaire en favorisant 

l’expression de répresseur des Cdk (Cyclin dependent kinase) et cyclines telle que p21 ou p57 

(Liu et al., 2012; Singh and Dilworth, 2013). De plus, La Myogénine va permettre l’expression 

de différents gènes spécifique du muscle et de facteurs de transcription comme Mrf4 (Davie 
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et al., 2007; Singh and Dilworth, 2013). Mrf4 intervient dans la maturation des myotubes et 

permet la réorganisation des myofilaments et la migration des noyaux à la périphérie des 

cellules. Néanmoins, des études ont montré que les MRFs pouvaient avoir des rôles 

redondants (figure 9)(Rudnicki et al., 1992). En effet, des souris KO pour MyoD ou Myf5 

présentent un phénotype musculaire quasiment normal, alors que l’absence de ces deux 

protéines inhibe la formation des muscles et provoque la mort des souris après la naissance 

(Rudnicki et al., 1993). De plus, la myogénine est essentielle pour la croissance musculaire 

post-natale mais semble moins importante pour les cellules satellites adultes qui se 

différencient normalement in vivo en son absence, mais avec une réduction de 30% du poids 

des souris (Knapp et al., 2006; Meadows et al., 2008). 

 

 

Figure 9: Schéma représentant les phénotypes des animaux dont les gènes des différents 

MRFs ont été invalidés (Megeney and Rudnicki, 1995). 

 

Les MRFs contrôlent l’expression de différents gènes, dont les protéines de la famille 

MEF2 (Myocyte enhance factor 2) qui jouent un rôle prépondérant dans la différentiation. 

Chez les vertébrés, on trouve quatre gènes MEF2 (A, B, C et D) qui appartiennent à la famille 
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des facteurs de transcription MADS (MCM1 Agamous Deficient SRF). Toutes les protéines 

MEF2 possèdent dans leur région N-terminale une région conservée MADS qui permet la 

reconnaissance de régions de l’ADN riches en A/T (Pon and Marra, 2015). MEF2A, B et D sont 

exprimées de manière ubiquitaire dans l’organisme, alors que MEF2C est préférentiellement 

exprimé dans le muscle cardiaque et squelettique (Potthoff and Olson, 2007). Pendant la 

régénération musculaire, MEF2D est exprimé en prolifération, MEF2A apparaît durant les 

premières étapes du processus de différentiation, MEF2C durant les étapes plus tardives alors 

que l’expression de MEF2B ne semble pas être modulée durant ce processus (Black and Olson, 

1998). De plus, une étude montre que l’ablation individuelle des protéines MEF2 n’impacte 

pas la myogenèse mais que, l’inhibition de MEF2A, C et D empêche la différentiation (Liu et 

al., 2014). Une fois associées avec les MRFs, les protéines MEF2 sont capables de former des 

complexes MEF2-MRF en se liant au domaine bHLH des MRFs pour activer la transcription de 

gènes cibles de la différenciation (Black and Olson, 1998). Les MRF et les protéines MEF2 

fonctionnent de concert dans la régulation de la différentiation (Figure 10) 

 

Figure 10: Schéma représentant les interactions entre les MRF et les protéines MEF2. 

Myf 5 active les MRFs (MyoD, Myogénine et MRF4) et les protéines MEF2. MyoD est capable 
de s’autoréguler et agit en synergie avec Myogénine. Myogénine est aussi capable de 
s’autoréguler, induit la différentiation et coopère en outre avec MRF4. MEF2 s’autorégule et 
peut activer MyoD et Myogénine et réciproquement (Asfour et al., 2018). 



 
 

 
 

33 

 

1.3.2.4 Différentiation  

 

Après plusieurs cycles de division cellulaire, les myoblastes vont quitter la phase de 

prolifération et démarrer leur différentiation en myocytes. Différents facteurs contrôlent 

cette étape dont les MRF, mais aussi des voies cellulaires dont les voies de signalisation 

comme la voie des ERK/MAPK (extracellular signal-regulated kinase/mitogen-activated 

protein kinase) ou la voie PI3K/AKT/mTOR. Ces voies seront détaillées dans le chapitre 1.3.3 

Par ailleurs, le processus d’autophagie participe grandement à la myogenèse. Le flux 

autophagique est augmenté durant la différentiation des myoblastes et se caractérise par une 

diminution du la protéine p62/SQSTM1 et une augmentation de LC3-I et LC3-II, ce qui protège 

les cellules de la mort par apoptose (McMillan and Quadrilatero, 2014). De plus, il a été 

observé un remodelage complet du réseau mitochondrial durant la différentiation en lien avec 

une augmentation de la mitophagie (Sin et al., 2016). 

1.3.2.5 Fusion et maturation des myotubes 

 

Suite au processus de différentiation, les cellules vont initier la fusion qui va permettre 

la formation des structures multinuclées appelées myotubes. Les principales avancées dans la 

compréhension de ce mécanisme ont été rendu possibles par l’étude de la fusion des 

myoblastes chez la drosophile. La fusion peut être séparée en deux étapes : tout d’abord la 

fusion précoce ou primaire qui correspond à un contact entre deux myocytes et leur fusion ; 

et la fusion tardive ou secondaire qui correspond à la fusion des myocytes avec des myotubes 

néoformés (Figure 11). 
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Figure 11: Modèle décrivant le processus de fusion. 

Après l’adhésion du myocyte à un myotube néoformé, celui-ci va générer des protubérances 
membranaires poussées par le réseau d’actine pour envahir la cellule fondatrice. Dès que les 
deux membranes plasmiques sont rapprochées, les bicouches lipidiques son déstabilisées, 
conduisant à la formation d'un pore de fusion. Certains lipides dont la phosphatidylsérine (PS) 
sont importants pour ce processus en étant disposés de part et d’autre des membranes qui se 
font face. (Kim et al., 2015). 

 

Plusieurs protéines sont essentielles au processus de fusion chez les vertébrés telle 

que l’intégrine ß1, qui est une protéine d’adhésion dont l’absence provoque l’adhésion des 

myocytes les uns aux autres mais un défaut de fusion (Schwander et al., 2003). Les protéines 

qui régulent la polymérisation de l’actine comme Rac1 ou N-WASP sont aussi des facteurs 

importants permettant le réarrangement du cytosquelette d’actine au point de fusion 

(Gruenbaum-Cohen et al., 2012; Vasyutina et al., 2009). Les cellules réceptrices (Founder cell) 

quant à elles, accumulent au point de fusion de la Myosin II (MyoII) qui augmente la tension 

membranaire et permet la fusion (Kim et al., 2015). L’exocytose participe aussi au processus 

de fusion et des analyses en microscopie électronique révèlent la présence de vésicules au 

niveau des contacts cellule-cellule (S. Kim et al., 2007). Les protéines SNARE (Soluble N-
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éthylmaleimide-sensitive-factor Attachment protein REceptor) dont la protéines SNAP23, 

jouent un rôle dans la fusion des vésicules entre elles ou avec d’autres compartiments 

cellulaires, sont impliquées dans le processus de fusion (Gamarra et al., 2019). L’endocytose 

joue aussi un rôle dans le processus de fusion car l’inhibition de la Dynamine (une protéine 

GTPase participant à l’endocytose) ou de la Clathrine (responsable de l’endocytose clathrine 

dépendante) perturbe la fusion des myoblastes C2C12 (Leikina et al., 2013; Shin et al., 

2014).Plus récemment, une protéine spécifique du muscle, Myomaker, a été montrée comme 

étant capitale dans le processus de fusion (Millay et al., 2013). 

Pour conclure, ce processus de fusion met en jeu beaucoup d’acteurs moléculaires qui sont , 

encore à ce jour de mieux en mieux connus (Sampath et al., 2018). 

 L’ultime étape après la formation des myotubes est leur maturation pour former des 

fibres fonctionnelles et correspond à l’hypertrophie qui permet l’élargissement des myofibres. 

Chez la souris par exemple, les cellules satellites fusionnent avec les fibres néoformées durant 

les trois premières semaines de vie ce qui augmente le nombre de noyaux par myofibre. 

(White et al., 2010). Néanmoins, un point important est à noter et qu’a l’âge adulte, 

l’hypertrophie a lieu après de nombreux efforts physiques, intenses et répétés mais que le 

stock de cellules satellites reste constant. Ceci suggère que ces cellules sont peu impliquées 

dans ce processus. L’hypertrophie est alors assurée par une augmentation de la synthèse 

protéique du muscle sous le contrôle de voies cellulaires telle que la voie IGF1-Akt-mTOR. 

Celle-ci sera abordée par la suite dans le cas de la myogenèse chez l’adulte (Schiaffino et al., 

2013). 

1.3.3 Régulation de la myogenèse par les voies de signalisation 

 

Nous avons abordé précédemment le rôle des différents facteurs de transcription 

durant la myogenèse. Ces facteurs n’agissent pas seuls mais sont régulés par des voies de 

signalisation en amont déclenchées par l’activation de récepteurs membranaires. La 

régulation fine de ces voies dont la voie MAPK/ERK, ou encore la voie PI3K/AKT/mTOR, et des 

protéines kinases associées est une étape clé au bon déroulement de la myogenèse (Figure 

12). Nous allons aborder dans la partie suivante les principales voies de signalisation qui 

régulent ce processus chez l’adulte. 
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Figure 12: Facteurs de transcription et protéines kinases régulant les différentes étapes de 
la myogenèse. 

Le panel du haut place l’intervention des différents facteurs de transcription durant la 
myogenèse, et celui du bas liste l’intervention des kinases des différentes  voies de 
signalisation au cours de ce processus (Knight and Kothary, 2011). 

 

1.3.3.1 Rôle des cyclin-dependent kinases (CDKs) 

 

Les CDKs sont des kinases sérine/thréonine qui ont pour cible les cyclines, impliquées dans 

la régulation du cycle cellulaire. Il existe plusieurs cyclines et CDKs qui peuvent être divisées 
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en trois groupes : les cyclines G1 qui régulent la progression en phase G1 et l’entrée en phase 

S ; les cyclines mitotiques, qui régulent l’entrée en mitose ; et les cyclines qui ont un rôle 

indépendant du cycle cellulaire (Lim and Kaldis, 2013). Concernant la myogenèse dans les 

myoblastes en prolifération, certaines CDK ont un rôle inhibiteur. C’est le cas de la cycline 

E/CDK2 et cycline D/CDK4 qui peuvent bloquer la différentiation en affectant l’activité 

transcriptionnelle de MyoD (figure 12) (Guo and Walsh, 1997; Rao et al., 1994; Skapek et al., 

1996). Pour que les myoblastes se différencient, ces derniers doivent sortir du cycle cellulaire. 

l’expression des cyclines et des CDK vont diminuer afin de provoquer cette sortie d’une part, 

(Jahn et al., 1994) et d’autre part, l’expression d’inhibiteurs de CDK dont p21, va augmenter 

durant la différenciation (Halevy et al., 1995). Certaines CDK, au contraire, sont importantes 

pour établir la différentiation. C’est le cas des CDK possédant un rôle indépendant du cycle 

cellulaire comme CDK5 et CDK9 (Giacinti et al., 2008; Lazaro et al., 1997). Ainsi, les CDKs 

régulent la myogenèse de différentes façons. 

1.3.3.2 La voie des mitogen-activated protein kinases (MAPK) 

 

Les MAPK représentent une famille importante de sérine/thréonine kinases qui sont 

réparties dans 3 grandes voies de signalisation dont la voie ERK (Extracellular signal-Regulated 

Kinases), la voie JNK (Jun N-terminal kinases) et la voie p38 (figure13) ; elles jouent un rôle 

prépondérant dans le processus de myogenèse. 
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Figure 13: Schéma des trois voies de signalisations mitogen-activated protein kinase (MAPK) 
chez les mammifères. 

Des stimuli extracellulaires sont capables d’activer les voies MAPK qui sont orchestrées par 
des protéines GTPases comme RAS (Mitogen Activated Protein Kinase), RAC1/2, CDC42 (cell-
division cycle 42) ou RHO (RAS homologue). Il en découle l’activation des MAPKKKs (MAPK 
Kinase kinases) qui à leur tour vont phosphoryler les MAPKKs (MAPK kinases) sur deux résidus 
sérines. Par-là suite, les MAPKKs phosphorylent les MAPKs sur des résidus thréonine et sérine 
qui deviennent alors actives. Les MAPKs activées peuvent alors se localiser dans le noyau et 
phosphoryler différentes cibles telles que des facteurs de transcription (Liu et al., 2007). 

 

Voie MAPK-ERK : Il existe deux isoformes de ERK (Extracellular signal-Regulated 

Kinases), qui sont activées notamment par des récepteurs à tyrosine kinase tels que le FGFR 

(fibroblast growth factor receptor), ou l’EGFR, et qui participe grandement au processus de 

myogenèse (Knight and Kothary, 2011; Leroy et al., 2013; Pawlikowski et al., 2017). Au niveau 

moléculaire, l’autophosphorylation des récepteurs à tyrosine kinases permet la formation 
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d’un complexe protéique contenant notamment la protéine GRB2, qui en interagissant avec 

la protéine SOS (son of sevenless) permet la catalyse de GTP et l’activation de la GTPase RAS. 

RAS lie et active la protéine Raf qui initie la cascade d’activation de la voie ERK (figure13). Le 

rôle de ERK dans la myogenèse est particulier car il présente une activité biphasique. ERK1/2 

est phosphorylé et activé durant la phase de croissance des myoblastes, puis inhibé durant les 

premières étapes de la myogenèse, pour finir par être réactivé par phosphorilation durant la 

phase d’hypertrophie (Wu et al., 2000a). Durant la phase de prolifération, ERK1/2 réprime la 

différentiation en inhibant la translocation de MEF2A et C dans le noyau (Winter and Arnold, 

2000). De plus, MEK1 qui est activé durant la prolifération, joue un rôle inhibiteur en étant 

localisé dans le noyau et en liant un complexe contenant MyoD (Perry et al., 2001). Une étude 

plus récente in vivo confirme que la translocation de ERK entre le cytoplasme et le noyau, 

reflète son état d’activation et contrôle les étapes de prolifération et de différentiation 

(Michailovici et al., 2014). L’effet inhibiteur de ERK1/2 semble être médié principalement en 

phase de prolifération par l’action du FGF, dont le niveau protéique du récepteur chute durant 

les premières étapes de la différentiation (Michailovici et al., 2014; Olwin and Hauschka, 1988; 

Tortorella et al., 2001). Dans un second temps, l’activité de ERK, et plus spécifiquement de 

ERK2 est critique pour la phase de fusion et d’hypertrophie (Gredinger et al., 1998; Li and 

Johnson, 2006). ERK pourrait participer à ces phénomènes en agissant sur l’activité de RSK2 

(Ribosoma S6 kinase 2 ) qui régule positivement la fusion en activant NFAT3 (Nuclear Factor 

of Activated T cell 3) (Cho et al., 2007). De plus, ERK1/2 en phosphorylant p300, permet 

d’activer NFATc1 qui est essentiel pour induire l’expression d’une isoforme de la MHC 

(Meissner et al., 2011). Contrairement au rôle de ERK dans la phase initiale de prolifération 

des myoblastes, il est capable de stimuler l’activité transcriptionnelle de MyoD durant la 

différentiation par un mécanisme non connu (Gredinger et al., 1998). MEK1 participe aussi à 

la stabilisation de MyoD afin de promouvoir la différentiation (Jo et al., 2011). 

 Voie MAPK-p38 : Le schéma d’activation de la voie p38 est très proche de celui de la 

voie ERK (figure 13). Cette voie a été initialement décrite dans la réponse à des stress 

cellulaires (Freshney et al., 1994), et est essentielle à la différentiation de différents types 

cellulaires tels que les neurones (Morooka and Nishida, 1998). Il existe 4 isoformes de p38 

dont la forme a, ß, g et d (Cargnello and Roux, 2011). Parmi ces isoformes, la forme a est 

essentielle pour la différentiation des myoblastes primaires, alors que les formes a, ß et g sont 
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essentielles pour la différenciation des myoblastes C2C12 (Perdiguero et al., 2007; Ruiz-Bonilla 

et al., 2008; Wang et al., 2008). Au niveau moléculaire, les contacts cellule-cellule activent la 

voie p38 par la liaison de la protéine membranaire N-cadherine de part et d’autre des cellules. 

Ceci initie la formation d’un complexe intracellulaire comprenant la protéine Cdo, ainsi que 

d’autres protéines d’échafaudages telles que Bnip-2, Cdc42, et permet le recrutement de p38 

(Krauss et al., 2017). D’autres facteurs sont recrutés dont Pak1/2 (P21 (RAC1) Activated Kinase 

1), Tak1 (Transforming growth factor beta-activated kinase 1), et MKK3/6 qui activent p38 par 

des phosphorylations (Krauss et al., 2017). Dès lors, phospho-p38 va pourvoir déclencher la 

différentiation en activant des facteurs de pro-différenciation tels que MEF2C, MEF2A et 

MyoD (Wu et al., 2000a; Zetser et al., 1999). p38 agit également sur la sortie du cycle cellulaire 

en affectant l’expression de cyclines dont la cycline D (Perdiguero et al., 2007). De plus, 

l’activation de p38 permet de retirer la méthylation de l’histone H3 (H3K4-3me), ce qui 

diminue alors l’expression de Pax7 et favorise la différentiation (Jones et al., 2005; Palacios et 

al., 2010). 

 Voie MAPK-JNK : La voie JNK est activée par différents stimulus extracellulaires dont 

des cytokines, des pathogènes, des facteurs morphogéniques (Zeke et al., 2016). Ces signaux 

de stress sont transmis à des protéines appartenant à la famille des Rho GTPase (Rac, Rho, 

cdc42). Ceci provoque l’activation de MEKK qui à son tour active par phosphorysation MKK4 

ou MKK7 (figure13). Cela aboutit à l’activation de JNK et de ces cibles en aval, telles que c-Jun 

ou AP-1 par phosphorylation (Zeke et al., 2016). Peu de données existent sur le rôle de la voie 

JNK dans la différentiation et sont, de plus, assez contradictoires. En effet, certains groupes 

font mention du rôle activateur de la voie dans laquelle AP-1 pourrait activer le promoteur de 

MyoD (Andreucci et al., 2002). A l’inverse, d’autres montrent que la voie JNK inhibe la 

myogenèse, et que son activité est diminuée par des micro-ARNs qui sont exprimés durant la 

phase de différentiation (Xie et al., 2018). 

1.3.3.3 La voie IGF/PI3K/Akt/mTOR 
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Figure 14: Représentation schématique de la voie PI3K/Akt/mTOR et de ses effecteurs 

principaux (Yu and Cui, 2016). 

 

Le médiateur central de cette voie de signalisation est la protéine kinase Akt/PKB. Trois 

isoformes sont décrites (Akt1, 2 et 3), qui possèdent toutes un domaine PH (Pleckstrin 

homology) d’approximativement 120 acides aminés permettant leurs liaison à des 

phophoinositides (Franke, 2008). La voie est activée par la liaison de facteurs de croissance 

dont l’insuline sur son récepteur (IGFR : Insulin growth factor receptor), contenant un 

domaine tyrosine kinase qui s’autoactive (figure 14). Des lors, la protéine IRS (insulin receptor 

substrate) est recrutée sur l’IGFR puis activée. Ceci induit le recrutement et l’activation de la 

PI3K (phosphatidylinositol-3-kinase), qui produit du PI(3,4)P2 (phosphatidylinositol (3,4)-

bisphosphate) à partir de PI(4) et du PI(3,4,5)P3 (phosphatidylinositol (3,4,5)-trisphosphate) à 

partir de PI(4,5)P2. La protéine Akt est alors recrutée au niveau de ces domaines riches en 

phophoinositides, ainsi que la kinase PDK1 (phosphoinositide-dependent kinase 1). PDK1 va 

phosphoryler Akt sur la thréonine 308, et le complexe mTORC2 (mammalian target of 
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rapamycin 2) phosphoryle Akt en sérine 473 (Yu and Cui, 2016). Ces deux phosphorylations 

sont couramment utilisées pour regarder l’état d’activation de Akt en biochimie. Akt va alors 

phosphoryler différentes cibles, telles que la GSK3ß (Glycogen Synthase kinase 3) ou TSC2 

(Tuberous sclerosis 2) dont l’inhibition provoque l’activation de mTORC1. Différentes études 

montrent que l’activité de Akt est induite durant la différentiation des myoblastes in vitro et 

in vivo (Bodine et al., 2001; Rotwein and Wilson, 2009; Sumitani et al., 2002). L’IGF peut activer 

les 3 isoformes de Akt, mais seules Akt1 et Akt2 semblent essentielles pour la différentiation. 

Le niveau protéique de Akt1 reste constant au cours de la différentiation, mais son inhibition 

dans les myoblastes altère fortement les phases précoces de différentiation (Rotwein and 

Wilson, 2009; Sumitani et al., 2002). Le niveau protéique de Akt2 augmente progressivement 

durant la différentiation ainsi que son état de phosphorylation et son inhibition provoque la 

formation de petits myotubes, suggérant un rôle de Akt2 dans les phases tardives de la 

différentiation et de la fusion (Gonzalez et al., 2004a; Rotwein and Wilson, 2009). Au niveau 

moléculaire, Akt1 activée est capable de phosphoryler et d’inhiber p21 qui régule la 

prolifération (Héron-Milhavet et al., 2006). Lorsque les myoblastes sont à confluence, p38 est 

capable d’augmenter la transcription de Akt2 (Gonzalez et al., 2004b). Ainsi, quand Akt2 

devient activé, il provoque la sortie du cycle cellulaire (Gherzi et al., 2010) et agit positivement 

sur l’activité transcriptionnelle de MEF2 et participe à la différentiation, notamment des 

cardiomyocytes (Chen et al., 2017; Tamir and Bengal, 2000). Une cible importante de Akt et la 

protéine kinase GSK3ß qui est alors dégradée lorsqu’elle est phosphorylé en ser9/21, ce qui 

permet la stabilisation de la protéine ß-catenine et NFATC3 qui participent toutes les deux à 

la différentiation et à la fusion (van der Velden et al., 2008, 2006). 

Une des cibles les plus étudiées de Akt dans le muscle est mTOR , dont l’activité est induite 

principalement durant la phase de différentiation et d’hypertrophie (Ge and Chen, 2012). 

Brièvement, il existe deux complexes : mTORC1 et mTORC2 qui diffèrent par leurs sous-unités 

régulatrices ainsi que par leurs sensibilités à la rapamycine, qui affecte uniquement 

mTORC1en l’inhibant. La protéine mTOR est considérée comme la sous-unité catalytique de 

ces complexes (Laplante and Sabatini, 2009). Concernant la myogenèse, l’inhibition de 

mTORC1 par la rapamycine bloque la différentiation des myoblastes (Conejo et al., 2001; 

Erbay and Chen, 2001). L’activité kinase de mTOR n’est pas nécessaire pour les premières 

étapes de fusion des myoblastes mais est essentielle pour les étapes tardives dont 
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l’hypertrophie. Ces résultats se confirment in vitro et in vivo (Ge et al., 2009; Park and Chen, 

2005). De plus, mTORC1, de manière kinase indépendante, joue un rôle essentiel dans 

l’expression de l’IGF2 en inhibant l’expression d’un micro-ARN ciblant l’ARNm de l’IGF2 (Erbay 

et al., 2003; Ge et al., 2011a). L’IGF2 est capable d’agir de manière autocrine sur la voie 

PI3K/Akt et permet la différenciation (Erbay et al., 2003). Un rétrocontrôle négatif existe où 

mTORC1 est capable de déstabiliser la protéine IRS1 et, par conséquent, d’inhiber la 

signalisation PI3K/Akt (Ge et al., 2011b). En parallèle, l’activation de Akt par mTORC2 

(phosphorylation sur la sérine 473) agit de manière positive dans la myogenèse (Sarbassov et 

al., 2005; Shu and Houghton, 2009). La perte de l’activité kinase de mTOR , dans les muscles 

de souris génétiquement invalidées induit l’apparition d’une myopathie sévère et précoce 

avec un défaut de croissance de l’animal, des petits muscles, et des altérations métaboliques 

plus marquées que celles observées chez les souris invalidées pour mTOR ; ceci souligne 

l’importance de l’activité kinase de mTOR dans l’homéostasie du muscle (Zhang et al., 2019). 

1.3.3.4 La voie canonique Wnt 

 

Figure 15: Schéma d’activation de la voie canonique Wnt/ß-caténine. 

(A) En absence de ligand Wnt, la ß-caténine cytoplasmique se retrouve au niveau d’un 
complexe formé par l’Axin, APC, GSK3 et CK1. La ß-caténine qui est phosphorylée par CK1 et 
GSK3 est alors reconnue par l’ubiquitine ligase E3 ß-Trcp, qui l’ubiquitine et provoque sa 
dégradation par le protéasome. (B) En présence de Wnt, un complexe se forme entre Frizzled 
(Fzd) et LRP5/6. Fz recrute Dvl qui induit la phosphorylation de LRP5/6 et le recrutement de 
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l’Axin. Ceci empêche l’association de l’Axin avec la ß-caténine et inhibesa phosphorylation, 
permettant son accumulation dans le cytoplasme et dans le noyau (MacDonald et al., 2009). 

 

Les protéines Wnt font parties d’une famille de facteurs de croissance sécrétés et sont 

impliqués pendant l’embryogenèse, la réparation tissulaire ou dans certaines pathologies 

comme le cancer. Elles activent la voie de signalisation Wnt dans les cellules cibles en 

impliquant ou non la ß-Caténine (voie canonique ou non canonique), et participent ainsi à la 

formation embryonnaire du muscle et à la myogenèse dans le muscle adulte (Girardi and Le 

Grand, 2018). La voie canonique est activée par la liaison du ligand Wnt à un récepteur 

appartenant à la famille des Fzd (Frizzled) et au corécepteur LRP5/7 (Low-density lipoprotein 

receptor-related protein) (Figure 15). Par la suite, l’Axin est recrutée sur la partie 

phosphorylée de LRP5/6 par la protéine d’échafaudage Dvl (Dischevelled). Ceci induit la 

déstabilisation du complexe de destruction qui en absence de Wnt phosphoryle la ß-caténine, 

provoquant sont ubiquitination et sa dégradation par le protéasome. Le complexe de 

destruction est composé de l’Axin, de APC (Adenomatous Polyposis Coli), de la CKI (Casein 

Kinase I) et de la GSK3ß (Glycogen synthase kinase 3ß). Ainsi, la relocalisation de l’Axin permet 

à la ß-caténine de s’accumuler dans le cytoplasme, puis dans le noyau où elle s’associe avec 

des facteurs de transcription TCF et LEF pour activer la transcription de gènes cibles 

(MacDonald et al., 2009). La voie Wnt est active durant le développement du muscle ainsi que 

durant les phases de régénération du muscle adulte. Pour ce dernier, après une blessure, 

plusieurs molécules Wnt, telles que Wnt3a ou Wnt7a, sont exprimées et sécrétées, par 

différentes sources dont principalement les myofibres et les cellules satellites activées (Brack 

et al., 2008a; Rudolf et al., 2016). Un changement important a lieu entre la voie de 

signalisation Notch vers la voie Wnt/ß-catenine, permettant aux cellules satellites en 

prolifération de se différencier (Brack et al., 2008b). Au niveau moléculaire, la voie Wnt par 

l’action de la ß-caténine, est capable de réguler l’activité et l’expression  de MRF dont MyoD 

et la Myogénine durant la différentiation (Kim et al., 2008; Ridgeway et al., 2000). L’activation 

de la voie Wnt inhibe aussi l’expression de Pax7 (Hulin et al., 2016). De plus, il existe des 

interrelations entre les différentes voies car Wnt7 est capable d’activer la voie Akt/mTOR 

indépendamment de l’IGFR et d’induire l’hypertrophie des myotubes et des myofibres (von 

Maltzahn et al., 2011).  
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1.3.3.5 La voie du TGFß 

 

La famille du TGFß est constituée d’une trentaine de membres séparés en deux grandes 

sous-familles dont celle du TGFß (Transforming growth factor beta) et celle des BMP (Bone 

Morphogenetic Protein). Dans la sous-famille du TGFß, on trouve différentes isoformes dont 

le TGFß1, 2 et 3, les Activines ou encore la Myostatine qui sont des facteurs essentiels dans la 

régulation de la myogenèse embryonnaire ou adulte. Ces facteurs vont se lier à des récepteurs 

kinases au TGFß (TGFßR) de type I ou II, qui ont pour cible les protéines Smads. Il existe huit 

protéines Smad chez les mammifères, dont cinq d’entre elles ont une fonction d’effecteur 

(Smad1, 2, 3, 5 et 8) que l’on nomme R-Smads (Receptor-regulated Smads), tandis que les 

protéines Smad 6 et 7 ont une fonction inhibitrice et se nomment les I-Smads (Inhibitory 

Smads). Smad4, lui, est appelé Co-Smad (Common Smad). Ainsi, les protéines Smad une fois 

activées sont capables d’activer des gènes cibles (Massagué, 2012). Parmi les membres de la 

famille du TGFß, la Myostatine fait partie des inhibiteurs les plus forts de la croissance 

musculaire ainsi que de la prolifération et de la différentiation des myoblastes (Langley et al., 

2002; McPherron et al., 1997). De plus, l’ajout de TGFß1 exogène à des myoblastes prévient 

la différentiation (Cusella-De Angelis et al., 1994). Globalement, la voie du TGFß est considérée 

comme étant inhibitrice de la différentiation. De façon intéressante, il existe un lien étroit 

entre la voie Wnt et la voie du TGFß permettant de moduler la myogenèse. Dans la lignée 

cellulaire C2C12, il a été montré que Wnt4 pouvait avoir un effet antagoniste sur l’action de 

la Myostatine, induisant alors la prolifération et la différentiation des cellules (Takata et al., 

2000). Plus récemment, des études montrent que la voie Wnt/ß-catenine stimule l’expression 

de la Follistatine, qui en se liant à la Myostatine du côté extracellulaire est antagoniste au 

TGFßR, et régule positivement la différentiation (Han et al., 2014; Jones et al., 2015).   

 Pour conclure sur les voies de signalisations, nous avons vu qu’elles sont multiples à 

réguler le processus de différentiation et qu’il existe des interactions complexes entre elles 

permettant une régulation fine de la myogenèse embryonnaire et adulte. L’atténuation de la 

signalisation de ces voies et essentiel au contrôle de la myogenèse et s’opère notamment par 

l’endocytose des récepteurs membranaire. La voie de l’endocytose ainsi que les mécanismes 

mis en jeu pour atténuer les voies de signalisation va être détaillé dans le chapitre suivant. 
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2 Les voies endosomales  

 

2.1 Introduction générale à l’endocytose 

 

La membrane plasmique des cellules est une structure dynamique qui est en perpétuel 

remodelage, permettant de dégrader ou de recycler les composants lipidiques et protéiques 

qui la composent. De plus, cette membrane est capable de se déformer afin de récupérer 

différents composants dans l’espace extracellulaire. Ces différents processus sont associés à 

un mécanisme que l’on nomme endocytose (figure 16). L’endocytose assure, par exemple 

l’entrée de nutriment dans la cellule et de molécules effectrices, elle peut être empruntée par 

certains pathogènes (virus, bactéries), et permet l’internalisation des récepteurs 

membranaires après leur activation. Les molécules qui sont internalisées à la membrane vont 

être transférées vers un ensemble hétérogène de vésicules qui sont les compartiments 

endosomaux. A ce niveau, certain composants vont être recyclés au niveau de la membrane 

plasmique, telle que le récepteur à la transferrine (Harding et al., 1983), et d’autres, vont être 

dégradés par les lysosomes dont le récepteur à l’EGF (Epidermal Growth Factor) (Dunn et al., 

1986). Le recyclage et la dégradation participent à la régulation des voies de signalisation qui 

se trouve en aval de ces récepteurs et influencent directement différents processus cellulaires 

telles que la division, la migration ou bien la myogenèse (Doherty and McMahon, 2009a; Kim 

et al., 2015). De ce fait, la dérégulation de ces voies causée par des mutations dans des 

protéines clés de l’endocytose conduit à différentes pathologies telles que des maladies 

neurodégénérative comme la maladie d’Alzheimer et la maladie de Huntington, et mènent 

aussi dans certains cas à des pathologies musculaires comme les cavéolinopathies (Gazzerro 

et al., 2010; Maxfield, 2014).  

Cette partie du manuscrit présentera les acteurs impliqués dans le mécanisme 

d’endocytose et décrira leurs fonctions ainsi que leurs implications potentielles dans la 

myogenèse. Il sera aussi détaillé le rôle que joue les endosomes dans la régulation des voies 

de signalisation. 
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Figure 16: Vue globale des différentes voies d’endocytose. 

Représentation schématique illustrée par des images de microscopie électronique des 
principales voies d’endocytoses. (Modifié à partir de (Doherty and McMahon, 2009a)) 

 

2.2 Mécanismes d’endocytose  

 

2.2.1 Endocytose dépendant des clathrines (CME) 

 

L’endocytose médiée par la clathrine (CME) est de loin le mécanisme le mieux étudié 

et décrit dans la voie d’endocytose. La CME est une voie d’endocytose empruntée par 

beaucoup de récepteurs transmembranaires ou cargos protéiques tels que l’EGFR (Epidermal 

growth factor receptor) ou la TfR (Transferrin Receptor). Elle débute par la formation d’une 



 
 

 
 

48 

vésicule recouverte par un manteau protéique de clathrine au niveau de la membrane 

plasmique (figure17 A, B). La clathrine est composée de six chaînes polypeptidiques (trois 

lourdes et trois légères) assemblées en une structure à trois branches appelée triskèle, qui 

s’auto-assemble pour former une cage autour de la vésicule (Figure 17 C) (Kaksonen and Roux, 

2018). En plus de la clathrine, le manteau est composé d’autres protéines incluant des 

adaptateurs telles que AP2, ß-Arrestine, et de protéines d’échafaudage, comme EPS15 

(Epidermal growth factor receptor substrate 15). Les protéines d’échafaudage interagissent 

avec les adaptateurs et entre elles pour regrouper les composants du manteau, au niveau du 

qu’elle un réseau de filaments d’actine se polymérise pour permettre l’endocytose (Kelly et 

al., 2014; Ma et al., 2016) A ce niveau, des protéines régulatrices incluant les protéines de la 

familles WASP (Wiskott Aldrich syndrome protein) permettent le recrutement et l’activation 

du complexe ARP2/3, qui va jouer sur la polymérisation de l’actine et l’activation de moteurs 

moléculaires (Taylor et al., 2011). La phase de constriction et de scission du cou de la vésicule 

est orchestrée par les protéines à domaine BAR (Bin, Amphiphysin et Rvs) comme les 

Endophilines et Amphiphysines qui coopèrent avec la Dynamine pour déclencher la scission 

de la vésicule (Kaksonen and Roux, 2018). Dernièrement, il a été décrit que des protéines qui 

ne font pas partie du manteau, telle que la protéine chaperonne HSC70 (Heat shock cognate), 

et la déphosphorylation du PI(4,5)P2 d’autre part, participaient à la dissociation de la 

machinerie d’endocytose (Kaksonen and Roux, 2018). 



 
 

 
 

49 

 

Figure 17: Formation et structure des vésicules recouvertes de Clathrine. 

(A) Les protéines qui conduisent à la CME dont la Clathrine, sont assemblées séquentiellement 
au niveau des cargos à endocyter. La membrane va être déformée, invaginée, puis former une 
vésicule d’endocytose après scission du col de la vésicule. (B) Les différentes étapes 
représentées schématiquement en A sont observées en microscopie électronique à 
transmission. Les zones denses correspondent aux manteaux de Clathrine sur la partie de 
membrane invaginée puis sur la vésicule d’endocytose (adapté de (Perry and Gilbert, 1979)). 
(C) Structure de la cage de Clathrine sur une vésicule d’endocytose où l’on peut observer 
schématiquement les triskèles assemblés ainsi que leur structure en microscopie électronique 
à transmission au niveau de la membrane plasmique (adapté de (Kaksonen and Roux, 2018)) 

 

Outre sa fonction essentielle dans l’endocytose, la Clathrine possède une seconde 

fonction dans le muscle, où elle forme des structures denses au niveau de la membrane 

plasmique des myotubes qui permettent le maintien des sarcomères (Vassilopoulos et al., 

2014). Elle est associée à ce niveau avec l’a-Actinine 2, qui est une protéine d’adhésion focale 

sarcomérique, et avec les filaments d’actines (Vassilopoulos et al., 2014). L’absence de la 

Clathrine perturbe l’organisation sarcomérique de l’a-Actinine 2 et de l’Actine dans les 

myotubes, et provoque aussi un détachement des fibres musculaires entre elles in vivo, qui 

est associé à une perte de la force de contraction chez la souris (Vassilopoulos et al., 2014). 

D’autre part, l’inhibition de l’expression de la Clathrine dans les myoblastes perturbe 

fortement la formation des myotubes (Shin et al., 2014). Certains partenaires protéiques de 

la Clathrine jouent aussi une fonction dans la myogenèse, dont l’adaptateur de la Clathrine 

A

B

C
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GGA1 (ARF binding protein 1) (Isobe et al., 2018). Son absence impacte fortement la formation 

des myotubes en perturbant la dégradation de l’IGFR et la voie de signalisation PI3K/AKT 

(Isobe et al., 2018). L’ensemble de ces données pointe du doigt le rôle essentiel que joue la 

Clathrine avec ses partenaires dans la différentiation des myoblastes ainsi que son rôle 

structural dans le maintien de l’intégrité des sarcomères des myotubes et des fibres 

musculaires. 

 

2.2.2 Endocytose indépendant de la clathrine (CIE) 

 

Des observations en microscopie électronique, ainsi que l’utilisation d’inhibiteurs 

pharmacologiques affectant la CME montrent que certaines vésicules d’endocytoses ne sont 

pas recouvertes de Clathrine, démontrant que des mécanismes indépendants de celle-ci sont 

mis en œuvre (Huet et al., 1980).  

a) Phagocytose et macropinocytose. 

 A grande échelle, la cellule peut internaliser du matériel extracellulaire aboutissant à 

des structures de plusieurs microns de diamètre. Parmi elles, la phagocytose est utilisée par 

les macrophages et permet l’internalisation de grosses molécules, cellules ou de bactéries 

dans des vésicules appelées phagosomes. La macropinocytose qui est dépendante du 

cholestérol repose sur la formation de protrusions membranaires qui se referment en 

fusionnant et permettent l’internalisation d’un grand volume de matériel (Doherty and 

McMahon, 2009b). 

b) Endocytose impliquant les cavéoles 

Les cavéoles sont des invaginations de la membrane plasmique présentant une forme 

ovoïde et une taille caractéristique de 60 à 90 nm. Ces invagination ont lieu au niveau des 

radeaux lipidiques riches en cholestérol (rafts) et impliquent différentes protéines telles que 

la cavéoline et les cavines dont la cavine 1 (Hill et al., 2008). Indépendamment de 

l’endocytose, les cavéoles jouent un rôle de senseurs mécaniques et participent au maintien 

de l’intégrité de la membrane plasmique lors de stress mécaniques (Sinha et al., 2011). Cette 

fonction est particulièrement importante dans le muscle car les cavéolines participent à sa 
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structure, avec notamment la cavéoline-3 qui est spécifique des muscles squelettiques et des 

muscles lisses (Gazzerro et al., 2010). Les mutations de la cavéoline-3 conduisent à une 

myopathie caractérisée par une altération de l’intégrité de la membrane plasmique, une 

réponse anormale au stress mécanique, et une hyper-activation de la voie de signalisation 

IL6/STAT3 (Dewulf et al., 2019). 

c) Endocytose impliquant la flotilline 

Les vésicules d’endocytose impliquant la flotilline sont morphologiquement proches des 

cavéoles. Il existe deux isoformes de la flotilline (Flotilline 1 et 2) qui s’insèrent dans des 

domaines membranaires riches en cholestérol et permettent l’invagination de la membrane 

plasmique (Meister and Tikkanen, 2014). Cependant, la formation de ces vésicules donne 

rarement lieu à des événements d’endocytose et aurait plus un rôle dans la concentration de 

cargos en vue de leur endocytose par CME. C’est notamment le cas pour la protéine 

précurseur de l’amyloïde (APP) (Schneider et al., 2008). Dans la myogenèse, la flotilline-2 a 

une distribution vésiculaire dans les myoblastes et les myotubes (Ana C. B. Possidonio et al., 

2014). De plus, elle semble être impliquée dans le processus de fusion des myoblastes car sa 

déplétion par la Brefeldin A inhibe fortement la formation des myotubes (Ana Claudia Batista 

Possidonio et al., 2014). 

d) Endocytose impliquant la voie CLIC/GEEC 

La voie CLIC (Clathrin-Independent Carrier) est caractérisée par des protrusions 

membranaires en forme de tubules et non en forme de vésicules. Les cargos internalisés par 

cette voie CLIC se retrouvent dans un compartiment distinct appelé GEEC (GPI Enriched Early 

Compartment). Elle joue un rôle dans l’endocytose de protéines à ancre GPI (Mayor et al., 

2014). 

e) Endocytose impliquant Arf6 

Les protéines de la famille Arf, qui lient le GTP, dont la protéine Arf6 (ADP ribosylation 

factor 6) participent à différentes étapes du trafic d’endocytose dont la CME, en favorisant la 

production de phospholipides. Arf6 joue un rôle prépondérant dans la CME en activant 

notamment la phosphatidylinositole-4-phosphate 5-kinase (Grant and Donaldson, 2009a). 

D’autre part, l’endocytose de différentes protéines de surface, dont des transporteurs de 
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nutriments comme Glut1, des protéines qui ont une fonction immunitaire (MHC classe I) ou 

des protéines d’adhésions comme CD157 (Basigin), vont dépendre de Arf6 (Millar et al., 1999; 

Montealegre et al., 2019; Qi et al., 2019). La protéine Arf6 est essentielle à la myogenèse car 

elle participe au processus de fusion des myoblastes en activant la phospholipase D et 

l’expression d’un dominant négatif de Arf6 qui perturbe le processus de fusion (Bach et al., 

2010; Chen et al., 2003). De plus, la protéine Arf6 est associée au niveau des points de fusion 

des myoblastes avec des protéines de la machinerie de fusion comme la M-cadhérine, Trio et 

Rac1 (Bach et al., 2010). 

 

2.3 Les compartiments endosomaux  

 

Les protéines membranaires ou cargos protéiques internalisés dans une vésicule 

d’endocytose vont rejoindre un système endomembranaire très dynamique séparé en 

différents compartiments appelés endosomes. Ces structures vont faire office de plateforme 

afin de trier le matériel internalisé qui pourra alors être, soit recyclé à la membrane plasmique, 

soit dégradé par la voie endo-lysosomale, ou bien libéré dans le milieu extracellulaire sous 

forme de vésicules extracellulaires (Grant and Donaldson, 2009a; Huotari and Helenius, 2011; 

Scott et al., 2014). Les voies endosomales sont notamment caractérisées par la présence de 

lipides et de protéines de la famille Rab (Ras related protein) qui sont de petites GTP-ase 

monomériques, dont environ 70 ont été caractérisées (Stenmark, 2009). 
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Figure 18: Schéma représentant le système endo-lysosomal 

(A) Les vésicules d’endocytoses issue de la membrane plasmique par CME ou CIE vont livrer 
leurs contenus à l’endosome précoce (Early Endosome : EE) caractérisé par la présence des 
protéines Rab5 et EEA1. Les protéines membranaires peuvent alors être recyclées à la 
membrane plasmique, en passant par l’endosome de recyclage contenant la protéine Rab11 
ou bien être dégradées. L’image en ME montre la présence de structures tubulaires près de la 
membrane plasmique. (B) La maturation de l’EE en endosome tardif (Late endosome : LE) se 
fait progressivement et est accompagnée de changements protéiques et structuraux, dont 
l’enrichissement de la protéine Rab7, et d’un changement de sa composition lipidique, ainsi 
que de l’intervention de protéines de la machinerie ESCRT (Endosomal Sorting Complex 
Required for Transport) formant progressivement les vésicules intraluminales (ILVs pour Intra-
luminal vesicules). L’image en ME montre une ILV en cours de formation ainsi que la présence 
de quelques ILV dans le LE qui vont s’accumuler. (C) le LE devient progressivement un corps 
multi-vésiculaire (Multi-vesicular body : MVB) au fur et mesure de la formation des ILV. Le 
MVB est délocalisé vers l’espace périnucléaire et caractérisé par la présence de multiple ILV. 
(D) le MVB et le lysosome vont fusionner pour donner une structure hybride, l’endo-lysosome, 
ou bien le contenu va être dégradé. L’image en ME montre la présence de structures denses 

Rab5

Rab11

Rab35

Rab7

EGFR

TfR

ESCRT ESCRT

ILV

MVB

A B

C

D

EEEA1



 
 

 
 

54 

correspondant aux protéases du lysosome. (E) Structure d’un lysosome caractérisé par sa 
structure dense reflétant un contenu riche en protéines (hydrolases). Barre d’échelle : 500nm 
pour l’image A et 100 nm pour B-E (Modifié à partir de (Huotari and Helenius, 2011). 

 

2.3.1 La voie endosomale précoce 

 

L’endosome précoce (Early Endosome : EE) est l’organelle qui reçoit les vésicules issues 

de CIE ou de CME (Figure 18). Il est proche de la membrane plasmique, de forme tubululaire, 

et son milieu intraluminal a un pH légèrement acide, proche de 6,5 (Grant and Donaldson, 

2009). De plus, il contient en son sein certaines protéines et lipides qui participent à son 

fonctionnement. 

L’EE est caractérisé par la présence de la protéine Rab5, qui est capable de recruter 

des effecteurs protéiques afin de contrôler la fusion, la mobilité et la maturation de l’EE (Zerial 

and McBride, 2001). Notamment, Rab5 interagit directement avec la protéine EEA1 (Early 

Endocytosic antigen), qui est un marqueur des EE, et qui est impliquée dans la fusion des 

vésicules d’endocytose avec l’EE (Stenmark, 2009). Il est à noter que la mutation Q79L dans le 

domaine GTPase de Rab5 induit la formation d’un EE géant ; couramment utilisé afin d’étudier 

plus précisément la localisation de certaines protéines au sein de l’EE (Barbieri et al., 1996).  

La présence de certains lipides au niveau de sa membrane dont le PI3P (Phosphatidil 

Inositol-3-Phosphate) caractérise également l’EE . L’association de VPS34 (Vacuolar Protein 

Sorting), qui est une phosphatylinositol 3-kinase (PI3K) de classe III, avec Rab5 entraine la 

production de PI3P et permet de réguler la structure de la membrane des EE, la fusion des 

vésicules d’endocytose etle tri des récepteurs à la membrane et la mobilité de l’EE (Gruenberg, 

2003; Petiot et al., 2003). Le PI3P permet aussi le recrutement de facteurs protéiques qui 

portent un domaine FYVE dont EEA1 (Lawe et al., 2000), ou encore l’ESCRT-0 HRS (Endosomal 

Sorting Complex Required for Transport-0/Hepatocyte growth factor-regulated tyrosine 

kinase substrate) (Raiborg et al., 2001b). 

Des extensions tubulaires de l’EE sont capables de bourgeonner et de former des 

vésicules de recyclage impliquant les protéines Rab4 et Rab35. En parallèle, d’autres domaines 

de l’EE vont se spécialiser en compartiments de recyclage impliquant notamment Rab11 
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(Grant and Donaldson, 2009b). Un des exemples le plus étudiés illustrant ce mécanisme est 

celui du TfR (transferrin receptor) qui est endocyté après liaison de la transferrine et qui 

rejoint rapidement les voies de recyclage afin de retourner à la membrane plasmique 

dépourvue de transferrine (Sheff et al., 2002).  

Il existe aussi une communication entre l’EE et le réseau trans-golgien (TGN) qui se fait 

de manière bidirectionnelle et fait appel aux protéines du complexe rétromère telle que les 

SNX (Sorting Nexin) ou encore Rab9 (Johannes and Popoff, 2008). De nombreuses protéines 

peuvent emprunter cette voie comme par exemple le transporteur de glucose GLUT4 qui est 

ré-empaqueté au niveau de l’appareil de golgi dans des vésicules destinées à la membrane 

plasmique (Shewan et al., 2003). Dans le sens inverse, cela permet d’apporter des hydrolases 

dans les EE et de débuter le processus de dégradation dans les endosomes tardifs (Bonifacino 

and Rojas, 2006). 

Différents exemples de la littérature soulignent l’importance des protéines Rab dans 

la régulation du processus de myogenèse. Récemment, il a été découvert que Rab5 participe 

activement à la myogenèse dans un modèle in vivo et in vitro (Cong et al., 2020). L’absence de 

Rab5 affecte l’association de la protéine IRS1 avec l’IGFR, et diminue l’activation de la voie 

AKT/mTOR, suggérant un rôle de Rab5 dans la régulation de voie de signalisation essentiel à 

la myogenèse (Cong et al., 2020). D’autres articles ont montré que Rab11 jouait un rôle dans 

la myogenèse des muscles des ailes de drosophile. L’expression d’un dominant négatif de 

Rab11 ou l’inhibition de son expression perturbe la fusion des myoblastes (Bhuin and Roy, 

2009; Singh and Kumar Roy, 2013). Il existe donc un lien étroit entre les protéines Rab qui 

régulent la voie endosomale et le processus de myogenèse, mais d’autres études sont encore 

nécessaires afin de mieux comprendre leur implication dans ce porcessus (Kim et al., 2015). 

 

2.3.2 La voie endosomale tardive 

 

La maturation de l’EE en endosome tardif (Late endosome : LE) est un mécanisme 

dynamique qui apparaît plutôt comme un processus continu que séquentiel (Figure 18). Le pH 

intra-luminal va progressivement diminuer pour atteindre une valeur comprise entre 6 et 4,9. 
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De plus, les LE vont être relocalisés en région péri-nucléaire. Un changement protéique majeur 

est opéré dont un remodelage des protéines Rab avec Rab5 qui est remplacé par Rab7 

(Poteryaev et al., 2010; Rink et al., 2005; Vonderheit and Helenius, 2005). Ces changements 

vont permettre aux LEs de fusionner uniquement entre eux, ou bien avec des lysosomes et les 

autophagosomes (Huotari and Helenius, 2011). Il existe aussi un changement lipidique. Alors 

que le PI3P est principalement trouvé au niveau des EE, le PI3,5P2 qui est généré par la PIKfyve 

(phosphatidylinositol 3-phosphate 5 kinase) à partir de PI3P, est caractéristique des LE 

(Ikonomov et al., 2001; Rusten et al., 2006). La protéine PIKfyve est recrutée grâce à son 

domaine FYVE liant le PI3P. Son inhibition par la drogue apilimode conduit à la formation de 

vacuoles géantes dans le cytoplasme des cellules, inhibe la fusion des LE avec les lysosomes 

et provoque la sécrétion du contenu de ces vacuoles dans le milieu extracellulaire (Hessvik et 

al., 2016).  

 L’un des processus les plus importants dans la biogenèse des LEs est la formation des 

vésicules intra-luminales (ILV). Ces vésicules dont les tailles sont comprises entre 30 et 100 

nanomètres vont donner le nom de corps multivésiculaire (Multi-vesicular body : MVB) au LE. 

La formation des ILVs est une voie de trie des cargos protéiques à dégrader et participe à 

l’inactivation des récepteurs membranaires en les privant de leurs cibles cytosoliques (Scott 

et al., 2014). De plus, les protéines membranaires et les lipides dans ces structures sont 

facilement accessibles aux hydrolases acides apportées par les lysosomes lors de leur fusion 

avec les LEs. Les principaux acteurs de la formation des ILVs sont les protéines de la machinerie 

ESCRT (Endosomal sorting complexe required for transport) dont la composition protéique et 

le mode d’action seront précisément décris dans le chapitre suivant. Brièvement, les protéines 

ESCRT vont agir séquentiellement afin d’invaginer la membrane des EEs/LEs pour former une 

vésicule inverse (intra-luminale) qui va bourgeonner dans le lumen du LE et donner naissance 

à une ILV (Henne et al., 2011). 

 L’inhibition de l’expression des protéines de la machinerie ESCRT provoque une 

réduction des ILV formés dans les MVB mais pas leur abolition, suggérant que d’autres 

mécanismes existent pour générer des ILV (Stuffers et al., 2009). Parmi les processus ESCRT-

indépendant, les protéines tétraspanines dont la protéine CD63 jouent un rôle important. La 

protéine CD63 est localisée préférentiellement au niveau du LE et du lysosome, et permet la 
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formation des mélanosomes dans les mélanocytes (van Niel et al., 2011). De plus, la taille des 

MVB ainsi que des ILV est variable selon qu’elles sont générées de manière ESCRT-dépendant 

ou via les tétraspanines comme CD63 (Edgar et al., 2014). L’inhibition protéique de l’ESCRT-0 

HRS diminue la formation d’ILV de grande taille et riche en EGFR, alors que les ILV formé pas 

CD63 sont plus petite. Ainsi, les auteurs suggèrent que la stimulation des cellules avec l’EGF 

favorise la formation d’ILV de manière ESCRT-dépendant, mettant en avant le fait que la 

formation des ILV est fortement dépendante du type de cargo à internaliser (Edgar et al., 

2014). 

 D’autre processus sont impliqués dans la formation des ILVs de manière ESCRT 

indépendant et font appel aux lipides BMP/LBPA (bis(monoacylglycero)phosphate)/(acide 

lysobisphosphatidique) et aux céramides. Le BMP est un phospholipide enrichi dans les LE, 

capable de spontanément former des vésicules dans des liposomes in vitro (Matsuo et al., 

2004). D’autre part, l’utilisation d’anticorps dirigés contre le BMP bloque la formation des ILV 

et désorganise les MVB (Kobayashi et al., 1998). Le BMP interagit aussi directement avec la 

protéine Alix, et avec la machinerie ESCRT pour jouer un rôle direct dans la formation des ILV 

(Matsuo et al., 2004; Scott et al., 2014). Les céramides, qui sont des sphingolipides (association 

de sphingosine avec un acide gras), participent à la formation des ILV (Trajkovic et al., 2008). 

En effet, l’inhibition de la nSMase (sphingomyelinase) par la drogue GW4869 diminue la 

formation d’ILV, reflété par une diminution de la sécrétion d’une classe de vésicules 

extracellulaires que sont les exosomes (Chairoungdua et al., 2010; Kosaka et al., 2010). De 

plus, l’inhibition de la synthèse des céramides a un impact sur certaines voies de signalisation 

telle que la dégradation de protéines de la voie Wnt chez la drosophile (Pepperl et al., 2013). 

En résumé, les lipides jouent donc un rôle important dans la formation des ILVs, qui sont de 

ce fait enrichis en cholestérol, sphingolipides, PI3P et BMP. D’autre part, ces lipides sont 

importants pour le processus de myogenèse ; par exemple l’inhibition de la sphingomyelinase 

par la drogue GW4869 perturbe l’entrée dans le cycle cellulaire et possiblement le processus 

de différentiation (Nagata et al., 2006). Par ailleurs, les céramides seraient plutôt inhibiteurs 

de la différentiation (Mebarek et al., 2007), tout comme le cholestérol car son retrait des 

membranes par la drogue méthyl-ß-cyclodextrine favoriserait la différentiation (Mermelstein 

et al., 2005). 
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 La voie endosomale est donc constituée de plusieurs compartiments qui subissent des 

remodelages protéiques et lipidiques dynamiques, associés à une acidification progressive de 

l’espace intra-luminal afin de préparer la dégradation des cargos protéiques qui y résident. La 

dégradation de ces cargos, telle que les récepteurs membranaires, participe activement à la 

diminution des voies de signalisation associées et joue un rôle clé dans la régulation de 

différents processus. 

 

2.3.3 Devenir des endosomes tardifs 

 

Le MVB peut avoir trois destinations possibles dont la dégradation par fusion avec les 

lysosomes ou par la machinerie autophagique, le stockage temporaire, ou bien la sécrétion de 

son contenu dans le milieu extracellulaire sous forme d’exosomes (Figure 19). 
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Figure 19: Schéma du devenir des MVB. 

Les MVBs peuvent avoir trois destinations : (1) Libérer leur contenu dans le milieu 
extracellulaire sous forme de petite vésicules appelées exosomes. (2) Former des extensions 
tubulaires à partir du MVB en direction de la membrane plasmique permettant de recycler 
des protéines membranaires dépourvues de leurs ligands. (3) Fusionner avec la machinerie 
lysosomale ou bien avec les autophagosomes de la machinerie autophagique ce qui conduit à 
la dégradation de leur contenu (Adapté de  (Filimonenko et al., 2007; Von Bartheld and Altick, 
2011). 

 

La fusion des MVB avec les lysosomes va entrainer la dégradation des protéines et des 

lipides contenus dans les ILVs. Les lysosomes ont un pH acide compris entre 3,5 et 5 et 

comportent de nombreuse protéases (hydolases acides) et lipases qui vont dégrader le 

matériel séquestré. La fusion des MVB avec les lysosomes implique notamment les protéines 

SNARE (Nakamura and Yoshimori, 2017; Pryor et al., 2004). Les MVB fusionnent aussi avec des 
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vésicules de la voie autophagique formant des structures appelées amphisomes, qui 

fusionnent ensuite avec les lysosomes afin de dégrader leur contenu (Filimonenko et al., 2007) 

 Les MVB peuvent aussi transitoirement stocker des molécules internalisées dans les 

ILVs comme par exemple le complexe majeur d’histocompatibilité (CMH) de classe II. Ce 

dernier, qui est complexé aux peptides antigéniques dans les cellules dendritiques, va pouvoir 

se retrouver à la surface des endosomes par un phénomène de « fusion en arrière » (back 

fusion) des ILVs. Dès lors, les MVB sont capables de former des extensions tubulaires qui vont 

fusionner à la membrane plasmique et permettre ainsi la présentation d’antigène par le CMH 

à la surface des cellules immunitaire (Kleijmeer et al., 2001; Murk et al., 2002; Von Bartheld 

and Altick, 2011) 

 Les ILV des MVB peuvent être libérées dans le milieu extracellulaire sous forme de 

petites vésicules que l’on nomme exosomes. Ce mécanisme est dépendant des céramides, des 

protéines de la famille Rab dont Rab27a et Rab27b et du calcium intracellulaire (Ostrowski et 

al., 2010; Savina et al., 2003; Trajkovic et al., 2008). Les exosomes sont des vésicules de petites 

tailles comprises entre 40 et 100 nm et sont composées de protéines telles que CD63 et CD81, 

de lipides dont les céramides, et d’acides nucléiques dont des ARNm, de l’ADN et des 

microARNs (Bobrie et al., 2012; Brzozowski et al., 2018; Colombo et al., 2014; Valadi et al., 

2007; Xu et al., 2015). Le contenu des exosomes reflète l’état physiologique de la cellule, et 

ces dernières années il est utilisé comme biomarqueur dans différentes pathologies dont les 

cancers, les maladies neurodégénératives, les maladies cardiovasculaires. Les exosomes 

peuvent ainsi être utilisés à des fin de diagnostiques en allant directement chercher dans ces 

vésicules des molécules spécifiques d’une pathologie (De Toro et al., 2015; Mateescu et al., 

2017). De plus, les exosomes peuvent participer à la dissémination de protéines pathologiques 

dont la protéine prion pathologique (PrPSC) (Alais et al., 2008; Arellano-Anaya et al., 2015; 

Porto-Carreiro et al., 2005; Vilette et al., 2015), le peptide Amyloïde ß dans la maladie 

d’Alzheimer (Laulagnier et al., 2018), la protéine a-Synucléine impliquée dans les 

synucléopathies (Gustafsson et al., 2018), la protéine Tau dans les démences 

frontotemporales ou la maladie d’Alzheimer (Y. Wang et al., 2017), les protéines TDP-43 et 

SOD1 (Iguchi et al., 2016; Vilette et al., 2018) dans la sclérose latérale amyotrophique ou la 

protéine Huntingtin impliquée dans la maladie de Huntington (Vilette et al., 2018). De façon 
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intéressante, l’analyse protéomique comparée des exosomes de myoblastes et de myotubes 

révèle une différence de protéines sécrétées dont des molécules d’adhésion comme la 

Myorferline pour les myoblastes et des molécules impliquées dans la contraction pour les 

myotubes (Forterre et al., 2014; Le Bihan et al., 2012). De plus, la déplétion en exosomes du 

sérum de veau fœtal présent dans le milieu de culture de prolifération des myoblastes in vitro 

diminue fortement la prolifération et la différentiation de ces derniers, suggérant un rôle 

prépondérant des exosomes lors du processus de myogenèse (Aswad et al., 2016) 

 

2.3.4 Les endosomes comme plateforme de signalisation : le signalosome  

 

L’internalisation des récepteurs activés et leur transite à travers la voie endo-

lysosomale est un des potentiels moyens afin de diminuer la signalisation qui en découle. 

Néanmoins, des mécanismes alternatifs existent et permettent par exemple à des récepteurs 

de maintenir leurs signalisations actives en étant localisés sur les endosomes. D’autres 

récepteurs ont besoin d’être endocytés et localisés sur l’endosome précoce pour être activés 

(figure 20). Ce niveau de régulation a permis de mettre en évidence la notion de 

« signalosome » ou les endosomes apparaissent comme de véritables stations impliquées 

dans la régulation, le maintien et/ou l’inhibition de voies de signalisation (Dobrowolski and De 

Robertis, 2011; Irannejad et al., 2015; Sorkin and von Zastrow, 2009; von Zastrow and Sorkin, 

2007). 
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Figure 20: Représentation schématique des modèles d’endocytose participants à la 
régulation des voies de signalisation. 

3 modèles majeurs peuvent être décris : (a) La diminution du signal par la dégradation des 
récepteurs qui sont par exemples les récepteurs à tyrosine kinase (RTK), ou les récepteurs 
couplés au protéine G (GPCR), et dont leur internalisation dans une ILV stoppe le signale. (b) 
Le maintien du signale issus de récepteurs qui sont localisés au niveau de l’endosomes précoce 
dont l’exemple de la voie de signalisation MAPK-ERK. (c) La présence des partenaires du 
récepteur permet La génération d’un signal au niveau de l’endosome précoce. La voie du TGFß 
est activé lorsque le récepteur phosphorylé est couplé au protéines SARA et SMAD2 
(Dobrowolski and De Robertis, 2011). 

 

 Suite à la liaison du ligand sur son récepteur qui conduit à son activation par 

phosphorylation, ce dernier va être ubiquitiné et endocyté. C’est notamment le cas des 

récepteurs à tyrosine kinase (RTK) comme l’EGFR, et dont le mécanisme d’endocytose est bien 

décrit. L’ajout d’une molécule d’ubiquitine (Ub) se fait généralement sur la lysine 63, qui est 

un signal d’internalisation (Piper et al., 2014). L’ubiquitination est essentielle par la suite pour 

que le récepteur soit pris en charge par la machinerie ESCRT afin d’être internalisé et 

séquestré dans une ILV au niveau du LE/MVB (Clague et al., 2012; Henne et al., 2011b). Dans 
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le cas de l’EGFR, son activation conduit au recrutement des ubiquitines ligases de la famille 

Cbl. Ces protéines se lie aux tyrosines phosphorylées de l’EGFR et sont en retour 

phosphorylées par le récepteur (de Melker et al., 2001; Thien and Langdon, 2001). Par la suite, 

l’EGFR est endocyté par CME ou CIE, ceci étant dépendant de la concentration d’EGF utilisé 

lors de l’étude (Woelk et al., 2007). Lorsque l’EGFR ubiquitiné atteint l’EE, il est pris en charge 

par la machinerie ESCRT qui, par l’action séquentielle des différents protéines qui la 

composent, permet son internalisation dans une ILV et ainsi stoppe le signal généré en privant 

le récepteur de ses cibles cytosoliques (Eden et al., 2012; Sorkin and von Zastrow, 2009). Il est 

intéressant de noter que la mutation de domaines permettant l’ubiquitination de l’EGFR 

empêche son internalisation dans des ILVs ; ceci favorise son recyclage à la membrane 

plasmique et prolonge l’activation des voies de signalisation qui en découlent dont la voie 

MAPK-ERK (Eden et al., 2012). De façon intéressante, des données expérimentales montrent 

que le niveau protéique de l’EGFR décroit durant la différentiation des myoblastes humains, 

et est associé à une diminution de la signalisation de la voie MAPK-ERK (Leroy et al., 2013). 

Réciproquement, l’inhibition de l’expression de l’EGFR dans ces myoblastes en prolifération 

favorise la différentiation (Leroy et al., 2013). En résumé, le fait que les récepteurs 

membranaires activés sont intégrés dans une ILV participe donc à la régulation de ou des voies 

de signalisation associées (Figure20a) (Dobrowolski and De Robertis, 2011; Irannejad et al., 

2015; von Zastrow and Sorkin, 2007). Ceci semble particulièrement vrai pour la régulation de 

la voie canonique Wnt, dans laquelle la GSK3 est séquestrée dans les ILV après activation de 

la voie, permettant l’accumulation de ß-caténine dans le cytoplasme et sa translocation dans 

le noyau (Taelman et al., 2010). On parle alors de modèle de séquestration, qui dans ce cas, 

fait intervenir la machinerie ESCRT dont la protéine HRS. 

 D’autres récepteurs membranaires se servent des EE comme plateforme afin de 

maintenir leur signalisation active, on parle alors de signalosome. C’est notamment le cas de 

certain RTK dont les récepteurs au neurotrophines (Trks) et certaines GPCRs (García-Regalado 

et al., 2008; Watson et al., 2001). Dans ces exemples, la voie MAPK ERK va être maintenue 

active par phosphorylation de la protéines ERK au niveau de l’endosome précoce (Figure 20b). 

 Enfin, certains signaux peuvent être générés au niveau de l’endosome précoce lorsque 

les facteurs protéiques sont réunis. C’est le cas lorsque le TGFßR1 ou 2 sont phosphorylés et 
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localisés sur l’EE, le récepteur est alors capable de se lier avec les protéines SMAD et SARA 

(figure20c). Dès lors, SMAD1 ou SMAD2 sont phosphorylés puis relâchés du complexe, et 

transloqués dans le noyau pour activer des gènes cibles (Dobrowolski and De Robertis, 2011; 

Hayes et al., 2002; Miura et al., 2000). 

L’ultime étape de ces processus est l’internalisation du récepteur membranaire dans une 

ILV ce qui permet de stopper le signal qui en découle en le privant de ses partenaires 

cytosoliques. Lors de la myogenèse, nous avons vu qu’il existe des séquences spécifiques dans 

lesquelles certains récepteurs et voies de signalisation sont activés comme par exemple la voie 

MAPK-ERK (Knight and Kothary, 2011). Bien que les acteurs protéiques comme les récepteurs 

membranaires et les protéines kinases de ces voies sont maintenant bien décrits, il existe très 

peu de données sur leurs régulations par les protéines des voies endosomales et tout 

particulièrement par les protéines de la machinerie ESCRT. Il y a donc un réel intérêt à 

comprendre comment ces protéines fonctionnent dans la myogenèse et plus précisément 

comment les protéines ESCRT sont impliquées dans le processus de différentiation. C’est 

l’objet de mon travail de thèse. 

3 Les Protéines ESCRT 

 

3.1 Introduction 

 

La machinerie ESCRT (pour Endosomal Sorting Complex Required for Transport) chez les 

mammifères est constituée de 4 complexes appelés ESCRT-0, I, II et III et de protéines 

associées comme ALIX (ou BRO1) et VPS4A et B (Babst, 2005; Henne et al., 2011b)(Tableau 1). 

Les protéines ESCRT sont impliquées dans la formation des ILV en agissant séquentiellement 

afin de regrouper les cargos ubiquitinés à la surface des endosomes précoces puis de déformer 

la membrane limitante de l’endosome afin de provoquer son invagination pour générer la 

formation d’une vésicule intra-lumunale. La nucléation et la polymérisation des ESCRT-III et 

l’action de l’ATPase VPS4 participent à la fermeture du cou de la vésicule et à sa libération 

dans le lumen de l’endosome (Henne et al., 2011b). 
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Plus globalement, Les protéines ESCRT sont impliquées dans le remodelage des 

membranes et agissent dans différents processus comme la réparation membranaire ou la 

cytokinèse (Alfred and Vaccari, 2016; Christ et al., 2017; Hurley, 2015; Vietri et al., 2020a). 

 

Tableau 1 : Tableau présentant la composition des différents complexes ESCRT. Adapté de 

(Christ et al., 2017) 

Historiquement, les protéines ESCRT ont été découvertes chez la levure et nommées 

VPS (pour vacuolar protein sorting). Leur inhibition conduit à un défaut d’acheminement des 

cargos protéiques aux vacuoles et à la formation de structures vacuolaires géantes nommées 

vacuoles de classe E (Cereghino et al., 1995; Raymond et al., 1992). En 2001, le complexe 

ESCRT-I fut décrit comme nécessaire à la formation des MVB contenant des cargos ubiquitinés 

(Katzmann et al., 2001). Par la suite, les complexes ESCRT-II et -III ont été montrés comme 

essentiels dans l’acheminement des cargos ubiquitinés vers les vacuoles de la levure (Babst et 

al., 2002a, 2002b). Le complexe ESCRT-0 fut décrit en 2003 comme essentiel à l’initiation du 

processus de formation des ILVs en se liant aux PI3P et en permettant le recrutement du 

complexe I (Katzmann et al., 2003). 

 

3.2 La fonction des protéines ESCRT 

 

Fonction Complexe Hummain Levure Caractéristique Protéines associés Membrane Ubiquitine

HRS Vps27p VHS, UIM, FYVE, CB, Coiled coil TSG101, Clathrine PI3P UIM

STAM1,2 Hse1p VHS,UIM, CB HD-PTP, Clathrine UIM

TSG101 Vps23 UEV, PRD, Coiled coil Alix UEV

VPS28 Vps28 CTD EAP45, CHMP6

VPS37A-D Vps37

MVB12A,B MVB12

EAP20 Vps25 CHMP6

EAP30 Vps22

EAP45 Vps36 GLUE PI3P GLUE

Domaine 

Bro1
Alix Bro1 Bro1, coiled coil, PTAR CHMP4, TSG101 LBPA binding Coiled coil

CHMP1A,B Did2p MIM1 IST1, CHMP2, VPS4

CHMP2A,B Vps2 MIM1 CHMP3, VPS4

CHMP3 Vps24 MIM1 CHMP2, 4

CHMP4A-C Snf7 MIM2, Domaine Bro1 CHMP3, 6, 7, Alix, VPS4

CHMP5 Vps60 MIM1

CHMP6 Vps20 MIM2 EAP20, VPS28, CHMP4, VPS4 Myristoylation

CHMP7 Chm7 MIM1, MIM2 CHMP4

IST1 Ist1 MIM1, MIM2 CHMP1,VPS4

VPS4A,B Vps4p MIT, AAA+ CHMPS, IST1

ULK3 MIT, Ser/Thr kinase CHMPs, IST1

Filaments

Remodelage

ESCRT-III

ESCRT-II

Pontage

IntéractionsNom

Ciblage ESCRT-0

ESCRT-I
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La fonction des protéines de la machinerie ESCRT ne se limite pas à la formation des ILVs 

mais intervient dans différents processus cellulaires essentiels impliquant un remodelage 

membranaire. Cela comprend la réparation des membranes plasmique et nucléaire, le 

bourgeonnement de certains virus, la micro- et macro-autophagie, la cytokinèse, le 

remodelage des axones et des dendrites (Christ et al., 2017; Schmidt and Teis, 2012; Vietri et 

al., 2020b; Wollert et al., 2009b) (figure 21). 

 

Figure 21: Schéma représentant les différentes actions des protéines ESCRT dans une cellule. 

La machinerie ESCRT permet le remodelage des membranes en provoquant leur fermeture du 
côté cytoplasmique et la formation d’une vésicule. Les colliers de perles bleues représentent 
l’action du complexe ESCRT-III aboutissant à la fermeture du col des membranes (Hurley, 
2015). 

 

3.2.1 Formation des ILVs 

 

Après leur activation, les récepteurs membranaires vont être ubiquitinés, endocytés 

et acheminés au niveau des endosomes pour aboutir dans une ILV qui compose les MVBs. Le 

mécanisme de bourgeonnement des ILVs s’opère depuis le cytosol vers la lumière de 

l’endosome et estorchestré par la machinerie ESCRT. Les protéines de la machinerie vont alors 
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avoir deux rôles : elles vont séquestrer et concentrer les protéines à inclure dans l’ILV d’une 

part et d’autre part, permettre le bourgeonnement et la scission de l’ILV issu de la membrane 

endosomale. On distingue trois grandes étapes dans ce processus : L’action séquentielle des 

composants du complexe ESCRT-0, I et II qui permet le rassemblement des cargos ubiquitinés 

et l’invagination de la membrane endosomale ; la dissociation des complexes ESCRT 

précédemment cités pour laisser place aux protéines ESCRT-III qui s’associent en spirale pour 

fermer le col de la vésicule. Se produisent ensuite la desubiquitination des cargos/récepteurs 

et la dissociation du complexe III par l’action de la protéine VPS4 et enfin la libération de l’ILV 

dans le lumen du MVB naissant (Figure 22). 

 

Figure 22: Représentation schématique de l’intervention des protéines ESCRT dans la 

formation d’une ILV. Adapté de (Rusten et al., 2011). 

 

3.2.1.1 ESCRT-0 à -II : Reconnaissance, rassemblement des récepteurs et invagination de la 

membrane des MVB 
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La première étape de formation des ILVs consiste au regroupement des 

cargos/récepteurs ubiquitinés à la surface de l’endosome. Ceci est initié par le complexe 

ESCRT-0 qui comporte deux membres : La protéine HRS/HGS (Hepatocyte Growth factor-

regulated tyrosine kinase substrate) ou Vps27 chez la levure et la protéine STAM1/2 (signal 

transducing adaptor molecule 1/2) ou HSE1 chez la levure (Tableau 1). Ces protéines 

interagissent avec un ratio 1 :1 grâce à leur domaine coiled-coil GAT (Asao et al., 1997; Prag 

et al., 2007). Ces deux protéines ont des similitudes structurales mais HRS possède en plus un 

domaine à doigts de zinc FYVE (qui est aussi partagé par Fab-1, YGL023, Vps27 et EEA1)(Mao 

et al., 2000). Ce domaine permet à HRS de ce lier au PI3P localisé sur les endosomes et de se 

lier spécifiquement à cette organelle (figure 22) (Raiborg et al., 2001b). D’autre part, HRS et 

STAM1/2 sont toutes les deux capables de lier l’ubiquitine grâce à leurs domaines UIM 

(Ubiquitin Interacting Motif) et VHS (Vps27, HRS, STAM), ce qui les localise spécifiquement au 

niveau des endosomes contenant des cargos ubiquitinés (Bilodeau et al., 2002; Mizuno et al., 

2003; Raiborg et al., 2002; Urbé et al., 2003). HRS possède aussi un domaine CBD (Clathrin 

Binding Domain) permettant de lier la Clathrine et de recruter cette dernière au niveau des 

endosomes pour faciliter le regroupement des cargos et l’invagination de la membrane 

(Raiborg et al., 2002, 2001a; Wenzel et al., 2018). Outre son rôle dans le regroupement des 

cargos, le complexe ESCRT-0 va permettre le recrutement du complexe ESCRT-I en 

interagissant avec un de ses composants qui est la protéine TSG101 (Bache et al., 2003a; 

Katzmann et al., 2003). 

 ESCRT-I : 

Ce complexe fut le premier décrit en 2001 ; il est constitué de la sous unité TSG101 

(tumor susceptibility gene 101) ou Vps23 chez la levure, de Vps28, Vps37 (Katzmann et al., 

2001) et Mvb12 (multivesicular body 12) , identifié en dernier (Chu et al., 2006; Curtiss et al., 

2007)(Tableau 1). La structure cristallographique du complexe-I montre un hétérotétramère 

allongé de 20nm de longueur, avec trois sous-unités entrelacées formant une tige et une tête 

globulaire (Kostelansky et al., 2007). Le complexe ESCRT-I interagit avec le complexe ESCRT-0 

via le domaine UEV (Ubiquitin E2 variant domain) de TSG101 et permet aussi l’interaction avec 

les cargos ubiquitinilés (Figure 22) (Katzmann et al., 2003; Kostelansky et al., 2006). Le 

complexe ESCRT-I est aussi capable de recruter le complexe ESCRT-II ou la protéine 
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adaptatrice ALIX (Babst et al., 2002b; Kostelansky et al., 2007). La liaison avec le complexe 

ESCRT-II se fait par le domaine C-terminal de Vps28 (Kostelansky et al., 2007, 2006). Le 

complexe ESCRT-I initie l’invagination de la membrane avec l’ESCRT-II et dans certains cas, 

recrute directement le complexe ESCRT-III via la protéine Alix (Carlton and Martin-Serrano, 

2007; Hanson and Cashikar, 2012; Langelier et al., 2006).  

 ESCRT-II : 

Le complexe ESCRT-II est un hétérotétramère qui est composé de la protéine EAP30 

(ELL-associated protein 30 kDa) ou Vps22 chez la levure, de EAP45 ou Vps36, et de deux 

protéines EAP20 ou Vps25 (Babst et al., 2002b; Langelier et al., 2006). Le complexe-II adopte 

une forme de Y ou EAP30 et EAP45 forment la base et les deux molécules de EAP20 forment 

les bras (Hierro et al., 2004; Teo et al., 2004). Le domaine GLUE (GRAM-like ubiquitin-binding) 

de EAP30/Vps22 permet d’interagir avec l’ESCRT-I Vps28, mais aussi avec l’ubiquitine et donc 

les cargos protéiques ubiquitinés (Alam et al., 2004; Slagsvold et al., 2005). De plus, le domaine 

GLUE permet au complexe ESCRT-II d’interagir avec une grande affinité au PI3P, spécifiant sa 

localisation sur les EE (Figure 22)(Slagsvold et al., 2005). Les complexes I et II on la capacité 

d’induire l’invagination de la membrane ainsi que son bourgeonnement (Teis et al., 2010; Teo 

et al., 2004; Wollert and Hurley, 2010). Finalement, EAP20 (Vps25) est capable de recruter le 

complexe-III en interagissant avec un de ses composants, Vps20 (CHMP6 chez les mammifère) 

(Henne et al., 2011b).  

En dernier lieu, les cargos doivent être desubiquitinés avant leur insertion dans les ILVs 

et s’opère durant les différentes étapes d’initiation de la formation de l’ILV. Par exemple, 

certaines desubiquitinases dont AMSH (Associated molecular with SH3 domain of SAM) ou 

UBPY (Ubiquitin isopeptidase Y) interagissent avec les complexes ESCRT-0 et ESCRT-III et 

permettent de desubiquitiner les cargos avant leur incorporation dans les ILVs (Kyuuma et al., 

2007; McCullough et al., 2006; Row et al., 2006). 

Alix/Bro1 et HDPTP : 

Alix, ou Bro1 chez la levure, fut initialement isolée en association avec la protéine ALG-

2, qui est une protéine impliquée dans l’apoptose (Missotten et al., 1999). Elle ne fait pas 

partie des protéines de la machinerie ESCRT mais participe à leur fonctionnement. Par 



 
 

 
 

70 

exemple, Bro1 est nécessaire pour la biogenèse des MVBs (Springael et al., 2002), et elle est 

impliquée dans le recrutement et l’activation de la desubiquitinase Doa4 pour l’assemblage 

du complexe ESCRT-III (Luhtala and Odorizzi, 2004). Chez les mammifères, Alix interagit avec 

les complexes ESCRT I et II, mais ne semble pas essentielle dans le tri des récepteurs car sa 

déplétion n’a pas d’effet majeur sur la dégradation de l’EGFR (Bowers et al., 2006; Doyotte et 

al., 2008; Schmidt et al., 2004). Cependant, la protéine HDPTP (His Domain PhosphoTyrosine 

Phosphatase) qui est un homologue d’Alix et qui possède le domaine Bro1, semble impliquée 

dans la dégradation des récepteurs puisque l’inhibition de son expression affecte également 

la dégradation de l’EGFR et la formation des ILVs (Doyotte et al., 2008). La fonction assurée 

par Bro1 chez la levure semble l’être par HDPTP chez les mammifères plutôt que par Alix. 

Néanmoins, une étude plus récente montre que la déplétion d’Alix ralentit la dégradation de 

l’EGFR (Sun et al., 2015). Ceci serait lié au fait que la protéine Alix est capable d’interagir avec 

l’ESCRT-I TSG101 et de se lier directement avec l’ESCRT-III CHMP4 (Strack et al., 2003). De plus, 

une étude montre que la protéine Alix est ubiquitininée par le complexe Ozz-E3 dans les fibres 

musculaires ce qui permet de réguler le niveau protéique de Alix au niveau de compartiment 

contenant le facteur de polymérisation de l’actine, la Cortactine (Bongiovanni et al., 2012). 

Enfin, l’inhibition de l’expression de Alix n’impacte pas l’étape précoce de myogenèse mais 

affecte la distribution et le niveau de F-actine, et la formation des protrusions membranaires 

(Bongiovanni et al., 2012). 

3.2.1.2 ESCRT-III, polymérisation et scission membranaire des ILV 

 

Les protéines du complexe ESCRT-III sont différentes de celles des autres complexes 

car elles sont sous forme de protéines solubles monomériques et non actives. Elles peuvent 

cependant se polymériser les unes avec les autres, en filaments lorsqu’elles sont recrutées 

aux membranes et activées par les composants ESCRT en amont (Hanson and Cashikar, 2012). 

Le complexe III est composé de 4 protéines dont Vps20, Snf7, Vps24 et Vps2 (Babst et al., 

2002a) chez la levure et des protéines CHMP (Charged Multivesicular body Proteins) chez les 

mammifères dont CHMP7, CHMP6, CHMP4, CHMP3 et CHMP2. De plus, chacune d’entre elles 

possède des isoformes qui sont plus ou moins présentes selon le type de tissu (Henne et al., 

2011b). Certaines ESCRT-III comme CHMP3 sont capables de recruter des desubiquitinases 
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afin de retirer les molécules d’ubiquitine des cargos protéiques internalisés. CHMP3 est 

capable de recruter l’enzyme AMSH, comme le fait le complexe ESCRT-0, et participe donc au 

maintien de la concentration d’ubiquitine dans le cytoplasme (Kyuuma et al., 2007) 

 

Figure 23: Représentation schématique de l’intervention des protéines ESCRT-III dans la 
fermeture du col de la vésicule. 

CHMP6 est localisée au niveau du cou de la vésicule, où elle est capable de nucléer CHMP4. 
Avec CHMP2, CHMP3, CHMP1 et IST1, CHMP4 forme des filaments liés à la membrane qui 
s'enroulent autour de l'invagination membranaire. Le remodelage des filaments d’ESCRT-III 
par VPS4 entraîne la constriction et la fission de la membrane et la libération de la vésicule 
(Christ et al., 2017). 

 

Classiquement, la fermeture du col de la vésicule est initiée avec le recrutement du 

complexe ESCRT-III CHMP6 qui est myristoylé et recruté par l’ESCRT-II EAP20 (Figure 23) ; il 

s’ensuit le recrutement et l’activation de CHMP4B (Snf7 chez la levure) qui interagit avec 

CHMP6 (Babst et al., 2002a; Shim et al., 2007; Tang et al., 2015). Une fois activée, CHMP4B va 

pouvoir activer d’autre protéines CHMP4B et initier la formation des filaments d’ESCRT-III 

autour du col de la vésicule contenant les cargos protéiques. De plus, l’invagination de la 

membrane initié par les ESCRT 0, I et II participe au processus de nucléation (Lee et al., 2015). 

Parmi les autres protéines CHMPs, CHMP7 pourrait participer au recrutement de CHMP4B, 

mais son rôle dans la nucléation de CHMP4B reste moins étudié (Denais et al., 2016; Vietri et 

al., 2015). 

Le mécanisme mis en œuvre par les protéines du complexe ESCRT-III afin de provoquer 

la scission du col de la vésicule n’est pas réellement bien défini et plusieurs modèles existent 

pour expliquer ce mécanisme (Fabrikant et al., 2009; McCullough et al., 2013; Peel et al., 

2011). Par exemple, des travaux in vitro avec la protéine recombinante snf7 (CHMP4) ont 

montré qu’elle pourrait former une spirale en forme de ressort comprimé. La relaxation du 
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ressort permettrait de libérer son énergie pour déformer la membrane et conduirait à la 

scission de la vésicule (Chiaruttini et al., 2015). 

 

3.2.1.3 Désassemblage des ESCRT-III : Rôle de VPS4  

 

Les protéines VPS4A et B sont les seules ATPases à intervenir dans le processus de 

scission membranaire enclenché par les composants du complexe ESCRT-III. L’activation de 

VPS4 implique sa multimérisation afin de lier l’ATP, lui permettant d’interagir avec le domaine 

MIM (MAN1 C-terminal homology domain) des protéines CHMP via son domaine MIT (MIT-

interacting motif)(Adell et al., 2014; Monroe et al., 2014). VPS4 va rapidement dépolymériser 

les filaments protéiques d’ESCRT-III, ce qui assure la libération de la vésicule et un retour à 

une concentration normale de monomère d’ESCRT-III dans le cytosol (Yang et al., 2015). Le 

mécanisme exact d’action de VPS4 pour dépolymériser les ESCRT-III n’est pas bien connu mais 

deux hypothèses ont été proposées. Un premier mécanisme consiste en la scission du cou de 

la vésicule indépendamment de VPS4, et dans lequel la dépolymérisation des ESCRT-III aurait 

lieu après la libération de la vésicule, permettant ainsi leurs dissociations (Wollert et al., 

2009a; Wollert and Hurley, 2010). Dans un second mécanisme, VPS4 agirait avant et pendant 

l’étape de scission. Ainsi, VPS4 participerait au remodelage des filaments d’ESCRT-III qui 

conduirait à l’étape finale de scission (Adell and Teis, 2011; Hanson et al., 2008; Saksena et al., 

2009). 

 

3.2.1.4 Protéine ESCRT et régulation des récepteurs membranaires à travers la formation 

des MVB 

 

La machinerie ESCRT régule la dégradation des récepteurs membranaire par la 

formation des ILV et des MVB, et contrôle ainsi les voies de signalisation qui en découlent 

(Rusten et al., 2011; Szymanska et al., 2018; Wegner et al., 2011). Dans différents modèles 

dont C.elegans (Caenorhabditis elegans), la drosophile (drosophila melanogaster), la souris ou 

les cultures de cellules humaines, la mutation de protéines des complexes ESCRT conduit à 
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une altération de la morphologie des endosomes (Rusten et al., 2011). Dans ces conditions, la 

dégradation de protéines telles que les récepteurs membranaires qui dépend de la voie endo-

lysosomale s’en trouve alors affectée (Figure 23). Ceci inclut les RTK comme l’EGFR, le 

récepteur au TGFß, les récepteurs de la voie Wnt, les intégrines, les récepteurs Toll et d’autres 

protéines membranaires (Rusten et al., 2011; Szymanska et al., 2018). L’inhibition de la 

dégradation de ces récepteurs provoque leur accumulation au niveau de l’endosome et à une 

dérégulation des voies de signalisations qui leur sont associées. Par exemple, l’absence de 

l’ESCRT-0 HRS et de STAM chez les larves de drosophiles, conduit à des défauts de 

morphogenèse attribués à une signalisation anormale de l’EGFR (Chanut-Delalande et al., 

2010; Jékely and Rørth, 2003; Lloyd et al., 2002a). Également, les souris KO (Knock Out) pour 

HRS ou TSG101 meurent à des stades embryonnaires précoces (11 et 6,5 jours 

respectivement) (Komada and Soriano, 1999; Ruland et al., 2001). Dans les cellules dérivées 

des souris KO pour TSG101 la voie de l’apoptose est augmentée et le cycle cellulaire est arrêté 

(Krempler et al., 2002; Li and Cohen, 1996, p. 101). La mort des cellules semble être dûe au 

fait que TSG101 n’interagit plus avec Alix, qui a été initialement découverte en interaction 

avec la protéine pro-apoptotique ALG-2. l’absence de TSG101 favoriserait ainsi la fonction pro-

apoptotique de Alix (Mahul-Mellier et al., 2009). De plus, l’absence de TSG101 diminue 

également la dégradation de l’EGFR et maintient les voies de signalisation en aval activées 

dans des modèles cellulaires stimulés avec de l’EGF (Babst et al., 2000; Brankatschk et al., 

2012). L’activation anormale des voies de signalisation participerait également au défaut 

morphogénique observé en absence de TSG101 (Ruland et al., 2001). Il est à noter ici que, 

parmi tous ces travaux, très peu ont regardé si la dérégulation des voies de signalisation 

observé en l’absence des protéines ESCRT affectait réellement la transcription (Szymanska et 

al., 2018). Une étude s’est penchée sur la question et montre que l’absence des protéines 

ESCRT affecte le trafic de l’EGFR et augmente la signalisation de la voie MAPK-ERK après 

stimulation avec de l’EGF, mais ne semble pas affecter la transcription de gènes cibles 

(Brankatschk et al., 2012). Également, une autre étude montre que l’absence des protéines 

ESCRT affecte la signalisation de la voie NFkB ainsi que la transcription des gênes cibles (Figure 

23) (Mamińska et al., 2016). Le rôle des protéines ESCRT dans la régulation de la transcription 

semble donc dépendre des récepteurs membranaires et des voies de signalisation associées 

mais nécessite d’être étudié plus en détail puisqu’il n’existe pas de consensus sur 
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l’exhaustivité de son rôle (Szymanska et al., 2018). Globalement, la régulation des voies de 

signalisation par les protéines ESCRT est multiple et va affecter différents processus cellulaires 

comme la prolifération, la survie, le développement et tous les mécanismes nécessitant d’être 

régulés par la voie endo-lysosomale (Wegner et al., 2011)(voir aussi la partie 2.3.4 du 

manuscrit). Concernant le processus de myogenèse, son bon déroulement est complexe et 

dépend de l’activation et/ou de l’inhibition des voies de signalisation associées aux récepteurs 

membranaires. A ce jour, très peu d’études se sont intéressées, à l’implication potentielle de 

la machinerie ESCRT dans la régulation de la myogenèse via le contrôle des voies de 

signalisation. C’est pourquoi mon projet de thèse a consisté à déterminer si la machinerie 

ESCRT était impliquée dans la myogenèse et s’est focalisé plus particulièrement sur la protéine 

HRS dans la régulation de ce processus. 
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Figure 24: Effet de l’inhibition des protéines ESCRT sur le tri des récepteurs membranaires 
et sur l’activation des voies de signalisation. 

Le dysfonctionnement des protéines de la machinerie ESCRT conduit à l’accumulation d’une 
multitude de récepteurs membranaires représentés par l’EGFR et LTßR (Lymphotoxin ß 
receptor) au niveau du MVB ayant une morphologie aberrante. Les voies de signalisation 

associées à ces récepteurs, dont la voie MAPK et NFkB, se trouvent alors dérégulées et 
peuvent ou non affecter la transcription (modifié à partir de (Szymanska et al., 2018)). 

 

3.2.2 Autres processus impliquant les protéines ESCRT  

 

La nature et la séquence de recrutement des protéines de la machinerie ESCRT dans le 

processus de formation des MVB sont bien définies mais elles possèdent également d’autres 

fonctions. Parmi ces fonctions se trouvent un rôle dans le processus d’autophagie, une 
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implication dans la cytokinèse, la réparation des membranes plasmiques et nucléaires ainsi 

que dans le bourgeonnement des virus (figure 25).  

 

Figure 25: Schéma des processus cellulaires impliquant les protéines ESCRT ainsi que leurs 

partenaires protéiques. 

 

3.2.2.1 ESCRT et autophagie 

 

L’autophagie est un processus catabolique important par laquelle du matériel 

intracellulaire obsolète (organelles, agrégats protéiques, etc…) va être dégradé par les 

hydrolases du lysosome (Dikic and Elazar, 2018). Le principal processus d’autophagie, la 

macroautophagie, implique l’engloutissement d’une grande partie du cytoplasme dans une 

vésicule à double membrane que l’on nomme phagophore et qui une fois refermée prend le 

nom d’autophagosome (Dikic and Elazar, 2018). Par la suite, l’autophagosome, par fusion avec 

un lysosome, devient un autophagolysosome et le matériel contenu est alors dégradé. La 

microautophagie quant à elle est un processus autophagique alternatif qui implique un 

bourgeonnement membranaire vers l’intérieur de l’autophagosome ou du lysosome afin de 
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dégrader spécifiquement certains cargos protéiques (Glick et al., 2010). La machinerie ESCRT 

intervient dans ces deux processus d’autophagie. 

 ESCRT et macroautophagie : La formation de l’autophagosome à partir du phagophore 

partage des similitudes topologiques avec le processus de formation des ILV par les ESCRT. 

Ainsi, des études montrent que CHMP2A ou CHMP4, ainsi que VPS4, sont localisées 

transitoirement au niveau de l’autophagosome naissant et participent à sa fermeture 

(Takahashi et al., 2018; Zhen et al., 2020; Zhou et al., 2019). De plus, Atg17 (autophagy related 

gene chez la levure) ou FIP200 chez les mammifères, fait partie du complexe ULK1 initiant 

l’autophagie et interagit avec CHMP4 afin de le recruter sur les autophagosomes naissants 

(Zhou et al., 2019). L’absence de protéines ESCRT comme l’ESCRT-0 HRS ou l’ESCRT-I TSG101 

provoque l’accumulation de marqueurs de l’autophagie dont p62/SQSTM1 et LC3, ainsi que 

l’accumulation de protéines qui ne sont plus dégradées. C’est le cas de la protéine TDP-43 

(TAR DNA Binding protein 43) dont l’agrégation est caractéristique de la sclérose latérale 

amyotrophique (SLA), une maladie neurodégénérative fatale chez l’homme (Filimonenko et 

al., 2007). L’inhibition spécifique de l’expression de HRS dans les neurones de l’hippocampe 

chez la souris conduit à l’apparition de multiples agrégats protéiques dont la TDP-43, la 

Huntingtin, a-synucléine, le peptide Améloïdé-ß, qui sont des protéines retrouvées agrégées 

dans les pathologies neurodégénératives comme la SLA, la maladie de Huntington et les 

synucléophaties (Edgar et al., 2015; Lim and Yue, 2015; Oshima et al., 2016). Ces données 

montrent que les protéines ESCRT participent activement au processus d’autophagie et que 

leur inhibition ou leur mutation pourraient participer à la mise en place de processus 

neurodégénératifs (Edgar et al., 2015; Filimonenko et al., 2007; Oshima et al., 2016; Rusten et 

al., 2006). 

 ESCRT et microauthophagie : Le processus de microautophagie est proche de celui de 

la formation des ILV, à l’exception près que les protéines dégradées sont cytosoliques. Une 

étude a montré que la microautophagie endosomale faisait appel au protéines TSG101 

(ESCRT-I) et VPS4 afin d’internaliser des cargos protéiques cytosoliques spécifiques dans les 

MVB (Sahu et al., 2011). De plus, la protéine chaperonne HSC70 interviendrait dans ce 

processus pour cibler spécifiquement ces cargos et permettre leur dégradation (Sahu et al., 

2011). 
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3.2.2.2 ESCRT et réparation de la membranaire plasmique et nucléaire. 

 

Suite à un dommage de la membranaire plasmique provoquant des trous, de taille 

inférieure à 100nm, un flux important de Ca2+ peut entrer dans la cellule et déclencher un 

signal initiant la réparation membranaire et le recrutement rapide de CHMP4B (Jimenez et al., 

2014). D’autres protéines sont aussi recrutées telle que ALG-2 (Calcium binding protein) qui 

elle-même recrute Alix, le complexe ESCRT-III (avec CHMP3, CHMP2A et CHMP2B) et Vps4. 

Leur présence au site de la lésion membranaire va permettre le clivage de la partie 

endommagée de la membrane (Scheffer et al., 2014). La nucléation et le recrutement des 

protéines du complexe III sont initiés par TSG101 et Alix sans intervention des protéines du 

complexe ESCRT-0 (Okumura et al., 2009). Au niveau de la membrane nucléaire, des stress 

mécaniques peuvent induire la rupture de cette dernière qui est très vite réparée par l’action 

des protéines du complexe ESCRT-III notamment (Raab et al., 2016; Vietri et al., 2020). 

3.2.2.3 ESCRT et cytokinèse 

 

L’étape de cytokinèse correspond à la séparation physique du pont cytoplasmique qui 

relie les deux cellules filles dans les dernières étapes de la division cellulaire et dans laquelle 

la machinerie ESCRT va intervenir. La protéine CEP55 (Centrosomal Protein 55) va recruter la 

protéine TSG101 au niveau du site de rupture du cytoplasme (midbody), qui  s’accumule et 

recrute la protéine Alix (Carlton and Martin-Serrano, 2007; Morita et al., 2007). TSG101 et 

Alix, en liant les protéines du complexe ESCRT-III, vont initier parallèlement l’étape de 

nucléation des ESCRT-III (Christ et al., 2016; Tang et al., 2016). Cette étape nécessite la 

présence d’autres facteurs protéiques comme MITD1 (Microtubule Interacting And Trafficking 

Domain Containing 1) ou IST1, qui vont se lier a la membrane du midbody (Hadders et al., 

2012; Lee et al., 2012). Les ESCRT-III se polymérisent sous forme de filaments hélicoïdaux 

associés de part et d’autre de la membrane du midbody et sont continuellement remodelés 

par VPS4 afin de refermer le pont cytoplasmique entre les deux cellules (Goliand et al., 2018; 

Mierzwa et al., 2017; Schöneberg et al., 2018). 
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3.2.3 Protéines ESCRT et pathologies 

 

ESCRT et infection : Certains pathogènes sont capables de détourner les protéines de la 

machinerie ESCRT à leur avantage. C’est notamment le cas d’un grand nombre de virus dont 

le Papilloma virus ou le Rotavirus qui sont endocytés puis incorporés dans les ILV, ce qui 

permet leurs libérations dans le cytoplasme (Alfred and Vaccari, 2016; Broniarczyk et al., 2014; 

Pasqual et al., 2011). D’autre virus comme le HIV, détournent la machinerie ESCRT afin 

bourgeonner au niveau de la membrane plasmique (Engelenburg et al., 2014; Morita et al., 

2011; Usami et al., 2009). D’autres pathogènes non viraux exploitent aussi les protéines ESCRT 

pour infecter leur hôte. Des études suggèrent que la mycobactérie Mycobacterium 

tuberculosis serait capable d’inhiber la machinerie ESCRT afin d’altérer la maturation des 

phagosomes et ainsi favoriser le développement bactérien. Une protéine sécrétée par cette 

bactérie, la EsxH, se lierait à l’ESCRT-0 HRS et empêcherait la dégradation par le lysosome 

(Mehra et al., 2013; Philips et al., 2008).  

ESCRT et cancer : L’un des composants de la machinerie ESCRT les plus étudiées dans le cancer 

est TSG101 et fut initialement décrit comme étant un gène suppresseur de tumeur. Son 

inactivation dans des cellules NIH3T3 provoque des tumeurs métastatiques après une 

xénogreffe sur des souris nude (Li and Cohen, 1996). En accord avec cette étude, l’expression 

de TSG101 est diminuée dans les cancers du col utérin (Broniarczyk et al., 2010). D’autres 

études montrent au contraire que des niveaux importants de TSG101 participent au maintien 

et à la progression tumorale plutôt qu’à son initiation (Oh et al., 2007). Il semble donc que 

l’expression de TSG101 est fortement modulée dans les cancers et qu’elle pourrait avoir un 

rôle dans la tumorigénèse. D’autre part, le niveau protéique de HRS est fortement augmenté 

dans des tissus issus de cancer du côlon, de l’estomac, et du foie (Toyoshima et al., 2007). En 

ce qui concerne le mécanisme impliqué, HRS participerait positivement à la dégradation de la 

protéine E-cadhérine, qui est une protéine d’adhésion cellulaire, ce qui impliquerait HRS dans 

la formation des métastases en favorisant la  migration des cellules cancéreuses (Toyoshima 

et al., 2007). Plus récemment, une étude a montré un lien étroit entre HRS et la voie Wnt/ß-

caténine ; l’inhibition de l’expression de HRS favoriserait la mort des cellules qui présentent 

une augmentation de l’activation de la voie Wnt/ß-caténine (Canal et al., 2015). Cette étude 
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suggère que HRS pourrait être une cible thérapeutique dans certains cancers (Canal et al., 

2015). 

ESCRT et maladie neurodégénérative : Des études rapportent un rôle des protéines ESCRT 

dans la forme autosomique dominante des démences fronto-temporales (FTD) observée lors 

de mutations de la protéine ESCRT-III CHMP2B (Skibinski et al., 2005; van der Zee et al., 2008). 

Ces mutations causent une perte du domaine C-terminal qui contrôle l’auto-inhibition et 

l’interaction avec VPS4. De plus, ces mutations perturbent la fusion des endosomes avec les 

lysosomes et provoquent l’accumulation de protéines caractéristiques de la voie 

autophagique telle que p62 (Alfred and Vaccari, 2016). Dans la myosite à corps d’inclusion 

sporadique (sporadic inclusion body myositis : sIBM), qui est une myopathie inflammatoire, 

des observations en immunohistochimie ont montré la présence de protéines accumulées 

dont CHMP2B au niveau des vacuoles bordées dans le muscle (Nakamori et al., 2013). De plus, 

l’observation des coupes de muscle de patient sIBM en immunofluorescence a révélé la 

présence de TDP-43 phosphorylée pathologique, localisée au même niveau que la protéine 

CHMP2B accumulée (Nakamori et al., 2013). Ces données pourraient suggérer que 

l’accumulation de CHMP2B perturberait sa fonction et affecterait des processus cellulaires 

dont il dépend comme l’autophagie, et induirait l’accumulation de différentes protéines dont 

la TDP-43 (Nakamori et al., 2013). 

 

4 La protéine HRS 

 

4.1 Introduction 

 

La protéine HRS/HGS pour Hepatocyte growth factor-regulated tyrosine kinase substrate, 

fut initialement découverte en 1995 comme une protéine de 115kDa phosphorylée après 

l’ajout de HGF (Hepatocyte growth factor) sur des cultures de cellules (Komada and Kitamura, 

1995). Les auteurs suggéraient alors que HRS jouerait un rôle unique et important dans la voie 

de signalisation des facteurs de croissance. Dans le même temps, son homologue chez la 
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levure, la protéine VPS27 (Vacuolar sorting protein 27) est montré commme nécessaire pour 

le trafic membranaire au niveau des vacuoles (équivalent du système endosomal) (Piper et al., 

1995; Stenmark et al., 1996; Vida and Emr, 1995). Par la suite, des études ont montré que HRS 

était préférentiellement localisée sur les endosomes précoces (Komada et al., 1997; Piper et 

al., 1995). Ce n’est qu’en 1999 que la souris invalidée pour le gène hrs (HRS KO) a été 

générée et présente des défauts morphogéniques importants avec une mort précoce à 11 

jours de développement (Komada and Soriano, 1999). De plus, les auteurs montrent une 

importante vacuolisation des tissus en absence de HRS avec une accumulation d’endosomes 

qui explique les défauts morphogéniques observé chez les embryons (Komada and Soriano, 

1999). 

 

Figure 26: Schéma des différents domaines de HRS (adapté de (Oku et al., 2017).  

PI3P : Phosphatidylinositol-3-phosphate ; VHS : VPS-27, Hrs STAM ; FYVE : Fab-1, YGL023, 
Vps27 et EEA1 ; UIM : Ubiquitin-Interacting Motif ; CBD: Clathrin Binding Domain. 

 

Plus généralement, HRS est localisé sur le chromosome 17 chez l’humain (Homo sapiens) 

et 11 chez la souris (Mus musculus), et possède 21 exons (NCBI). L’ARNm code pour une 

protéine de 777 acides aminés chez l’homme de 775 acides aminés chez la souris et 622 acides 

aminés pour VPS27 chez la levure (Uniprot). Le poids moléculaire attendue de HRS est de 86 

kDa mais sa détection par des techniques de biochimie comme le Western Blotting la révèle 
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proche de 110 kDa. Au niveau structural, la protéine HRS est composée de domaines distincts 

(Figure 26): Un domaine FYVE en doigt de zinc et un domaine coiled-coiled, permettant son 

interaction avec le inositide PI3P, qui sont distribués essentiellement aux niveaux des 

endosomes précoces (Komada and Soriano, 1999; Mao et al., 2000; Raiborg et al., 2001b) ; Un 

domaine VHS et un domaine UIM, lui permettant d’interagir avec les protéines/cargos 

ubiquitinés (Bache et al., 2003b; Lohi et al., 2002; Polo et al., 2002; Raiborg et al., 2002; 

Shekhtman and Cowburn, 2002; Urbé et al., 2003) ; Un domaine CBD lui permet de lier la 

Clathrine, au niveau des endosomes précoces et participerait au regroupement des cargos 

protéiques ubiquitinés ainsi qu’à l’invagination des membranes (Raiborg et al., 2006, 2002, 

2001a; Wenzel et al., 2018). De plus, avec son domaine coiled-coiled, HRS interagit avec le 

domaine ITAM (immunoreceptor tyrosine-based activation motif) de la protéine STAM1/2, et 

forme le complexe ESCRT-0 qui initie la formation des ILVs (Asao et al., 1997; Bache et al., 

2003b; Endo et al., 2000; Takeshita et al., 1996). La protéine STAM possède aussi des 

domaines UIM et VHS lui permettant d’interagir avec les cargos ubiquitinés (Endo et al., 2000; 

Takeshita et al., 1996). Des données récentes montrent que HRS est recruté progressivement 

au sein de l’endosome précoce reflétant ainsi son rôle dans le regroupement des cargos 

protéiques ubiquitinés (Wenzel et al., 2018). A l’inverse, le complexe ESCRT-III quant à lui est 

recruté plus rapidement afin de libérer l’ILV vers la lumière des MVBs (Wenzel et al., 2018). 

Les travaux de C.Raiborg et H.Stenmark ont montré que HRS présente une distribution 

particulière au niveau de l’endosome précoce grâce aux domaines FYVE et CBD, lui permettant 

d’être localisée dans des micro-domaines spécifiques dépourvus de la protéine EEA1, mais 

riche en Clathrine (Figure 27) (Raiborg et al., 2006). L’absence du domaine CBD de HRS conduit 

à un recrutement important de la Clathrine et modifie sa localisation sur les endosomes et 

perturbe la dissociation du complexe ESCRT-0 avec les autres complexes ESCRT (Raiborg et al., 

2006; Wenzel et al., 2018). Ces données montrent que HRS est capable de regrouper des 

cargos ubiquitinés comme l’EGFR au niveau de microdomaines distincts de l’endosome 

précoce, dépourvus de la protéine EEA1, et qui sont par la suite regroupés plus centralement 

dans l’endosome (Flores-Rodriguez et al., 2015).  
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Figure 27: HRS est localisée au niveau de micro-domaines de l’endosome précoce qui ne 
sont pas marqué pour la protéine EEA1, mais marqué pour la protéine Clathrine. 

Immunofluorescence de cellules HeLa co-transfectées avec un plasmide codant pour la 
protéine mutante Rab5Q79L (permettant d’augmenter la taille des endosomes précoces) et 
siARN ciblant la Clathrine. Les cellules ont été marquées avec les anticorps reconnaissant les 
protéines endogènes Clathrine, HRS et EEA1. On note que HRS est présent sur des domaines 
d’endosome précoce qui sont enrichis en Clathrine mais quasiment dépourvus de EEA1, 
spécifiant des micro-domaines au sein des endosomes précoces où se trouvent HRS et la 
Clathrine (Raiborg et al., 2006). 

 

La fonction moléculaire de HRS est bien loin de se limiter au regroupement et à la 

séquestration de cargos protéiques au niveau des endosomes pour former les ILV des MVBs. 

Il participe aussi à d’autres fonctions cellulaires comme le recyclage de récepteurs 

membranaires, l’autophagie et le transport du cholestérol (Du et al., 2012; Filimonenko et al., 

2007; MacDonald et al., 2018; Tamai et al., 2010; Yan et al., 2005). 

4.2 HRS et régulation des protéines membranaires  

 

4.2.1 HRS et régulation des récepteurs membranaires 

 

Comme cité précédemment, l’invalidation du gène hrs est létale au stade embryonnaire 

(Komada and Soriano, 1999). Néanmoins, d’autres modèles ont été développés et utilisés afin 
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de comprendre son rôle au cours du développement dont notamment chez la drosophile. En 

2002, Lloyd et al, ont montré que l’absence de HRS diminuait la dégradation des récepteurs à 

Torso et à l’EGF, conduisant à une activation plus importante de la voie des MAPK altérant le 

développement embryonnaire (Lloyd et al., 2002). Dans le même temps, des travaux ont 

montré dans les larves de drosophile que l’absence de HRS provoquait un grossissement des 

endosomes précoces au niveau desquelles s’accumulaient des récepteurs et protéines 

membranaires ubiquitinés (Jékely and Rørth, 2003). Par la suite, des données expérimentales 

ont montré que l’absence de HRS et de STAM perturbait la voie de signalisation issue du FGFR 

et de l’EGFR, impactant la migration des cellules lors de l’embryogenèse chez la drosophile 

(Chanut-Delalande et al., 2010). Globalement, ces études montrent que HRS est essentiel pour 

la régulation des RTK et des voies de signalisation qui en découlent par la formation des MVB, 

et participe ainsi au bon déroulement de l’embryogénèse (Figure 28) (Chanut-Delalande et al., 

2010; Jékely and Rørth, 2003; Lloyd et al., 2002b; Rusten et al., 2011; Sheng et al., 2016; 

Szymanska et al., 2018; Zhang et al., 2014). 

 

Figure 28: Modèle de la fonction de HRS dans la régulation de RTK. 

Après la liaison du ligand sur son récepteur et sa phosphorylation, celui-ci est endocyté puis 
se retrouve au niveau de l’endosome précoce. Ce récepteur est pris en charge par la protéine 
HRS, puis les autres protéines ESCRT afin d’être internalisé dans une ILV au niveau des MVBs. 
Le processus de formation des MVBs par HRS participe à la diminution du signal émis par le 
récepteurs (Lloyd et al., 2002). 

 

HRS ne contrôle pas uniquement la dégradation des RTK, mais participe également à la 

régulation de voies de signalisation issues d’autre types de récepteurs membranaires comme 
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le récepteur du TGFß. HRS coopérer avec la protéine SARA (Smad anchor for receptor 

activation), une autre protéine à domaine FYVE, afin de recruter efficacement Smad2 au 

niveau du TGFßR et d’induire l’activation de la voie (Miura et al., 2000). De plus, les niveaux 

d’expression de HRS et de SARA modulent fortement la réponse des cellules T stimulées avec 

du TGFß, montrant ainsi que la régulation de de la voie du TGFß s’opère en présence des deux 

protéines HRS et SARA (Kunzmann et al., 2003). De surcroit, des expériences in vivo montrent 

que l’absence de HRS diminue la signalisation du BMP, qui est un ligand du récepteur au TGFß 

(Miura and Mishina, 2011). Également, les auteurs observent que l’absence de HRS diminue 

la phosphorylation des effecteurs de la voie dont SMAD1, 5 et 8 alors que sa présence permet 

à TAK1 (TGFß activating kinase 1) d’être localisée au niveau des endosomes précoces afin 

d’être phosphorylée pour activer la voie du BMP (Figure29) (Miura and Mishina, 2011). 

Récemment, une étude rapporte le fait que les protéines ESCRT, en plus de HRS, sont 

également capables de réguler la voie du TGFß (voir partie 2.3.4 de ce manuscrit) (Miller et 

al., 2018).  

 

Figure 29 : Modèle proposé pour la régulation de la voie du BMP par HRS 

 HRS est capable de lier TAK1 au niveau des endosomes précoces afin qu’il soit phosphorylé 
et activé. Son activation conduit à la phosphorylation de p38 et à l’activation de gènes cibles 
comme Flk1. Il est à noter que HRS joue aussi sur l’activation des protéines SMAD1/5/8 (Miura 
and Mishina, 2011). 
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La voie Wnt est impliquée dans de nombreux mécanismes dont l’embryogenèse et la 

réparation musculaire (Girardi and Le Grand, 2018). En 2010, Taelman et al, propose un 

nouveau mécanisme dans lequel les protéines HRS et VPS4, seraient au centre de la régulation 

de cette voie de signalisation en séquestrant la protéine GSK3 dans les ILVs des MVBs (figure 

30) (Taelman et al., 2010). Après l’activation du récepteur de la voie Wnt (formé du complexe 

Axin, Dvl et Fz) et la liaison du complexe de destruction de la ß-caténine dont la GSK3b fait 

partie, l‘ensemble est endocyté et arrive au niveau de l’endosome précoce. A ce stade, le 

complexe de destruction est toujours actif ; il empêche la stabilisation de la ß-caténine et son 

accumulation dans le noyau. L’action successive de la protéine HRS et de la protéine VPS4 

permettent d’internaliser le complexe de destruction dans une ILV dans laquelle la GSK3 se 

trouve séquestrée et ne peut plus phosphoryler ses cibles cytosoliques dont la ß-caténine 

(Figure 28) (Taelman et al., 2010). Ces données ont été confirmées in vitro et in vivo. 

 

Figure 30: Schéma présentant la régulation de la voie Wnt et la séquestration de la GSK3ß. 
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L’activation de la voie Wnt ainsi que la liaison du complexe de destruction contenant la GSK3ß 
au récepteur Wnt (incluant phospho-LRP6, phospho-ß-caténine, Dvl, Axin et APC) permet la 

séquestration de la GSK3b dans une ILV des MVBs et favorise la stabilisation de multiples 
protéines cytosoliques dont la ß-caténine (Taelman et al., 2010). 

 

Il est à noter tout de même que le mécanisme proposé par Taelman et al, ne fait pas 

consensus. Effectivement, une étude montre que l’absence de HRS favoriserait au contraire 

l’expression de cibles de la voie Wg (Wnt-Wingless) chez la drosophile (Seto and Bellen, 2006). 

D’autre travaux suggèrent que la régulation de la voie Wnt par l’endocytose se ferait 

vraisemblablement en aval de l’activation du récepteur et serait indépendante de la GSK3 

(Gagliardi et al., 2014). Ainsi, les auteurs proposent que l’endocytose participe plutôt à la 

modulation de la disponibilité en ß-caténine. Pour l’instant, le mécanisme exact de cette 

régulation n’a pas encore été élucidé (Gagliardi et al., 2014). Plus récemment, une étude a 

montré que l’absence de HRS dans des cellules HeLa n’affectait pas le niveau protéique de la 

ß-caténine que ce soit en présence ou en absence de Wnt3a pour activer la voie (Munthe et 

al., 2020). Ces données contradictoires sur le rôle de HRS dans la régulation de la voie Wnt, et 

plus globalement sur le rôle de l’endocytose, montrent bien que le processus d’inhibition de 

la GSK3 est complexe et que selon le modèle d’étude utilisé, les résultats peuvent être 

différents.  

4.2.2 HRS et autres protéines membranaires 

 

Protéine d’adhésion : 

Outre la fonction de HRS dans la régulation des récepteurs membranaires, des travaux 

ont montrés dans le modèle cellulaire HeLa que son absence conduisait à une accumulation 

cytoplasmique et membranaire de la E-cadherine, provoqué par une inhibition de la 

dégradation par la voie endo-lysosomale (Toyoshima et al., 2007). De plus, la ß-catenine qui 

interagit avec l’E-cadherine, se trouve dans ce cas fortement associée et piégé au niveau de la 

membrane plasmique, ce qui inhiberait sa fonction de facteur de transcription (Toyoshima et 

al., 2007). D’autre études confirment l’importance de HRS dans la régulation et la localisation 

de l’E-cadhérine, qui participe au processus de tumorigenèse et qui est associé à une capacité 

migratoire plus importante des cellules (Toyoshima et al., 2007; Ye et al., 2012). L’absence de 



 
 

 
 

88 

HRS perturbe également le recyclage de la VE-cadherin (Vascular endothelial) qui est 

nécessaire à l’établissement de la polarité des cellules endothéliales et à la formation des 

capillaires sanguins dans le cerveau des souris (Yu et al., 2020).  

Réponse immunitaire médiée par les TLRs: 

Comme décrit précédemment, certains pathogènes utilisent la voie d’endocytose afin 

de pénétrer dans la cellule (Mehra et al., 2013; Philips et al., 2008). Ils activent alors des 

signaux d’alarmes de la cellule comme les protéines TLR (Toll like receptor) dont certaines 

trafiquent via le système endosomal. HRS participe à l’acheminement du TLR9 et TLR7 vers la 

voie endosomale de manière dépendante à l’ubiquitine, et régule ainsi les voies de 

signalisation associées comme la voie du NFkB (Chiang et al., 2012). Certains polluants 

contenus dans l’air sont aussi capables de potentialiser l’activation des TLR, dont le vanadate 

(composé inorganique). Il semblerait que cet effet soit provoqué par une augmentation de la 

phosphorylation de HRS, induisant une diminution de la dégradation du TLR4 et une 

augmentation de la signalisation de la voie MAPK-ERK (Zelnikar et al., 2014). Plus récemment, 

afin de mieux caractériser le mécanisme d’entrée dans la cellule de l’entérovirus 71 (EV71 ; 

virus à ARN), une étude a montré que le niveau protéique de HRS, et du TLR7 était augmenté 

que ce soit chez les patients, dans les souris ou dans les cultures cellulaires infectées par le 

virus EV71. Dans ces conditions expérimentales, HRS participerait à la réponse inflammatoire 

en favorisant l’interaction du virus avec le TLR7 au niveau des endosomes précoces et tardifs 

et contribuerait aussi à la régulation des voie MAPK-p38 et NFkB afin de produire des 

cytokines pro-inflammatoires (Luo et al., 2017). Globalement, ces études montrent que HRS 

est un facteur essentiel dans la réponse immunitaire médiée par les TLRs en régulant leur 

localisation, dégradation et leurs voies de signalisation en aval.  

Afin de déterminer avec quelles protéines ubiquitinés HRS interagit, une étude 

protéomique centrée sur le domaine UIM de HRS a montré une interaction entre ce domaine 

et 48 autres protéines (Pridgeon et al., 2009). Parmi elles, nous pouvons citer la protéine APP 

(Amyloid precursor protein) qui est impliquée dans la maladie d’Alzheimer, la tubuline qui est 

une protéine du cytosquelette, ou bien la protéine OSBPL5/ORP5 (Oxysterol-binding protein-

like protein 5) qui joue un rôle dans le transport des lipides dont le cholestérol (Pridgeon et 

al., 2009). Ces données soulignent l’importance qu’a HRS dans la régulation de différents 
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processus cellulaires en interagissant avec différentes protéines ubiquitinés (Pridgeon et al., 

2009) 

4.3 Les fonctions non canoniques de HRS 

 

Nous l’avons vu dans la partie précédente, HRS régule la dégradation de différents 

récepteurs et protéines membranaires ubiquitinés ; elle participe de ce fait à la régulation des 

voies de signalisation qui y sont associées. Cependant, HRS est aussi impliqué dans la 

régulation d’autres processus cellulaires comme l’autophagie, le transport du cholestérol et 

le recyclage de protéines membranaires (Du et al., 2012; Filimonenko et al., 2007; Hanyaloglu 

et al., 2005; Oshima et al., 2016; Yan et al., 2005). Les mécanismes mis en jeu par HRS dans la 

régulation de ces processus sont quelque peu différents de son rôle canonique dans la 

séquestration des cargos protéiques ubiquitinés au niveau des endosomes. 

4.3.1 HRS et le recyclage de protéines membranaires 

 

En 2005, l’étude de Yan et al., met en lumière une nouvelle fonction de HRS dans le 

recyclage du récepteur à la transferrine (TfR) qui diffère de son rôle dans la régulation et la 

dégradation de l’EGFR. Ainsi, les auteurs ont montré que HRS forme un complexe avec 

l’actinine-4, BERP/TRIM3, et la myosine V, nommé CART (cytoskeleton associated recycling or 

transport) et interviendrait, de manière dépendante à l’actine, dans le recyclage rapide de 

certaines protéines membranaires (Figure 31) (Yan et al., 2005). Les auteurs suggèrent alors 

l’existence d’une voie de recyclage dépendante de HRS et du réseau d’actine  mais 

indépendante des endosomes de recyclage et du réseau de microtubules (Yan et al., 2005). 

Dans le même temps, le groupe de M.V. Zastrow a montré que HRS était nécessaire au 

recyclage de deux récepteurs couplés aux protéines G, le ß2ADR (ß2 adrenergic receptor) et 

le µOR (µ opioid receptor) (Hanyaloglu et al., 2005). Les auteurs soulignent l’importance de la 

protéine HRS et de son domaine VHS dans la prolongation du signal émis par les récepteurs 

qui sont recyclés (dont le ß2ADR). Cette fonction étant à l’opposé de son rôle  dans 

l’atténuation des signaux issus de récepteurs à dégrader par la voie endo-lysosomale comme 

décrit précédemment (Hanyaloglu et al., 2005). HRS présente donc une double fonction et 
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contrôle le devenir de certains récepteurs membranaires selon que ces récepteurs sont ou 

non ubiquitinés (Hanyaloglu et al., 2005). Il est à noter que dans cet article, la fonction de HRS 

a été suivie en la surexprimant dans les cellules, ce qui a créé un dominant négatif et une perte 

de fonction. Cette fonction de HRS dans le recyclage du ß2ADR, fut aussi confirmée plus tard 

pour le récepteurs TrkB, identifiant ainsi une voie de recyclage spécifique contrôlée par la 

protéine HRS (Hanyaloglu and von Zastrow, 2007; Huang et al., 2009).  

 

Figure 31: Modèle impliquant HRS dans le recyclage du récepteur à la transferrine. 

HRS en se liant à l’Actinine 4 est capable de former un complexe avec BERP et la Myosine V 
(complexe CART) afin de recycler rapidement les vésicules contenant le récepteur à la 
transferrine (Yan et al., 2005). 

 

Plus récemment, MacDonald et al., ont rajouté un niveau de complexité au rôle de HRS 

dans le recyclage en montrant qu’il était nécessaire au recrutement, de la protéines WASH 

(Wiscott-Aldrich syndrome protein and SCAR homologue) sur les endosomes précoces de 

façon indirecte (MacDonald et al., 2018). La protéine WASH est alors capable d’induire la 

polymérisation de l’actine et le recyclage des récepteurs possédant une séquence de liaison à 
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l’actine. De plus, l’ajout d’une séquence exogène de liaison à l’actine au récepteur 

membranaire possédant un site d’ubiquitination est suffisant pour induire son recyclage et 

contrecarre sa dégradation par le système endo-lysosomal (MacDonald et al., 2018). De ce 

fait, HRS recrute la protéine WASH au niveau des endosomes, ce qui permet le recyclage des 

récepteurs de manière actine dépendante et la dégradation des récepteurs ubiquitinés 

(MacDonald et al., 2018).  

 Pour conclure ce paragraphe, il semble qu’HRS se comporte comme une protéine 

d’échafaudage, contenant en son cœur, le domaine VHS qui forme une « superhelice » de 8 

hélices a (Mao et al., 2000), ainsi que le domaine FYVE. Cet ensemble serait capable d’interagir 

avec des protéines dont l’Actinine-4 afin de recycler certaines protéines/récepteurs 

membranaires. Effectivement, une étude montre que HRS est impliquée dans le recrutement 

de l’Actinine-4 et de ROCK1 (Rho associated potein kinase 1) à la membrane plasmique des 

cellules lors de l’infection par le virus KSHV (Kaposi’s sarcoma-associated herpesvirus) (Veettil 

et al., 2016). Cette étude est la seule à montrer une forte localisation de HRS à la membrane 

plasmique et souligne sa fonction d’intermédiaire structural indépendante du processus de 

recyclage (Veettil et al., 2016). 

4.3.2 HRS et régulation du cholestérol 

 

Du et al., furent les premiers à montrer un rôle direct de HRS dans la régulation du 

cholestérol qui transite par les voies endosomales (Du et al., 2012). L’absence de HRS, 

contrairement à celles des ESCRT-I TSG101 ESCRT-II EAP20 et ESCRT-III CHMP6, provoque 

l’accumulation de cholestérol au niveau des endosomes tardifs exprimant par la protéine 

Lamp1, au même titre que l’absence du transporteur NPC1 (Figure 32). Brièvement, NPC1 et 

NPC2 sont deux protéines impliquées dans la sortie du cholestérol des endosomes 

tardifs/Lysosomes (LE/Ly). NPC2 est une protéine soluble qui lie le cholestérol et qui est 

localisée dans le lumen des lysosomes alors que NPC1 est une protéine membranaire localisée 

dans la membrane des lysosomes et permet le transfert du cholestérol de NPC2 vers la 

membrane plasmique ou le réticulum endoplasmique (Kwon et al., 2009). Des mutations de 

NPC1 ou NPC2 conduisent à la pathologie de Niemann Pick type C caractérisée par 

l’accumulation de cholestérol non estérifié dans LE/Ly (Carstea et al., 1997; Naureckiene et 
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al., 2000). L’absence de HRS inhibe le transport du cholestérol vers le RE mais n’impacte pas 

la localisation de NPC1 et de NPC2, suggérant un rôle à part entière de HRS dans le transport 

du cholestérol (Du et al., 2012). Cette nouvelle fonction particulière de HRS pourrait être 

attribuée au fait qu’il interagit avec de nombreux acteurs protéiques, dont la protéines ORP5 

(Pridgeon et al., 2009). ORP5 est une protéine qui est majoritairement localisée au niveau du 

RE et permet le transport du cholestérol depuis le LE/Ly vers le RE (Du et al., 2011). Son 

absence conduit à l’accumulation de cholestérol au niveau de la membrane des LE/Ly (Du et 

al., 2011). Puisque ORP5 interagit avec HRS, on peut alors imaginer que l’absence de HRS 

affecte la localisation de ORP5 au niveau des LE/Ly et induise l’accumulation de cholestérol. 

Néanmoins, cette hypothèse n’a pas encore été démontrée. 

 

Figure 32: L’absence de HRS provoque l’accumulation de cholestérol dans les endosomes 
tardifs/Lysosomes. 

L’absence de HRS et de NPC1 induit une accumulation de cholestérol mis en évidence avec un 
marquage par la Filipin dans le lumen des endosomes tardifs/Lysosome lui-même identifié par 
la présence de la protéine Lamp1 (Du et al., 2012). 
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4.3.3 HRS et régulation de l’autophagie  

 

En 2007, Filimonenko et al, ont montré que l’absence des protéines HRS, TSG101, EAP30 

(ESCRT-II) et CHMP3 (ESCRT-III) provoquait l’accumulation d’ubiquitine au niveau des 

endosomes tardifs/lysosomes dans la lignée cellulaire HeLa (Filimonenko et al., 2007). Cet 

article, qui est articulé autour de TSG101, montre que son absence provoque aussi 

l’accumulation et l’agrégation de p62 et LC3-II, qui sont des marqueurs de l’autophagie. De 

plus, l’absence de TSG101 provoque aussi l’accumulation de la protéine TDP43 qui est 

impliquée dans la Sclérose latérale amyotrophique (SLA) (Filimonenko et al., 2007). Dans le 

même temps, Tamai et al., ont montré que HRS, était localisée au niveau des autophagosomes 

grâce à son domaine FYVE  et que son absence n’impactait ni la formation des 

autophagosomes, ni la fonction des lysosomes mais diminuait la maturation des 

autophagosomes (Tamai et al., 2007). Par la suite, un modèle murin fut généré dans lequel 

HRS a été spécifiquement inhibé dans les neurones pour mimer le développement de 

pathologies neurodégénératives (Tamai et al., 2008). L’analyse de l’hippocampe de ces souris 

a montré une augmentation de la mort des neurones pyramidaux par apoptose, avec une 

accumulation de protéines ubiquitinés ainsi que des marqueurs de l’autophagie comme p62, 

traduisant ainsi un défaut dans le processus d’autophagie (Tamai et al., 2008). Une étude plus 

approfondie de ce modèle, réalisé en 2016, a montré que l’absence de HRS dans les neurones 

de l’hippocampe était accompagnée par l’accumulation de protéines neurodégénératives 

comme l’a-Synucléine, la TDP-43 et la protéine mutante Huntingtin qui sont toutes les trois 

retrouvées dans des pathologies neurodégénératives (Oshima et al., 2016). De plus, les 

données expérimentales ont montré que l’absence de HRS dans la lignée cellulaire PC12 

(mélange de cellules neuroblastiques et d’éosinophiles) affecte négativement les étapes 

tardives de l’autophagie, provoquant ainsi une augmentation de la signalisation des voies JNK 

et RIPK1, induisant la mort par apoptose et nécroptose (Oshima et al., 2016).  

D’autres études impliquent aussi VPS27 dans la micro-autophagie chez la levure. Des 

données expérimentales ont montré que VPS27 était nécessaire à l’inhibition de mTORC1 et 

à l’induction de la micro-autophagie (Rahman et al., 2018). Cette fonction de VPS27 semble 

nécessiter une interaction avec la Clathrine (Oku et al., 2017). 
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Pour résumer, HRS participerait au processus d’autophagie en jouant sur la maturation 

des autophagosomes et permettrait ainsi la dégradation de différentes protéines comme la 

TDP-43, la Hungtintin, l’a-Synucléine (Filimonenko et al., 2007; Oshima et al., 2016; Tamai et 

al., 2008). De ce fait, son absence ou sa perte de fonction pourrait être à l’origine, ou bien 

participer activement, à la mise en place de certaines maladies 

neurodégénératives/prionopathies telles que la SLA, la maladie d’Alzheimer, des 

synucléinopathies, ou encore la maladie du prion (Vilette et al., 2015). 

4.4 Régulation post-transcriptionnelle de HRS 

 

L’activité et la stabilité de HRS sont régulées par son état de phosphorylation et 

d’ubiquitination :  

La phosphorylation : Suite à l’ajout de facteurs de croissance tels que le HGF ou l’EGF sur des 

cultures de cellules, HRS est rapidement phosphorylée (Bache et al., 2002; Komada and 

Kitamura, 1995; Urbé et al., 2000). Plusieurs parties de HRS sont phosphorylées dont le 

domaine UIM, ainsi que les tyrosines 329 et 334 suite à l’activation de l’EGFR, mais 

représentent globalement un faible pourcentage de HRS phosphorylée (Row et al., 2005; Stern 

et al., 2007). La phosphorylation de HRS sur ces résidus semble être orchestrée par des 

protéines kinases qui se trouvent en aval des récepteurs RTK et permettrait la dissociation de 

HRS des endosomes précoces (Bache et al., 2002; Haugen et al., 2017; Stern et al., 2007). Chez 

la levure, les kinases PhK1/2 phosphorylent directement HRS sur sa serine 613 et participent 

au recrutement de la protéines ESCRT-I VPS28 sur les membrane endosomales (Morvan et al., 

2012). Également, les mutations des tyrosines 329 et 334 de HRS inhibent la dégradation de 

l’EGFR, mais les voies de signalisations en aval n’ont néanmoins pas été analysées pour vérifier 

une potentielle altération (Stern et al., 2007). Concernant la stabilité de HRS, des études 

révèlent que la phosphorylation de VPS27/HRS par le complexe mTOR empêche sa 

dégradation par le protéasome (Dobzinski et al., 2015). De plus, lorsque les cellules sont mises 

dans un milieu de culture pauvre en nutriments ou que mTOR est inhibé avec de la 

Rapamycine, le niveau protéique de HRS chute, mais est partiellement restauré par l’ajout 

d’inhibiteurs du protéasome comme le MG132 (Dauner et al., 2017). Ces données 

expérimentales montrent que HRS est potentiellement phosphorylé par mTOR et que sa 
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stabilité et sa dégradation sont régulées par le protéasome (Dauner et al., 2017; Dobzinski et 

al., 2015). 

Ubiquitination : HRS est mono-ubiquitiné sur son domaine UIM, ce qui a pour effet de 

diminuer son interaction avec les cargos ubiquitinés et leurs dégradations (Hoeller et al., 2006; 

Polo et al., 2002). L’ubiquitination de HRS est réalisée entre autres par la protéine Rsp5. 

L’inhibition de cette dernière ne semble pas impacter la biogénèse des MVBs (Stringer and 

Piper, 2011). D’autre part, la desubiquitinase AMSH est recrutée au niveau des endosomes 

précoces et entraine la desubiquitination de HRS, favorisant le transport endosomal du 

récepteur CXCR4 (Sierra et al., 2010). Au niveau du complexe ESCRT-0, STAM est capable de 

lier et d’activer des desubiquitinases, grâce à son domaine SH3, ce qui suggère un possible 

circuit de régulation de l’état d’ubiquitination de HRS (McCullough et al., 2006; Sierra et al., 

2010). Néanmoins, les fonctions exactes de l’ubiquitination de HRS, dans son domaine UIM 

ou bien sur d’autres parties de HRS restent encore mal comprises et nécessitent d’être mieux 

caractérisées. 

 Pour conclure sur le chapitre dédié à la protéine HRS, nous avons vu qu’elle régule de 

nombreux mécanismes dont la dégradation des récepteurs membranaires et agit ainsi sur les 

voies de signalisation associées. Elle participe au recyclage de protéines membranaires, assure 

le maintien de l’homéostasie du cholestérol et est actrice du processus d’autophagie (Figure 

33). Or l’ensemble de ces voies cellulaires sont essentiels au bon déroulement de la 

myogenèse. De ce fait, HRS semble être un candidat dans la régulation de la myogenèse. La 

réponse à cette question constitue le cœur de mon projet de thèse. 
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Figure 33: Schéma résumant les grandes fonctions de HRS. 

Les fonctions de HRS sont notées en rouge. Inspiré de (Bache et al., 2003b; Christ et al., 2017; 
Du et al., 2012; MacDonald et al., 2018; Oshima et al., 2016; Raiborg et al., 2006; Tamai et al., 
2008, 2007; Veettil et al., 2016; Vietri et al., 2020b; Wenzel et al., 2018; Yan et al., 2005) 

 

 

 

 

 

 

 

STAM

ESCRT-II

ESCRT-III

HRS

Complexe 

CART 

Actine

Voie de 

signalisationHRS
HRS

ESCRT-I

NPC1

NPC2

HRS

ILV

MVB
ILV

Récepteur à la 

transferrine

Récepteur à 

l’EGF

?

Cholestérol Autophagosome

Amphisome

Endosome précoce

Endocytose

Endosome tardif/Lysosome

Actine

Lysosome

HRS?

HRS

WASH

Recyclage de 

récepteurs

Actinine 4

Virus KSHV

Rock1

EGF
Transferrine

Recyclage

Macropinocytose

Maturation des 

amphisomes

Homéostasie 

du cholestérol

Recyclage

Dégradation

Fusion

Dégradation

Sortie

ESCRT-0

ESCRT-III

Activée

Formation des MVB



 
 

 
 

97 

SYNTHESE ET PROBLEMATIQUE 

Lors d’un effort physique, les muscles subissent des contraintes mécaniques qui 

peuvent conduire à des blessures. Afin de réparer les fibres du muscle lésé, un processus de 

régénération va se mettre en place. Il fait appel au cellules satellites qui vont séquentiellement 

s’activer, proliférer, ce différentier puis fusionner entre elles pour donner des structures 

multi-nuclées appelés myotubes et ainsi réparer la fibre musculaire (Zanou and Gailly, 2013). 

Ces différentes étapes constituent la myogenèse et sont rendues possible grâce au 

remodelage des composants protéiques et lipidiques de la membrane plasmique des cellules 

lors de la différentiation et grâce à l’activation et l’inhibition de récepteurs membranaires 

spécifiques tel que l’EGFR (Epidermal Growth Factor Receptor) (Hindi et al., 2013). L’activation 

de ces récepteurs provoque en aval, la mise en place de voies de signalisation telles que la 

voie des MAPK ou bien la voie PI3K/AKT, qui orchestrent les différentes étapes de la 

myogenèse (Knight and Kothary, 2011). La régulation de l’activation des récepteurs 

membranaires passe en outre par leur endocytose, et par leur temps de résidence au niveau 

des endosomes (Dobrowolski and De Robertis, 2011; Irannejad et al., 2015). A ce niveau, 

l’action successive des protéines de la machinerie ESCRT va permettre d’internaliser les 

récepteurs activées dans une vésicule dite intra-luminal et former progressivement le corps 

multi-vésiculaire (Henne et al., 2011). Dès lors, le récepteur n’est plus actif car il est privé de 

ses partenaires et cibles cytosoliques. Des mutations dans des protéines clés de la voie 

endosomale peuvent conduire à des défauts d’acheminement de ces récepteurs et ainsi 

maintenir ou bien inhiber les voies de signalisation qui en découlent (Maxfield, 2014; Rusten 

et al., 2011; Szymanska et al., 2018). 

 Les voies de signalisation impliquées dans la myogenèse, ainsi que les récepteurs 

associés commencent à bien être décris, cependant, leur régulation par les protéines de la 

voie endo-lysosomale reste quant à elles moins définies. Dans ce contexte, nous avons voulu 

mieux comprendre le rôle de ces protéines, en nous focalisant sur la machinerie ESCRT et plus 

particulièrement sur la protéine ESCRT-0 HRS. Par ailleurs, quelques études préliminaires nous 

ont aussi conforté dans le choix de cette protéine pour notre étude. Tout d’abord, HRS est la 

première protéine du complexe ESCRT à intervenir dans le mécanisme de formation des 

MVBs, faisant d’elle une protéine incontournable dans ce processus. D’autre part, l’expression 
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de l’homologue de HRS chez le rat, GEF-1 (galactosylceramide expression factor-1) dans des 

lignées cellulaires autres que musculaires, induit l’expression de facteurs myogéniques (Ogura 

et al., 2004). De surcroit, l’extinction de l’expression de HRS dans les muscles lisses de souris 

perturbe leur contraction, diminue leur taille et provoque une forte inflammation (Chen et al., 

2015). Pour finir, la déplétion en cholestérol des membranes des myoblastes de poulet, qui 

favorise leur différentiation, augmente l’expression de l’ARNm de HRS (Ana C. B. Possidonio 

et al., 2014). Toutes ces données justifient notre intérêt à mieux comprendre et définir le rôle 

de HRS dans la myogenèse. 

 Dans cet objectif, nous avons étudié la fonction de HRS durant le processus de 

différentiation ainsi que l’effet de son inhibition sur la myogenèse. Pour ce faire, nous avons 

utilisé des modèles cellulaires de myoblastes de souris C2C12 ainsi que des cultures primaires 

de souris et humaine. Nos résultats expérimentaux mettent en évidence que HRS est 

essentielle au bon déroulement de la myogenèse et suggèrent un rôle multimodal dans ce 

processus. La partie suivante du manuscrit présentera l’article issu de mes résultats qui en 

cour d’écriture. Également, je vous présenterai des données supplémentaires que nous avons 

obtenue et qui ont participé à nôtre réflexion. 
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Abstract 

 

Myogenesis is a complex and tightly regulated process ending with the formation of a 

multinucleated myotube fibers. Differentiation of myoblasts into myotubes is controlled by 

several myogenic transcription factors that act as terminal effectors of signaling cascades and 

produce specific transcripts in stage, time and place to ensure the efficient differentiation 

process. Here we show that HRS/HGS ESCRT-0 is dynamically expressed and distributed 

during myogenesis thus suggesting a key role during differentiation. We found that silencing 

of HRS strongly inhibits the differentiation into myotubes in murine and human cellular 

models. Mechanistically, our data revealed that HRS differentiation defect was associated with 

activation of MEK/ERK and the GSK3b myogenesis negative regulators that collectively 

negatively altered myogenic transcription factors. Similarly, we also observed that HRS 

silencing impaired the autophagic flux thus correlating well with previous published data 

stating that efficient autophagic process is required during myoblast differentiation. 

In conclusion, we found that HRS is a master regulator that controls myogenesis at different 

levels through the modulation of important key cellular mechanisms involved in trafficking, 

signaling and degradation. 
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Introduction 

Differentiation of myoblasts into myotubes is a tightly concerted and highly regulated process 

that starts from the binding of a large variety of extracellular ligands (cytokines, growth factors) 

to their surface membrane receptors and the presence of cell-cell contacts that collectively 

engage different downstream signaling cascades (Hindi et al, 2013; Knight & Kothary, 2011). 

This is followed by activation/repression of several terminal myogenic transcription factors 

(MRFs) such as MyoD that acts together with Myogenin and myocyte enhancer factor 2 

(MEF2) that drive specific expression of myogenic proteins in stage, time and place to ensure 

the efficient initiation and progress of the differentiation (Asfour et al, 2018; Zammit, 2017; 

Knight & Kothary, 2011; Hernández-Hernández et al, 2017). Once realized, myoblasts enter 

the myogenic differentiation program to become post mitotic myocytes that, after a cell to cell 

fusion process form multinucleated structures called myotubes with contractile capabilities. 

Many signaling surface receptors including growth factor receptor tyrosine kinases (RTKs), 

Toll receptors (TLRs), TGF beta receptors (TGFR) or G protein coupled receptors (GPCRs) 

have been shown to positively or negatively control myogenesis (reviewed in Hindi et al, 2013). 

All of these ligand-receptors and their associated signaling pathways must be thinely controlled 

during myogenesis to allow a precise spatial and temporal expression and/or repression of 

MRFs needed for the muscle fibers formation (reviewed in Knight & Kothary, 2011). 

To attenuate responsiveness to extracellular ligand, cells implemented strategies based on the 

endocytosis of ligand-activated receptors and their redirection to endosomes or endo-lysosomal 

compartments. In this context, early endosomes compartments became crucial sorting stations 

able to determine short or long-term cellular signaling responsiveness through different 

pathways such as degradation, recycling, scaffolding, sequestration or catalysis (reviewed in 

(Irannejad et al, 2015a). The molecular and cellular mechanisms as well as the trafficking 

machineries involved in this process are complex and understanding their role in the 
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myogenesis regulation is currently gaining momentum. However, until today, only few studies 

investigated the control of myogenesis through the regulation of the intracellular trafficking of 

compartments like early/late and recycling endosomes, lysosomes or compartments linked to 

the autophagy (Singh & Kumar Roy, 2013; Comunale et al, 2007; Bhuin & Roy, 2009; Cong 

et al, 2020; Isobe et al, 2018; Vassilopoulos et al, 2014; Shin et al, 2014; McMillan & 

Quadrilatero, 2014; Sakane & Akasaki, 2018). 

The ESCRT machinery is conserved from yeast to mammals and plays key roles in different 

normal and pathological contexts (Henne et al, 2011; Vietri et al, 2019; Saksena & Emr, 2009; 

Rusten et al, 2012). In physiological conditions, the ESCRT machinery is involved in essential 

cellular process including membrane abscission during cytokinesis, macro- and micro-

autophagy, plasma and nuclear membranes remodeling and repair, endosomal sorting of 

ubiquitinated proteins, intra luminal vesicles (ILVs) formation/multivesicular endosomes-

bodies (MVEs/MVBs) biogenesis and exosomes or microvesicles budding and release 

(reviewed in (Vietri et al, 2019)). Different studies also highlighted that ESCRT machinery can 

modulate signaling pathways mediated through different receptors such as RTKs like the 

epidermal and hepatocyte growth factor (EGFR, HGFR respectively), TLRs or some GPCRs 

(reviewed in (Wegner et al, 2011; Dobrowolski & De Robertis, 2012; Szymanska et al, 2018; 

Irannejad et al, 2015b). 

The ESCRT machinery is composed of approximatively 20 proteins assembled into four 

distinct heteromeric protein subcomplexes named ESCRT-0, I, II and III according to their 

chronological involvement in sorting ubiquitinated cargos into MVBs (reviewed in (Babst, 

2005; Vietri et al, 2019). In brief, ubiquitinated cargo proteins are first recruited by the ubiquitin 

binding HRS/HGS (Hepatocyte Growth Factor regulated tyrosine kinase substrate) ESCRT-0 

complex to the early endosomes through the binding of HRS FYVE region to clathrin positive 

phosphatidyl inositol 3 phosphate (PtdIns3P/PI3P) domains on early endosomes. The HRS 
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complex then recruits ESCRT-I through TSG101 (Tumor susceptibility gene 101) that also 

binds ubiquitinated proteins. TSG101 recruits ESCRT-III via ESCRT-II or the accessory 

AIP1/Alix protein and the complexes sequester cargo proteins into the ILVs of the MVB. 

Finally, the ESCRT-III interacts with the AAA-ATPase Vps4 complex that promotes the 

disassembly and recycling of the ESCRT components back to the cytoplasm to maintain the 

function of the MVB pathway (reviewed in (Schmidt & Teis, 2012)). Recently, live-cell 

imaging of individual endosomes revealed that cargo sorting and ILVs formation occur by 

concerted, coordinated and repetitive recruitment waves of individual ESCRT subcomplexes 

and are controlled by Clathrin (Wenzel et al, 2018). 

The HRS/HGS ESCRT-0 component (the Vps27 ortholog protein in the yeast model) stands 

out from the other members of the ESCRT machinery. Indeed, HRS is a key to endosomal 

sorting, first by directly binding ubiquitinated proteins and functioning in the sorting of 

ubiquitinated cargos into clathrin-coated microdomains on endosomes and second beyond 

simple recruitment of TSG101, Hrs is an orchestrator of many events surrounding MVB 

formation as indicated by its multiple binding-partners (Komada, 2005; Clague & Urbé; 

Pridgeon et al, 2009; Raiborg, 2006). However, recent studies also identified additional HRS 

functions unrelated to the ESCRT pathway. This was precisely highlighted for example by the 

properties of HRS to specifically regulate the endosomal cholesterol trafficking where, in the 

same time, other ESCRT components like the ESCRT-I Tsg101 have no effect (Du et al, 2012). 

Along the same line, HRS was found to promote the actin-mediated endosomal recycling of 

receptors back to the plasma membrane whereas Tsg101 cannot (Hanyaloglu et al, 2005; 

MacDonald et al, 2018; Yan et al, 2005). 

One major attractiveness of HRS definitively remains in its capacity to modulate different 

signaling pathways activity through the regulation of plasma membrane receptors trafficking 

and degradation in mammalian and drosophila models thus making it a master regulator (Jékely 
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& Rørth, 2003; Lloyd et al, 2002; Sasaki & Sugamura, 2001; Miura & Mishina, 2011; Taelman 

et al, 2010; Chanut-Delalande et al, 2010; Komada, 2005; Morino et al, 2004; Kunzmann et al, 

2003). Indeed, silencing of HRS was found to prevent the degradation of RTKs like EGFR 

through the lysosomal pathway, leading to its accumulation into the early endosome stations 

and thus maintaining its downstream signaling activity (Lloyd et al, 2002; Malerød et al, 2007; 

Brankatschk et al, 2012; Szymanska et al, 2018). On the opposite, HRS was also identified as 

a key component involved in the stimulation of the WNT signaling pathway. In this case, its 

depletion prevented the Glycogen Synthase Kinase 3 beta (GSK3b) sequestration into the early 

endosomes and induced its accumulation in the cytosol (Taelman et al, 2010). In this context, 

it inactivates the beta catenin transcription factor by phosphorylation that consequently cannot 

be translocated into the nucleus to activate the transcription of the WNT target genes (reviewed 

in (Dobrowolski & De Robertis, 2012)). Interestingly, different studies also revealed that HRS 

modulate the autophagic flux, especially the autophagic clearance of proteins involved in 

neurodegeneration(Tamai et al, 2007; Filimonenko et al, 2007; Oshima et al, 2016; Matthew-

Onabanjo et al, 2019). In yeast, Vps27 was also involved, with Atg13, in the control of the 

macro- and micro-autophagy process via mTORC1(Hatakeyama et al, 2019; Hatakeyama & 

De Virgilio, 2019). 

Most of the cellular and molecular process depicted above can as evidence be transposed into 

the context of the myogenesis. Only a few studies investigated the role of HRS/HGS into the 

muscle biology. HRS expression was well observed in smooth and skeletal muscle tissues (Lu 

et al, 1998; Lloyd et al, 2002; Chen et al, 2015) thus suggesting that it could play a major role 

in these tissues. 

In this context, we focused our investigations on the expression and distribution of HRS and its 

potential roles in the skeletal muscle cell biology and more precisely during the differentiation 

process of myoblasts into myotubes. 
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Here we found that HRS depletion in murine and human muscle cells strongly impairs the 

differentiation of myoblasts into myotubes. This was well correlated with a dynamic expression 

and distribution of HRS during the process of myogenesis. Mechanistically, we identified that 

the MEK/ERK pathway and the GSK3b kinase, two well characterized negative regulators of 

myogenesis, were both significantly activated upon HRS depletion. On the opposite, their 

specific inhibition significantly rescues the differentiation of myoblasts into myotubes thus 

comforting their key implications in the myoblast differentiation defect observed in HRS 

depleted cells. Interestingly, we also observed that HRS silencing negatively alters the 

autophagic flux thus correlating well with previous published data stating that efficient 

autophagic process is required during myoblast differentiation (McMillan & Quadrilatero, 

2014). 

In conclusion, we found that HRS is a master regulator that controls the differentiation of 

myoblasts into myotubes at different levels through the modulation of important key cellular 

mechanisms involved in trafficking, signaling and degradation. 

 

Results 

HRS expression and distribution is modulated during myoblast differentiation 

To investigate the role of HRS in the myogenesis process, we first analyzed its protein 

expression during the differentiation of myoblast into myotubes in the well described murine 

C2C12 cellular model. For this purpose, C2C12 cells were cultured in growth medium ie 

proliferative medium (PM) status or in differentiated medium (DM) to initiate the 

differentiation of myoblasts into myotubes. The data presented in Fig 1A, B revealed that HRS 

strongly decreases when C2C12 cells were shifted and cultured into DM (compare lanes 2 and 

3). HRS expression was then progressively increased from 48 hours of differentiation to reach 
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its maximum expression at 96 hours (see lanes 3-4 in panel A and quantifications in panel B). 

Quantitative RT-PCR (qRT-PCR) analyses carried out on C2C12 cells issued from the kinetic 

(PM and DM from 7 to 96 hours) revealed that hrs-mRNA level remained unchanged during 

the differentiation process (see Appendix Fig S1) thus suggesting that HRS regulation occurs 

at the translational or post translational levels (see discussion). 

Efficient differentiation of myoblasts into myotubes was assessed by controlling the expression 

of the Myogenin MRF protein as well as the muscle specific Myosin heavy chain (MHC) 

terminal muscle marker (Fig 1A). Interestingly, high level of HRS expression was concomitant 

with high Myogenin expression (see lane 6) thus possibly indicating a role for HRS during 

myogenesis. 

We next investigated the cellular distribution of HRS during the process of myogenesis. For 

this purpose, C2C12 cells in proliferation or during differentiation (24 to 122 hours of DM 

culture) were analyzed by immunofluorescence coupled by confocal microscopy using the anti-

HRS antibody. The data presented in Fig 1C first confirmed the bi-modal expression of HRS 

protein during myogenesis. In addition, while HRS displays a wild punctuated cytosolic 

distribution in myoblasts as well as in early 24 hours differentiated cells (see white arrowheads 

in the lower panels), we observed a deep relocalization of HRS f at the nuclear periphery rom 

48 hours to 122 hours of DM culturing (see white arrows). This perinuclear distribution in 

myotubes was confirmed when C2C12 cells were transfected with a construct encoding a 

human GFP-HRS fusion protein (Fig 1D). To determine if HRS perinuclear relocalization 

during differentiation is a feature of differentiated muscle cells, murine primary muscle satellite 

cells (muSCs) were cultured into PM or DM until myotubes formation. Differentiation of 

satellite cells into myotubes is faster than C2C12 cells and appears from 24 hours of 

differentiation. Immunofluorescence experiments carried out with the anti-HRS antibody and 

analyzed by confocal microscopy confirmed the presence of HRS perinuclear distribution in 
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myotubes (Fig 1E) thus indicating that HRS relocalization is characteristically observed during 

the muscle differentiation process. 

To better characterize the compartments associated to perinuclear HRS in myotubes, confocal 

double immunofluorescence experiments were carried out using the anti-HRS and a set of 

primary antibodies directed against Rab5a or Rab7 to label early (EE) and late (LE) endosomes 

respectively, the GM130 Golgi marker, the anti-KDEL for endoplasmic reticulum (ER) or the 

anti-Clathrin heavy chain (CHC) antibody for clathrin coated vesicles. The data presented in 

Fig 2 revealed that perinuclear HRS significantly colocalizes with the EE-Rab5a positive 

endosomes (see panels 2A and 2B). As expected, a strong colocalization was observed between 

HRS and CHC, a well characterized binding partner of HRS (Raiborg, 2001; Raiborg et al, 

2002). On the opposite, colocalizations between HRS and Rab7-LE, KDEL-ER or GM130-

Golgi positive compartments were barely observed (see panel 2B). 

To investigate the expression and the cellular distribution of HRS in muscle tissues, confocal 

imaging experiments were done on dissected EDL muscle fibers issued from 3 months old mice. 

The data presented in Appendix Fig S2A revealed, the presence of significant accumulations of 

HRS protein at the nuclear poles as well as around nuclei (see white arrows), in addition to a 

global repeated and striated pattern throughout the fibers. Interestingly, in regenerating muscle 

fibers which typically display aligned and centrally located nuclei (see panel B), a strong and 

specific accumulation of perinuclear HRS was also detected (see white arrows in Appendix Fig 

S2B). Of interest, our investigations also identified a strong accumulation of HRS at the 

neuromuscular junction (NMJ; see Appendix Fig S2C) confirming previously published data 

on the NMJ in the Drosophila model (Lloyd et al, 2002). Collectively, our results show that 

HRS protein is dynamically expressed and distributed during the process of myogenesis 

indicating a potential role in skeletal muscle biology and more precisely in the process of 

myogenesis. 
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To determine if expression of other ESCRT complex components were regulated during 

differentiation, we next evaluated the level of expression of the ESCRT-I TSG101 protein. In 

contrast to HRS, the data presented in Fig EV1A,B revealed that TSG101 protein expression 

does not display a bi modal expression but a progressive increase expression during the 

differentiation process. This set of data indicates that while HRS and TSG101 belong to the 

same ESCRT machinery, their regulation during the myogenesis process appears different. 

Analyses of TSG101 cellular distribution in myoblasts revealed occasional colocalization 

between TSG101 and HRS correlating with previously described data in HeLa cells ( see Fig 

EV1C ; (Bache et al, 2003). On the opposite to HRS, no perinuclear TSG101 distribution was 

observed in differentiated myotubes. Surprisingly, unexpected intranuclear TSG101 signals 

were observed in addition to expected cytoplasmic distribution (see white arrows in Fig EV1C). 

This data was confirmed using a second independent anti-TSG101 (TSG101-ab2) antibody (see 

Fig EV1D; see discussion). 

Collectively, we found that HRS and TSG101 expression and distribution are significantly 

different during myogenesis, thus suggesting that HRS and TSG101 could share specific 

functions during the process of myogenesis. 

 

Silencing of HRS strongly affects the differentiation of myoblasts into myotube fibers.  

To explore the role of HRS during myogenesis, we first assessed the impact of HRS silencing 

on the differentiation of myoblasts into myotubes in the C2C12 cellular model. For this purpose, 

three independent lentiviral vectors HRS-shRNAs (shRNAs #1 to #3) and a non-specific 

shRNA target (sh-CT), were used to transduced C2C12 myoblasts. Efficient HRS silencing 

with the three shRNAs leads to a strong reduction of HRS in transduced proliferating cells 

(compare lane 1 with lanes 2-4 in Fig 3A). No modification of cell division was observed 

between the sh-CT and sh-HRS conditions over three days of culture (see Fig 3B). 
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Phenotypically, cells share barely similar size and aspect but double immunofluorescence 

coupled confocal imaging using the late endosome/lysosome anti-Lamp1 and the early 

endosome anti-EEA1 revealed a strong enlargement of early and late endosomes/lysosomes 

(see Fig 3C ) thus correlating with the HRS silencing associated phenotype previously described 

in the HeLa cellular model (Razi & Futter, 2006; Marchese et al, 2003; Komada & Soriano, 

1999). 

To investigate the impact of HRS silencing on differentiation of myoblasts into myotubes, shCT 

an shHRS transduced C2C12 myoblasts were next cultured in DM during 96 hours until the 

formation of myotubes in sh-CT cells was done. Presence of myotubes was determined by 

immunofluorescence microscopy by visualizing positive Myosin Heavy Chain (MHC) skeletal 

muscle marker multinucleated myotube fibers. The data presented in Fig 3D revealed that HRS 

depletion leads to a strong decrease of myotube formation correlated with the strong decrease 

of MHC positive cells (compare panel D1 with panels D2-D4). Western blotting analyses also 

confirmed the strong decrease of MHC expression in HRS KD cells (compare lanes 1-6 with 

lanes 7-12 in panel E and quantifications in panel F). The negative impact of HRS depletion 

was also correlated with a major and significant decrease of the myogenic differentiation index 

(see panel G) thus revealing the key role of HRS during the differentiation process. 

To determine if HRS is also crucial for differentiation of primary myoblasts, murine muscle 

satellite cells muSC cells were transduced with HRS-shRNA#3 and sh-CT lentivectors. The 

data presented in Fig 3H show efficient HRS depletion (compare lanes 1 and 2) and revealed a 

strong reduction of myotube formation at 2 days of differentiation as judged by the strong 

decrease of MHC positive multinucleated fibers (see panel I) correlated with the efficient 

reduction of the myogenic index (panel J). Similar experiments were carried out on 

immortalized human myoblasts (Y711i cells) using three different human-HRS-shRNAs. The 

data presented in Appendix Fig S3 indicated that depletion of human HRS (panel A) also 
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negatively impacts the differentiation process of human myoblasts into myotubes (see panel B) 

thus pointing out that the key role of HRS in the myogenesis process is conserved between 

species. 

We next investigated if HRS re-expression could rescue the formation of myotubes structures 

into C2C12 sh-HRS cells. For this purpose, shRNA-HRS#3 transduced myoblast C2C12 cells 

were transfected by a non-targeted shRNA murine mycHRS encoding construct or an empty 

vector as negative control. The data presented in Appendix Fig S3C, D revealed that re 

expression of HRS partially rescues myotube formation at day 4 (compare the MHC marker in 

lane 3 with lane 4 in panel C and the presence of MHC positive myotubes in panel D) thus 

confirming that HRS is essential for myogenesis. 

We previously observed that TSG101 ESCRT-I protein expression increases during 

differentiation in C2C12 cells possibly indicating a myogenic role for TSG101 as well. We thus 

assessed the impact of TSG101-ESCRT-I depletion. For this purpose, C2C12 myoblasts were 

transduced with lentivectors encoding three different TSG101-shRNAs and the sh-CT as a 

negative control. The data presented in Fig EV2A revealed that TSG101-shRNAs (TSG101 #2 

and #3), efficiently downregulated TSG101 in C2C12 myoblasts (compare lane 1 with lanes 2-

4). When transduced myoblasts were cultured in DM during 4 days, differentiated myotubes 

were observed in all experimental conditions (Fig EV2B) however, determination of the 

myogenic differentiation index on TSG101#3-shRNA condition revealed a 34% decrease of 

differentiation (see panel C) thus indicating that TSG101 depletion alters myogenesis but with 

a lesser efficiency compared to HRS. While HRS and TSG101 belong to the same machinery 

and act sequentially, our data highlight that HRS is a stronger regulator of the differentiation 

process. 

 

HRS depletion strongly affects myogenesis and myogenic regulatory factors 
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The skeletal muscle specific myogenin gene is a key developmental regulator for skeletal 

muscle formation. Myogenin expression is indispensable to turn on the muscle gene expression 

program and is a prerequisite for myoblast differentiation (Faralli & Dilworth, 2012). Myogenin 

forces myoblasts to undergo myogenic differentiation, resulting in myoblasts exiting the cell 

cycle and fusing to form multinucleated myofibers (reviewed in (Zammit, 2017)). As a 

consequence, decrease of Myogenin expression negatively affects the differentiation process of 

myoblasts into myotubes (Faralli & Dilworth, 2012). In this context, we first investigated the 

protein expression level of Myogenin in shCT and shHRS#3 C2C12 cells in proliferation and 

during the course of the differentiation process. The data indicate that while Myogenin 

expression is very low in proliferation in shCT, it significantly increases from 24 to 96 hours 

after the differentiation induction (see Fig 4A lanes 1-6 and quantifications in panel B) thus 

correlating well with previous published data (Wang et al, 2008; McMillan & Quadrilatero, 

2014). Conversely, induction of Myogenin was strongly reduced in HRS-depleted cells 

(compare lanes 1-6 with lanes 8-12 and quantifications in panel B) thus indicating that HRS 

depletion negatively affects the expression of Myogenin. Because Myogenin expression is 

highly regulated at the transcriptional level (reviewed in (Faralli & Dilworth, 2012)), we next 

investigated through a qRTPCR approach if the myogenin mRNA expression level in 

proliferation and during the differentiation process was altered in shHRS#3 cells. The data 

indicate that mRNA level of myogenin is significantly decreased in shHRS#3 compared to 

shCT cells (see Fig 4C) thus indicating that absence of HRS negatively affects the expression 

of myogenin at the mRNA level. Collectively, this set of data revealed that in absence of HRS, 

myogenin mRNA and protein levels are strongly altered thus correlating with the strong defect 

of differentiation. 

Myogenin expression is tightly controlled during the process of differentiation by different 

transcription factors including the MRFs MyoD/bHLH and the MEF2 factors as well as by the 
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Myogenin itself (Faralli & Dilworth, 2012; Asfour et al, 2018). MEF2 factors alone do not 

possess myogenic activity but, in combination with MyoD/bHLH MRFs, drive and potentialize 

the myogenic differentiation program (Molkentin et al, 1995). In this context, we first 

investigated the expression level of MyoD in shCT and shHRS C2C12 cells in proliferation 

status or during the differentiation process. The data presented in Fig 4A,D revealed that 

expression level of MyoD is not significantly different between shCT and shHRS (compare 

lanes 1-6 with lanes 7-12 and quantifications in panel D). Interestingly, analysis of MyoD 

cellular distribution by immunofluorescence confocal microscopy, revealed that MyoD signal 

appears more accumulated at 24 and 48 hours of differentiation into the nuclei of shCT 

compared to shHRS cells (see panel E and quantifications in panel F) thus explaining at least 

in part the difference observed on Myogenin expression between shCT and shHRS. 

In addition to contain E-boxes for binding of the myogenic MyoD/bHLH factors, the myogenin 

promoter contains a consensus binding site for MEF2 proteins (Faralli & Dilworth, 2012). The 

MEF2 binding site is important for correct spatio-temporal expression of myogenin and 

mutation of the MEF2 binding site and/or alteration of MEF2 factors such as MEF2A 

expression and/or its cellular distribution negatively affects the myoblast to myotube 

differentiation process (Winter & Arnold; Estrella et al, 2015; Potthoff & Olson, 2007). In this 

context, we first analyzed the expression level of MEF2A in shCT versus shHRS C2C12 cells. 

The data presented in Fig 4 revealed that MEF2A protein expression level was significantly 

decreased between 48-96 hours of differentiation compared to shCT (compare lanes 1-6 with 

lanes 7-12 and quantifications in panel G). As expected, the decrease of MEF2A signal in the 

nuclei was confirmed by immunofluorescence confocal microscopy analyses in shHRS cells at 

72 hours of differentiation (see panels I and K). In the same time, qRTPCR also revealed that 

mef2A mRNA expression was also significantly decreased in shHRS compared to shCT cells 

(see panel J). Collectively, our data indicate that HRS depletion significantly decreases 
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expression and/or distribution of myogenic regulators that are essential for the process of 

myogenesis. 

 

HRS depletion affects signaling pathways involved in myogenesis 

The HRS protein is involved in the regulation of the trafficking and the degradation of cell 

surface receptors such as RTKs including the Epidermal Growth Factor Receptor (EGFR). HRS 

depletion compromised EGFR degradation resulting in its accumulation into the early 

endosomal compartments (Lloyd et al, 2002; Chanut-Delalande et al, 2010; Wenzel et al, 2018; 

Brankatschk et al, 2012). In this context, EGFR remains constitutively active leading to the 

stimulation of the downstream associated Ras/Raf/MEK/ERK signaling pathway (Lloyd et al, 

2002; Szymanska et al, 2018; Malerød et al, 2007; Brankatschk et al, 2012). Interestingly, the 

EGFR was found to be a key regulator of myogenesis that must be downregulated during 

myogenesis to allow efficient myoblast differentiation. Indeed, the study revealed that 

decreased of EGFR during the differentiation process was correlated with a strong increased 

expression and nuclear localization of the myocyte enhancer factor MEF2A (Leroy et al, 2013). 

Other studies also identified that activation of the Ras/Raf/MEK/ERK pathway was associated 

to a strong decrease of myoblast differentiation through an alteration of the myogenin 

transcription via the phosphorylated ERK2 (Yohe et al, 2018) or by altering the MEF2A nuclear 

translocation (Winter & Arnold). 

Collectively, these data prompted us to investigate the impact of HRS depletion on the 

trafficking and the activation of the EGFR dependent Ras/Raf/MEK/ERK signaling pathway in 

our HRS depleted C2C12 cellular model. We first determined if EGFR trafficking was affected 

in HRS depleted C2C12 cells. For this purpose, we established the flow of EGF Alexa-488 

tagged ligand through the degradative pathway by pulse-chase experiments followed by 

analysis of co-occurrence with the EEA1 early endosomal marker in shCT and shHRS#3 KD 
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myoblast cells. The data presented in Fig 5A,B show a progressive accumulation of EGF-488 

signal in red labeled-EEA1 positive compartments in shHRS#3 KD cells (see the yellow 

punctuated EGF-488/Red-EEA1 co-occurrence signals indicated by white arrows in panel A 

and in panel B for quantifications corresponding to the percentage of co-occurrences) whereas 

EGF-488 signal strongly decreased after 30 to 45 min of chase in shCT control cells due to its 

final trafficking to the degradative compartments. Thus, these data show that HRS impairs the 

degradation of the EGFR in the C2C12 cellular model. 

To determine if accumulation of EGFR in EEA1 positive compartments was specific of HRS, 

parallel experiments were carried out with TSG101 KD cells. Oppositely to what we found for 

HRS, the data presented in Fig EV3A,B revealed that TSG101 depletion does not alter the 

EGFR trafficking in C2C12 cells. No accumulation of EGF-488 was observed in EEA1 positive 

compartments thus indicating that EGFR follows its normal trafficking as observed in shCT 

control cells. 

We next investigated if the accumulation of EGFR in the EEA1 positive compartments was 

associated with an increase of activation of the Ras/Raf/MEK/ERK downstream signaling 

pathway as previously depicted in drosophila or in HeLa cells (Lloyd et al, 2002; Brankatschk 

et al, 2012). For this purpose, we focused our attention on the mitogen activated protein kinases 

p44/p42-MAPK-ERK1/2, the most downstream components of the cascade that are 

phosphorylated upon activation of EGFR and the Ras/Raf/MEK1/2-associated signaling 

pathway. The data presented in Fig 5C-E revealed that while the level of total ERK1/2 was 

barely similar in shCT and shHRS#3 (compare lanes 1-6 to lanes 7-12), the level of the 

phosphorylated ERK1/2 (pERK1/2) activated forms was increased with significant peak at 24 

hours compared to the control cells (compare lane 3 with lane 9 and lanes 5-6 to lanes 11-12 in 

panel C and quantifications in panels D and E). These data revealed that upon HRS depletion, 

the Ras/Raf/MEK/ERK pathway is activated in the early steps of differentiation thus correlating 
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well with the accumulation of EGFR in the early endosomal compartments. On the opposite, 

no activation of ERK1/2 was observed in TSG101 KD cells (see Fig EV3C and quantifications 

in panel D; see discussion). This set of data correlates with the fact that TSG101 depletion does 

not impair EGFR trafficking and alters the myogenesis process with less efficiency compared 

to HRS silencing. Collectively these data suggest that the Ras/Raf/MEK/ERK pathway may 

play a key role in the altered myogenesis process observed in the HRS-KD cells. In this context, 

we hypothesized that inhibition of this pathway could rescue, at least in part, the process of 

myogenesis. To investigate this hypothesis, we cultured shCT and shHRS cells in presence or 

absence of the U0126 MEK/ERK inhibitor (Marampon et al, 2009; Yohe et al, 2018) during 

96 hours of differentiation. The data presented in Fig 6A revealed that U0126 treatment 

efficiently rescues the differentiation of HRS-depleted cells as judged by the significant 

restoration of MYHC labeling and myotube formation in shHRS treated cells (see panel A and 

the myogenic index in panel B). Analysis by Western blotting of U0126-treated and untreated 

shCT and shHRS#3 cells at day three of differentiation confirmed the efficacy of the compound 

since the phosphorylated ERK1/2 downstream targets of MEK1/2 were significantly decreased 

(compare lane 1 with lane 3 and lane 2 with lane 4 in panel C). As expected, confocal 

microscopy experiments confirmed that Myogenin protein expression and distribution were 

significantly restored in shHRS#3-depleted cells at day 3 of differentiation upon U0126 

addition (see panels Fig 6D,E). Collectively, these data show that inhibition of MEK/ERK 

rescues the deficient differentiation phenotype observed in HRS-KD cells and restores 

Myogenin expression and distribution. These data revealed that activation of the 

MEK1/2/ERK1/2 pathway is a key component participating to the HRS-KD altered 

differentiation phenotype. 

Recently, Chen et al., (2017) observed that Akt2 deficiency induced a downregulation of 

MEF2A in mouse heart tissues (Chen et al, 2017). In skeletal muscle cellular model, Akt2 
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expression was also found to promote myogenic differentiation via increasing myogenin gene 

transcription (Sumitani et al 2002). This set of data prompted us to investigate the status of 

Akt2 in our HRS KD cells. Interestingly, we found that level of total Akt2 protein as well as its 

activated phosphorylated pSer474Akt2 isoform were significantly decreased in HRS depleted 

cells compared to our control (see Appendix FigS4 compare lanes 1-6 to lanes 7-12 in panel A 

and quantifications in panels B and C). On the opposite, no modification of total Akt1 

expression was observed between the two conditions (see panel A and quantifications in panel 

D). Collectively, these data suggest that global decrease of Akt2/pSer474Akt2 could participate 

in the differentiation defect by altering the transcriptional regulation of MEF2A. 

Different studies indicated that p38MAPK is a potential enhancer of the myogenesis process. 

Indeed, its inhibition prevents myotube formation whereas its activation stimulates myogenesis 

through the transcriptional activation of the myogenic transcription factors MEF2A and 

MEF2C (Wu et al, 2000). In this context, we investigated if the expression and the activation 

levels of p38MAPK were altered upon HRS depletion in proliferation and during the 

differentiation process. The data presented in Appendix Fig S4E-G failed to reveal any 

significant difference of expression nor phosphorylation levels of this kinase (see panel 7E and 

quantifications in panel 7F). No modification of activated pThr180/Tyr182-p38 cell distribution 

was observed between the two conditions (see panel G) thus suggesting that altered myogenesis 

process associated with HRS depletion is not dependent of the p38 MAPK pathway. 

 

GSK3b: another potential key factor involved in the HRS-KD-differentiation defect 

phenotype 

The Glycogen synthase kinase 3 beta (GSK3b) is a serine-threonine kinase that is involved 

downstream of multiple cellular signaling pathways (Mills et al, 2011). In the process of 

myogenesis, the active phosphorylated Y216-GSK3b (Hughes et al, 1993) acts as a negative 
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regulator of skeletal muscle differentiation (van der Velden et al, 2008) and low therapeutic 

dose lithium inhibits GSK3b and enhances myotube formation (Kurgan et al, 2019). 

Interestingly, Taelman et al., (2010) observed, that in HRS depleted HeLa cells, active GSK3b 

accumulates in the cytosol. This prompted us to investigate the impact of HRS depletion on 

GSK3b expression, activity and distribution. For this purpose, we first analyzed the expression 

level of total GSK3b and its active phosphorylated isoform pY216-GSK3b by Western blotting. 

The data presented in Fig 7A indicated that level of activated pY216-GSK3b was significantly 

increased (compare lanes 1-6 with lanes 7-12 and quantifications in panel B) in HRS depleted 

cells. Confocal imaging experiments realized on shCT and shHRS cells using anti-GSK3b and 

anti-Lamp1 antibodies revealed that GSK3b signal appeared to be more accumulated at the 

periphery of Lamp1 positive vacuoles in shHRS cells compared to shCT cells (see white arrows 

in panel C and quantifications in panel D) thus correlating with previous published data 

(Taelman et al, 2010). Collectively, this set of data led us to hypothesize that activation of 

GSK3b upon HRS depletion could participate to the differentiation defect phenotype. To verify 

this hypothesis, we postulated that inhibition of GSK3b could modulate its negative impact on 

the differentiation process in our HRS depleted cells. Lithium chloride (LiCl) is a potent Y216-

GSK3b b inhibitor (Li et al, 2014). In this context, shCT and shHRS#3 cells were cultured in 

DM in absence or presence of LiCl (10mM) during five days. At day 5 of differentiation, cells 

were recovered and analyzed by immunofluorescence miscroscopy using the anti-MYHC. The 

data presented in Fig 7E, F indicated that LiCl treatment significantly rescues the formation of 

myotube fibers in shHRS#3 KD cells as judged by the MYHC labeling (see the restauration 

MYHC labeling panel E) and the myogenic differentiation index (see panel F) whereas non-

treated cells were still undifferentiated. Similar experiments were also carried out using the 

Azakenpaullone (Aza 3µM) GSK3b inhibitor compound. Despite a less profound effect 
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compared to LiCl, the data presented in Fig 7E,F also confirmed that inhibition of GSK3b with 

Azakenpaullone partially but significantly rescues the myotubes formation in HRS depleted-

cells (see panels E and F). This result was comforted by the restoration of MEF2A and 

Myogenin expression into the nuclei of shHRS treated cells (see Fig 7G-J) in similar way to 

what it was observed in control non treated cells whereas they are still barely or non-detected 

in shHRS#3 non-treated cells. Collectively, these data indicate that while HRS depleted cells 

were incompetent to differentiate into myotubes, inhibition of GSK3b reactivate their myogenic 

potential to form myotube structures. In this context, these data suggest that GSK3b could be 

an additional key component participating to the differentiation defect phenotype observed in 

absence of HRS. 

 

The autophagy process is compromised in C2C12 HRS KD cells 

Different studies revealed that the ESCRT machinery is tightly linked with the process of 

autophagy. For instance, depletion of ESCRT components such as TSG101 or HRS strongly 

compromises the autophagic degradation process leading to the accumulation of the 

ubiquitinated binding proteins LC3 and SQSTM1/p62 as well as the aggregation of pathological 

prion-like proteins involved in neurodegenerative disorders (Filimonenko et al, 2007; Oshima 

et al, 2016; Tamai et al, 2007, 2008). Interestingly, inhibition of autophagy was found to impair 

the differentiation and fusion of myoblasts (McMillan & Quadrilatero, 2014). In the C2C12 

cells, the enhanced autophagic flux is characterized by an accumulation of the lipidated LC3-II 

and to a significant decrease of the SQSTM1/p62. Conversely, blocking the autophagic flux by 

chloroquine prevents differentiation of myoblasts into myotubes (McMillan & Quadrilatero, 

2014). This led us to investigate the effect of HRS depletion on the autophagy process in 

differentiating C2C12 cells. The data presented in Fig 8A first confirmed the inverse 

relationships between the decrease of p62/SQSTM1 and the increase of LC3II in shCT cells 



 
 

 
 

120 

(see lanes 1-6). In a striking contrast, high level of p62/SQSTM1 was sustained in shHRS cells 

while, in the same time, LC3II signal accumulated during the course of the differentiation thus 

strongly reflecting an altered autophagic flux in absence of HRS (compare lanes 7-12 with lanes 

1-6). Double immunofluorescence confocal experiments using anti-LC3 and anti-p62/SQSTM1 

antibodies confirmed the altered autophagic flux in myoblasts (see white arrows in panel B) as 

well as at 4 days of differentiation as judged by the strong accumulation of punctuated signals 

of p62 and LC3 in HRS KD undifferentiated cells (see white arrowheads). On the opposite, 

only faint p62 and LC3 labelings were observed in myotubes in shCT differentiated cells (see 

white arrowheads). As expected, no myotubes were observed in shHRS cells. 

Interestingly, TSG101 KD cells gave similar results (see Fig EV4). Indeed, p62 signal was 

sustained in shTSG101 cells during the course of the differentiation whereas it significantly 

dropped in shCT cells (see Fig EV4A compare lanes 1-6 with lanes 7-12). Similarly, LC3II 

strongly accumulates in shTSG101 compared to shCT during differentiation (see panel A). In 

myoblasts, double immunofluorescence confocal microscopy revealed as depicted for HRS, a 

strong accumulation of LC3II and p62 in shTSG101 depleted cells whereas only faint signals 

were observed in shCT cells (see white arrows in shTSG101 and shCT panel B respectively). 

Interestingly, in the differentiation context, we observed the presence of undifferentiated cells 

as well as myotubes with strong LC3 and p62 punctuated signals in shTSG101 (see white 

arrows and arrowheads in panel C respectively). However, we also frequently identified 

myotubes without accumulations (see yellow arrowheads) as depicted in shCT cells. 

Collectively, these data indicate that HRS and TSG101 are both required for proper autophagic 

flux during C2C12 differentiation. In addition, this set of data also suggests that impact of HRS 

and TSG101 depletion on autophagy may explain, at least in part, the differentiation defect 

observed in TSG101 and in HRS KD cells (see discussion). 
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Cholesterol accumulation is not a key factor in the HRS deficient differentiation 

phenotype 

Others important functions and implications of HRS have been identified in different cellular 

process. For example, HRS was previously shown to play an essential role in the endosomal 

trafficking of cholesterol. Indeed, HRS silencing strongly enhances the accumulation of 

cholesterol in Lamp1 late endosomes/lysosomes positive compartments in different cellular 

models (Du et al, 2012; Vilette et al, 2015) in a similar way to what it was previously described 

for the depletion of the Nieman Pick complex 1 (NPC1) cholesterol transporter (Du et al, 2012). 

Interestingly, cholesterol modulation was previously found to alter the formation of myotubes 

in a chicken cellular model (Mermelstein et al, 2005, 2007) and cholesterol depletion was found 

to enhance hrs mRNA expression whereas tsg101 mRNA was down regulated (Possidonio et 

al, 2014) thus suggesting that alteration of cholesterol in myoblasts could impact the 

differentiation process. In this context, this prompted us to investigate whether HRS depletion 

could affect cholesterol trafficking in murine C2C12 cells and could further impact the 

differentiation process. For this purpose, shHRS#3 myoblast C2C12 cells were recovered and 

first analyzed by confocal microscopy to visualize cholesterol as well as late 

endosomes/lysosomes through Filipin and an anti-Lamp1 labelings respectively. Similar 

experiments were carried out on sh-CT as well as sh-TSG101#3 as control cells. The data 

presented in Fig EV5A show a strong accumulation of cholesterol into Lamp1 positive 

compartments in shHRS#3 cells (see white arrows). On the opposite, no cholesterol 

accumulation was observed in sh-CT nor shTSG101#3 KD cells thus correlating with 

previously published results (Du et al, 2012) and pointing once more the functional differences 

between HRS and TSG101 even in the C2C12 cellular model. 

To determine if cholesterol accumulation can play a role in the differentiation defect we 

observed in our HRS KD cells, we postulated that accumulation of cholesterol in 
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LE/Lysosomes induced by NPC1 depletion could negatively alter the process of differentiation 

in the C2C12 cellular model. For this purpose, we investigated if depletion of the cholesterol 

transporter NPC1 could alter the process of differentiation. C2C12 myoblasts were transduced 

with a shNPC1 lentivector and efficient NPC1 depletion was confirmed by Western blotting 

(see Fig EV5B compare lanes 1 and 2). Confocal immunofluorescence analysis of shNPC1 

myoblast cells stained for Filipin and Lamp1, revealed a strong accumulation of cholesterol 

into Lamp1 positive compartments thus correlating with previously published data in the HeLa 

cellular model (Du et al, 2012). To determine if accumulation of cholesterol in shNPC1 

myoblasts can compromise the differentiation process, shNPC1 C2C12 cells were cultured 

during 4 days in DM. The data presented in Fig EV5D,E revealed that differentiation of shNPC1 

cells occurs normally as judged by the similar myogenic differentiation index between shCT 

and shNPC1 samples. Collectively, these data indicate that cholesterol accumulation in 

LE/lysosomes compartments may not be a key factor at this timepoint responsible for the 

impaired differentiation of HRS KD cells. 

 

Discussion 

The ESCRT machinery plays key roles in a large variety of different and important cellular 

process, however, until today, its implication in muscle biology and more specifically during 

myogenesis was barely investigated. In this study, we focused our attention on the first 

component HRS/HGS ESCRT-O and investigated its role during the differentiation of 

myoblasts into myotubes in murine and human species. Our data revealed that HRS is 

dynamically expressed with high protein expression level in proliferating myoblasts followed 

by a significant decrease in the early phase upon induction of differentiation and a progressive 

re increase of expression from 48 hours of differentiation. No major modification of mRNA 

expression level was observed in the decrease phase thus suggesting that negative regulation is 
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mediated at a post transcriptional level. Interestingly, Dauner et al., (2017) identified that HRS 

protein was downregulated through degradation upon starvation or inhibition of mTORC1 thus 

suggesting that mTORC1 is necessary to maintain HRS protein level (Dauner et al, 2017). 

Similarly, in the yeast model, inactivation of mTORC1 through starvation antagonized the 

Vps27 HRS ortholog function by inducing its degradation through the proteasome system 

(Dobzinski et al, 2015; Hatakeyama & De Virgilio, 2019). The strong reduction of serum in the 

C2C12 differentiation medium partially mimics the starvation step that, through the modulation 

of mTOR, could explain, at least in part, the decrease of HRS during the early steps of the 

differentiation induction. Interestingly, the TSG101 ESCRT-I component displays a different 

modulation of expression compared to HRS. TSG101 level was weak in proliferation and 

progressively increases during differentiation thus indicating that HRS and TSG101 although 

from the same machinery do not follow the same regulation during the differentiation. 

Analyses of HRS distribution in C2C12 cell lines as well as in primary myoblasts in 

proliferation or during differentiation revealed also a dynamic distribution. We observed for the 

first time a deep redistribution of HRS during the differentiation process with a cytosolic 

distribution in myoblasts that progressively accumulates in a perinuclear manner in Rab5 and 

CHC positive compartments/vesicles in differentiated myotubes. The profound redistribution 

of HRS during the process of differentiation is intriguing and needs to be deeply investigated 

to understand its signification. However, our data indicated that HRS colocalizes well with the 

CHC component, a well characterized HRS binding partner (Raiborg et al, 2002; Raiborg, 

2006, 2001) and an essential factor involved in the actin and a-actinin-2 scaffolding required 

for muscle sarcomere organization (Vassilopoulos et al, 2014). Interestingly, HRS was also 

found to be required for the endosomal localization of the actin nucleating factor Wiscott 

Aldrich Syndrome protein and Scare homologue (WASH) involved in the recycling of specific 

membrane proteins (MacDonald et al, 2018). The perinuclear re-localization of HRS could 
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reflect a restructuration of the endosomal network and their associated cargos that could play 

an essential role in the formation of functional myotubes. Of interest, this perinuclear 

distribution was also observed in vivo, in muscle fibers. Surprisingly, no perinuclear HRS was 

observed for the sub-synaptic nuclei while HRS was significantly accumulated at the NMJ as 

previously described in the drosophila model (Lloyd et al, 2002). The role of perinuclear HRS 

in myotubes as well as its accumulation at the NMJ is currently under investigation in our 

laboratory. TSG101-ESCRT-I component also displays a dynamic redistribution during the 

differentiation process thus suggesting that TSG101 may play also a specific role in this 

process. However, our data revealed that while HRS was accumulated around nuclei, TSG101 

tends to accumulate into the nuclei of myotube fibers. This unexpected localization was after 

all, correlated with different studies revealing that TSG101 displays a nuclear localization in a 

cell cycle dependent manner  (Xie et al, 1998; Kim et al, 2007). Nuclear TSG101 was observed 

in serum starved cells and in cells in G1 phase thus possibly correlating with the C2C12 culture 

conditions for myoblast differentiation. It would be tempting to speculate that HRS could 

participate to the intranuclear recruitment of TSG101. 

These data clearly underline that the ESCRT machinery and in particular the HRS and TSG101 

subunits could be potential regulators of the myogenesis. In this context, we focused our 

attention on HRS and always compared against TSG101 and investigated the impact of their 

depletion in skeletal muscle cells. Our data revealed that silencing of HRS strongly impairs the 

differentiation of myoblasts into myotubes whereas TSG101 delays the process. Interestingly, 

during the course of our study, Hunt et al (2019), through a molecular screen to identify 

ubiquitin-related enzymes that regulate skeletal muscle myofiber size, also observed that HRS 

KD negatively impaired the differentiation of myoblasts into myotubes in the drosophila and 

mouse models (Hunt et al, 2019). Conversely, silencing of the HRS binding partner ESCRT-0 

STAM component had no effect on the differentiation. Collectively, these data indicate that 
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HRS is an essential component involved in the process of muscle differentiation. However, it 

is worth noting that while HRS, STAM or TSG101 affiliate to the same ESCRT machinery and 

take place in a sequential way during MVB biogenesis, the impact of HRS on the differentiation 

process is different thus suggesting a specific role of HRS that could be mediated by additional 

specific domains or functions due, at least in part, to its multiple binding partners. The 

molecular and cellular mechanisms involved in the differentiation defect in absence of HRS 

were not investigated by Hunt et al., (2019). 

In this study we identified different mechanisms that can explain the defect in the differentiation 

process. We found that Myogenin and MEF2A expression were strongly impaired and that 

translocation of MyoD into the nucleus was negatively impacted upon HRS depletion. Our 

investigations also revealed that HRS silencing impairs the degradation of the EGFR leading to 

the constitutive activation of its downstream signaling Ras/Raf/MEK/ERK pathway as judged 

by the increased phosphorylation status of ERK1/2 in the early phase of differentiation. 

Treatment of HRS KD cells with the U0126 inhibitor restored the expression and the 

localization of Myogenin and significantly rescued the differentiation of myoblasts into 

myotubes thus confirming that EGFR and its downstream Ras/Raf/MEK/ERK signaling 

pathway plays a major role in our aberrant differentiation phenotype. These data are in a total 

agreement with those previously published indicating that EGFR down regulation is an early 

event required for the induction of myoblast differentiation and reduction of its expression 

during myoblast differentiation is directly associated with an increase of MEF2A and Myogenin 

(Leroy et al, 2013). The role of the Ras/Raf/MEK/ERK downstream signaling pathway in 

myogenesis is versatile and time window dependent. In the early phase, MEK and ERK 

activation repress myogenesis (Jo et al, 2009; Bennett, 1997; Wu et al, 2000; Winter & Arnold; 

Perry et al, 2001; Yohe et al, 2018; Yokoyama et al, 2007; Michailovici et al, 2014) whereas 

depletion of ERK2 in later steps prevents fusion of myoblasts into multinucleated myotubes (Li 
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& Johnson, 2006, 2). We found a strong increase of phosphorylated ERK1/2 in the early phase 

of differentiation thus suggesting that in this small window time the absence of HRS certainly 

affects the very early mechanisms that initiate the process of differentiation. Interestingly, 

ERK2 activation was shown to suppress myogenic differentiation by directly impinging on the 

myogenin promoter in normal myoblasts (Yohe et al, 2018). In this context, the impaired 

differentiation was attributed to an interaction between ERK2 and RNA Pol II at the myogenin 

locus, leading to a stalling transcription of myogenin. The authors identified that upon inhibition 

of the MEK/ERK pathway by the U0126 inhibitor, ERK2 was no longer localized at the 

myogenin promoter, leading to promoter release of RNA Pol II and allowing complete 

transcription of myogenin (Yohe et al, 2018). Our data revealed also that U0126 treatment 

significantly rescues the aberrant differentiation process observed in HRS depleted cells. Here, 

it is tempting to speculate that interaction of RNA pol II with myogenin promoter could be 

affected in HRS depleted cells. 

During the course of our investigations, our data revealed that TSG101 depletion in C2C12 

does not affect the trafficking of EGFR nor activate the MEK/ERK pathway as it was observed 

for HRS KD cells. This result is different from what it was previously observed in HeLa 

TSG101 depleted cells where MEK1/2 and ERK1/2 were activated (Malerød et al, 2007; 

Brankatschk et al, 2012). On the opposite, Zhang et al (2011) observed that level of 

phosphorylated ERK was decreased upon TSG101 depletion (Zhang et al, 2011). Stimulation 

with EGF during the course of the experiments could explain these differences, however, when 

pulse chase experiments were carried out with EGF in TSG101 depleted C2C12 cells, no effect 

was observed on the trafficking of EGFR through the endosomal pathway and no accumulation 

of EGF-Alexa 488 was detected in the early endosomal compartments as observed in HRS KD 

cells. These conflicting data suggest that the molecular mechanisms involved are more complex 

than previously thought and can, perhaps, be modulated according to the cellular model. 
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Constitutive activation of Raf impairs murine L6 myoblasts differentiation by altering the 

MEF2A trafficking (Winter & Arnold et al, 2000) and MEK1 activation was found to repress 

the ability of MyoD to transactivate differentiation-specific target genes (Perry et al, 2001). We 

observed a strong decrease of MEF2A in absence of HRS. Leroy et al (2013) observed that 

MEF2A is increased when EGFR is downregulated. Our data correlate well with this result 

since EGFR is constitutively activated and MEF2 inhibited upon HRS depletion. During the 

course of our study we also observed that Akt2 was strongly decreased in HRS KD cells 

whereas Akt1 remains unchanged. Interestingly, different studies revealed that Akt2 was 

upregulated during myogenic differentiation and promoted differentiation via increasing 

myogenin transcription (Sumitani et al; Knight & Kothary, 2011). In addition, downregulation 

of Akt2 in cardiomyocytes significantly impairs MEF2A expression (Chen et al, 2017). 

Collectively, these data suggest that alteration of Akt2 expression upon HRS depletion may 

participate to the differentiation defect phenotype by altering the transcription of mef2. 

Interestingly, while no modification of MyoD expression was observed in HRS KD cells, we 

noticed that MyoD was less translocated into the nucleus thus correlating well with the decrease 

of Myogenin expression. The mechanisms by which HRS depletion affects the trafficking of 

MyoD remains unresolved at the present time but we can hypothesize that cellular components 

involved in the translocation of MyoD may be affected by a defective intracellular trafficking 

due to the absence of HRS. 

Normal skeletal muscle differentiation is initiated by the coordinated action of master 

transcription factors, including MyoD and Myogenin. MyoD activates the expression of 

Myogenin, which interacts with the MEF2 family transcription factors to drive terminal 

differentiation (Asfour et al, 2018; Zammit, 2017). Presence of Myogenin expression is a 

prerequisite for myoblast differentiation and alteration of MyoD and/or MEF2 expression or 

cell distribution significantly impairs the myogenesis process (Perry et al, 2001; Winter & 
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Arnold). Here we found that the tryptic MyoD/MEF2A/Myogenin is negatively altered in our 

HRS depleted cells and that defects are linked to the constitutive activation of EGFR RTK due 

to a mis-regulation of an endosomal trafficking mediated and controlled by HRS. 

Other signaling pathways like the Wnt/beta catenin pathway modulate the process of 

myogenesis through the regulation of MyoD (Kim et al, 2008; Faralli & Dilworth, 2012) and 

inhibition of beta catenin via phosphorylation by the active Y216-GSK3b kinase impairs the 

differentiation of myoblast into myotubes (Wang et al, 2013). Repression of myogenesis by 

GSK3b can be reverted by addition of GSK3b inhibitors like lithium chloride that increases 

MEF2A,D expression and transcriptional activity in skeletal myoblasts (van der Velden et al, 

2008; Dionyssiou et al, 2013; Kurgan et al, 2019). Interestingly, Taelman et al (2010) identified 

that HRS depletion favors cytosolic accumulation of active GSK3b thus leading to the 

inactivation of beta-catenin (Taelman et al, 2010). Here we effectively observed that active 

Y216-GSK3b is increased in HRS depleted cells. Interestingly, Takashi-Yanaga et al (2004) 

observed that MEK1/2 was involved in the phosphorylation and the activation of Y216-GSK3b 

in human skin fibroblasts (Takahashi-Yanaga et al, 2004). This result could explain, at least in 

part, how HRS depletion, by activating the MEK/ERK pathway, could enhance the GSK3b 

activity in our cellular model. The fact that inhibition of GSK3b by lithium chloride or 

Azakenpaullone significantly rescues the HRS-KD-differentiation defect phenotype suggests 

that GSK3b is also an additional suspect involved in our aberrant differentiation phenotype. At 

this step of the study, we cannot exclude that others signaling pathways that usually positively 

or negatively regulate myogenesis could be altered upon HRS depletion. Interestingly, we 

observed that the p38MAPK pathway that controls myoblast differentiation was not altered in 

our model thus indicating that the mechanisms involved in our mutant phenotype are selective. 
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HRS was also characterized by its capacity to modulate the autophagy process (Filimonenko et 

al, 2007; Tamai et al, 2007; Oshima et al, 2016). Furthermore we also know that efficient 

autophagy is necessary for the smooth running of myogenesis (McMillan & Quadrilatero, 

2014). In our study, we found that HRS depletion negatively alters the autophagic flux 

confirming previously published results (Filimonenko et al, 2007; Oshima et al, 2016). 

Interestingly, similar observations were noticed in absence of TSG101 thus suggesting that part 

of the differentiation defect observed in HRS is due to alteration of the autophagy process. 

To conclude, our data revealed for the first time that HRS depletion strongly affects the 

differentiation process in different myoblast cellular models. We identified that HRS is a master 

regulator of myogenesis by controlling different key mechanisms at the trafficking, signaling 

and autophagy levels. The important alterations in such essential cellular and molecular 

mechanisms explain the strong defect we observed in the process of myogenesis in absence of 

HRS. 

HRS/HGS appears as a central modulator protein with a key role in the neuromuscular system. 

In the future it would be of importance to investigate its potential implication in human 

degenerative disorders affecting nervous and muscular tissues. 
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Materials and methods 

 

Antibodies 

Primary antibodies: The anti-HRS/HGS antibodies (ref#ab155539; WB 1:1,000, IF 1:100,); -

NPC1 (ref#ab134113; WB 1:1,000); -MEF2A (ref# ab32866; IF 1:500); -GSK3b (ref#ab32391 

WB 1:1000; IF 1:100) were from Abcam. The anti-TSG101 (Ref#ab83; IF 1:100 and sc-7964; 

WB 1:500) were from Abcam and Santa Cruz-Technology respectively. The anti-EEA1 

(CS#3288; IF 1:100), -phospho-p38Thr180/Tyr182 (CS#9211; WB 1:1,000), -p38-alpha 

(CS#9228;WB 1:1,000); -phospho-ERK1/2 (Thr202, Tyr204) (CS#3179; WB 1:2,000); -total-

ERK1/2 rabbit (CS#9102; WB 1:1,000); -LC3 (CS#2775; WB 1:1,000, and IF 1:100), -GAPDH 

(CS#2118; WB 1:10,000), -total-AKT2 (CS#2964; WB1:1,000), -phospho-AKT2-Ser474 

(CS#85995; WB 1:1,000) were from Cell Signaling. The anti-Lamp1-Fluor 488 (1D4B sc-

19992; IF 1:50) were from Santa-Cruz Biotechnology. The anti-SQSTM1/p62 (Ref#GP62-C; 

WB 1:4,000, IF 1:200) was from Progen and the anti-Myogenin (Ref#F5D; WB 1:200, IF1:100) 

was from Developmental Studies Hybridoma Bank (DSHB). The anti-Clathrin heavy chain 

(#610499; IF 1:100) and anti-GSK3b y316 (#612312; WB 1:1000) were from BD Biosciences. 

The anti-Phospho-p38 (#44-684G; IF 1:100) and -MyoD (#MA1-41017; WB 1:1000; IF 1:100) 
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were from ThermoFisher. The anti-GM130/GOLGA2 (NBP2-53420; IF 1:200) was from 

Biotchne. The anti-myosin heavy chain antibody (MF20 hybridoma cell culture supernatant) 

was kindly provided by V.Gache (INMG, Lyon, France) 

Secondary antibodies: For Western blotting, the anti-mouse (NA931V) and anti-rabbit 

(NA934V) labeled with peroxidase (GE Healthcare UK) were used at 1:10,000. 

For immunofluorescence, the goat anti-mouse dylight-488 (115-486-072); goat anti-mouse 

dylight-549 (115-506-072); the donkey anti-mouse alexa-Fluor-647 (715-606-151); the donkey 

anti-rabbit rhodamine (TRITC) (711-025-152) were purchased from Jackson Lab. The donkey 

anti-rabbit alexa-Fluor 488 (A21206) was purchased from Molecular probe. All these 

secondary antibodies were used at 1:1,000. Antibodies for flow cytometry: CD34-FITC (#11-

0341-82); Ly-6A/E (Sca-1)-PE (#12-5981-82); CD45-PE (#12-0451-82); CD31 (PECAM-1)-

PE (#12-0311-82) were purchased from Thermofisher and were used as previously described 

by the manufacturer. 

 

Drugs and compounds 

1-Azakenpaullone (A3734) used at 3µM in DMSO, Lithium chloride (203637) used at 10mM 

in PBS, U0126 (U120) used at 10µM in DMSO and were purchased from Sigma-Aldrich. The 

FR180204 (No 3706) used at 1 or 3 µM in DMSO and was purchased from Tocris. 

 

Constructs 

The psPAX2 plasmid is a 2nd generation lentiviral packaging construct encoding the HIV-1 

Gag, GagPol, Tat and Rev accessory proteins, the pMDG2 plasmid encoding the vesicular 

stomatitis envelope glycoprotein (VSVg) were kindly provided by Didier Trono (EPFL). The 

pLKO1 constructs encoding small hairpin RNAs (shRNA) directed against murine HRS 

(HRS#1 TRCN313945; HRS#2 TRCN314016 and HRS#3TRCN0000088688), TSG101 
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(TSG101#1 TRCN0000054603; TSG101#2TRCN0000054604 and TSG101#3 

TRCN0000054607) and NPC1 (TRCN0000012124) were from Sigma-Aldrich (Mission 

shRNA plasmid DNA). The negative pLKO1 shRNA control (shCT) as well as the human HRS 

shRNAs constructs (huHRS#1TRCN0000037894; huHRS#2 TRCN0000037895 and 

huHRS#3 TRCN0000037896) were kindly provided by Clotilde Thery and were previously 

described in (Ostrowski et al, 2010; Colombo et al, 2013). 

The HIV-1 pLv-hTERT-CDK4 for human primary myoblast immortalization bearing the 

expression cassettes encoding the HTert and CDK4 proteins and the puromycin resistance was 

from CloneSpace LLC (ref SKU: CS1031). 

The pCDNA3.1-Myc-Empty and pCDNA3.1-Myc-murine-HRS were kindly provided by Mark 

von Zastrow (Hanyaloglu et al, 2005). The pEGFPC1 encoding the GFP-human-HRS construct 

was kindly provided by Dr daSilva and was previously described in (Tavares et al, 2017). 

 

Cell lines and primary muscle cells 

The C2C12 skeletal myoblast cell line (ATCC CRL-1772) was kindly provided by S.Rome 

(CarMeN institute, Lyon, France) and was previously described in (Forterre et al, 2014). C2C12 

were grown in the growth medium (GM) Dulbecco's modified Eagle's medium containing 

glutamax /pyruvate/glucose (DMEM Gibco) supplemented with 10% (v/v) of fetal bovine 

serum (FBS, Gibco) and 1% penicillin streptomycin (P/S) and maintained at 37°C under 5% 

CO2. Myoblast to myotube cell differentiation was induced by shifting the cells into the 

differentiation medium (DM; DMEM supplemented with 2% of horse serum HS, Gibco and 

1% P/S). 

Primary muscle satellite cells (muSC) were isolated as previously described (Liu et al, 2015). 

Briefly, mice were sacrified and hind limb muscles were recovered and enzymatically 

dissociated with collagenase B (Roche, #11 088 831 001) and Dispase (Roche, #04 942 078 
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001) for 30 min at 37°C. Digestion was stopped by the addition of FBS and the mixture was 

filtered through a 70 µm cell strainer (#15-1070 BioLogix) and mildly centrifuged at 350xg 

(5804 r, eppendorf) for 7 min at 4°C. The cell pellet was resuspended in phosphate buffer (1X 

-PBS) containing 2% FBS and incubated with appropriate antibodies (a7 integrin-647, CD34-

FITC, CD45-PE, CD31-PE, Sca1-PE) at 4°C during 45 min protected from the light. Cells were 

centrifuged at 350xg for 5 min at 4°C and resuspended in phosphate buffer containing 2% FBS 

and passed through 30 µm CellTrics strainer. Cells were FACS sorting with FACSAria 

(ANIRA, Gerland, Lyon, France). The muSC are the CD31/CD45/Sca1- CD34/a7integrin+ 

population. muSC were grown into DMEM F/12 supplemented with 20 % of HS, 1% PS and 

2,5µg/ml of FGF and dishes coated with Matrigel (#354234, Corning). Differentiation of muSC 

cells was induced by shifting the growth medium to DMEM F/12 with 2% of horse serum (HS) 

and 1% P/S. The human embryonic kidney cell line (HEK293T) was obtained from Généthon 

(Evry, France) and were cultured in DMEM-Glutamax supplemented with 10% (v/v) FBS and 

P/S. 

The human Y711i immortalized myoblast cell line was obtained as follows. Quadriceps muscle 

biopsy from a 64 years-old male was obtained from the CBC (Centre de Biotechnologie 

Cellulaire, Groupement Hospitalier Est, Bron France). Muscle stem cells were extracted, sorted 

and tested for their myogenicity as previously described (Thorley et al, 2016). Cells were then 

expended in proliferating KMEM medium (1 volume of M199, 4 volumes of 

Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM), 20% foetal bovine serum (v:v), 25 μg/ml 

Fetuin, 0.5 ng/ml b-FGF, 5 ng/ml EGF, 5 μg/ml Insulin). The Y711 primary cells 

immortalization was carried out by transducing Y711 cells with the HIV-1 lentivector encoding 

the HTert and CDK4 overnight in KMEM culture medium. One day after transduction, cells 

were passaged and cultured in presence of puromycin (1 µg/ml) for selection during 3-4 days 

until the death of non-transduced primary myoblast control cells was completed. Once 
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puromycin selected, transduced myoblasts were cultured in KMEM-D medium (KMEM 

medium with dexamethasone 0.2 µg/ml) in absence of puromycin. After one week of culture in 

KMEM-D medium, immortalized myoblasts can be cultured for a long term and were named 

Y711i (i for immortalized) myoblast. Differentiation of Y711i myoblasts into Y711i myotubes 

was carried out in free DMEM or free DMEM+insulin (10 µg/ml) during 4-5 days. 

 

Lentivector vector production and RNA interference  

The lentiviral vector particles were produced by transient transfection of the packaging 

construction plasmid HIV-1 psPAX2, a minimal genome (HIV-1 pLKO1) bearing the 

expression cassette encoding the shCT control (shCT) or against HRS, TSG101 or NPC1 

components and the plasmid encoding the VSV-G-envelope expressing construct pMDG2 

(DNA ratio 8:8:4 µg of the respective plasmids) into HEK293T cells (4 x 106 cells plated 1 day 

before transfection) by the calcium phosphate method (Vilette et al, 2015). At 48 hours post-

transfection, virus-containing media was collected, centrifugated at 3,000xg during 5 min 

(Multifuge X1; ThermoFisher) and filtrated (0,45µm filter, Millipore). Viral particles were 

normalized using the qPCR Lentivirus Titration Kit from abm (LV900) or by Reverse 

Transcriptase RT test (Vilette et al, 2015) and titrated on C2C12, muSC or human primary 

Y711 cells for the lentivector encoding the hTERT-CDK4 cassette. Transduction of C2C12, 

muSC or Y711 human myoblasts were carried with different MOI in 6 well plates for C2C12 

(80,000 cells/well) or 100-mm dishes for muSC (200,000 cells/dish) or in 12 well plates (80,000 

cells plated 1 day before) in presence of 6 μg/ml of polybrene overnight. 

One day after transduction, cells were passaged and cultured in presence of 1 to 4µg/ml 

puromycin (SIGMA) during 2 to 3 days. Efficiency of the knockdown was monitored by 

Western blotting using the anti-HRS, anti-TSG101 and anti-NPC1 antibodies. 

Transfection of C2C12 cells  
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C2C12 myoblasts were transfected with 2-4µg of DNA and with 10µl of Lipofectamine 2000 

reagent (Invitrogen) in OptiMEM according to the manufacturer protocol and differentiated 7 

hours or one day later. Cells were recovered 4-6 days after transfection for further analysis. 

 

Counting cells 

Cell numbers was carried out at 6, 24 and 72 h after platting by the addition of 1X 

Trypsin/EDTA and manual counting with a cell counting Malassez’s chamber. 

 

RNA extraction and quantitative RT-PCR 

Total RNA was isolated from cultured cells grown in 100 or 35 mm dishes using Tri-reagent 

(Sigma) or RNeasy Mini kit (Quiagen 74104). The RNA quality was verified by agarose gel. 

Reverse transcriptase was performed on mRNA using 5X reaction buffer (Thermofisher); 

RevertAid H Minus Reverse Transcriptase (EP0451, Thermofisher) and random hexamer 

(Eurogentec) and Biometra thermocycler. RT-qPCR reaction using SYBR Green Mastermix 

(Quiagen) in the CFX-connect system (Bio-Rad) was performed on the cDNA using the 

oligonucleotides (sens/antisens) myogenin (CAATGCACTGGAGTTCGGTC 

/ACAATCTCAGTTGGGCATGG), hrs 

(GACAAGCTGGCACAGATACG/CTCTGCACCTCCAGGTACTC), mef2A 

(CAGCATTCCAGGGGAAGTAA/AATCAAAGGATAAGC), cyclosporine A 

(AACTTTGCCGAAAACCACAT/GATGGCACAGGAGGAAAGAG). The relative levels of 

mRNAs were calculated with the second derivative method (2−(▵▵Ct) equation) and normalized 

to CypB expression with the Bio-Rad CFX software.  

 

Immunofluorescence and confocal microscopy imaging 
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Naïve and sh-Ct, -HRS, -TSG101 and -NPC1 C2C12 and Y711i and muSC primary 

myoblasts/myotubes were grown in 6 well plates, 35-mm dishes or on 12-mm diameter 

coverslips (Thermoscientific) and fixed with 4% paraformaldehyde (PFA) in 1X-PBS at room 

temperature during 10 min or alternatively with methanol at -20°C during 3 to 5 min. Cells 

were permeabilized with 0,2% or 0,3% Triton X-100 (Sigma-Aldrich) during 5 min at room 

temperature and blocked 1 hour with 1X-PBS containing 5% normal goat serum (NGS, Gibco). 

Muscle fibers were fixed with 4% PFA at room temperature during 20 min. Fibers were 

permeabilized with 1% Triton X-100 for 15 min and blocked 1 hour with 1X-PBS containing 

0,5% BSA, 2% NGS, 0,1% Triton X-100. Cells and fibers were labeled overnight with the 

indicated primary antibody in 1X-PBS containing 2% of BSA for cells or in blocking buffer for 

fibers at 4°C. After extensive washing steps with 1X-PBS 0,02% Triton X-100, cells and fibers 

were stained during 1 hour at room temperature with secondary antibodies coupled with alexa 

fluor 488 or 555. After washings, nuclear DNA was counterstained with DAPI (D9542; Sigma-

Aldrich) during 5 min at room temperature and washed 3 times. For cholesterol staining, the 

cells were stained with freshly prepared 50µg/ml of Filipin (SAE0087; Sigma-Aldrich) in 

2%BSA-PBS1X and appropriated secondary antibodies for 1hour at room temperature. The 

coverslips were mounted with immumount medium (Thermo scientific). Images were acquired 

using the confocal microscope Zeiss LSM-880 (CICQLE platform from Grange Blanche, Lyon, 

France) and analyzed using the Image J software. 

 

Pulse-chase experiments and colocalization analysis 

Sh-Ct, sh-TSG or sh-HRS cells in proliferation were preincubated with cycloheximide 

(10µg/ml) 60 min before EGF stimulation, as well as during the course of the experiment to 

prevent EGFR synthesis as previously described (Wenzel et al, 2018). Cells were pulse-

stimulated during 5 min with 50 ng/ml EGF-488 (E13345, Thermo Fisher Scientific) and then 
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washed with warm DMEM containing cycloheximide. After indicated chase times (15, 30 and 

45 min), cells were fixed with 4% PFA during 10 min and immunostained as described in the 

Immunofluorescence and confocal microscopy imaging section. Colocalization between EGF-

488 and EEA1 was quantified with the ImageJ software. To quantify colocalization, a binary 

mask corresponding to the overlap between the green (EGF-488) and the red (EEA1) channels 

was generated according to (Osseni et al, 2016). This mask corresponded to the surface of 

colocalization on one confocal plane. A ratio was calculated between the surface of 

colocalization and the total green surface (EGF-488). Results were given as percentage of 

colocalization of EGF-488 with EEA1. The same procedure was used to quantify colocalization 

of HRS around nuclei with CHC, Rab5, Rab7, GM130 and KDEL. In this case, only the ratio 

of overlapping between HRS and the target proteins was used.  

 

C2C12 myoblast and muSC differentiation analysis  

To determine the rate of myoblast differentiation, the myogenic index was used as a 

morphological parameter of muscle differentiation. The number of nuclei in cells positive for 

the myosin heavy chain (MHC) staining and the total number of nuclei were counted in >6 

randomly selected fields per well. The myogenic index (in %) was then calculated as: ([number 

of nuclei in positive MHC staining] / [total number of nuclei in counted fields] × 100) using 

ImageJ software version 2.0. 

 

Immunoblotting 

Whole cell lysates were prepared using Radio-immunoprecipitation assay (RIPA) lysis buffer 

(50mM Tris HCl pH8, 150mM NaCl, 1mM EDTA, 1% NP-40, 0,5%Na-deoxycholate, 0,1% 

SDS) supplemented with protease inhibitor cocktail (Complete; Sigma-Aldrich) and 

phosphatase inhibitor (PhosphoStop; Roche) and centrifugated at 10,000g, during 10 min at 
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4°C or directly lysed in 1X sample buffer (60mM TrisHCl buffer at pH6,8, 2%SDS, 

10%Glycerol, 5% ß-mercapto-ethanol, 0,025 % bromophenol blue)).Protein concentration was 

determined with the Bradford reagent (Biorad) and 5-30µg of proteins were loaded and 

separated by SDS-PAGE electrophoresis gels in presence of 2,2,2-Trichloroethanol (TCE, 

T54801, Sigma-Aldrich) (X%) for stain free analyzes. Gels were transferred to polyvinylidene 

difluoride (PVDF) membranes (Millipore, IPVH0001 0,45 µm ) by semi-dry electrotransfer 

apparatus (TransBlot® TurboTM, Bio-Rad) in TOWBIN buffer (25 mM Tris, 192 mM glycine, 

20% methanol) or wet electrotransfer (25mM Tris, 192 mM glycine, 20% Ethanol) and rate of 

transfer was controlled by stain free analyzes using the ChemiDocTM Touch imaging system 

(Biorad) analyzer. Membranes were incubated with primary antibody in 5% bovine serum 

albumin (BSA) in Tris-Buffered Saline (TBS buffer; UP74004B, Interchim) over-night at 4°C. 

Membranes were successively washed 3x5min in TBS 0,1% Tween-20 and were next probed 

with horseradish peroxidase-conjugated secondary antibodies during 1 hour at room 

temperature. After three washing steps, immunodetection was carried out using the ECLTM 

reagent (Amersham). Western Blotting revelation was carried with a ChemiDocTM Touch 

imaging system (Biorad). Quantification of immunoblots was done using the image lab 

software (Biorad). 

 

Quantification and statistical analysis  

All experiments were performed at least three independent times unless otherwise indicated. 

The unpaired two-tailed Student’s t test was used to compare the means of two independent 

groups to each other. Bar graphs present the mean ± SEM. A significant result was defined as 

p < 0.05. Statistical analyses were done with Excel and GraphPad Prism. 

All images analysis has been down with the ImageJ software (version 2.0).  
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Concerning GSK3b localization in vacuoles, signal intensity has been obtained by manually 

drawing a ROI line of 1µm between the middle of a vacuole and the cytoplasm. 6 vacuoles have 

been counted in 5 different images for each experiment. 

Concerning the calculation of Myogenin and MEF2A ratio on nuclei, manual counting of 

Myogenin and MEF2A positive nuclei have been realized. Ten fields for each experiment have 

been counted. 

 

Legends 

Figure 1: HRS is dynamically expressed and distributed during myogenesis in C2C12 and 

primary muscle cells. 

(A) Representative Western blotting of myoblast C2C12 cell extracts in proliferation status 

(Pro; lane 1) and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours of differentiation (lanes 2-6) and probed with 

anti-MHC, -MyoD, -Myogenin antibodies as makers of differentiation, and anti-HRS antibody. 

(B) Quantification of the HRS protein level from experiments as presented in (A). Data are 

presented as ratio of HRS/GAPDH and normalized to the Pro status starting point. Data are 

presented as the mean +/- SEM. n=8 experiments. Significance was assessed using a Kruskal-

Wallis test; ***p<0,001, **p<0,01. 

(C) Representative immunofluorescence images of HRS distribution in C2C12 in proliferation 

(Pro) or during differentiation at the indicated time points (in hours). Cells were stained with 

the anti-HRS antibody (green) and DAPI (blue) for nuclear labeling. White dotted squares 

represent a focus of the selected region (see lower panel). White arrowheads and arrows show 

cytosolic HRS and perinuclear distribution respectively during the course of the myogenesis 

process. Scale bar, 20µm. 

(D) Representative immunofluorescence images of C2C12 myoblasts transfected with the 

construct encoding the human GFP-HRS (huHRS-GFP) fusion 1 day before induction of 



 
 

 
 

140 

differentiation and differentiated for 144 hours. huHRS-GFP signal (in green) and DAPI (blue) 

for nuclear labeling. White dotted squares represent a focus of the selected region (see lower 

panel). White arrows indicate the perinuclear huHRS-GFP labeling. Scale bar, 20µm and 10µm 

for inset. 

(E) Representative immunofluorescence images of HRS distribution in primary murine muscle 

satellite cells (muSC) in proliferation (Pro) or at 24 and 48 hours of differentiation. Cells were 

stained with the anti-HRS antibody (green) and DAPI (blue) for nuclear labeling. White dotted 

squares represent a focus of the selected region (see lower panel). White arrows indicate the 

perinuclear accumulation of HRS labeling. Scale bar, 20µm. 

 

Figure 2: Significant perinuclear colocalization of HRS with Rab5a and Clathrin Heavy 

Chain (CHC) in differentiated myotubes. 

(A) Representative immunofluorescence images of HRS distribution in C2C12 at 144 hours of 

differentiation. Cells were probed with the anti-HRS (green) and the anti-Rab5a for early 

endosome or anti-Clathrin Heavy Chain (CHC); anti-Rab7 for late endosome; anti-KDEL for 

endoplasmic reticulum or anti-GM130 for the Golgi apparatus (in red). White dotted squares 

represent a focus of the selected regions (see insets). Scale bar, 20µm. 

(B) Quantifications of colocalization from experiments like in (A) have been made by creating 

binary mask between merge channel of HRS and Rab5; CHC; Rab7; KDEL or GM130 signals. 

Quantification of the signals obtained around nuclei are presented as plot-graphs where one dot 

corresponds to the signal for one nucleus. Data represent mean +/- SEM, n=33-45 nuclei for 

each group. Significance was assessed using a two-tailed Mann-Whitney test (P<0.05); *** 

P=0.0004; **** P<0.0001. 

 

Figure 3: HRS silencing inhibits myoblast to myotube differentiation. 
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(A) Representative Western blotting of C2C12 transduced myoblasts with HIV-1 lentivectors 

encoding a shControl (shCT, lane 1) or different shRNAs directed against the hrs mRNA 

shHRS#1 (lane 2), #2 (lane 3), #3 (lane 4) and probed with the anti-HRS and the anti-GAPDH 

antibodies. 

(B) Quantification of shCT and shHRS#3 C2C12 myoblast cell number at 6, 24 or 46 hours. 

Data are presented as mean +/- SEM, n=3 experiments. Significance was assessed using two-

tailed Mann-Whitney test. 

(C) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 myoblasts and 

probed with antibodies directed against Lamp1 (green) for late endosome/lysosomes or EEA1 

(red) for early endosomes. White dotted squares represent a focus of the selected regions (see 

insets). Scale bar, 20µm. 

(D) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#1-3 C2C12 at 96 hours 

of differentiation and probed with the anti-MHC antibody (green) as a marker of myotubes and 

DAPI (red) for nuclear labeling. Note the strong decrease of MHC positive myotubes in shHRS 

conditions. Scale bar, 200µm. 

(E) Representative Western blotting of shCT and shHRS#3 C2C12 myoblasts at the Pro status 

(lanes 1,7) or during the differentiation 7-96 hours (lanes 2-6 and 8-12) and probed with the 

anti-HRS, -MHC, and -GAPDH antibodies. Note the absence of MHC signal in HRS depleted 

condition confirming the absence of myotubes. 

(F) Quantification of the MHC protein level present in experiments like in (C). Data are 

presented as ratio of MHC/GAPDH and normalized to the Pro starting point condition. Data 

are presented as the mean +/- SEM, n=3 experiments. Significance was assessed using a two-

way ANOVA test; **p<0,01, ***p<0,001. 

(G) Quantification of the myogenic index (differentiation index) corresponding to the number 

of nuclei present in MHC positive structures as shown in (D). Data are presented as the mean 
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+/- SEM, each dot represents one images, n=24 images. Significance was assessed using a two-

tailed Mann-Whitney test (P<0.05); **** P<0.0001. 

(H) Representative Western blotting of muscle satellite cell (muSC) extracts transduced with 

the lentivector encoding shCT (lane 1) or shHRS#3 (lane 2) and probed with the anti-HRS and 

the anti-GAPDH antibodies. 

(I) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 muSC at 48 hours of 

differentiation and probed with the anti-MHC antibody (green) and DAPI (red) for nuclear 

staining. Note the strong decrease of myotubes structures in shHRS#3 muSc cells. Scale bar, 

200µm. 

(J) Quantification of the myogenic index (differentiation index) corresponding to the number 

of nuclei present in MHC positive structures containing at least 2 nuclei as presented in (I). 

Data are presented as mean +/- SEM, each dot represents one images, n=16 images. 

Significance was assessed using a two-tailed Mann-Whitney test (P<0.05); **** P<0.0001. 

 

Figure 4: Depletion of HRS affects the expression and localization of the myogenic 

regulator factors. 

(A) Representative Western blotting of shCT and shHRS#3 C2C12 extracts in proliferation 

(Pro) status (lanes 1 and 7) and at 7, 24, 48, 72, 96 hours of differentiation (lanes 2-6 and 8-12). 

Membranes were probed with the anti-HRS, -MHC, -Myogenin, -MyoD, -MEF2A and -

GAPDH antibodies. 

(B) Quantifications of the Myogenin protein level present in experiments like in (A). Data are 

presented as the ratio of Myogenin/GAPDH and normalized to the Pro starting point condition. 

Data are presented as the mean +/- SEM, n=4 experiments. Significance was assessed using a 

two-way ANOVA test; *p<0,05, ****p<0,0001. 
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(C) Real time quantitative PCR of myogenin mRNA carried out on mRNAs from shCT and 

shHRS#3 C2C12 cells collected in proliferation (Pro) and at 7, 24, 48, 72, 96 hours of 

differentiation. Data are presented as mean +/- SEM, n=4 experiments. Significance was 

assessed using a two-way ANOVA test; ***p<0,001, ****p<0,0001. 

(D) Quantification of the MyoD protein level present in experiments like in (A). Data are 

presented as the ratio of MyoD/GAPDH signals and normalized to the Pro starting point 

condition. Data are represented as the mean +/- SEM, n=6 experiments. Significance was 

assessed using a two-way ANOVA test. 

(E) Representative immunofluorescence images of MyoD in shCT and shHRS#3 C2C12 cells 

at 24 or 48 hours of differentiation and probed with anti-MyoD antibody (green) and DAPI 

(blue) for nuclear staining. Scale bar, 40µm. 

(F) Quantification of high MyoD positive nuclei. The data are presented as mean +/- SEM, 

representing 9 fields counted per experiment, n=3 experiments. Significance was assessed using 

a two-tailed Mann-Whitney test (P<0.05), ****p<0,0001. 

(G) Quantification of the MEF2A protein level present in experiments like in (A). The data are 

presented as the ration of MEF2A/GAPDH signals and normalized to the Pro starting point 

condition. Data are presented as the mean +/- SEM, n=5 experiments. Significance was assessed 

using a two-way ANOVA test; *p<0,05, **p<0,01. 

(H) Representative immunofluorescence images of MEF2A distribution (green) in shCT and 

shHRS#3 C2C12 cells and analyzed at 48 or 72 hours of differentiation. DAPI staining (blue) 

represents nuclear labeling. Scale bar, 40µm. 

(I) Quantification of high MEF2A positive nuclei. Data are presented as mean +/- SEM, 

representing 7 fields counted per experiment, n=3 experiments. Significance was assessed using 

a two-tailed Mann-Whitney test (P<0.05), ****p<0,0001. 
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(J) Real time quantitative PCR of mef2A mRNA from shCT and shHRS#3 C2C12 cells 

collected in proliferation (Pro) and at 7, 24, 48, 72, 96 hours of differentiation. The data are 

presented as mean +/- SEM, n=4 experiments. Significance was assessed using a two-way 

ANOVA test; *p<0,05; **p<0,01; ***p<0,001; ****p<0,0001. 

 

Figure 5: Depletion of HRS negatively alters EGFR trafficking and up-regulates the ERK-

MAPK pathway during differentiation. 

(A) Representative immunofluorescence images of pulse chase experiments: shCT and 

shHRS#3 C2C12 myoblast cells were stimulated for 5 min with 50 ng ml-1 of EGF-488 (green) 

and after removing unbound ligand-chased for the indicated amount of time. Cells were probed 

with the anti-EEA1 to visualize early endosomes and trafficking of EGF-488/EGFR was 

followed through the early endosomal pathway. White arrows indicate colocalization of EGF-

488/EGFR (in green) with the EEA1 early endosome marker (in red). Note the accumulation 

of EGF-488 in EEA1 positive compartments (yellow merge) in shHRS#3 depleted cells. Scale 

bar, 20µm. 

(B) Quantifications of colocalization of EGF-488 in EEA1 positive compartments: analysis 

shows the percentage of EGF-488 overlapping with EEA1 and establishes the endocytic 

trafficking of EGF ligand through the early endocytic pathway (EEA1 compartment). Open 

circles correspond to shCT and black squares to shHRS#3 conditions. The data are presented 

as mean +/- SEM. Analyses were done on 5 fields per condition on n=3 experiments. 

Significance was assessed using an unpaired t-test, Mann-Whitney *** P<0,001; ** P<0,005. 

(C) Representative Western blotting of protein extracts from shCT and shHRS#3 C2C12 cells 

collected in proliferation (Pro) (lanes 1 and 7) and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours of differentiation 

(lanes 2-6 and 8-12) and probed with anti-HRS, -MHC, -pERK1/2 (Thr202/Tyr204), -total-

ERK1/2, and -GAPDH antibodies. 
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(D,E) Quantification of the phosphorylated-ERK1/2 from similar experiments presented in (C). 

The data are presented as a ratio of pERK1/2/GAPDH and normalized to the Pro starting point 

condition. Data are presented as mean +/- SEM, n=3 experiments. Significance was assessed 

using a two-way ANOVA test; *p<0,05; **p<0,01 

 

Figure 6: Inhibition of MEK1/2/ERK1/2 by the U0126 compound rescues formation of 

myotubes in absence of HRS. 

(A) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 transduced cells 

at 96 hours of differentiation upon ERK1/2 inhibitor FR180204 (FR18) treatment (1 or 3 µM) 

or diluent (DMSO) as negative control and stained with anti-MHC antibody as a marker of 

myotubes (green) and DAPI for nuclear staining (red). Scale bar, 200µm. 

(B) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 transduced cells 

at 96 hours of differentiation upon MEK1/2 inhibitor U0126 (10 µM) or diluent (DMSO) 

treatment and stained with anti-MHC antibody as a marker of myotubes (green) and DAPI for 

nuclear staining (red). Scale bar, 200µm. 

(C) Quantification of the myogenic index (differentiation index) corresponding to the number 

of nuclei present in MHC positive structures in experiments as presented in (B). Data are mean 

+/- SEM, each dot represents one field, n=27 images. n=3 experiments. Significance was 

assessed using an unpaired t-test, Mann-Whitney (P<0.05); *** P<0,0001; * P=0.0247. 

(D) Representative Western blotting of shCT and shHRS#3 cell extracts collected at 3 days of 

differentiation in presence of DMSO or 10µM of U0126 and probed with anti-pERK1/2 

(Thr202/Tyr204), -total-ERK1/2, and -GAPDH antibodies. 

(E) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 transduced cells 

at 72 hours of differentiation upon treatment with 10µM of the U0126 MEK1/2 inhibitor or 
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DMSO as negative control and stained with the anti-Myogenin antibody (red) and DAPI (blue) 

for nuclear staining. Scale bar, 40µm. 

(F) Quantification of the Myogenin positive nuclei (%). Data are presented as mean +/- SEM, 

10 fields have been counted per experiments, n=2 experiments. Significance was assessed using 

a Kruskal-Wallis test; ****p<0,0001. 

 

Figure 7: Inhibition of GSK3b rescues myoblast differentiation and Myogenein and 

MEF2A expression and localization into the nucleus. 

(A) Representative Western blotting of shCT and shHRS#3 C2C12 cell extracts collected in 

proliferation (Pro; lanes 1 and 7) and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours (lanes 2-6 and 8-12) of 

differentiation and probed with the anti-MHC, -GSK3b, -phosphorylated-Tyr216 

(pY216GSK3b) and -GAPDH antibodies. 

(B) Quantification of the pY216GSK3b level in experiments as in (A). Data are presented as 

ratio of pY216GSK3b /total GSK3b and normalized to the starting point Pro condition as mean 

+/- SEM, n=4 experiments. Significance was assessed using a two-way ANOVA test; *p<0,05; 

**p<0,01. 

(C) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 transduced 

myoblasts probed with anti-Lamp1 for late endosome/lysosomes and anti- GSK3b antibodies. 

Note the strong accumulation of GSK3b at the periphery of Lamp1positive vacuoles. Scale bar, 

20µm. 

(D) Quantification of the GSK3b accumulation depicted in (C). A region of interest (ROI) has 

been plotted from the outside to the inside of Lamp1 positive vacuoles and GSK3b signal was 

quantified using the Image J software. Data are presented as mean +/- SEM. 40-50 vacuoles 
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were analyzed for each condition, n=3 experiments. Significance was assessed using a two-way 

ANOVA test; *p<0,05; **p<0,01; ***p<0,001. 

(E) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 transduced cells 

treated with 10mM of LiCl or 3 µM of Azakenpaullone (Aza) or diluent (Dil) as negative 

control and analyzed at 120h of differentiation. Cells were stained with anti-MHC antibody 

(green) and DAPI (red) for nuclear staining. Note that inhibition of GSK3b with LiCl and Aza 

partially restores the formation of myotubes in absence of HRS. Scale bar, 200µm. 

(F) Quantification of the myogenic index (differentiation index) corresponding to the number 

of nuclei present in MHC positive structures as depicted in (E). Data are presented as mean +/- 

SEM with 6 images per condition. n=2 experiments. Significance was assessed using an 

unpaired t-test, Mann-Whitney; ****p<0,0001. 

(G) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 transduced cells 

challenged with 10mM LiCl and analyzed at 72hours of differentiation and stained with anti-

MEF2A antibody (green) an DAPI (blue) for nuclear staining. Scale bar, 40µm. 

(H) Quantification of MEF2A positive nuclei. Data are presented as mean +/- SEM, with 6 

images per condition. n=2 experiments. Significance was assessed using an unpaired t-test, 

Mann-Whitney, ** P<0,0038; **** P<0,0001. 

(I) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 transduced cells 

challenged with 10mM LiCl and analyzed at 72hours of differentiation and stained with the 

anti-Myogenin antibody (red) and DAPi (blue) for nuclear staining. Scale bar, 40µm. 

(J) Quantification of Myogenin positive nuclei. Data are presented as % of mean +/- SEM, with 

6 images per condition. n=2 experiments. Significance was assessed using an unpaired t-test, 

Mann-Whitney, **** P<0,0001. 

 

Figure 8: HRS depletion negatively alters the autophagic flux. 
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(A) Representative Western blotting of shCT and shHRS#3 C2C12 cell extracts collected in 

proliferation (Pro; lanes 1 and 7) and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours of differentiation (lanes 2-6 

and 8-12) and probed with the anti-HRS, -p62/SQSTM1, -LC3, and -GAPDH antibodies. 

(B) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 myoblasts 

probed with the anti-LC3 (green), anti-p62 (red) antibodies and DAPI (blue) for nuclear 

staining. White Arrows indicate accumulation of LC3 and p62 proteins in absence of HRS. 

Scale bar, 20µm. 

(C) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 cells at 96 hours 

of differentiation probed with the anti-LC3 (green), anti-p62 (red) antibodies and DAPI (blue) 

for nuclear staining. Note the absence of myotubes and the accumulation of LC3 and p62 only 

in shHRS#3 cells. Scale bar, 20µm. 

 

Expanded View Figure legends: 

 

Fig EV1: The protein level of the ESCRT-I TSG101 increased during myoblast 

differentiation. 

(A) Representative Western blotting of C2C12 cell extracts collected in proliferation (Pro; lane 

1) and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours of differentiation (lanes 2-6) and probed with antibodies 

directed against HRS, TSG101, Myogenin and GAPDH as loading control. 

(B) Quantification of the TSG101 protein level in experiments as presented in (A). Data are 

presented as ration of TSG101/GAPDH and normalized to the starting point Pro condition. Data 

are presented as mean +/- SEM, n=5 experiments. Significance was assessed using a Kruskal-

Wallis test. 

(C, D) Representative of confocal images of C2C12 cells in Pro status or at 144h of 

differentiation and stained with antibodies directed against HRS (green), TSG101-antibodies-
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1&2 (ab1&2, red) and DAPi (blue) for nuclear labeling. Note the intra nuclear accumulation of 

TSG101. Scale bar, 20µm. 

 

Fig EV2: TSG101 silencing in C2C12 delays differentiation. 

(A) Representative Western blotting of shCT (lane 1) and different shTSG101 (#1-3; lanes 2-

4) C2C12 cell extracts and probed with antibodies directed against TSG101 and GAPDH. 

(B) Representative immunofluorescence images of shCT and shTSG101#1-3 C2C12 cells at 96 

hours of differentiation and stained with anti-MHC antibody (green) and DAPI (blue) for 

nuclear labeling. Scale bar, 200µm. 

(C) Quantification of the myogenic index (differentiation index) corresponding to the number 

of nuclei present in MHC positive structure as presented in (B). Data are presented as mean +/- 

SEM, each dot represents one image, n=24 images. Significance was assessed using a two-

tailed Mann-Whitney test (P<0.05); **** P<0.0001. 

 

Fig EV3: TSG101 silencing in C2C12 doesn’t impact EGFR trafficking 

(A) Pulse chase experiments in TSG101 depletion context: shCT and shTSG101#3 C2C12 

myoblast cells were stimulated for 5 min with 50 ng ml-1 of EGF-488 (green) and after 

removing unbound ligand-chased for the indicated amount of time. Cells were probed with the 

anti-EEA1 to visualize early endosomes and trafficking of EGF-488/EGFR was followed 

through the early endosomal pathway. White arrows indicate colocalization of EGF-488/EGFR 

(in green) with the EEA1 early endosome marker (in red). Note the accumulation of EGF-488 

in EEA1 positive compartments (yellow merge, see white arrows) and the progressive 

disappearance during the chase process. Scale bar, 20µm. 

(B) Quantifications of colocalization of EGF-488 in EEA1 positive compartments: analysis 

shows the percentage of EGF-488 overlapping with EEA1 and establishes the endocytic 
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trafficking of EGF ligand through the early endocytic pathway (EEA1 compartment). Open 

circles correspond to shCT and black squares to shTSG101#3 conditions. The data are 

presented as mean +/- SEM. Analyses were done on 5 fields per condition on n=3 experiments. 

Significance was assessed using an unpaired t-test, Mann-Whitney (P<0.05): ns non-significant 

difference. 

(C) Representative Western blotting of protein extracts from shCT and shTSG101#3 C2C12 

cells collected in proliferation (Pro) (lanes 1 and 7) and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours of 

differentiation (lanes 2-6 and 8-12) and probed with antibodies directed against MHC, TSG101, 

total-ERK1/2, pERK1/2 (Thr202/Tyr204) and -GAPDH. 

(D,E) Quantification of the phosphorylated-ERK1/2 from similar experiments presented in (C). 

The data are presented as a ratio of pERK1/2/GAPDH and normalized to the Pro starting point 

condition. Data are presented as mean +/- SEM, n=2 experiments. Significance was assessed 

using a two-way ANOVA test; *p<0,05; **p<0,01. 

 

Fig EV4: TSG101 depletion in C2C12 negatively alters autophagic flux during 

differentiation. 

(A) Representative Western blotting of shCT and shTSG101#3 C2C12 cell extracts collected 

in proliferation (Pro; lanes 1 and 7) and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours of differentiation (lanes 

2-6 and 8-12) and probed with the antibodies directed against TSG101, MHC, p62/SQSTM1, 

LC3 and GAPDH. 

(B) Representative immunofluorescence images of shCT and shTSG101#3 C2C12 myoblasts 

probed with the anti-LC3 (green), anti-p62 (red) antibodies and DAPI (blue) for nuclear 

staining. White Arrows indicate the strong accumulation of LC3 and p62 proteins in absence 

of TSG101. Scale bar, 20µm. 
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(C) Representative immunofluorescence images of shCT and shTSG101#3 C2C12 myoblasts 

and myotubes at 96 hours of differentiation probed with the anti-LC3 (green), anti-p62 (red) 

antibodies and DAPI (blue) for nuclear staining. White arrows and arrowhead show strong 

accumulation of p62 and LC3 in undifferentiated myoblasts and myotubes respectively whereas 

yellow arrowheads indicate no accumulation of p62 and LC3 in absence of TSG101. Scale bar, 

20µm. 

 

Fig EV5: NPC1 like HRS silencing affects cholesterol homeostasis but doesn’t affect 

differentiation.  

(A) Representative immunofluorescence images of shCT, shHRS#3 and shTSG101#3 C2C12 

myoblasts stained with filipin for cholesterol labeling and probed with the anti-Lamp1 antibody 

as late endosome/lysosome marker. Note the strong and specific accumulation of cholesterol in 

Lamp1 positive compartments (see white arrows) in shHRS#3 cells. Scale bar, 20µm. 

(B) Representative Western blotting of shCT (lane 1) and shNPC1 (lane 2) C2C12 cell extracts 

probed with anti-NPC1 and anti-GAPDH antibodies. 

(C) Representative immunofluorescence images of shCT and shNPC1 C2C12 myoblasts 

stained with filipin for cholesterol labeling and anti-Lamp1 antibody for late 

endosome/lysosome compartments. Note the strong accumulation of cholesterol in Lamp1 

positive compartments (see white arrows) in shNPC1 cells. Scale bar, 20µm. 

(D) Representative immunofluorescence images of shCT and shNPC1 C2C12 cells at 96 hours 

of differentiation and stained with anti-MHC antibody (green) for myotube labeling and DAPI 

(red) for nuclear staining. Scale bar, 200µm. 

(E) Quantification of the differentiation index corresponding to the number of nuclei present in 

MHC positive structure in (D). Data are presenting as dots and showing the mean +/- SEM, 

each dot represents one field, n>20 images. 
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(G) Quantification of the myogenic index (differentiation index) corresponding to the number 

of nuclei present in MHC positive structures containing at least 2 nuclei as depicted in (D). Data 

are presented as mean +/- SEM; each dot represents one images, n=20 images. Significance 

was assessed using an unpaired t-test, Mann-Whitney. 

 

Appendix Supplementary Figures: 

 

Appendix Fig S1: the mRNA level of HRS doesn’t change during differentiation of C2C12 

(A) Real time quantitative PCR of hrs mRNA from C2C12 cells collected in proliferation (Pro) 

and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours of differentiation. Data are presented as mean +/- SEM, n=3 

experiences. Significance was assessed using a Kruskal-Wallis test. 

 

Appendix FigS2: HRS is localized around nuclei in muscle fibers and is enriched at the 

neuromuscular junction 

(A) Representative immunofluorescence images of EDL muscle fibers stained with anti-HRS 

antibody (green) and DAPI (blue) for nuclear labeling. Note the accumulation of HRS around 

and at the poles of nuclei (see white arrows). White dotted squares represent a focus of the 

selected region (see right panel). Scale bar, 20µm. 

(B) Representative immunofluorescence image of EDL muscle fibers in regeneration and 

stained with anti-HRS antibody (green) and DAPI (blue) for nuclear labeling. Note the strong 

accumulation of HRS around the nuclei (see white arrows). The dotted square represents a focus 

on the selected region (right panel). Scale bar, 20µm 

(C) Representative immunofluorescence image of a neuromuscular junction (NMJ) of an EDL 

muscle fiber stained with anti-HRS antibody (green), the bungarotoxine (BTX) to show the 
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acethyl choline receptor (red) and DAPI (blue) for nuclear labeling. Note that the HRS signal 

is enriched at the NMJ. Scale bar, 20µm 

 

Appendix Fig S3: HRS depletion in immortalized human myoblasts negatively alters their 

differentiation and partial rescue of differentiation through HRS overexpression. 

(A) Representative Western blotting of shCT (lane 1) and sh-huHRS#1-3 (lanes 2-4) of 

immortalized human myoblast (Y711i) extracts at 96h of differentiation. Membrane was probed 

with antibodies directed against HRS, MHC, and GAPDH. 

(B) Representative immunofluorescence images of shCT and sh-huHRS#1-3 Y711i cells at 96 

hours of differentiation and stained with anti-MHC antibody (green) and DAPI (blue) for 

nuclear labeling. Scale bar, 200µm. 

(C) Representative Western blotting of shCT and shHS#3 C2C12 cells transfected one day prior 

differentiation with empty or Myc-HRS encoding construct for 4 days. Membrane was probed 

with antibodies directed against MHC, HRS, Myogenin and GAPDH. 

(D) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 cells and 

transfected one day prior differentiation with empty or Myc-HRS encoding constructs for 4 

days. Cells were probed with anti-MHC antibody (green) and DAPI (blue) for nuclear labeling. 

Scale bar, 200µm. 

 

Appendix Fig S4: Depletion of HRS negatively affects Akt2 protein level but doesn’t 

impact p38MAPK expression and localization. 

(A) Representative Western blotting of shCT and shHRS#3 C2C12 cell extracts collected in 

proliferation (Pro; lanes 1 and 7) and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours (lanes 2-6 and 8-12) of 

differentiation and probed with anti-MHC, -phosphorylated Serine 474 Akt2 (pS474Akt2), -

Akt2, -Akt1 and -GAPDH antibodies. 
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(B) Quantification of total Akt2 protein level in experiments as presented in (A). Data are 

presented as ratio of Akt2/GAPDH signal and normalized to the starting point Pro condition. 

Data are presented as mean +/- SEM, n=3 experiments. Significance was assessed using a two-

way ANOVA test; ***p<0,001; ****p<0,0001. 

(C) Quantification of pS474Akt2 protein level in experiments as presented in (A). Data are 

presented as ratio of pS474Akt2/GAPDH signal and normalized to the starting point Pro 

condition. Data are presented as mean +/- SEM, n=3 experiments. Significance was assessed 

using a two-way ANOVA test; *p<0,05; **p<0,01. 

(D) Quantification of total Akt1 protein level in experiments as presented in (A). Data are 

presented as ratio of Akt1/GAPDH signal and normalized to the starting point Pro condition. 

Data are presented as mean +/- SEM, n=3 experiments. Significance was assessed using a two-

way ANOVA test; *p<0,05; **p<0,01. 

(E) Representative Western blotting of shCT and shHRS#3 C2C12 transduced cell extracts 

collected in proliferation (Pro; lanes 1 and 7) and at 7, 24, 48, 72 and 96 hours (lanes 2-6 and 

8-12) of differentiation and probed with the anti-total-p38, -phosphorylated-Thr180/Tyr182-

p38 (pp38), and -GAPDH antibodies. 

(F) Quantification of the pp38 level in experiments as presented in (E). Data are presented as 

ratio of pp38/total p38 and normalized to the starting point Pro condition. Data are presented 

mean +/- SEM, n=4 experiments. Significance was assessed using a two-way ANOVA test. 

(G) Representative immunofluorescence images of shCT and shHRS#3 C2C12 transduced cells 

at 7 or 24 hours of differentiation and stained with the anti-pp38 antibody (green). Scale bar, 

20µm. 
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RESULTAS COMPLEMENTAIRES 

 

1) l’inhibition des endosomes de recyclage dans les C2C12 bloque la différentiation, à 

l’inverse de l’inhibition de la fusion des endosomes tardifs. 

 

Afin d’étudier le rôle des voies d’endocytoses dans la myogenèse, nous avons focalisé notre 

attention sur les protéines ESCRT-0 HRS et ESCRT-I TSG101 pour inhiber la formation des ILVs 

dans les MVBs. Également, nous avons utilisé différentes drogues soit pour inhiber le 

recyclage des protéines membranaires au niveau des endosomes de recyclage soit pour 

empêcher l’étape finale de fusion des endosomes tardifs avec les lysosomes. Pour ce faire, 

dans un premier temps, nous avons utilisé un inhibiteur des voies de recyclages, la primaquine 

(van Weert et al., 2000). Les résultats obtenus grâce à l’imagerie Brightfield ont révélé que 

l’addition de 50 nM de primaquine dans le milieu de différentiation pendant quatre jours 

inhibait la formation des myotubes (Figure SD1 A). Le suivi de l’expression des chaines lourdes 

de la myosine (Myosin Heavy Chain : MHC) par immunofluorescence dans les cellules en 

différentiation et dans les myotubes a révélé une inhibition de la formation des myotubes en 

présence de primaquine (Figure SD1 A). Dans un second temps, nous avons utilisé l’inhibiteur 

apilimode, dont la cible est la protéine PIKEfyve ; cette dernière est impliquée dans la 

conversion du PI3P en PI3,5P2 et participe directement à la fusion des endosomes tardifs avec 

les lysosomes (Hessvik et al., 2016; van Weert et al., 2000). L’ajout de 50, 75 ou 100 nM 

d’apilimode dans le milieu de différentiation des cellules entraine une très faible altération de 

la formation des myotubes après quatre jours de différentiation comme observé en 

microscopie Brightfield et en immunofluorescence (Figure SD1 B). Il est à noter que les 

myoblastes ainsi que les myotubes présentes une forte vacuolisation après traitement avec 

l’apilimode. Ce phénotype est associé au fait que les endosomes tardifs s’accumulent dans les 

cellules (Hessvik et al., 2016). Nous concluons de ces expériences que l’inhibition de la voie 

endosomale de recyclage perturbe fortement le processus de différentiation alors que, 

l’inhibition plus tardive de la fusion des endosomes avec les lysosomes n’affecte que très 

modérément le processus de différentiation. 
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Figure SD1: Effet de l’inhibition de la voie de recyclage endosomal (A) et de la fusion des 
endosomes tardif avec les lysosomes (B) sur la différentiation des C2C12. 

(A) Image en Brightfield et immuno-marquage de cellules C2C12 mises en différentiation 
pendant 4 jours avec 50µM de primaquine. Les cellules ont été immunomarquées pour la 
chaîne lourde de myosin (MHC) en vert et les noyaux en rouge avec du DAPI. Barre d’échelle, 
100µm. 

(B) Image en brightfield et immuno-marquage de C2C12 mises en différentiation pendant 4 
jours avec 50, 75 ou 100 nM d’apilimode. Les cellules ont été immuno-marquées pour la 
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chaîne lourde de myosine (MHC), en vert et les noyaux marqués avec du DAPI sont en rouge. 
Les flèches montrent la présence de vacuoles dans les myotubes. Barre d’échelle, 100µm. 

 

2) L’inhibition de HRS provoque l’élargissement des endosomes précoces et tardifs. 

 

HRS est impliquée dans la formation des ILVs des MVBs en séquestrant et en accumulant des 

protéines et récepteurs membranaires ubiquitinés à la surface des endosomes (Henne et al., 

2011b). Des études montrent que son inhibition conduit à l’accumulation de structures 

vacuolaires dans les cellules (Komada and Soriano, 1999; Oshima et al., 2016; Tamai et al., 

2007). De ce fait, nous avons voulu étudier la morphologie des différents compartiments 

endosomaux en l’absence de HRS dans notre modèle de C2C12. Nous avons utilisé des cellules 

dans lesquelles l’expression de HRS était inhibée par l’expression stable d’un ARN antisens 

(shARN) pour localiser par immunofluorescence les protéines Rab5 et EEA1 marquant les 

endosomes précoces et la protéine Lamp1 marquant les endosomes tardifs/lysosomes. Les 

résultats montrent que l’absence de HRS induit une forte augmentation de la taille des 

endosomes précoces marqués par la protéine Rab5a et EEA1 (figure SD2 A). Cette 

augmentation de taille a été aussi observée pour les endosomes tardifs/lysosomes marqués 

par la protéine Lamp1 (Figure SD2 B). De plus, nous avons observé une délocalisation des 

endosomes tardifs/lysosomes en périphérie des cellules lorsque HRS est absent. Ces données 

confirment que l’absence de HRS provoque l’élargissement des structures endosomales ainsi 

que la délocalisation des endosomes tardifs/lysosome en périphérie des cellules dans le 

modèle cellulaire C2C12 (Lloyd 2002, M Razi et al. 2006, Du et al, 2011, J zhang 2014). 
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Figure SD 2: Effet de l’inhibition de l’expression de HRS sur la taille et la forme des 
endosomes précoces et tardifs. 

(A) Immuno-marquage de cellules C2C12 transduites avec un shARN ciblant l’expression de la 
protéine HRS (shHRS#3) ou bien un shARN contrôle (shCT) en phase de prolifération. Les 
cellules ont été fixées avec une solution de 4% PFA puis ont été marquées avec un anticorps 
primaire reconnaissant la protéine Rab5 (en vert) et EEA1 (en rouge) pour les endosomes 
précoces ; les noyaux (en bleu) ont été colorés avec du DAPI. Barre d’échelle, 10µm. 

(B) Immuno-marquage de cellules identique à celles décrites en (A). Les cellules ont été 
marquées avec des anticorps primaires reconnaissant soit EEA1 (en rouge) soit Lamp1 (en 
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vert) pour les endosomes tardifs ; les noyaux (en bleu) ont été colorés avec du DAPI. Barre 
d’échelle, 10µm. 

 

3) L’absence de HRS affecte très modérément la localisation de mTOR après 7h de 

différentiation  

 

Des études ont montré que l’activité de la kinase mTOR était dépendante de sa localisation 

sur les lysosomes ainsi que de la localisation des lysosomes au sein de la cellule (Castellano et 

al., 2017; Jia and Bonifacino, 2019; Villegas et al., 2019). Les lysosomes qui sont localisés en 

bordure des cellules montrent une activité plus importante de mTOR. Puisque la régulation 

de l’activité de mTOR est importante pour le processus de différentiation, et que nous avons 

observé une délocalisation, ainsi qu’un élargissement des endosomes tardifs/Ly dans les 

C2C12 en absence de HRS, nous avons voulu savoir si la localisation de mTOR ainsi que son 

activité étaient impactées par l’absence de HRS. L’analyse par microscope à 

immunofluorescence a montré que l’absence de HRS dans les cellules en prolifération 

provoque l’accumulation et la délocalisation des endosomes tardifs/lysosomes (marquées par 

la protéine Lamp1) en périphérie des cellules. Cependant la localisation de mTOR n’est pas 

modifiée de façon significative (Figure SD3 A). Par ailleurs, 7h après l’induction de la 

différentiation, une légère délocalisation de mTOR vers la périphérie des cellules est observée 

en absence de HRS. La répartition de la protéine mTOR en allant du noyau jusqu'à la bordure 

de la membrane plasmique ne change pas lorsque les cellules sont en phase de prolifération 

(Figure SD3 B). Cependant, 7h après l’induction de la différentiation un léger aplanissement 

du profil de localisation de mTOR est visible en absence de HRS, ce qui indique qu’il est 

délocalisé à la périphérie des cellules (Figure SD3 B). Ces données suggèrent que l’absence de 

HRS n’affecte pas la localisation de mTOR dans les cellules pendant leur prolifération mais a 

un léger effet au moment de la différentiation des cellules C2C12. 
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Figure SD 3: Effet de l’absence de HRS sur la localisation de mTOR en prolifération et à 7h 
de différentiation. 

(A) Immuno-marquage de cellules C2C12 transduites avec un shARN ciblant l’expression de la 
protéine HRS (shHRS#3) ou un contrôle (shCT) pendant la phase de prolifération ou après 7h 
de différentiation. Les cellules ont été  fixées avec une solution de 4% PFA puis ont été 
marquées avec des anticorps primaires reconnaissant soit la protéine Lamp1 qui marque les 
endosomes tardifs/lysosomes (en vert), soit la protéine mTOR (en rouge). Barre d’échelle, 
20µm. 
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(B) Histogramme représentant la répartition de la protéine mTOR entre le noyau et la 

membrane plasmique ; le comptage a été réalisée avec le logiciel ImageJ. Pour chaque cellule, 

le noyau et la membrane plasmique ont été détourés manuellement afin de déterminer la 

distance occupée par le cytoplasme des cellules. Par la suite, le niveau d’intensité de mTOR 

en allant du noyau jusqu'à la membrane plasmique a été retranscrit sur une distance séparée 

en 255 pixels. Chaque point du graphique représente l’intensité de mTOR pour 1 pixel. Les 

images dans le graphique représentent l’intensité de mTOR à l’échelle d’une cellule. 90 

cellules ont été comptabilisées par condition (shSCR et shHRS#). L’expérience a été reproduite 

trois fois (en prolifération et en différentiation). 

 

4) L’absence de HRS pourrait affecter l’activité de mTOR 

 

Au regard des résultats observés sur la localisation de mTOR dans les cellules, nous avons 

voulu déterminer si son activité était affectée par l’absence de HRS. Pour ce faire, nous avons 

mesuré la translocation du cytoplasme vers le noyau de la protéine TFEB-GFP surexprimée, 

ainsi que l’état de phosphorylation de la protéine S6. La protéines TFEB est normalement 

cytoplasmique lorsque mTOR est activé et se retrouve nucléaire lorsque l’activité de mTOR 

chute. La protéines S6, quant à elle est phosphorylée par la protéine S6 Kinase (S6K), qui est 

elle-même phosphorylée par mTOR lorsqu’il est actif. L ‘analyse de la surexpression de TFEB-

GFP par immunofluorescence durant la prolifération a montré, une augmentation de sa 

localisation dans le noyau en absence de HRS (67 +/- 2%) comparé à la condition contrôle (+44 

+/-2%) (Figure SD4 A). 7h après l’induction de la différentiation, nous avons constaté que la 

translocation de TFEB-GFP dans le noyau était plus importante en absence de HRS (77 +/- 1%), 

que celle observée dans le contrôle (65+/- 2%). L’ajout de Torine (un inhibiteur de mTOR qui 

sert decontrôle positif dans cette expérience), a montré une forte translocation de TFEB-GFP 

en absence de HRS (93+/- 2%) ainsi que dans le contrôle (83+/- 0,2%). Ainsi, les données 

montrent que mTOR semble moins activé en absence de HRS dans la phase de prolifération 

et après 7h de différentiation. Afin de confirmer les résultats obtenus en 

immunofluorescence, nous avons analysé l’état de phosphorylation de la protéine S6 (serine 

240/244) dans des cellules en prolifération par Western Blotting. Les résultats ont montré une 

légère augmentation de la phosphorylation de la protéine S6 en absence de HRS, mais la 

différence n’est statistiquement pas significative (figure SD4 B). Ainsi, ces données suggèrent 
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que l’activité de mTOR n’est pas modulée par l’absence de HRS en phase de prolifération. En 

raison de ces résultats contradictoires, il est encore difficile de statuer sur l’état d’activation 

de mTOR dans notre modèle en absence de HRS.  

 

Figure SD 4: État d’activation de mTOR dans les cellules en prolifération et après 7h de 
différenciation en absence de HRS. 

(A) Immuno-marquage de cellules C2C12 transduites avec le shRNA ciblant l’expression de la 
protéine HRS (shHRS#3) et le contrôle (shCT) puis transfectées avec un plasmide codant pour 
la protéine de fusion TFEB-GFP. Elles ont été maintenues 24h en phase de prolifération après 
la transfection, ou induite en différentiation pendant 7h, ou traitées pendant deux heures 
avec 250nM de Torine. TFEB-GFP est en vert, les noyaux sont marqués au DAPI (en rouge). On 
note que l’absence de HRS augmente le niveau de TFBE-GFP dans le noyau que ce soit en 
prolifération ou après 7h de différentiation. n=3 ; 5 champs par conditions ont été analysés. 
Le pourcentage de translocation correspond au nombre de protéines TFEB-GFP présentes 
dans le noyau sur le nombre total de cellules transfectées. Barre d’échelle, 20µm. 

TFEB-GFP
DAPI

Prolifération
7h de

différentiation

C2C12

sh
C
T

sh
H
R
S#

3

2h torine
250nM

0

10

20

30

40

50

60

70

80

90

100

Prolifération

shCT
shHRS#3

7h
différentiation

2h de torine
250nM

Tr
an

sl
oc

at
io
n
de

TF
EB

-G
FP

da
ns

le
no

ya
u
de

s
ce

llu
le
s
tr
an

sf
ec

té
es

(e
xp

rim
é
en

%
)

(A)

sh
CT

sh
HR
S#
3

sh
CT

sh
HR
S#
3

sh
CT

sh
HR
S#
3

sh
CT

sh
HR
S#
3

sh
CT

sh
HR
S#
3

HRS

S6

pS6

GAPDH

Prolifération

0
0,2

0,4

0,6

0,8

1

1,2

1,4

shCT shHRS#3

R
at
io

de
pS

6/
S6

no
rm

al
is
é

au
sh

SC
R

(B)



 
 

 
 

186 

(B) Western-Blot de cellules C2C12 transduites avec le shRNA ciblant l’expression de la 
protéine HRS (shHRS#3) ou le contrôle (shCT) en phase de prolifération. Les membranes ont 
été incubées avec des anticorps primaires dirigés contre HRS, S6, phosphoS6 (pS6 ser220/224) 
et la GAPDH. L’histogramme représente le ratio des signaux pS6/S6 dans les shHRS#3 
normalisé par celui de la condition shCT de chaque expérience. (n=5, +/- SD, test-t non 
paramétrique). 

 

5) La déplétion du cholestérol par l’HP-ßCD ne permet pas de diminuer le cholestérol 

accumulé en absence de HRS ou de NPC1  

 

Lors de nos expériences, nous avons pu observer une forte accumulation de cholestérol, 

montré par le marquage à la filipin, dans les cellules C2C12 en absence de HRS, confirmant 

des données expérimentales publiées dans d’autres modèles cellulaires (Du et al., 2012; 

Vilette et al., 2015). De plus, des travaux menés par Mermelstein et al, ont montré que la 

déplétion du cholestérol par l’ajout méthyl-ß-cyclodextrin (MCD) sur des myoblastes de 

poulet favorisait la différentiation en activant la voie Wnt et en jouant sur la translocation de 

la ß-caténine dans les noyaux (Mermelstein et al., 2007, 2005). De ce fait, il paraissait 

intéressant d’utiliser la MCD pour diminuer le cholestérol accumulé en absence de HRS et 

essayer de restaurer la différentiation. Cependant, les données expérimentales n’ont pas 

montré d’effet de la MCD sur la différentiation, que ce soit dans la condition contrôle (shCT), 

ou en absence de HRS (shHRS#3) (observation non présentée). Nous avons alors décidé de 

changer de drogue et avons opté pour la HP-ß-cyclodextrine (HP-ßCD) qui a montré 

d’excellents résultats sur l’accumulation de cholestérol provoqué par l’inhibition d‘expression 

de NPC1 (dans des fibroblastes) (Sarkar et al., 2013). Étrangement, dans nos expériences, 

l’ajout de concentrations croissantes de HP-ßCD sur les cellules shCT a provoqué une 

accumulation de cholestérol (montré par la filipin dans la Figure SD5). De plus, l’ajout des 

différentes concentrations de HP-ßCD sur les cellules ou l’expression de NPC1 est inhibé ne 

semble pas avoir d’effet sur le cholestérol accumulé, et semble même au contraire favoriser 

son accumulation en absence de HRS (Figure SD5). Également, l’induction de la différentiation 

avec la HP-ßCD n’a pas favorisé la différentiation avec les cellules shCT n’a pas restauré la 

différentiation en absence de HRS (observation non présentée). Il apparait donc que dans nos 

expérience, l’addition d’agent déplétant le cholestérol n’affecte ni la concentration de 
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cholestérol dans les cellules, ni ne permet de restaurer le processus de différentiation en 

absence de HRS. De ce fait, nous avons choisi d’inhiber l’expression de NPC1 afin de voir 

l’impact de l’accumulation de cholestérol sur la myogenèse (cf. figure 10). 

 

Figure SD 5: Effet de la HP-ßCD sur l’accumulation de cholestérol dans les cellules contrôle 
(shCT), shHRS#3 et shNPC1. 

Les cellules C2C12 shCT, shHRS#3 et shNPC1#1 en phase de prolifération ont été traitées 
pendant 24h avec des concentrations croissantes de HP-ßCD puis colorées avec la Filipin 
reconnaissant le cholestérol intracellulaire. Échelle, 20µm. 

 

6) L’absence de HRS diminue la localisation de la ß-caténine aux jonctions cellule-cellule, et 

favorise son accumulation dans le cytoplasme mais n’affecte pas la localisation de la E-
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La protéine HRS participe à la dégradation de différentes protéines membranaires par la voie 

endo-lysosomale dont notamment la protéine E-cadhérine (Toyoshima et al., 2007). De plus, 

des études ont montré que la ß-caténine est localisée à la membrane plasmique et est 

associée avec la protéine E-cadhérine (Toyoshima et al., 2007). Du fait que la ß-caténine est 

importante pour le processus de différenciation via la voie Wnt et qu‘elle joue un rôle dans la 

fusion avec la E-cadhérine (Hindi et al., 2013), nous avons voulu déterminer si l’absence de 

HRS perturbait la localisation de ces deux protéines dans notre modèle cellulaire. 

L’observation de la localisation de la ß-caténine et de la E-cadhérine par immunofluorescence 

dans les cellules contrôle (shCT) en prolifération, a révélé que la ß-caténine se trouvait 

majoritairement aux jonctions cellule-cellule alors que la E-cadhérine était plutôt cytosolique, 

rappelant celle de l’appareil de Golgi (Figure SD6). En absence de HRS (shHRS#3), nous avons 

observé une diminution de la localisation de la ß-caténine aux jonctions cellule-cellule et son 

accumulation sous forme de vacuole dans le cytoplasme de certaines cellules (Figure SD6, voir 

les têtes de flèche). Nous n’avons pas observé de changement de localisation de la E-

cadhérine en absence de HRS dans nos cellules. Nos résultats ne sont pas totalement en 

accords avec ceux publiés dans la ligné cellulaire HeLa, dans laquelle l’absence de HRS 

provoquait une forte accumulation de ß-caténine et de E-cadhérine au niveau de la membrane 

plasmique (Toyoshima et al., 2007). Ces différences pourraient venir du fait que nous ne 

travaillons pas dans le même modèle cellulaire que Toyoshima et al. Par ailleurs, pour inhiber 

l’expression de la protéine HRS, les auteurs ont utilisé des ARN interférants (siARN), qui 

pourrait aboutir à un phénotype légèrement différent de celui obtenu avec des shARN. 
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Figure SD 6: Effet de l’absence de HRS sur la localisation de la ß-caténine et de la E-cadhérine 
en prolifération. 

(A) Immuno-marquage de cellules C2C12 transduites avec un shRNA contrôle (shCT) ou ciblant 
l’expression de la protéine HRS (shHRS#3) fixées avec une solution de PFA 4% en phase de 
prolifération. Les cellules ont été marquées avec des anticorps primaires reconnaissant soit la 
ß-caténine (en vert), soit la E-cadhérine (en rouge), et les noyaux ont été marqués du DAPI (en 
bleu). Barre d’échelle, 20µm. Images représentatives de trois expériences indépendantes. 
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7) l’absence de HRS n’empêche pas la fusion avec des cellules contrôle 

 

Nous avons montré que l’absence de HRS affecté l’engagent des cellules dans la myogenèse, 

qui est en amont du processus de fusion des myocytes. Nous avons également montré une 

altération de la localisation de la ß-caténine membranaire, qui intervient dans le processus de 

fusion des myoblastes en myotubes (Hindi et al., 2013; Krauss et al., 2017). De ce fait, nous 

avons voulu déterminer si la fusion des cellules pourrait être affectée par l’absence de HRS. 

Pour répondre à cette question, nous avons transduit les myoblastes shHRS#3 avec un 

lentivecteur comportant un plasmide induisant l’expression stable de GFP (Green 

Fluorescence Protein) (shHRS#3-GFP), et les myoblastes contrôle (shCT) avec un lentivecteur 

comportant un plasmide induisant l’expression stable de la RFP (Red Fluorescence Protein) 

(shCT-RFP). Par la suite, nous avons mélangé les différentes populations de myoblastes dans 

des proportions différentes, afin de voir si les cellules shHRS#3-GFP était capable de former 

des myotubes avec les cellules shCT-RFP. L’analyse par microscopie à immunofluorescence a 

montré que les cellules ont été en partie bien transfectées et capable de former des myotubes 

rouges pour la condition contrôle (shCT-RFP), mais sont restés au stade de myoblaste vert en 

absence de HRS (shHRS#3-GFP) après 96h de différentiation (Figure SD7 A). Le mélange des 

deux populations de cellules et l’induction de la différentiation pendant 96h révèle la présence 

de myotubes jaunes, indiquant qu’une fusion de myoblastes shHRS#3-GFP avec des shCT-RFP, 

a eu lieu (Figure SD7 B, voir les flèches). De plus, nous avons observé que la formation de 

myotubes jaunes était proportionnelle à la quantité de cellules shCT-RFP présente. Ces 

données révèlent que l’absence de HRS, maintient les cellules en capacité de fusionner, et 

qu’elles n’ont probablement pas perdu leur pouvoir myogénique. 
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Figure SD 7: Influence de l’association à des proportion différentes de cellule control et en 
absence de HRS sur la fusion des cellules. 

(A) Images en microscopie confocale de cellules C2C12 transduites avec un shRNA contrôle 
(shCT) puis avec une RFP (shCT-RFP) ou bien transduites avec un shRNA ciblant l’expression 
de la protéine HRS (shHRS#3) puis avec une GFP (shHRS#3-GFP) après 96 heures de 
différentiation. Les noyaux ont été marqués avec du DAPI (en bleu). Barre d’échelle, 200µm 

(B) Les cellules shCT-RFP et shHRS#3-GFP ont été mélangées à trois concentrations relatives 
différentes et mises en différentiation pendant 96h. Les noyaux ont été marqués avec du DAPI 
(en bleu). Les flèches montrent la présence de myotubes jaunes, correspondant à la fusion de 
shCT-RFP avec des cellules shHRS#3-RFP. Barre d’échelle, 200µm 
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8) Le milieu de différentiation des cellules contrôles est capable de restaurer partiellement 

la différentiation en absence de HRS. 

 

Pour un bon déroulement de la myogenèse, différentes molécules sont sécrétées dans le 

milieu extracellulaire par les cellules, comme l’IGF-2, Wnt3A, mais aussi des vésicules 

extracellulaires comme les exosomes et/ou les microvésicules (Forterre et al., 2014; Girardi 

and Le Grand, 2018, 2018; Jiao et al., 2013; Le Bihan et al). De notre côté, nous avons observé 

que la voie PI3K/AKT2 était altérée durant la différentiation en absence de HRS (cf. article). 

Ceci suggère que l’absence de HRS affecterait la dégradation des récepteurs en amont de cette 

voie de signalisation ou bien que des régulations négatives sont mises en place sur cette voie. 

Également, il est possible que les ligands de ces récepteurs comme l’IGF-2 soit mal exprimés 

et/ou sécrétés en absence de HRS. En outre, différentes études ont montré que l’absence de 

HRS diminuait la sécrétion d’exosomes par les cellules, ainsi que leur taille et leur composition 

(Colombo et al., 2014; Edgar et al., 2014; Tamai et al., 2010). De ce fait, nous avons voulu 

déterminer si l’absence de HRS perturbait la sécrétion de facteurs solubles et/ou associés à 

des vésicules dans le milieu. Pour répondre à cette question, nous avons utilisé le milieu 

conditionné issu des cellules contrôles (shCT) en différentiation et l’avons ajouté sur les 

cellules dans lesquelles l’expression de HRS été inhibée (shHRS#3). Du milieu provenant de 

cellules shCT en différentiation été collecté chaque jour et a été ajouté sur les cellules shHRS#3 

pendant 5 jours. Dans ce contexte, nous avons observé que l’ajout de milieu conditionné 

provenant des cellules shCT était capable de restaurer la différentiation des cellules shHRS#3 

de façon partielle (Figure SD8). Cette expérience suggère que l’absence de HRS affecte 

probablement la sécrétion de facteurs, solubles ou associés à des vésicules extracellulaires, 

nécessaires à la différentiation. Nous pouvons également suggérer que le milieu conditionné 

des cellules shHRS contient des facteurs inhibiteur à la différentiation. 
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Figure SD 8: Effet de l’apport du milieu de différentiation des cellules contrôle sur les cellules 
en absence de HRS. 

(A) Schéma expliquant la procédure expérimentale : Les cellules C2C12 contrôle (shCT) ont été 
mises en différentiation 1 jour avant les cellules invalidées pour HRS (shHRS#3), puis le milieu 
de différentiation des cellules shCT a été ajouté chaque jour sur les cellules shHRS#3 et ce 
durant 5 jours.  

(B) Immuno-marquage des cellules après 5 jours de différentiation avec un anticorps primaire 
reconnaissant les chaines lourdes de la myosine (MHC) servant à identifier les myotubes (en 
vert). Le DAPI sert à visualiser les noyaux (en rouge). Barre d’échelle, 100µm. 
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électroporé directement dans des myotubes en culture. Grace à cette approche, nous avons 
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qui sont la Clathrine et l’a-Actinine4. Les résultats ont montré que l’expression de HRS était 

diminuée dans certains myotubes après électroporation, révélé par une diminution de 

l’intensité du signal de fluorescence (Figure SD9A). En parallèle, pour certains myotubes 

l’analyse a montré que la présence périnucléaire de la Clathrine était diminuée ainsi que son 

niveau protéique reflété par l’intensité du marquage (Figure SD9A). Dans une autre 

expérience, nous avons pu corréler directement la diminution du niveau protéique de HRS 

avec la localisation de l’a-Actinine4. Les résultats montrent que l’absence de HRS dans les 

myotubes affecte la localisation péri-nucléaire de l’a-Actinine4 sans modifier l’intensité de 

son signal de fluorescence (Figure SD9B). Mis ensemble, ces résultats suggèrent que l’absence 

de HRS dans les myotubes et la perte de sa localisation péri-nucléaire affectent la localisation 

périnucléaire de la Clathrine et l’a-Actinine4. 
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Figure SD 9: Effet de l’inhibition de HRS dans les myotubes sur la localisation de la Clathrine 
et de l’alpha-Actinine4. 

(A) Immuno-marquage de myotubes issus de cellules C2C12, électroporés avec un siRNA 
contrôle (shCT) ou ciblant l’expression de la protéine HRS (siHRS) et fixé à 9 jours de 
différentiation. Les cellules ont été marquées avec un anticorps primaire reconnaissant HRS 
(en vert) ou reconnaissant la Clathrine (en vert) et avec le DAPI (en bleu) pour marquer les 
noyaux. Barre d’échelle, 20µm. 

(B) Immuno-marquage dans les mêmes conditions expérimentale qu’en (A). Les cellules ont 
été marquées avec un anticorps primaire reconnaissant HRS (en vert), et un anticorps 

reconnaissant l’a-Actinine4 (en rouge). Le DAPI sert à marquer les noyaux (en bleu). Barre 
d’échelle 20µm. 
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10) La sur-activation de la GSK3ß pourrait affecter la signalisation de la voie Wnt durant le 

processus de différentiation en absence de HRS 

 

L’absence de HRS affecte différentes voies de signalisation dont la voie Wnt/GSK3ß (Taelman 

et al., 2010), qui est un modulateur central de la myogenèse. Dans ce sens, nos données 

montrent une augmentation de la forme active (Y216) de la GSK3ß, ainsi qu’une localisation 

plus prononcée autour des endosomes qui suggère une inhibition de son internalisation dans 

ces derniers. Afin de terminer si l’augmentation de la forme active de la GSK3ß en absence de 

HRS affecte la voie Wnt, nous avons analysé le niveau d’ARNm de l’Axin2 et de la Follistatine 

qui sont deux cibles transcriptionnelles de la ß-catenine (Jones et al., 2015). Les résultats 

présentés dans la figure SD10 ne montrent pas de différence significative du niveau d’ARNm 

de l’Axin2 en fonction de la présence ou de l’absence de HRS durant la différentiation. 

Cependant, le niveau d’ARNm de la Follistatine augmente progressivement au cours de la 

différentiation dans la condition contrôle mais n’augmente pas en absence de HRS (figure 

SD10 B) et pourrait être lié à une inhibition de l’activation de la voie Wnt. Ainsi, ces résultats 

suggèrent que la sur-activation de la GSK3ß pourrait effectivement impacter négativement la 

voie Wnt en l’absence de HRS et participer à l’inhibition de la myogenèse. Néanmoins, 

d’autres cibles reportrices de l’activité de la ß-caténine doivent être analysées. 
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Figure SD 10 : Effet de l’absence de HRS sur le niveau d’ARNm de l’Axi2 et de la Follistatine 
durant la myogenèse. 
Histogramme représentant le niveau d’ARNm de l’Axin2 (A) ou de la Follistatine (B) établi par 
qPCR. Les cellules C2C12 ont été transduites avec le shRNA ciblant l’expression de la protéine 
HRS (shHRS#3) ou contrôle (shCT) et collecté en phase de prolifération ou à différents temps 
de différentiation. n=4 ; +/- SD ; test anova two way ;  **P<0,01; ***P<0,001. 
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DISCUSSION ET PERSPECTIVES 

 

Mes travaux de thèse ont permis de mettre en lumière le rôle essentiel de la protéine 

ESCRT-0 HRS dans le processus de différentiation des myoblastes en myotubes, ainsi qu’une 

fonction à part entière de HRS dans les myotubes. Nos observations ont révélé que HRS était 

exprimée de façon dynamique au cours de la myogenèse, et que sa distribution cellulaire 

variait avec une localisation préférentiellement péri-nucléaire dans les myotubes comparés 

aux myoblastes. La localisation particulière de HRS autour des noyaux coïncide avec celle du 

marqueur des endosomes précoces Rab5, mais aussi avec celle de la Clathrine et de l’a-

Actinine4. Par ailleurs, la localisation de ces deux protéines normalement péri-nucléaires est 

perturbée en absence de HRS dans les myotubes. Nous avons montré également, que 

l’inhibition de l’expression de la protéine HRS dans trois modèles cellulaires de myoblastes 

(lignée murine C2C12, myoblastes primaires murins et lignée de myoblastes humains) inhibait 

drastiquement le processus de différentiation, en perturbant l’expression des protéines 

régulatrices de la myogenèse MyoD, Myogénine et MEF2A. Ceci est associé au fait que 

l’absence de la protéine HRS affecte la dégradation du récepteur à l’EGF (EGFR) et provoque 

une activation anormale de la voie de signalisation MAPK-MEK-ERK, une augmentation de 

l’activité de la kinase GSK3ß, ainsi qu’une perturbation du flux autophagique. Ensemble, nos 

données montrent que HRS est un facteur qui module différentes voies cellulaires pour 

orchestrer la myogenèse. 

Rôle de la variation du niveau protéique de HRS ainsi que de sa localisation péri-nucléaire 

au cours de la myogenèse des C2C12. 

 Durant la myogenèse des myoblastes C2C12, l’analyse biochimique par Western 

blotting (WB) a révélé que le niveau protéique de HRS était haut durant la prolifération, puis 

chutait durant les premières 48 heures de la différentiation, pour ré-augmenter 

progressivement lors de la fusion et la maturation des myotubes (voir figure 1 article1). Ces 

données ont aussi été confirmées par microscopie à immunofluorescence (voir figure 1 

article1). De plus, l’expression de l’ARNm de HRS ne varie pas au cours de la différentiation et 

n’est donc pas responsable de la variation du niveau protéique de HRS (voir Appendixfigure 

S1 article1). Deux hypothèses pourraient expliquer cette variation. Premièrement, la stabilité 
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protéique de HRS pourrait être altéré ou deuxièmement, sa traduction pourrait être modulé 

durant le processus de différentiation. La stabilité protéique de HRS dépend de son état de 

phosphorylation, qui est régi par des kinases en aval des récepteurs membranaires dont le 

complexe mTOR. Ce dernier empêche la dégradation de HRS par le protéasome lorsque les 

cellule sont dans un milieu de culture riche en facteurs sériques (Bache et al., 2002; Dauner et 

al., 2017; Dobzinski et al., 2015; Row et al., 2005). Différentes études ont montré que les 

premières étapes de la différentiation étaient réalisées de façon indépendante de l’activité 

kinase de mTOR, puis de façon kinase dépendante pour la phase d’hypertrophie des myotubes 

(Ge and Chen, 2012; Rion et al., 2019). De ce fait, nous avons émis l’hypothèse que, HRS 

pourrait être moins phosphorylée par mTOR durant les premières étapes de la différentiation, 

ce qui entrainerait sa dégradation par le protéasome. Dans ce sens, nous avons réalisé des 

expériences en induisant la différentiation des myoblastes C2C12 pendant 16h avec 

différentes concentrations de MG132 (inhibiteur du protéasome) afin d’éviter la dégradation 

de HRS. Néanmoins, ces expériences ne nous ont pas données de résultats concluants et 

réfléchissons donc à des expériences complémentaires afin de relier l’activité kinase de mTOR 

à la stabilité de HRS durant les premières étapes de la myogenèse. La seconde hypothèse que 

nous avons émise pourrait être en lien avec une régulation traductionnelle de HRS. En effet, 

durant le processus différentiation, certains microARN (miARN) nommés myomiR 

(myogenesis microRNA) sont exprimés afin d’inhiber la traduction de gênes cibles (Chen et al., 

2010; Townley-Tilson et al., 2010). Nous pouvons alors imaginer que HRS soit la cible de 

certains myomiR qui inhiberaient son expression durant les phases précoces de la 

différentiation. Afin de tester cette hypothèse, nous pourrions étudier si certains myomiR 

dont miR-1, miR-133, ou miR-206 seraient capables de cibler une partie de l’ARNm de HRS 

(Chen et al., 2010). 

Un des résultats les plus inattendus de nôtre étude fut la relocalisation péri-nucléaire 

de HRS dans les myotubes, ainsi que dans les fibres musculaires de souris en régénération 

(voir figure 1 et Appendixfigure S2 article1). Cette localisation particulière de HRS pourrait 

être en lien avec une fonction spécifique qu’il occuperait au niveau de l’espace péri-nucléaire. 

Nous pouvons émettre différentes hypothèses pour tenter d’expliquer ce phénomène et sa 

fonction. La première, impliquerait des modifications post-traductionnelles. En effet, la 

protéine HRS est phosphorylée sur différentes tyrosines dont la tyrosine 334 (Tyr334) (Stern 
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et al., 2007), et ces phosphorylations semblent réguler la localisation de HRS au sein des 

endosomes précoces (Stern et al., 2007; Urbé et al., 2000). Ainsi, nous pouvons suggérer que, 

l’état de phosphorylation de la protéine HRS pourrait régir sa relocalisation péri-nucléaire 

dans les myotubes. Il existe des anticorps commerciaux reconnaissant la Tyr334 phosphorylée 

de HRS, qui pourraient être utilisés dans des expériences de WB, afin de suivre l’état de 

phosphorylation de HRS au cours du processus de différentiation. Par une autre approche, 

nous pourrions réaliser des expériences d’immunoprécipitations de la protéine HRS à partir 

d’extraits cellulaires de C2C12 à différents temps de différenciation et déterminer le profil 

global de phosphorylation de HRS par WB avec un anticorps dirigé contre les tyrosines 

phosphorylées (PanPhospho-Tyr). Par ailleurs, il serait intéressant d’analyser par microscopie 

à immunofluorescence si le marquage périnucléaire que nous avons observé correspond à la 

forme Tyr334 de HRS. Dans une seconde hypothèse, la relocalisation péri-nucléaire de HRS 

pourrait être attribuée au fait que les endosomes se trouvent re-structurés dans les myotubes. 

Effectivement, nous avons observé par microscopie à immunofluorescence un enrichissement 

de la protéines Rab5a (marqueur des endosomes précoces) autour des noyaux des myotubes. 

De plus, le marquage péri-nucléaire de Rab5a co-localise fortement avec HRS à ce niveau (voir 

figure 2 article1). Dans ce contexte, nous pouvons suggérer que les endosomes précoces, qui 

sont riches en phosphoinositides PI3P, se re-structurent au niveau péri-nucléaire dans les 

myotubes et que HRS soit également localisée à ce niveau grâce à son domaine FYVE (liant le 

PI3P). Afin de vérifier cette hypothèse, nous pourrions exprimer une construction GFP-FYVE-

FYVE dans les cellules (Wenzel et al., 2018). Cette construction nous permettrait, par 

microscopie à immunofluorescence, de visualiser la localisation du PI3P dans les myotubes et 

de déterminer s’il existe effectivement une localisation péri-nucléaire plus importante de ce 

phospho-inositide associé aux endosomes précoces. Il est à noter que le PI3P ne semble pas 

être essentiel pour le processus de différentiation (Buj-Bello et al., 2002; Smith et al., 2020). 

Cependant, à ce jour, aucune étude n’a analysé la localisation du PI3P dans les myotubes. 

Enfin, pour comprendre l’importance de la dynamique d’expression et de localisation de HRS 

au cours de la myogenèse, nous pourrions créer une lignée cellulaire de C2C12 qui serait GFP-

HRS par transduction avec des lentivirus. Ceci pourrait nous permettre de déterminer à quel 

moment précisément HRS vient se localiser autour des noyaux durant la différentiation et si 
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cette localisation est un phénomène stable dans le temps ou bien s’il existe une dynamique 

de recrutement/dissociation de HRS au cours de ce processus. 

Lors de notre étude, nous avons aussi pu observer que certains partenaires protéiques 

de HRS, dont la Clathrine et l’a-Actinine4, étaient co-localisés avec HRS et présentaient 

également un marquage périnucléaire (voir figure 2 article1 et figure SD9 thèse). Le rôle exact 

de la localisation péri-nucléaire de la Clathrine et de a-Actinine4 reste à ce jour peu ou pas 

abordée dans la littérature. Des études ont néanmoins mentionné une localisation péri-

nucléaire de la Clathrine dans les myotubes (Isobe et al., 2018; Vassilopoulos et al., 2014), et 

une autre a montré une localisation de l’a-Actinine4 au niveau des stries Z des fibres 

musculaires (Hsu et al., 2018). Dans ce contexte, nous avons voulu déterminer si l’absence de 

HRS dans les myotubes pouvait avoir un effet sur la localisation de la Clathrine et de l’a-

Actinine4. Nous avons testé plusieurs méthodes afin d’éteindre l’expression de HRS dans les 

myotubes : 1) par transduction, en utilisant les lentivecteurs codant des ARN interférents 

(shARN utilisés pour invalider HRS dans les C2C12), 2) par la création d’une lignée stable de 

myoblastes C2C12 exprimant un shARN HRS inductible par la molécule IPTG et enfin 3) par 

électroporation de siARN dans les myotubes. Alors que les lentivecteurs pseudotypés avec la 

glycoprotéine d’enveloppe VSVG transduisent efficacement les myoblastes, aucune 

transduction n’a été observée dans les myotubes, suggérant une possible absence du 

récepteur dans les myotubes (et myoblastes qui ne sont pas différentiés). L’utilisation de 

shARN inductibles à l’IPTG n’a éteint que très faiblement l’expression de HRS. La troisième 

méthode explorée est celle qui a été la plus efficace pour éteindre l’expression de HRS dans 

les myotubes. Ainsi, nos résultats expérimentaux préliminaires ont révélé, après 

électroporation du siRNA dirigé contre HRS, une réduction du signal de HRS dans certains 

myotubes ainsi qu’une perte partielle la localisation péri-nucléaire de la Clathrine et de l’a-

Actinine4 (voir figure SD9 thèse). Ces résultats mettent en avant le fait que HRS pourrait 

permettre de recruter et/ou de maintenir la Clathrine et l’a-Actinine4 au niveau des noyaux 

des myotubes. Afin de renforcer ces résultats préliminaires, nous réfléchissons actuellement 

à utiliser des vecteurs de type adénovirus ou adénovirus associé (AAV) qui semblent plus 

efficaces pour la transduction de myotubes murins (Arnett et al., 2014). La délocalisation de 

la Clathrine et de l’a-Actinine4 en absence de HRS dans les myotubes soulèvent plusieurs 

interrogations quant à la fonction de la localisation périnucléaire de HRS et de ses partenaires. 
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Nous pouvons, mettre en avant deux hypothèses : Au vu de la localisation périnucléaire de 

Rab5, nous suggérons qu’il existe un remodelage du système endo-lysosmal dans les 

myotubes et que les endosomes précoces soient relocalisés à proximité du noyau. A ce niveau, 

HRS et la Clathrine pourraient jouer un rôle dans la voie d’endocytose en participant à la 

formation des corps multivésiculaires (MVB). La seconde hypothèse suggère que HRS, avec 

l’a-Actinine4 et la Clathrine, auraient plutôt une fonction structurale, et pourraient participer 

au maintien et/ou au mouvement des noyaux dans les myotubes à travers le cytosquelette 

d’actine (Roman and Gomes, 2018). En effet, des données expérimentales ont montré que 

HRS, liée à l’a-Actinine4, appartenait au complexe protéique nommé CART (composé de HRS, 

de l’a-Actinine4, de BERP et de la Myosine V) et était capable de recycler des protéines 

membranaires en interagissant avec le cytosquelette d’actine (Yan et al., 2005). Ainsi HRS 

pourrait faire le lien entre le noyau et le cytosquelette d’actine via la protéine a-Actinine4. 

Pour tester cette hypothèse, nous envisageons d’étudier le mouvement des noyaux dans les 

myotubes en l’absence de HRS par microscopie à immunofluorescence. L’utilisation de cellules 

C2C12 dans lesquelles les noyaux seraient marqués en rouge (mCherry, approche disponible 

au sein de notre institut) pourrait nous aider dans cette tâche. 

Nos données expérimentales ont aussi mis en lumière un enrichissement de HRS au 

niveau de la jonction neuromusculaire (NMJ, Neuromuscular Junction) dans les fibres de 

muscles de souris (voir Appendixfigure S2 article1) confirmant des résultats obtenus par 

d’autres chez la drosophile (LIoyd, 2002). La NMJ est une zone dynamique dans laquelle le 

recyclage et la dégradation des récepteurs membranaires (dont le récepteur à l’Acétylcholine, 

AChr) a lieu continuellement (Slater, 2017). Quelle serait la fonction de HRS au niveau de la 

NMJ ? L’une des hypothèses émises est que HRS participerait activement au recyclage et à la 

dégradation de certains récepteurs membranaires impliqués dans la mise en place de la 

jonction. Dans ce contexte, il serait intéressant de déterminer si l’absence de HRS dans les 

fibres musculaires ou bien dans des cultures de myotubes perturbe la formation des patches 

de récepteurs à l’Acétylcholine et donc potentiellement la formation de la NMJ (Osseni et al., 

2020). Dans ces expériences, nous souhaiterions aussi étudier l’importance de la protéine 

Agrin qui est décrite comme essentielle à la mise en place des clusters d’AChr par l’activation 

du récepteur MUSK1 (Zong and Jin, 2013). D’autre part, des expériences de co-cultures de 

motoneurones avec des myotubes dans lesquels l’expression de HRS serait éteinte, pourraient 
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nous éclairer sur la fonction que peut jouer HRS dans la mise en place de la NMJ. Pour aller 

dans ce sens, une étude dans laquelle l’expression globale de HRS est diminuée dans des souris 

(HRS teethering) a montré une altération des NMJs, suggérant une fonction essentielle de HRS 

dans la mise en place et/ou le maintien de cette dernière (Watson et al., 2015). La création 

d’un modèle in vivo de souris dans laquelle l’expression de hrs serait éteint spécifiquement 

dans la fibre musculaire squelettique pourrait aussi nous éclairer sur sa fonction dans le 

maintien de la NMJ. 

La fonction des domaines de HRS et de l’ESCRT-0 STAM1/2 au cours de la myogenèse. 

 Nos données expérimentales ont montré que l’inhibition de l’expression de HRS 

perturbait fortement le processus de différentiation et que ce phénotype était en partie 

secouru par la réexpression de HRS. La protéines HRS possède différents domaines qui lui 

permettent d’interagir avec les récepteurs membranaires ubiquitinés à dégrader et de se 

localiser sur les endosomes précoces afin de recruter les autres composants de la machinerie 

ESCRT (voir figure 24 dans ce manuscrit). Certains domaines participent aussi aux fonctions de 

HRS dans le recyclage de récepteurs membranaires (Hanyaloglu et al., 2005; Huang et al., 

2009; MacDonald et al., 2018; Raiborg et al., 2006, 2002; Urbé et al., 2003; Wenzel et al., 2018; 

Yan et al., 2005). Nous possédons différents mutants de délétion de HRS dans lesquels les 

domaines UIM et VHS (liaison à l’ubiquitine), FYVE (liaison au PI3P sur les endosomes 

précoces) ou CBD (liaison à la Clathrine) ont été retirés. L’utilisation de tels mutants pourrait 

permettre de déterminer si ces différents domaines (seuls ou conjoints) jouent un rôle 

important dans le processus de différenciation. Nous pourrions sur-exprimer les différents 

mutants des domaines de HRS dans des myoblastes C2C12 dont l’expression de la protéine 

HRS endogène est inhibée (cellule shHRS#3), et déterminer à quel moment la différentiation 

est restaurée. Les résultats obtenus nous permettraient de mieux comprendre comment HRS 

régule la myogenèse et d’identifier le/les domaines protéiques d’importance dans ce 

processus. 

 La protéine HRS et STAM1/2 font partie du complexe ESCRT-0 qui initie le processus 

de formation des vésicules intra-luminales (ILV) dans les MVBs (Bache et al., 2003b; Henne et 

al., 2011b). Récemment Hunt et al., ont montré comme nous que l’inhibition de l’expression 

de HRS par siARN affectait négativement la myogenèse (Hunt et al., 2019). Dans ces travaux, 
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Hunt et al., ont également inhibé l’expression de STAM mais non pas observé d’effet sur la 

différentiation des myoblastes en myotubes (Hunt et al., 2019). Il est donc intéressant de voir 

que deux protéines issues du même complexe ESCRT présentent des effets opposés sur la 

myogenèse, suggérant que la protéine HRS a probablement des fonctions additionnelles qui 

la rendent essentielle dans ce processus. Elles pourraient venir des domaines FYVE et CBD que 

HRS possède en plus de STAM1/2, (Henne et al., 2011a; Kojima et al., 2014; Takahashi et al., 

2015). 

L’inhibition de l’expression de HRS et de TSG101 affecte différemment la myogenèse 

 Lors de notre étude, nous avons comparé les effets de l’inhibition de l’expression de 

HRS à celle de la protéine TSG101 (appartenant au complexe l’ESCRT-I) dans la myogenèse. 

Nos données ont révélé que l’absence de TSG101 diminue de 35% le processus de 

différentiation et conduisait à la formation de myotubes plus fins et possédant moins de 

noyaux (voir figue EV2 article1). Cependant ce phénotype reste marginal comparé à celui 

induit par l’inhibition d’expression de HRS dans lequel quasiment aucun myotube n’est formé. 

De façon globale, en intégrant les données rapportées par Hunt et al, sur la protéine STAM, il 

est intéressant de remarquer que trois protéines bien qu’appartenant à une même machinerie 

et participant toutes au processus de formation des MVBs, ont des effets si différents sur la 

myogenèse. Afin d’identifier le(s) rôle(s) additionnel(s) que la protéine HRS pourrait avoir dans 

le processus de différentiation, nous avons cherché quelles étaient les fonctions et voies 

cellulaires affectées par l’absence de HRS. Nous les avons comparées avec celles observées 

lors de l’inhibition de l’expression de TSG101. Les paragraphes suivants sont présentés dans 

l’ordre respectant notre cheminement de pensée au fil des résultats obtenus pendant mon 

travail de doctorat. 

L’autophagie : L’autophagie est une voie cellulaire importante pour le bon déroulement de la 

myogenèse car son inhibition perturbe le processus de différentiation (Bloemberg and 

Quadrilatero, 2016; Fortini et al., 2016; McMillan and Quadrilatero, 2014; Sin et al., 2016). Par 

ailleurs, différentes études soulignent l’importance de HRS et TSG101 dans le contrôle du flux 

autophagique (Filimonenko et al., 2007; Oshima et al., 2016; Tamai et al., 2008, 2007). 

D’autres protéines ESCRT dont l’ESCRT-III CHMP2A participent aussi au processus 

d’autophagie en permettant la fermeture du phagophore (Takahashi et al., 2018). De ce fait, 
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nous avons déterminé si l’absence de HRS, ou celle de TSG101 altérait l’autophagie durant le 

processus de différentiation. Nos données expérimentales montrent que l’absence de HRS et 

de TSG101 perturbe le flux autophagique durant le processus de différentiation (voir figure 8 

et figure EV4 article1). Ainsi, nous pouvons conclure que cet effet peut expliquer, au moins en 

partie, les défauts de différentiation observé en absence de HRS et de TSG101. Toutefois, il 

est important de noter que des myotubes se forment en absence de TSG101, alors que ce 

n’est pas le cas en absence de HRS, signifiant que la perturbation du flux autophagique n’est 

pas la seule voie cellulaire affectée par l’absence de HRS. Dans ce contexte, nous avons alors 

recherché si d’autres voies cellulaires importantes pour la myogenèse pouvaient être 

impactées par l’absence de HRS, mais sur lesquelles l’absence de TSG101 avait un effet 

marginal. 

Concernant la protéine TSG101, nous ne pouvons pas exclure la possibilité que son absence 

affecte d’autre processus cellulaires de la myogenèse. En effet, différentes études ont 

montrés que la protéine TSG101 avait un rôle dans la cytokinèse, qui est une étape clé lors de 

la séparation des cellules filles durant la division cellulaire (Carlton and Martin-Serrano, 2007; 

Morita et al., 2007). Ainsi, l’absence de TSG101 pourrait affecter la séparation des cellules lors 

de la division cellulaire, créant des cellules multi-nucléées qui pourrait perturber le processus 

de fusion (Morita et al., 2007).  

Lors de notre étude, l’analyse de la distribution de TSG101 par microscopie confocale dans les 

myoblastes et dans les myotubes a montré une redistribution de TSG101 au cours de la 

différentiation, passant d’une localisation majoritairement cytoplasmique dans les 

myoblastes vers une distribution cytoplasmique et nucléaire dans les myotubes. Ces données 

étonnantes sur la localisation nucléaire de TSG101 pourraient traduire un rôle spécifique à ce 

niveau. Différentes études ont aussi observé une localisation nucléaire de TSG101 (B. Y. Kim 

et al., 2007; Xie et al., 1998). La fonction de cette localisation reste néanmoins peu explorée, 

mais des données expérimentales suggèrent un lien avec le cycle cellulaire, et notamment la 

phase G1 (Xie et al., 1998). En parallèle, des études ont montré que les myotubes sont 

capables d’entrer à nouveau en phase G1, malgré le fait qu’ils soient à un stade post-mitotique 

(Tiainen et al., 1996). On peut donc supposer que TSG101 soit localisée dans des noyaux qui 
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sont en phase G1. Le rôle exact que joue TSG101 dans le noyau des myotubes, ainsi que les 

mécanismes moléculaires le conduisant à être localisé à ce niveau restent à déterminer. 

Effet additionnel de HRS par rapport à TSG101 sur le processus de différentiation. 

Le Cholestérol : Des études antérieures ont montré que l’absence de HRS, mais pas celle de 

TSG101, dans des lignés cellulaires humaines affectait l’homéostasie du cholestérol (Du et al., 

2012; Vilette et al., 2015). Nous avons confirmé ces résultats dans les myoblastes en montrant 

une augmentation du cholestérol intracellulaire en absence de HRS dans les compartiments 

endosomes tardifs/lysosomes (Late endosome/lysosome : LE/Ly). De façon intéressante, les 

travaux de Mermelstein et al., ont montré que l’utilisation de la drogue Methyl-ß-

cyclodextrine (MCD), permettant de retirer le cholestérol des membranes cellulaires, 

favorisait la différentiation des myoblastes de poulet (Mermelstein et al., 2005, 2005; Ana C. 

B. Possidonio et al., 2014). Ces données suggèrent qu’une accumulation de cholestérol, 

comme celle observée en absence de la protéine HRS, a un effet délétère sur le processus de 

différentiation. Par ailleurs, le même groupe a aussi observé que le traitement des myoblastes 

de poulet avec la MCD augmentait l’expression de l’ARNm de hrs, suggérant alors l’existence 

d’un lien entre le contrôle de l’homéostasie du cholestérol et la régulation de la transcription 

de hrs. Cette information ouvre de nouvelles perspectives à l’hypothèse suggérant que hrs 

serait un gène pro-myogénique dans ce modèle cellulaire (Ana C. B. Possidonio et al., 2014). 

Dans ce sens, les auteurs font référence à la protéine GEF1 (galactosylceramide expression 

factor-1), qui est un homologue de HRS chez le rat et qui est capable lorsqu’il est surexprimé, 

d’induire la myogenèse dans deux modèles cellulaire différents (Ogura et al., 2004). 

L’ensemble de ces données nous permet d’émettre l’hypothèse que l’accumulation de 

cholestérol qui se produit en absence de HRS pourrait être délétère pour le bon déroulement 

du processus de myogenèse. Dans un premier temps, notre objectif fut de restaurer le 

processus de différentiation en diminuant l’accumulation de cholestérol induite par 

l’inhibition de l’expression de HRS avec la drogue MCD. Cependant, nous n’avons pas réussi à 

restaurer le processus de différentiation dans ces conditions, ni à le favoriser dans la condition 

contrôle, et ce quelle que soit la drogue utilisée(MCD, ou  Hydroxypropyl-ß-cyclodextrine (HP-

ßCD) dont le principe de capture du cholestérol est différent (Wan et al., 2016)). De façon 

surprenante, les données expérimentales ont montré, au contraire, que l’utilisation de HP-
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ßCD augmentait significativement l’accumulation de cholestérol intracellulaire (figure SD5 

thèse). Ce résultat en contradiction avec les données de Mermelstein et al., montrent que les 

effets de ces drogues diffèrent selon le modèle cellulaire utilisé (Myoblastes de poulet versus 

myoblastes C2C12 de souris). Afin de déterminer si l’accumulation de cholestérol a réellement 

un effet délétère sur le processus de myogenèse, nous avons, dans un second temps, mimé 

cette accumulation via l’inhibition de l’expression de la protéine NPC1 (Du et al., 2012). Les 

données expérimentales obtenues ont montré que l’absence de NPC1 dans les myoblastes 

C2C12, provoquait une forte accumulation de cholestérol dans les LE/Ly, comme observé en 

absence de la protéine HRS. A l’inverse, cette accumulation n’affecte aucunement le 

processus de différentiation, suggérant ainsi que la dérégulation de l’homéostasie du 

cholestérol n’a pas réellement d’effet sur la myogenèse. Par transposition, nous pouvons 

penser que l’accumulation de cholestérol observée en absence de HRS n’est certainement pas 

un élément clé de l’inhibition du processus de différentiation. Toutefois, il est à noter que 

l’accumulation de cholestérol, observée en absence de HRS (en microscopie à l’aide du 

marquage à la Fillipin), présente certaines subtilités de localisation comparée à la condition 

sans NPC1. En effet, le cholestérol, ainsi que les LE/Ly semble être accumulés de manière plus 

prononcée autour des noyaux en absence de NPC1, alors qu’en absence de HRS, cette 

accumulation se trouve autour des noyaux mais aussi en périphérie des cellules (voir article1, 

comparer les figures EV5A et EV5C). Afin de confirmer ces observations, nous pourrions 

quantifier la répartition du cholestérol et des LE/Ly selon l’absence de HRS ou de NPC1. En 

effet, des données récentes ont clairement démontré que la localisation et la quantité de 

cholestérol dans la cellule des LE/Ly où se trouve aussi mTOR pouvait influencer l’activité de 

ce dernier qui est un régulateur majeur de la myogenèse (Castellano et al., 2017; Ge and Chen, 

2012; Hong et al., 2017; Jia and Bonifacino, 2019). En lien avec ces études, nous avons constaté 

une légère délocalisation de mTOR et des LE/Ly en périphérie des cellules qui pourraient 

favoriser l’activation de mTOR  (Castellano et al., 2017; Hong et al., 2017), et inhiber la 

différentiation. Néanmoins, nous n’avons exploré pour l’instant que la phase très précoce du 

processus de différentiation et à ce stade, nous n’observons aucun changement de l’activité 

de mTOR en absence de HRS (Figures SD3 et SD4 thèse). Nous souhaitons maintenant 

compléter ces résultats par des expériences en l’absence conjointe de HRS et de NPC1, à des 

temps plus prolongés de différentiation (24h voir 48h)., Ceci pourrait nous aider à confirmer 
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ou non l’existence d’un effet de la localisation des LE/Ly et de l’accumulation de cholestérol 

sur l’activation de mTOR. 

Les voies de signalisation : Initialement, plusieurs travaux ont montré que HRS participait à la  

dégradation de différents récepteurs membranaires dont l’EGFR, et par ce fait, régulait leurs 

activités (Komada et al., 1997; Komada and Kitamura, 1995; Lloyd et al., 2002b; Urbé et al., 

2000). Puisque le récepteur à l’EGF est fortement impliqué dans le processus de 

différenciation des myoblastes (Leroy et al., 2013), nous avons analysé sa localisation dans 

nos conditions. Nos données de microscopie à fluorescence ont montré que l’absence de HRS, 

mais pas celle de TSG101, affectait le trafic de l’EGFR, et qu’il résidait plus longtemps au niveau 

des endosomes précoces EEA1 positifs (voir figure 5 pour HRS et figure EV3 pour TSG101 de 

l’article1). Dans ce contexte, la cinétique de dégradation de l’EGFR est perturbée et peut 

affecter les voies de signalisation en aval (Brankatschk et al., 2012; Malerød et al., 2007; 

Szymanska et al., 2018). De ce fait, nous avons émis l’hypothèse que les voies de signalisation 

issue de l’EGFR, dont la voie MAPK-MEK-ERK, pouvait être perturbée et affecter le processus 

de myogenèse en absence de HRS. En effet, l’analyse par biochimie du profil de 

phosphorylation des protéines ERK1/2 a montré une activation plus importante de la voie 

MAPK-MEK-ERK en absence de HRS, notamment à 1 jour de différentiation (voir figure 5 

article1). Par ailleurs, d’autres études ont suggéré que l’activation constitutive de la voie 

MAPK-MEK-ERK inhibait la différentiation en affectant la localisation de régulateurs de la 

myogenèse dont les protéines MEF2A et MyoD (Michailovici et al., 2014, 2014; Perry et al., 

2001; Winter and Arnold, 2000; Yohe et al., 2018). En ce qui nous concerne, nos données 

expérimentales montrent des défauts de localisation de la protéine MyoD, ainsi que des 

perturbations de l’expression et de la localisation de la Myogénine et de MEF2A (voir figure 4 

article), qui peuvent être corrélés à l’augmentation du ratio de pERK1/ERK1 et de pERK2/ERK 

durant la différentiation. Des expériences de sauvetage par l’inhibition de la kinase MEK1/2 

avec la drogue U0126, nous ont permis d’augmenter la localisation nucléaire de la Myogénine 

et suggèrent que l’activité de la voie MAPK-MEK-ERK est fortement affectée par l’absence de 

HRS (voir figure 6 article). Par conséquent, nous pouvons alors proposer que l’accumulation 

de l’EGFR au niveau des endosomes précoces favoriserait l’activation des voies de 

signalisations associées, dont la voie MAPK-MEK-ERK qui elle-même inhiberait l’expression de 

la Myogénine et affecterait la localisation nucléaire de MyoD et de MEF2A. Le mécanisme que 



 
 

 
 

209 

nous proposons est cohérant avec la notion de « signalosome » ou les endosomes précoces 

se trouve être de véritable station de signalisation et régule une multitude de voie de 

signalisation. (Dobrowolski and De Robertis, 2011; Irannejad et al., 2015; Szymanska et al., 

2018). Ces régulations sont orchestrées par les protéines de la machinerie ESCRT, avec à sa 

tête HRS, qui permettent l’internalisation des récepteurs activés dans une ILV, et stoppe ainsi 

le signal qui est émie. Dans l’état d’avancement de nos recherches, nous ne savons pas si les 

kinases MEK1/2 et/ou ERK1/2 agissent directement sur les MRFs en les stabilisant ou 

déstabilisant via des phosphorylations. Elles pourraient également agir indirectement via 

d’autres facteurs qui in fine joueraient sur la localisation et la stabilité des MRFs. Une récente 

étude suggère que la sur-activation de la voie MAPK-MER-ERK réprime l’expression de la 

Myogénine par l’action de ERK2 qui est capable de bloquer le promoteur de la Myogénine 

(Yohe et al., 2018). Nous pouvons donc imaginer un mécanisme similaire d’inhibition de la 

différentiation en absence de HRS dans nos conditions. Pour finir, la dérégulation de la voie 

MAPK-MEK-ERK durant le processus de différentiation semble être spécifique de l’absence de 

HRS puisque l’extinction de l’expression de TSG101 ne provoque pas d’hyper-activation de la 

voie dans notre modèle. Ces données générées concernant TSG101 sont en accord avec 

certaines études montrant que son inhibition réduit l’activation de la voie MAPK-MEK-ERK 

(Morris et al., 2012; Zhang et al., 2011), et en désaccord avec d’autres qui montrent au 

contraire que l’absence de TSG101 induit une augmentation de l’activation de la voie MAPK-

MEK-ERK (Bache et al., 2006; Lu et al., 2003). Ces résultats contradictoires peuvent être en 

partie expliqués par les différences de modèles cellulaires utilisés. 

La voie MAPK-MEK-ERK n’est pas la seule à contrôler le processus de myogenèse, mais elle 

travaille de concert avec d’autres voies de signalisation dont la voie PI3K/Akt, la voie Wnt, et 

la voie MAPK-p38 (Girardi and Le Grand, 2018; Knight and Kothary, 2011). Différentes études 

ont montré que la protéine HRS était impliquée dans la dégradation de différents récepteurs 

membranaires autres que l’EGFR, et donc contrôlerait éventuellement les voies de 

signalisation issues de ces récepteurs (Chanut-Delalande et al., 2010; Jékely and Rørth, 2003; 

Lloyd et al., 2002b; Rusten et al., 2011; Szymanska et al., 2018). C’est pourquoi, nous avons 

analysé l’état d’activation de différentes voies cellulaires supplémentaires dont la voie 

PI3K/Akt, la voie MAPK-p38 et l’activation de la GSK3ß dans des expériences de cinétique de 

différentiation en absence de HRS. Nos données ont révélé que l’absence de HRS affectait 
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négativement le niveau protéique de Akt2 total, ainsi que sa phosphorylation durant la 

différentiation (voir Appendixfigure7 article1) ; ces deux composantes étant importantes 

pour le bon déroulement du processus de myogenèse (Gonzalez et al., 2004a; Rotwein and 

Wilson, 2009). Ainsi, l’absence de HRS pourrait perturber le trafic et la cinétique d’activation 

des récepteurs contrôlant la voie PI3K/Akt dont par exemple l’IGF1R ou IGF2R, qui sont des 

régulateurs majeurs du processus de différentiation (Jiao et al., 2013). Ces données sont 

cohérentes avec un article récent, montrant que l’absence de la protéine Rab5a affecte 

négativement l’interaction entre la protéine IRS1 et l’IGF1R et diminue l’activation de la voie 

PI3K/Akt lors de la myogenèse (Cong et al., 2020). Dans notre contexte, il serait intéressant 

d’étudier la localisation de l’IRS1 en absence de HRS et son interaction avec l’IGF1/2R. Des 

perturbations à ces deux niveaux pourraient expliquer les effets observés sur la voie PI3K/Akt. 

Nos données vont en partie dans ce sens puisque nous avons observé que l’absence de HRS 

induit la formation de gros endosomes précoces rab5a positifs, ce qui pourrait alors affecter 

la localisation de l’IRS1 et donc l’activation de la voie PI3K/Akt (en accord avec les données de 

Cong et al.). 

Des études ont également montré que HRS était impliquée dans la régulation de la voie Wnt 

en séquestrant la protéine kinase GSK3ß dans les ILVs des MVBs (Taelman et al., 2010). En 

l’absence d’HRS, les mêmes auteurs ont montré que le niveau protéique de la ß-caténine, qui 

est une cible de la GSK3ß, était diminué et affectait son rôle de facteur de transcription dans 

les cellules HeLa. Aujourd’hui, il est clairement établi que la voie Wnt participe activement à 

la régulation du processus de différentiation (Girardi and Le Grand, 2018). Dans ce contexte, 

nous avons analysé la localisation de la GSK3ß, ainsi que son état d’activation en étudiant son 

état de phosphorylation sur la tyrosine 216 (Tyr216). En parallèle, nous avons aussi analysé la 

localisation de la ß-caténine, son niveau protéique ainsi que son activation par l’analyse de sa 

translocation entre le cytoplasme et le noyau, ainsi que son effet sur la transcription de gènes 

cibles dont l’Axin2 et la Follistatine. Nos données expérimentales ont montré une 

augmentation, de la forme phosphorylée active (Tyr216) de la GSK3ß durant le processus 

différentiation, ainsi qu’une accumulation plus importante en périphérie de structures 

vacuolaire exprimant Lamp1 dans les myoblastes en prolifération (voir figure 7 article1), 

suggérant comme cela a été proposé par Taelman et al., qu’une inhibition de son 

internalisation dans les ILVs des MVBs a lieu. De façon intéressante, l’inhibition de la GSK3ß 



 
 

 
 

211 

par le Chlorure de lithium (LiCl) ou par l’Azakenpaulone (inhibiteur spécifique de la GSK3ß) a 

permis de restaurer de façon significative le processus de différentiation en absence de HRS. 

Cet effet est associé à une augmentation de la localisation nucléaire des protéines MEF2A et 

Myogénine (voir figure 7 article1). Ainsi, nos données suggèrent fortement que l’activité de la 

GSK3ß serait augmentée en absence de HRS, et que sa dégradation par la voie endo-

lysosomale serait inhibée dans les myoblastes C2C12, ce qui participerait ainsi à l’inhibition du 

processus de différentiation. Par la suite, nous avons étudié si la sur-activation de la GSK3ß 

pouvait affecter la localisation, l’activité et le niveau protéique de la ß-caténine. Nos 

expériences de microscopie par immunofluorescence ont révélé que l’absence de HRS 

provoquait une accumulation anormale de ß-caténine dans le cytoplasme de certaines 

cellules, ainsi qu’une diminution de sa localisation aux jonctions cellules-cellules (figure SD6 

thèse). Cette délocalisation de la ß-caténine pourrait ainsi affecter son rôle de facteur de 

transcription et impacter le processus de myogenèse (Krauss et al., 2017). Néanmoins, dans 

nos conditions, l’absence de HRS n’entraine pas de modification du niveau protéique de la ß-

caténine ni de sa translocation entre le cytoplasme et le noyau (reflétant sont état 

d’activation) en phase de prolifération ou de différentiation. l’absence de variation du niveau 

protéique de la ß-caténine lorsque l’expression de HRS est éteint fut récemment confirmé 

dans une autre étude (Munthe et al., 2020), contrastant avec les résultats obtenus 

précédemment par Taelman et al. (Taelman et al., 2010). Pour statuer sur l’état d’activation 

de la voie Wnt en absence de HRS, nous avons analysé les niveaux d’ARNm de l’Axin 2 et de la 

Follistatine, qui sont des cibles transcriptionnelles de la ß-caténine, dans des expériences de 

cinétique de différentiation. Nous n’avons pas mesuré de changement dans la quantité 

relative de l’ARNm de l’Axin 2, alors que celle de la Follistatine n’augmenté pas durant la 

différentiation en absence de HRS comparé au contrôle (voir Figure SD10 thèse). 

Collectivement, nos données suggèrent que l’activité de la GSK3ß est augmentée durant la 

différentiation, et que sa localisation est aussi perturbée, ce qui affecterait négativement le 

processus de différentiation. D’autre part, la sur-activation de la GSK3ß pourrait aussi altérer 

la fonction transcriptionnelle de la ß-caténine. Pour avancer sur ce point, des expériences 

complémentaires seront réalisés afin de déterminer si l’activité transcriptionnelle de la ß-

caténine est affectée en l’absence de HRS en utilisant notamment des tests d’activité de la ß-

caténine. 
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Pour compléter l’étude des voies de signalisation, nous avons également exploré la voie de 

signalisation p38-MAPK pendant mon doctorat, qui contribue grandement au processus de 

différentiation (Dionyssiou et al., 2013; Gonzalez et al., 2004a; Knight and Kothary, 2011; Wu 

et al., 2000b). Par ailleurs, des études ont montré que l’absence de HRS diminuait la 

phosphorylation de p38 après infection des cellules par un entérovirus (Luo et al., 2017), et 

que certains des activateurs de p38 dont TAK1, n’étaient plus localisés et activés au niveau 

des endosomes précoces (Miura and Mishina, 2011). Nous avons donc analysé le profil de 

phosphorylation de p38, au cours de la différentiation, ainsi que sa translocation dans le noyau 

(reflétant sont activation). Nos données expérimentales en absence de HRS n’ont pas montré 

de différence sur l’état de phosphorylation de p38 (son activation), ou sur sa localisation 

cytoplasmique et/ou nucléaire durant la différentiation (voir Appendixfigure S4 article1). Une 

des hypothèses émise pour expliquer l’absence de dérégulation de la voie p38MAPK dans 

notre modèle serait que l’activation de cette voie soit essentiellement régie au niveau de la 

membrane plasmique, par des interactions cellules-cellules impliquant des protéines 

membranaires dont la protéine Cdon et la N-Cadhérine (Krauss et al., 2017). Dans le processus 

de myogenèse, l’activation de p38 pourrait alors différer de celle montrée par Luo et al. , 

laquelle a lieu au niveau des endosomes précoces/tardifs en association avec HRS et TLR7 (Toll 

like receptor 7) (Luo et al., 2017). 

Effet de l’absence de HRS sur la fusion des myoblastes. 

Nous avons montré que l’absence de HRS affectait l’engagement des cellules dans le 

processus de différentiation en affectant l’expression de la Myogénine, mais aussi l’expression 

et la localisation de MEF2A, ainsi que la localisation de MyoD. Néanmoins, nous ne pouvons 

pas exclure que l’absence de HRS affecte aussi la fusion des cellules pour former les myotubes. 

En effet, nous avons observé dans les cellules en prolifération que la ß-caténine se retrouvait 

accumulée dans le cytoplasme de certaines cellules, et absente des jonctions cellules-cellules 

(Figure SD6 thèse). Or, la ß-catenine, avec d’autres protéines membranaires dont la E-

cadhérine ou la M-cadhérine, participent aux jonctions cellule-cellule, qui sont impliquées 

dans le processus de fusion des myocytes (Abmayr and Pavlath, 2012; Charrasse et al., 2013; 

Krauss et al., 2017). Nous pouvons alors suggérer que la fusion des myoblastes, en absence de 

HRS, pourrait aussi être affectée, du fait de la mauvaise localisation de protéines d’adhésion. 
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Toutefois, nous n’avons pas observé de modification de localisation de la E-cadhérine en 

absence de HRS dans les cellules en prolifération (Figure SD6 thèse). Il est nécessaire de 

compléter nos études afin de déterminer si d’autre protéines d’adhésion sont affectées 

comme par exemple la M-cadhérine. Nous pourrions aussi analyser la localisation de protéines 

de la machinerie de fusion comme les protéines Myomaker et Myomerger en l’absence de 

HRS (Sampath et al., 2018). 

Il est important de noter ici qu’il est finalement difficile d’étudier le rôle de HRS dans le 

processus de fusion, du fait que son absence affecte les étapes précoces de la myogenèse. 

Afin de contourner cette problématique, nous avons mis en place une approche 

expérimentale dans laquelle nous avons transduit/infecté les cellules contrôles (shCT) et les 

cellules invalidées pour HRS (shHRS#3), avec des lentivecteurs codant respectivement pour la 

protéine GFP (Green Fluorescente Protein) ou la RFP (Red Fluorescente Protein). Nous avons 

mélangé les deux types cellulaires et avons induit la différentiation. Nos données 

expérimentales ont montré la formation de myotubes jaunes, indiquant la fusion de cellules 

shCT et des cellules shHRS#3 (figure SD7 thèse). Ces résultats suggèrent que malgré l’absence 

de HRS, ces cellules restent myogéniques et sont capables de fusionner dès lors qu’elles sont 

en présence de cellules contrôles fonctionnelles. 

 

L’absence de HRS pourrait perturber la sécrétion de facteurs jouant un rôle dans le processus 

de différentiation. 

La myogenèse est contrôlée par différentes voies de signalisation qui sont, pour la plupart, 

activées par des récepteurs membranaires (Hindi et al., 2013; Knight and Kothary, 2011). Il 

existe une grande variété de ligands, telle que les myokines dont la Myostatine, mais aussi les 

facteurs de croissances dont l’IGF ou Wnt3a, qui sont sécrétés par les cellules et activent leurs 

récepteurs spécifiques (Hindi et al., 2013; Jiao et al., 2013; Lee and Jun, 2019). Différentes 

études ont aussi souligné le rôle des vésicules extracellulaires comme les exosomes, dans la 

myogenèse (Aswad et al., 2016; Bittel and Jaiswal, 2019; Forterre et al., 2014; Rome et al., 

2019). En parallèle, des travaux ont également montré que la protéines HRS régulait le 

processus de formation des exosomes, et que son absence réduisait leur sécrétion, leur taille, 

et leur contenu (Colombo et al., 2014; Edgar et al., 2014; Gross et al., 2012; Tamai et al., 2010). 
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Ainsi, nous avons émis l’hypothèse que l’absence de HRS pourrait perturber la sécrétion de 

vésicules extracellulaires, ou d’autres facteurs solubles comme des cytokines/myokines 

pouvant participer au processus de différentiation. Nos expériences préliminaires, consistant 

à ajouter un milieu conditionné de différentiation issue de cellules contrôles sur des cellules 

dont l’expression de HRS est éteinte, ont montré une restauration partielle du processus de 

différentiation (Figure SD8 thèse). Ces données suggèrent que le milieu de différentiation des 

cellules contrôles pourrait apporter des facteurs paracrines solubles, ou bien associés à des 

vésicules extracellulaires permettant de restaurer la différentiation. Il est donc possible que 

l’absence de HRS affecte la sécrétion de ces facteurs et/ou des vésicules extracellulaires. Ainsi, 

deux études complémentaires pourraient être menées. Dans la première, nous pourrions 

réaliser une analyse différentielle des facteurs solubles, ainsi que de la quantité de vésicules 

extracellulaires présentes dans le milieu de différentiation des cellules, en présence et en 

absence de HRS (Forterre et al., 2014; Le Bihan et al., 2012; Rome et al., 2019). Effectivement, 

différentes études suggèrent que les vésicules extracellulaires (en particulier les exosomes) 

sont aussi capables de transporter des protéines de signalisation, dont les protéines Wnt 

(Wnt3a et Wnt5a) ou l’IGF (Działo et al., 2019; Gross et al., 2012; He et al., 2014). La présence 

de ces protéines dans les exosomes pourrait être modulée par HRS, et ainsi participer à au 

processus de différentiation. Dans une seconde expérience, nous pourrions analyser 

directement la sécrétion de molécules de signalisation dont par exemple l’IGF-II, qui un 

régulateur essentiel de la myogenèse en absence de HRS (Erbay et al., 2003; Jiao et al., 2013). 

En effet, nos résultats ont montré une diminution de l’activation de la voie PI3K/Akt reflétée 

par une diminution du niveau de phosphorylation et de la quantité protéique de Akt2 (voir 

AppendixFigure S4 article1). Puisque l’IGF-II participe à l’activation de cette voie (Knight and 

Kothary, 2011), nous pouvons suggérer que son niveau protéique et/ou de sécrétion est 

affecté par l’absence HRS. D’autres facteurs sécrétés tels que les myokines, comme la 

Myostatine et l’interleukine 6, pourraient aussi être impactés par l’absence de HRS (Lee and 

Jun, 2019). Leur abondance pourrait être mesurée à l’aide d’un test ELISA.  

A l’inverse, il est aussi possible que les cellules en absence de HRS, sécrètent des facteurs 

restrictifs au processus de différentiation., Nos données vont dans ce sens en montrant une 

diminution de l’ARNm de la Follistatine durant la différentiation des cellules en absence de 

HRS (voir Figure SD10 thèse). Or, la Follistatine est un inhibiteur de la Myostatine, qui est-elle 
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même un inhibiteur de la différentiation en activant la voie du TGFß. Ainsi, la diminution de 

l’expression de la Follistatine, en absence de HRS, pourrait affecter son niveau protéique et sa 

sécrétion, et diminuer son effet inhibiteur sur la Myostatine. Ainsi, il y aurait plus de 

Myostatine libre dans le milieu de différentiation, ce qui activerait la voie du TGFß et inhiberait 

la différentiation. Dans cette hypothèse, nous pouvons penser qu’ajouter du milieu 

conditionné provenant des cellules contrôles pourrait permettre de diluer la Myostatine libre 

anormalement présente dans le milieu de différentiation des cellules quand HRS est absent, 

et ainsi favoriser le processus de différentiation. Toutefois, nous devons tout d’abord 

déterminer s’il y a plus de Myostatine libre dans le milieu de différentiation des cellules en 

absence de HRS, et si la voie du TGFß est plus activée. Cependant, dans une première 

expérience, nous n’avons pas observé de différence de l’activation de la voie du TGFß en 

absence de HRS. Il sera important de répéter cette expérience avant de pouvoir statuer sur 

l’état d’activation de la voie du TGFß en absence de HRS. 

Rôle général de la voie d’endocytose dans la myogenèse. 

Mon travail de thèse s’est finalement focalisé sur une partie de la voie d’endocytose en 

étudiant deux protéines de la machinerie ESCRT dans la myogenèse. Néanmoins, nous 

pouvons nous questionner quant à l’effet de l’inhibition d’autres protéines de la voie 

d’endocytose sur le processus de différentiation ? Pour commencer à répondre à cette 

question, nous avons inhibé certaines étapes de la voie d’endocytose à l’aide de drogues. Nos 

données expérimentales ont montré que l’inhibition des voies endosomales de recyclage par 

la drogue primaquine affectait fortement le processus de différentiation (figure SD1). En 

reliant ces données avec ce que nous savons de HRS dans le processus de différentiation, il 

est possible que le bon fonctionnement de la voie endosomale de recyclage, jusqu’à la 

formation des ILVs dans les LE/MVB soit des facteurs clés dans la régulation de la myogenèse. 

Ceci est en accord avec des données montrant que l’inhibition de la protéine Rab5a (localisée 

sur les endosomes précoces et participant à leur homéostasie) perturbait fortement la 

myogenèse (Cong et al., 2020). D’autre études soulignent le fait que l’absence des protéine 

Rab11 et Rab35, qui sont spécifiques des endosomes de recyclage, affecte négativement le 

processus de différentiation (Bhuin and Roy, 2009; Charrasse et al., 2013; Singh and Kumar 

Roy, 2013). L’inhibition de l’expression d’autres composants de la machinerie endosomale, 
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notamment de ceux impliqués dans la formation des vésicules d’endocytose comme la 

Clathrine, ou bien l’inhibition de leur transport avec la drogue dynasore qui cible la Dynéine, 

perturbe également la myogenèse (Leikina et al., 2013; Shin et al., 2014). Mises ensemble, ces 

données nous laissent penser que la voie d’endocytose est essentielle au bon déroulement de 

la myogenèse, au moins jusqu'à l’étape de la formation des MVBs par les composants de la 

machinerie ESCRT dont HRS fait partie. Au niveau moléculaire, nous pouvons alors suggérer 

que l’intégration des récepteurs membranaires activés dans une ILV est l’un des moyens 

existant pour stopper leur signalisation et ainsi favoriser le processus de différentiation 

(Dobrowolski and De Robertis, 2011; Irannejad et al., 2015; Szymanska et al., 2018). Dans ce 

sens, nous pouvons penser que l’inhibition plus tardive des voies d’endocytoses, notamment 

après la formation des MVB, n’affecterait pas le processus de différentiation. Les résultats 

obtenus avec la drogue Apilimode qui bloque les étapes tardives de la voie endo-lysosomale 

(provoque une accumulation de LE/Ly), confirment cette hypothèse ; car le processus de 

différentiation n’est pas modifié (voir Figure SD1 thèse). En accord avec ce résultat, une étude 

a montré que l’accumulation d’endosomes tardifs (provoqué par la chloroquine qui bloque la 

dégradation lysosomale), était capable de favoriser la signalisation de la voie Wnt. Cet effet 

résulterait d’une séquestration plus importante de la GSK3 dans les MVBs (Dobrowolski et al., 

2012). Dans ces conditions, les auteurs n’ont pas observé de défaut de formation des ILVs 

dans les endosomes. A la lumière de ces données, nous pouvons postuler que la formation 

des MVB permet la séquestration des récepteurs membranaires activité dans les ILV, et ainsi 

régule les voies de signalisation qui en sont issus. Replacé dans le contexte de la myogenèse, 

l’ensemble de ces données suggère que la protéine HRS, en participant à la formation des 

MVB/ILV, est un facteur clé dans la régulation des voies de signalisation qui participent au 

processus de différentiation. 

Implication potentielle de HRS dans la photologie sIBM 

La myosite à corps d’inclusion (sporadic inclusion body myositis : sIBM), est la classe de 

myopathie inflammatoire touchant le plus les personnes de plus de 50 ans. Au niveau 

histologique, elle est caractérisée par un aspect inflammatoire important qui touche certaines 

fibres musculaires en dégénération et par la présence dans ces fibres de protéines 

accumulées, et ou agrégées dont la protéine p62/SQSTM1, la TDP-43, l’a-Synucléine, la 
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protéine Prion, le peptide Amyloïde-ß et la protéine Tau phosphorylée (Askanas et al., 2015; 

Keller et al., 2017). Ces protéines sont aussi retrouvées dans différentes maladies 

neurodégénératives, suggérant des mécanismes communs menant à leur 

accumulation/agrégation (Askanas et al., 2015; Benveniste et al., 2015; Nakamori et al., 2013). 

Comme décrit précédemment, différentes études ont mis en lumière le fait que, l’absence de 

HRS dans des modèles in vitro et in vivo perturbait le flux autophagique et participait à 

l’accumulation voire à l’agrégation de protéines (notamment prionoides) impliquées dans les 

processus neurodégénératifs comme la TDP-43 dans la SLA, l’a-Synucléine dans les 

synucléopathies, le peptide Amyloïde-ß dans la maladie d’Alzheimer (Edgar et al., 2015; 

Filimonenko et al., 2007; Oshima et al., 2016; Tamai et al., 2007). Par ailleurs, des données 

expérimentales chez la souris ont montré que l’absence de HRS dans les muscles lisses 

provoquait une diminution de leur contraction, de leur taille, et une inflammation importante 

(Chen et al., 2015). De plus, une étude a montré que la diminution d’expression de HRS, causée 

par une mutation (HRS teetering), diminuait la taille et le poids des souris, provoquait des 

troubles moteurs, et altérait l’intégrité de la jonction neuromusculaire (Watson et al., 2015). 

Ainsi, ces données suggèrent que l’inhibition ou la diminution de d’expression de HRS pourrait 

affecter la physiologie du muscle. Nous pouvons supposer également que l’accumulation, 

voire l’agrégation de HRS pourrait entrainer une perte de sa fonction. Soutenant cette 

hypothèse, des études montrent que la protéine ESCRT-III CHMP2B est accumulé et co-localisé 

avec les protéines TDP-43/pTDP43 et à la protéine Prion également accumulées dans le 

muscle des patients sIBM (Murata-Shinozaki et al., 2017; Nakamori et al., 2013). Ces données 

montrent qu’il existe potentiellement un lien entre le dysfonctionnement de la machinerie 

ESCRT, représenté ici par CHMP2B, et l’accumulation et/ou l’agrégation de protéines de type 

prion dans la pathologie sIBM. Ainsi, ces informations nous ont poussé à rechercher si la 

localisation de HRS était perturbée dans des biopsies de muscles issus de patients sIBM. Nos 

analyses préliminaires par microscopie à fluorescence ont montré dans les muscles de 

patients sIBM, que la protéine HRS était fortement accumulée à l’extérieur et à l’intérieur des 

fibres en dégénération contrairement à ce qui est observé dans le muscle contrôle. HRS a aussi 

été retrouvée au niveau de vacuoles intramusculaires caractéristiques des sIBM (voir flèche 

figure SD11, page suivante). Par ailleurs, nos données ont aussi révélé une co-accumulation 

de la protéine p62/SQSTM1 avec HRS, à l’intérieur et à l’extérieur des fibres en 
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dégénérescence, et au niveau des vacuoles intramusculaires (figure SD11). Ces résultats 

montrent pour la première fois que HRS est accumulé, au même titre que p62, dans les fibres 

en dégénération des patients sIBM. Ainsi, nous pouvons émettre l’hypothèse que 

l’accumulation de HRS pourrait provoquer une perte de sa fonction et ainsi affecter le 

fonctionnement de la machinerie ESCRT, et participer à l’accumulation de la protéine p62. Des 

analyses supplémentaires sur la co-localisation de HRS avec d’autre protéines de type prion 

dont la TDP-43, l’a-Synucléine, le peptide Amyloïde-ß pourrait nous éclairer sur un éventuel 

lien entre leurs accumulations/agrégations et la perte de fonction de HRS dans les sIBM. Pour 

compléter cette étude, la création d’un modèle murin dont HRS serait inhibé spécifiquement 

dans le muscle (Souris HSA-Cre et HRS flox), pourrait nous éclairer sur sa fonction et sa 

participation à l’accumulation de protéines retrouvées dans les pathologies 

neurodégénératives. Dans ce modèle, nous pourrions nous attendre à des défauts 

d’autophagie, à une forte vacuolisation des fibres, et à l’agrégation de différentes protéines 

dont p62 ou la TDP-43, déjà observé dans le modèle existant de souris invalidé pour hrs dans 

les neurones (Oshima et al., 2016; Tamai et al., 2008). Si ces données se confirment, ces souris 

pourraient être un bon modèle pour l’étude de la pathologie sIBM. 
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FIGURE SD 11 : LOCALISATION DE HRS ET P62 DANS LES COUPES MUSCULAIRES DE 2 PATIENTS SIBM. 

Immuno-marquage de coupes de fibres musculaires (biopsies) d’un individu contrôle et de 2 
patients atteints de la pathologie sIBM. Les coupes ont été marquées avec un anticorps 
primaire reconnaissant la protéine HRS (en vert), la protéine p62 (en rouge) et les noyaux (en 
bleu) ont été marqués avec le DAPI. Notez la présence d’accumulations protéiques de HRS et 
p62 au niveau des vacuoles bordées et en périphérie des fibres. Barre d’échelle, 40µm. 
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Pour conclure ce manuscrit, mon travail de thèse a apporté une nouvelle compréhension du 

rôle de la protéines ESCRT-0 HRS dans le processus de différentiation des myoblastes en 

myotubes. Nous avons montré que HRS possédait un rôle multimodal dans ce processus en 

modulant à la fois, le trafic de récepteur membranaire tel que l’EGFR, des voies signalisation 

dont la voie MAPK-MEK-ERK, l’activité de la kinase GSK3ß, l’expression et la localisation des 

régulateurs de la myogenèse MEF2A, MyoD et Myogénine, mais aussi l’autophagie. Par 

ailleurs, nos données suggèrent que l’absence de HRS affecte aussi l’expression de facteurs 

sécrétés pro-myogéniques dont la Follistatine. Ce travail propose également un rôle inattendu 

de HRS dans les myotubes, lié à sa localisation péri-nucléaire, en maintenant et/ou en 

recrutant la Clathrine et l’a-Actinine4, mais dont la fonction nécessite encore d’être étudiée 

de façon plus précise. En accord avec la fonction de HRS dans la myogenèse, son accumulation 

dans les fibres musculaires des patients sIBM ajoute un rôle possible à HRS dans la mise en 

place de cette pathologie. Pour élargir les objectifs de notre étude, la création d’un modèle in 

vivo, dans lequel HRS serait inhibé spécifiquement dans les cellules satellites, nous permettrait 

d’étayer données in vitro, et de nous intéresser plus spécifiquement au rôle fondamental de 

HRS dans la réparation musculaire. Ainsi, pour résumer mes travaux de thèse, deux schémas 

reprenant la fonction de HRS au niveau cellulaire (Figure 34 page suivante) et au niveau 

moléculaire (Figure 35 page suivante) lors du processus de différentiation peuvent être mis 

en avant. 
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Figure 34: Modèle du rôle de HRS durant le processus de différentiation des C2C12. 

L’absence de HRS perturbe le trafic endosomal, aboutissant à l’accumulation de l’EGFR et au 

maintien de la voie de signalisation MAPK-MEK-ERK au niveau de l’endosome précoce. 

L’activation de cette voie inhibe l’expression ainsi que la localisation nucléaire des facteurs de 

transcription MyoD, MEF2A et Myogénine. Ceci peut être inversé grâce à l’inhibiteur U0126. 

L’absence de HRS perturbe également la localisation et l’activité de la GSK3ß, mais son 

inhibition par le LiCl ou l’Aza restaure la différentiation. De surcroit, le flux autophagique est 

aussi inhibé et participe au défaut de myogenèse. L’absence de HRS dans les myotubes 

entrainerait une perte de la localisation péri-nuclaire de la Clathrine et de l’a-Actinine 4. RTK : 

Receptor tyrosine kinase ; EGFR : Epidermal Growth Factor Receptor ; CHC: Clathrin heavy 

chain.  
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Figure 35: Effet de l’inhibition d’expression de HRS sur les différentes voies de signalisation 
et voies cellulaires qui participent à la myogenèse. 

L’absence de HRS affecte le trafic de l’EGFR, l’activation de la voie MAPK-MEK-ERK, la 
phosphorylation et le niveau protéique de Akt2, l’activité (phosphorylation) et la localisation 
de la GSK3ß, le niveau d’ARN de la Follistatine et le flux autophagique. Ceci participe à la 
diminution de la translocation de MyoD et de MEF2A dans le noyau, ainsi qu’à la diminution 
d’expression de la myogénine qui active la myogenèse. 
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PUBLICATION 2: 

 

Phosphorylated and aggregated TDP-43 with seeding properties are induced upon mutant 

Huntingtin (mHtt) polyglutamine expression in human cellular models 

 

Laurent Coudert, Takashi Nonaka, Emilien Bernard, Masato Hasegawa, Laurent Schaeffer, 

Pascal Leblanc. 

 

Contexte scientifique :  

Chez l'homme, on estime que 20 000 à 25 000 protéines sont impliquées dans la plupart des 

fonctions biologiques de la cellule. Après traduction par les ribosomes, une grande partie des 

protéines se replient pour adopter une structure tridimensionnelle fonctionnelle. De manière 

frappante, il a été estimé qu'environ 30% des protéines sont classées comme intrinsèquement 

non structurées et contiennent des domaines qui peuvent adopter une structure ordonnée 

uniquement en cas d'interaction avec des partenaires. Ces protéines apparaissent comme 

métastables et peuvent être sujettes à des évènements conduisant à leur accumulation et à 

leur agrégation dans la cellule. Dans ce contexte, le processus d’agrégation peut s'amplifier et 

aboutir à l’accumulation d’agrégats protéique qui peuvent être toxiques pour les cellules. Pour 

empêcher cette situation, les cellules possèdent un ensemble de systèmes de veille et de 

défense permettant d’évaluer la situation et de dégrader les protéines accumulées/agrégées, 

ou de permettre leur retour à un état structurelle stable. Parmi ces systèmes, on trouve les 

protéines chaperonnes impliquées dans le pliage/remodelage/désagrégation des protéines 

nouvellement synthétisées mal repliées (UPR pour unfolded protein response). Également, les 

systèmes de dégradation via le couple protéasome/ubiquitine (UPS pour ubiquitin 

proteasome system), les réseaux endo-lysosomaux et l’autophagie sont des voies cellulaires 

efficaces impliquées dans la clairance des protéines mal conformées et agrégées. Cependant, 

ces systèmes de garde de l'intégrité du protéome peuvent être altérés en raison de mutations 

dans des protéines clés impliquées dans le système de protéolyse, mais aussi lors du 

vieillissement ou par l’intermédiaire de stress environnementaux (pollution chimique, 

infections par des pathogènes etc...). Ceci peut alors conduire à une multiplication et une 
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accumulation de protéines mal conformées dans la cellule qui peuvent s’agréger et entrainer 

l’agrégation de leurs homologues normaux, provoquant alors l'apparition de protéinophaties. 

Parmi elles, on trouve les maladies neurodégénératives dont les maladies à prions 

(encéphalopathies spongiformes transmissibles EST) caractérisées par l’agrégation de 

protéine prion cellulaire (PrPC) en une protéine pathologique PrPSc (sc pour scrapie 

tremblante chez les ovins et les bovins), la maladie d'Alzheimer caractérisée par la formation 

et l’agrégation du peptide amyloïde ß (Aß) ou de la protéine Tau, les synucléopathies (incluant 

la maladie de Parkinson PD, la démence à corps de Lewy LBD et l’atrophie multisystémique 

MSA) avec l’agrégation de la protéine a-synucléine (αSyn), la maladie de Huntington via 

l’agrégation de la protéine Huntingtin ou la sclérose latérale amyotrophique (SLA) et SLA 

associées à la démence lobaire frontotemporale (ASL-FTLD) qui sont caractérisées par des 

agrégats protéiques des protéines TDP-43 (Tar DNA-Binding Protein 43) FUS ou SOD1. Dans le 

même contexte, la myosite sporadique à inclusions (sIBM) qui est une pathologie musculaire, 

est du plus grand intérêt car elle est caractérisée par une agrégation des protéines 

pathologiques décrites ci-dessus (Aβ, Tau, αSyn, TDP-43 et PrP) au niveau des fibres 

musculaires en dégénération. Ces dernières années, différentes études suggèrent que 

l'accumulation et l'agrégation de protéines mal conformées n'est pas le résultat d'un 

dysfonctionnement du réseau de protéolyses mais pourrait en être la cause. Cette hypothèse 

est étayée par le fait que l'expression de protéines pathologiques mal conformées pourrait 

conduire à l’altération d'autres protéines et provoquer leur agrégation conduisant à des co-

pathologies. Dans ce contexte, au sein de l'équipe dirigée par le Pr Laurent Schaeffer (Groupe 

Interactions Neurones-Muscles à l'INMG), mon directeur de thèse Pascal Leblanc développe 

depuis 2011 une série de thèmes de recherche dédiés aux protéinopathies, et plus 

précisément articule sa recherche sur les maladies à prions, la SLA/FTLD et la pathologie sIBM. 

Pascal Leblanc concentre son attention sur les mécanismes moléculaires et cellulaires 

impliqués dans le processus d'accumulation et d'agrégation de protéines pathologiques telles 

que PrP, Aβ, αSynucléine, Tau, TDP-43 ou Huntingtin, mais aussi comment ces protéines 

peuvent être dégradées ou libérées dans le milieu extracellulaire (surnageant de culture 

cellulaire dans des expériences ex vivo ou sang ou liquide céphalo-rachidiens/LCR) sous forme 

d'agrégats libres ou recrutés dans des vésicules membranaires comme des vésicules 

extracellulaires (exosomes et microvésicules). Il cherche également à comprendre les 
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événements moléculaires qui conduisent à l’apparition de co-pathologies en étudiant 

certaines voies cellulaires dont la machinerie ESCRT et tout particulièrement HRS (Cell Mol 

Life Sci, 2015). Ainsi, en 2018-2019, j’ai pu participer à un projet en parallèle de mes travaux 

concernant la protéine HRS dans le processus de différentiation, ou nous avons cherché à 

déterminer qu’elle facteur pouvait influencer l’agrégation de la TDP-43 dans des modèles in 

vitro. Un crible nous a permis d’identifier que la protéine mutante Hungtintin (Htt ; possédant 

de multiple répétions de polyglutamines) était capable lors de son agrégation de favoriser 

dans le même temps l’agrégation de la TDP-43 endogène, ainsi que sa phosphorylation dans 

le modèle cellulaire 293T ou neuroblastome humain SHSY5Y. Des analyses plus poussées ont 

donné lieu à la publication suivante : Phosphorylated and aggregated TDP-43 with seeding 

properties are induced upon mutant Huntingtin (mHtt) polyglutamine expression in human 

cellular models 
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ANNEXE 1 

 

Cellular mechanisms responsible for cell-to-cell spreading of prions 

 

Didier Vilette, Josquin Courte ; Jean Michel Peyrin, Laurent Coudert, Laurent Schaeffer, Olivier 

Andréoletti, Pascal Leblanc. 
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