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IV. Résumé 

L’érythropoïèse adulte est un processus complexe qui a lieu dans la moelle osseuse, il aboutit 

à la formation de globules rouges (GR) à partir des cellules souches hématopoïétiques. 

L’AMPK (AMP-activated protein kinase) est un complexe hétérotrimérique (αβγ) connu pour 

son rôle de régulateur du métabolisme énergétique cellulaire. L'implication de l’AMPK dans 

le maintien de la survie et de l’intégrité des globules rouges murins a été démontrée. En effet, 

les souris invalidées pour Ampk α1, β1 ou γ1 présentent une anémie hémolytique due à une 

anomalie de la déformabilité des globules rouges. Nous avons émis l’hypothèse que les 

altérations observées dans les érythrocytes déficients en AMPK pourraient se mettre en place 

au cours du processus de différenciation des érythroblastes. L’objectif de ce travail est donc 

d’étudier le rôle de l'AMPK au cours de l’érythropoïèse murine et humaine adulte. 

Chez la souris, nos résultats démontrent que l’absence de l’AMPK n’affecte ni la prolifération 

ni la survie ni la différenciation des érythroblastes Ampkα1-/-. De la même façon, l’activation 

de l’AMPK n’a pas d’effet sur les érythroblastes murins. 

Chez l’homme, nous avons montré par une approche shRNA que l’inhibition de l’expression 

de la sous-unité α1 de l’AMPK induit un ralentissement de la prolifération cellulaire et une 

anomalie de l’érythropoïèse révélée par une modification de l’expression des protéines 

membranaires à la surface des érythroblastes au cours de la différenciation. Nous avons 

également montré que l’AMPK est fortement activée dans les érythroblastes immatures (Pro-

E –Baso-E) et que cette activation diminue dans les érythroblastes matures (Poly-E – Retic). 

Une activation de l’AMPK par des activateurs directs (GSK621 et 991) dans les 

érythroblastes immatures n’a pas d’effet. Par contre, le maintien de son activation par les 

activateurs directs dans les érythroblastes matures induit, un arrêt du cycle cellulaire en phase 

S, une induction de l’autophagie, une apoptose caspase dépendante conduisant à un arrêt de la 

différenciation au stade Baso-E. Ces résultats montrent l’importance de la diminution de 

l’activation de l’AMPK pour la survie et la différenciation des érythroblastes matures.   

L’AMPK est donc importante pour la différenciation des cellules érythroïdes humaines alors 

que chez la souris, elle est impliquée dans le fonctionnement du globule rouge. Notre travail 

illustre donc un nouveau point de divergence entre l’érythropoïèse murine et l’érythropoïèse 

humaine. 
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V. Abstract 

AMPK (AMP-activated protein kinase) is a heterotrimeric complex containing α, β, and γ 

subunits, known for its role in the maintenance of cellular energy homeostasis. It has been 

shown that Ampk is involved in maintaining integrity of murine RBCs as well as their 

survival. Indeed, Ampk α1-/- and Ampk γ1-/- mice present a hemolytic anemia, and their RBCs 

show elasticity defects in their plasma membrane. We hypothesized that the alterations 

observed in AMPK-deficient erythroblasts were the results of a lack of Ampk earlier during 

erythroid differentiation. Therefore, we aim to study the role of AMPK during human and 

murine erythropoiesis.  

We showed that the absence or activation of Ampk in mice does not affect either the survival, 

proliferation, or the differentiation of KO erythroblasts compared to WT ones. 

 In human, our data show that the knockdown of the α1 subunit expression by shRNA induces 

a slowing down of cell proliferation and a dyserythropoiesis, indicated by the shift in pattern 

of cell surface markers expression during differentiation. In addition, we showed that 

phosphorylation of AMPK (Thr172) and its target ACC (Ser 79) are elevated in immature 

(Pro-E –Baso-E) erythroblasts, and then decreased conjointly with the erythroid 

differentiation. AMPK activation in immature erythroblasts has no effect. Conversely, in 

mature (Poly-E – Retic) erythroblasts, the persistence of AMPK expression induces a cell 

cycle arrest in S phase, followed by the induction of autophagy, and of caspase-dependent 

apoptosis with a differentiation arrest at basophilic erythroblast stage.  

Our results demonstrate the importance of finely-tuned regulation of AMPK during adult 

human erythropoiesis. 

AMPK is needed for efficient erythropoiesis in human, whereas it is involved solely in RBCs 

function in mice, showcasing yet another contrasting point between human and mouse 

erythropoiesis. 
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VI. Introduction 

 

A. L’érythropoïèse 

 

1. L’hématopoïèse  
 

L’hématopoïèse est un processus actif et hiérarchisé qui permet de générer tous les éléments 

figurés du sang à partir de cellules souches hématopoïétiques (CSH) présentes dans la moelle 

osseuse adulte. Ce mécanisme est finement régulé par de multiples facteurs intrinsèques et 

extrinsèques qui permettent la différenciation en un lignage cellulaire particulier.  

Chez la souris comme chez l’homme, le siège de l’hématopoïèse se déplace au cours du 

développement. Les premières cellules hématopoïétiques apparaissent dans les îlots sanguins 

du sac vitellin, il s’agit d’une hématopoïèse primitive constituée de progéniteurs érythroïdes, 

mégacaryocytaires et macrophagiques qui ne possèdent pas de potentiel de reconstitution à 

long terme.  Les érythrocytes primitifs circulants ont la particularité d’être nucléés et peuvent 

éventuellement énucléer dans la circulation (Kingsley et al., 2004) (Van Handel et al., 2010). 

A partir du sac vitellin, une deuxième vague d’hématopoièse fait émerger des progéniteurs 

érythro-myéloides (progéniteurs érythroïdes, mégacaryocytaires, macrophagiques, 

neutrophiliques et mastocytaires) capables de migrer vers le foie foetal et de participer à une 

hématopoïèse définitive. Ensuite, au niveau de la région aorte-gonades mésonéphros (AGM), 

les CSH émergent et sont également à l’origine de l’hématopoïèse définitive. Elles possèdent 

une capacité d’auto-renouvellement et de reconstitution à long terme de l'hématopoïèse après 

greffes primaires et secondaires. L’hématopoïèse migre ensuite vers le foie puis se déplace 

progressivement vers la moelle osseuse. Chez l’homme comme chez la souris, après la 

naissance, les CSH résident dans la moelle osseuse et sont capables de donner naissance à 

toutes les cellules hématopoïétiques (Palis, 2016) (Figure 1). 
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Figure 1 : les vagues de l’hématopoïèse au cours du développement.                                       

Adapté de (Nandakumar et al., 2016) 

Il existe un modèle classique de la différenciation hématopoïétique (figure 2 flèches noires) 

selon lequel les CSH se différencient en progéniteurs multipotents (MPP). Ces derniers vont 

donner naissance à deux types de progéniteurs, les progéniteurs communs lymphoïdes (CLP) 

et myéloïdes (CMP). Les CLP peuvent produire le progéniteur des cellules T, B, NK (natural 

killer), et celui des cellules dendritiques. Deux progéniteurs bipotents émergent des CMP : les 

progéniteurs granulomonocytaires (GMP) et les progéniteurs érythro-mégacaryocytaires 

(MEP). Les GMP produisent les progéniteurs des granulocytes et des macrophages et les 

MEP produisent les progéniteurs des mégacaryocytes et des érythrocytes. 

Des travaux réalisés chez la souris et plus récemment chez l’homme, ont permis d’identifier 

de nouvelles voies concomitantes ou alternatives à la différenciation hématopoïétique 

classique et de proposer ainsi un nouveau modèle de l’hématopoïèse (figure 2 flèches rouges). 

Par des techniques de traçabilité  à l’échelle unicellulaire, il a été démontré que les CSH 

peuvent se différencier en progéniteurs lympho-myeloides (LMPP) capables de produire les 

GMP et les CLP, et que l’engagement vers la lignée érythroïde ou mégacaryocytaire (MEP) 

survient directement à partir des CSH (Sanjuan-Pla et al., 2013) (Yamamoto et al., 2013) 

(Notta et al., 2016). En effet, une analyse transcriptomique à l’échelle unicellulaire des CSH 

et des progéniteurs a démontré que le profil d’expression génique des progéniteurs érythroïdes 

ou mégacaryocytaires est proche de celui des CSH et diffère de celui de la lignée lymphoïde 

supportant ainsi cette hypothèse (Guo et al., 2013). Cependant, environ 85% des MEP 

s’engagent vers une différenciation érythroïde (Mori et al., 2015). Ainsi, une étude récente a 

mis en évidence l’existence d’un progéniteur unipotent (MegP) issu directement des CSH et 

capable de d’engager vers la lignée mégacaryocytaire plus efficacement que les MEP 

(Miyawaki et al., 2017).   
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Figure 2 : Hématopoïèse adulte humaine et murine (Nandakumar et al., 2016). 

 

Dans le modèle classique (flèches noires), les CSH adultes se différencient en progéniteurs 

multipotents (MPP) qui vont donner naissance à deux types de progéniteurs : les progéniteurs commun 

lymphoïdes (CLP) et myéloïdes (CMP). Deux progéniteurs bipotents émergent des CMP : les 

progéniteurs granulo-monocytaires (GMP) et les progéniteurs érythro-mégacaryocytaires (MEP).  

Plusieurs voies alternatives à l’hématopoïèse classique ont été mises en évidence (flèches rouges). Les 

CSH sont capable de se différencier directement en CMP, en MEP, en LMPP (progéniteur lympho-

myeloide) et en MegP (unipotent megakaryocyte progenitor). LT-HSC: long-term CSH, ST-HSC: 

short-term CSH, RBC: red blood cells.  

 

 

 

2. Description de l’érythropoïèse au niveau cellulaire 
 

L’érythropoïèse adulte est un processus complexe qui a lieu dans la moelle osseuse, il aboutit 

à la formation des érythrocytes ou globules rouges (GR) à partir des cellules souches 

hématopoïétiques. Le principal rôle des érythrocytes est le transport de l’oxygène des 

poumons vers tous les tissus de l’organisme grâce à leur contenu en hémoglobine. Les GR 

représentent environ 80 % du nombre total de cellules du corps humain (Sender et al., 2016). 

Leur production représente le plus haut rendement du système hématopoïétique, avec un taux 

estimé à 200 milliards d’érythrocytes produits par jour. En cas de besoins accrus, 

l’érythropoïèse peut s’adapter et produire 7 à 8 fois plus d’érythrocytes. L’érythropoïèse doit 
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être finement régulée afin de maintenir un équilibre entre prolifération et différenciation 

cellulaire puisque tout défaut ou blocage peut conduire à des syndromes myéloprolifératifs, 

des dysérythropoïèses ou à la transformation leucémique.  

L’érythropoïèse est schématiquement divisée en deux phases : une phase précoce de 

prolifération des progéniteurs érythroïdes et une phase tardive de différenciation des 

précurseurs érythroïdes. 

 

a) L’érythropoïèse précoce 

 

L’érythropoïèse précoce est la phase au cours de laquelle les progéniteurs communs 

myéloïdes s’engagent vers le lignage érythroïde. Cela est marqué par la formation des Burst 

Forming Unit-Erythroid (BFU-E) qui sont les premiers progéniteurs érythroïdes et qui se 

différencient ensuite en Colony Forming Unit-Erythroid (CFU-E).  

Cette phase est caractérisée par une absence de distinction morphologique entre les cellules. 

Les premières études chez la souris ont permis d’identifier les progéniteurs érythroïdes        

BFU- E et CFU-E grâce à leur potentiel à former des colonies d’érythroblastes en milieu semi 

solide après 8-14 jours de culture pour les BFU-E et 2-3 jours pour les CFU-E. Au cours des 

années suivantes, Eaves et al. ont caractérisé les progéniteurs érythroïdes humains. La 

majorité des propriétés des progéniteurs érythroïdes humains sont similaires aux murins à 

l’exception de la période de développement des colonies in vitro en milieu semi solide qui est 

plus longue chez l’homme. Elle est de 7 à 9 jours pour les CFU-E et de 17 à 20 jours pour les 

BFU-E.  

La prolifération et la différenciation des BFU-E nécessitent des facteurs de croissance comme 

le SCF (Stem Cell Factor) et le GM-CSF (Granulocyte/Macrophage Colony-Stimulating 

Factor). Les BFU-E expriment peu de récepteurs à l’érythropoïétine (EPO-R) contrairement 

aux CFU-E dont la survie est hautement dépendante de l’EPO (Gregory and Eaves, 1977, 

1978). 

Les progrès technologiques comme les approches génomiques, les nouveaux systèmes de 

culture ainsi que la cytométrie en flux ont permis de mieux comprendre l’hétérogénéité des 

progéniteurs érythroïdes. Des études chez la souris ont identifié les BFU-E et CFU-E du foie 

fœtal comme étant c-kit+ CD45+ Ter119- CD71low et c-Kit+ CD45- Ter119- CD71high 
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respectivement (Flygare et al., 2011) alors que les CFU-E de la moelle osseuse sont 

caractérisés comme étant Lin- c-Kit+ Sca-1- IL-7Rα- IL-3Rα- CD41- CD71+ (Terszowski et al., 

2005). Concernant l’identification immunophénotypique des progéniteurs érythroïdes 

humains, Li et al. ont démontré que les BFU-E sont IL-3R- GPA- CD34+ CD36- et les CFU-E 

sont IL-3R- GPA- CD34- CD36+. Ces populations donnent naissance à des colonies pures en 

methyl-cellulose avec un profil d’expression génique distinct en RNAseq. (Li et al., 2014). 

Les CFU-E s’engagent ensuite dans la seconde phase de différenciation érythroïde et donnent 

naissance à des érythroblastes reconnaissables morphologiquement.  

 

b) L’érythropoïèse tardive 

 

La différenciation érythroïde terminale a lieu dans une structure appelée la niche 

érythroblastique (îlot érythroblastique). Cette structure est constituée d’un macrophage central 

nourricier entouré d’érythroblastes à différents stades de maturation qui interagissent avec lui 

via différentes molécules d’adhésion (Figure 3).   

 

 

 

 

 

Figure 3 : Niche érythroblastique                                                                                                                                   

Macrophage entouré d’érythroblastes à différents stades de maturation. D’après ashimagebank.qc 
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Les proérythroblastes (Pro-E) sont les premiers précurseurs érythroïdes morphologiquement 

identifiables. Ces cellules vont subir une suite de quatre mitoses pour devenir successivement 

des érythroblastes basophiles (Baso-E) (basophile 1 puis basophile 2 chez l’homme et 

uniquement basophile 1 chez la souris), des érythroblastes polychromatophiles (poly-E) et des 

érythroblastes acidophiles (Acido-E) qui vont expulser leur noyau et former des réticulocytes 

(retic) (figure 4). Ces derniers vont sortir de la moelle osseuse et passer dans la circulation 

sanguine afin de maturer en érythrocytes (Figure 4). 

Des changements morphologiques sont observés au cours de la différenciation et permettent 

la reconnaissance des différents stades de maturation après coloration des cellules au May-

Grünwald-Giemsa (MGG).  Nous pouvons observer une réduction progressive de la taille des 

cellules et des noyaux, une condensation de la chromatine au fur et à mesure de la maturation, 

un changement de la composition acido-basique du cytoplasme qui est fortement basophile 

dans les cellules immatures et devient progressivement acidophile grâce à l’augmentation de 

la synthèse de l’hémoglobine (Figure 4).  

Ces changements morphologiques sont accompagnés de changements dans l’expression des 

marqueurs membranaires qui peuvent être observés par cytométrie en flux (Figure 4).  

En effet, chez la souris comme chez l’homme, le récepteur au SCF (c-kit ou CD117) est 

exprimé dès le stade de CSH et disparaît après le stade proE. Le Ter119 (marqueur de la 

lignée érythroïde murine) et la glycophorine A (GPA : marqueur de la lignée érythroïde 

humaine) apparaissent au stade pro-E et augmentent au stade Baso-E pour atteindre leur 

maximum. Chez l’homme, le CD36 (récepteur des acides gras) est exprimé à partir du stade 

BFU-E et disparaît après le stade acido-E. L’expression de la Band 3 (protéine membranaire 

échangeuse d’anions) augmente à partir du stade baso-E et celle de l’integrine-α4 diminue à 

partir du stade poly-E (Hu et al., 2013). Chez la souris, l’expression du CD44 (molécule 

d’adhésion) diminue progressivement et drastiquement au cours de la différenciation 

érythroïde murine (Chen et al., 2009).  
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Figure 4 : différenciation érythroïde humaine et murine  

L’érythropoïèse se déroule en deux phases : une phase précoce de prolifération des progéniteurs 

érythroïdes et une phase tardive de différenciation des précurseurs érythroïdes. Elle est régulée par 

deux principaux facteurs de croissance : le SCF et l’EPO. 

Au cours de la phase de différenciation, des changements morphologiques sont observés après 

coloration MGG. Une augmentation de la synthèse d’hémoglobine est détectée par coloration à la 

benzidine et un changement d’expression des marqueurs membranaires est observé en cytométrie en 

flux. 

CSH: cellules souches hématopoîétiques; BFU-E : Burst-Forming Unit-erythroid; CFU-E: Colony-

Forming Unit-erythroid; CD117: récepteur du Stem Cell Factor; GPA : glycophorine A; MGG: May-

Grünwald-Giemsa. CD: Cluster of Differentiation. 
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Grâce à cette expression différentielle des marqueurs membranaires, plusieurs équipes ont mis 

au point des stratégies afin de caractériser et isoler les différents stades terminaux de 

l’érythropoïèse humaine et murine. 

 

Socolovsky et al. ont utilisé l’expression des marqueurs de surface CD71 et Ter119 afin 

d’isoler par cytométrie en flux les populations d’érythroblastes murins à différents stades de 

maturation terminale (Socolovsky et al., 2001) (Figure 5A). Cette méthode a été améliorée par 

la suite grâce à l’utilisation du paramètre de taille des cellules comme marqueur 

supplémentaire (Liu et al., 2006) .   

Plus récemment, l’équipe de Mohandas a démontré l’intérêt de l’utilisation du marqueur 

membranaire CD44 à la place du CD71. En effet, l’expression du CD44 diminue 

progressivement et drastiquement au cours de la différenciation érythroïde murine, ce qui 

permet de mieux distinguer les différents stades terminaux de l’érythropoïèse murine  (Chen 

et al., 2009) (Figure 5B).  

La même équipe a également démontré chez l’homme l’intérêt d’utiliser les marqueurs 

membranaires Band 3 et intégrine-α4 afin d’isoler les différentes populations d’érythroblastes 

humains par FACS. (Hu et al., 2013) (Figure 5C).   
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Figure 5: Caractérisation et isolement des stades de l’érythropoïèse humaine et murine par 

cytométrie en flux. 

Isolement des populations d’érythroblastes murins à différents stades de maturation par cytométrie en 

flux en utilisant les marqueurs membranaires : CD71 et GPA (A1) (Zhang et al., 2003).  CD44, 

Ter119 et taille cellulaire FSC-S (B1) (Chen et al., 2009). Isolement des populations d’érythroblastes 

humains à différents stades de maturation par cytométrie en flux en utilisant les marqueurs 

membranaires Band3 et intégrine α4 (Hu et al., 2013). 

A2, B2, C2 : Morphologie des érythroblastes correspondants aux tris après coloration MGG. 
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Comparaison entre l’érythropoïèse humaine et murine  

 

Il est connu depuis longtemps qu’il existe des différences fondamentales entre l’érythropoïèse 

humaine et murine. En effet, les érythrocytes humains ont un volume corpusculaire moyen 

plus élevé (90 vs. 52 fl) une demi-vie plus longue (120 vs. 42 jours) et une affinité à 

l’oxygène plus élevée (P50 25 vs. 40 mm Hg). D’autres différences entre les érythroblastes 

humains et murins existent dans la structure et la fonction des protéines membranaires, 

l’utilisation du glucose, le métabolisme de la vitamine C (Montel-Hagen et al., 2008a), les 

mécanismes impliqués dans la régulation de l’érythropoïèse de stress (Xiang et al., 2015) et la 

variation de la composition des gènes de globines (Hardison, 2012). 

 

Comparaison au niveau transcriptomique  

En utilisant les nouvelles approches de cytométrie en flux pour trier les différentes 

populations de précurseurs érythroïdes, An et al. ont réalisé une analyse transcriptomique 

globale des érythroblastes humains et murins du stade Pro-E au stade acido- E (An et al., 

2014). Cette étude a permis de démontrer que chaque stade de différenciation érythroïde est 

caractérisé par un profil transcriptomique unique, ce qui complète les différences 

morphologiques évidentes observées entre les différents stades. Ces résultats appuient 

également le fait que les érythroblastes sont des cellules capables de proliférer et se 

différencier en même temps puisque la maturation érythroïde est caractérisée par une division 

cellulaire qui donne deux cellules filles différentes de la cellule mère. Ces observations sont 

valables à la fois pour la différenciation érythroïde terminale humaine et murine. Cependant, 

la principale différence est qu’au cours de leur différenciation, les érythroblastes murins 

subissent une division cellulaire en moins du stade pro-E au stade acido-E par rapport aux 

érythroblastes humains. En effet, il n’existe qu’un seul stade baso-E chez la souris alors que 

chez l’homme il en existe deux (Baso1-E et Baso2-E). Ainsi, durant la différenciation 

érythroïde terminale murine, le ratio des Pro-E : Baso-E : Poly-E : Acido-E est de 1 :2 :4 :8  

alors que le ratio des Pro-E : Baso1-E : Baso2-E : Poly-E : Acido-E chez l’homme est de 

1 :2 :4 :8 :16.  

La comparaison du transcriptome des différentes populations d’érythroblastes humains à celui 

des murins démontre une similarité dans la tendance globale de l’expression des gènes mais 

aussi plusieurs différences marquées qui s’ajoutent à celles déjà connues entre l’érythropoïèse 

humaine et murine.  
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La différence la plus marquée observée à partir de l’analyse du transcriptome des 

érythroblastes humains et murins est la diminution de l’expression de la majorité des gènes 

durant la différenciation érythroïde murine qui n’est pas observée chez l’homme. 

En plus des différences globales dans le profil d’expression des gènes, des différences dans 

l’expression individuelle des gènes ont été observées. Ainsi, de façon intéressante, GDF15, 

l’un des 25 gènes les plus exprimés dans les érythroblastes humains, n’est pas exprimé chez la 

souris (An et al., 2014).   

D’autre part, bien que l’expression des facteurs de transcription majeurs soit globalement 

conservée entre les deux espèces, des divergences importantes ont été observées. Par exemple, 

chez l’homme, SCL/TAL1 est exprimé uniquement dans le stade poly-E et acido-E alors que 

chez la souris, il est surexprimé plus tôt dans la différenciation, au stade baso-E. Cette 

différence d’expression peut altérer significativement le profil d’expression des gènes régulés 

par ce facteur (Pishesha et al., 2014).  

Un autre exemple des différences observées entre l’homme et la souris est dans l’expression 

des gènes codant pour des protéines de la voie de signalisation MAPK (mitogen-activated 

protein kinase). Il a été observé que le nombre de gènes impliqués dans cette voie ainsi que 

leur profil d’expression diffèrent au cours de l’érythropoïèse entre les deux espèces.  

L’analyse de l’expression des ARNm codant pour les protéines membranaires majeures a 

démontré un profil d’expression similaire entre l’homme et la souris. Cependant, quelques 

divergences existent entre les deux espèces. Par exemple, chez l’homme, l’expression des 

gènes ACTB et TNFRSF1A codant pour la β-actine et le TNF-R (tumor necrosis factor 

receptor) respectivement, ne change pas au cours de la différenciation, tandis qu’elle diminue 

dans les stades tardifs de la différenciation érythroïde murine. De la même manière, 

l’expression du gène ADD3 codant pour la protéine γ-adducine augmente au cours de la 

différenciation des érythroblastes humains mais diminue au cours de la différenciation murine  

(Pishesha et al., 2014). Ces résultats suggèrent que la composition de la membrane des 

érythrocytes est globalement conservée entre l’homme et la souris mais qu’elle diffère pour 

certaines protéines nécessaires au maintien de la membrane des érythrocytes de chaque 

espèce. 
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Tableau 1 : Comparaison entre l’érythropoïèse humaine et murine. 

 

Comparaison au niveau protéomique  

Bien que l’étude transcriptomique globale ait permis d’avancer dans la compréhension et 

l’étude de l’érythropoïèse humaine et murine, elle ne permet pas de faire une corrélation entre 

l’expression des gènes et la composition en protéines. En effet, le profil d’expression des 

ARNm au cours de l’érythropoïèse ne reflète pas forcément celui des protéines. C’est le cas 

par exemple du gène ADD3 : l’expression de son ARNm augmente au cours de la 

différenciation érythroïde humaine alors que celle la protéine est très faiblement ou pas 
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détectée. De la même façon, au cours de la différenciation érythroïde murine, l’ARNm de 

l’Add3 diminue alors que la protéine est fortement détectée dans les érythrocytes murins. Ces 

observations démontrent l’importance de la réalisation d’une étude protéomique afin de 

compléter l’étude transcriptomique. 

Récemment, notre équipe a réalisé  une analyse quantitative absolue des protéines exprimées 

à chaque stade de la différenciation érythroïde humaine par spectrométrie de masse (Gautier 

et al., 2016a). Cette étude a permis de déterminer l’expression de 6130 protéines du stade 

BFU-E au stade acido-E, en nombre de copies par cellules. Les protéines identifiées ont pu 

être regroupées selon leur profil d’expression. Chez l’homme, l’expression de la majorité des 

protéines diminue au cours de la différenciation érythroïde. Ces protéines sont impliquées 

dans la régulation de différents processus cellulaires comme la transcription, le métabolisme, 

le transport intracellulaire, ainsi que la réplication et la réparation de l’ADN. Une quarantaine 

de protéines augmente de façon significative au cours de la différenciation, incluant, l’Hb, 

Band 3, le récepteur du glucose SLC2A1 (GLUT1). Un autre groupe comprend des protéines 

dont l’expression augmente au stade pro-E/ baso1-E puis diminue dans les stades tardifs, 

incluant, LEPR (leptin receptor) ou IRF6 (interferon regulatory factor 6).  

L’analyse de l’expression de l’ensemble des protéines a permis de mettre en évidence une 

dichotomie entre le stade baso1-E et baso2-E. En effet, il existe des différences majeures dans 

la constitution cellulaire entre ces deux stades ce qui suggère que le stade baso-E constitue 

une étape majeure dans la différenciation érythroïde. 

La comparaison de l’analyse protéomique à celle de l’analyse transcriptomique a démontré 

une corrélation modeste entre l’expression des ARNm et celle des protéines dans les 

érythroblastes au cours de la différenciation érythroïde humaine. Les gènes dont l’expression 

des ARNm et des protéines est la plus divergente ont été analysés. L’expression des ARNm 

de ces gènes augmente au cours de l’érythropoïèse alors que celle des protéines diminue. 

L’analyse de cet ensemble de gènes  révèle un enrichissement significatif de gènes identifiés 

récemment comme faisant l’objet d’une rétention d’introns au cours de l’érythropoïèse 

(Edwards et al., 2016) (Pimentel et al., 2016). Cela pourrait expliquer en partie la différence 

qui existe entre l’expression des ARNm et des protéines au cours de la différenciation 

érythroïde humaine.  

On peut par conséquent se demander ce qu’il en est des différences entre l’érythropoïèse 

humaine et murine au niveau protéomique. Pour évaluer cela, je participe actuellement à une 
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étude réalisée au laboratoire ayant pour objectif la caractérisation du protéome des cellules 

érythroïdes murines au cours des différents stades de l’érythropoïèse. Cette étude nous 

permettra d’approfondir et de compléter notre compréhension de l’érythropoïèse murine et 

d’affiner la comparaison entre l’érythropoïèse humaine et murine au niveau protéomique.  

 

c) La maturation du réticulocyte  

 

Chez les mammifères, les acido-E expulsent leur noyau pour former les pyrénocytes et les 

réticulocytes. Les pyrénocytes correspondent aux noyaux entourés de membrane plasmique et 

d’une petite quantité de cytoplasme. Après expulsion ils sont rapidement phagocytés par les 

macrophages de la niche érythroblastique (Yoshida et al., 2005). Les réticulocytes sont des 

cellules anucléées riches en ARNm et contiennent encore des organelles comme les 

mitochondries, les ribosomes, le réticulum endoplasmique et l’appareil de Golgi. Ils sortent de 

la moelle osseuse et passent dans la circulation sanguine afin de maturer en érythrocytes 

(Koury et al., 2005). Cette maturation nécessite le réarrangement de la membrane plasmique 

afin d’augmenter leur déformabilité, une diminution du volume cellulaire, l’acquisition de la 

forme biconcave ainsi que la dégradation des ARNm qu’ils contiennent et l’élimination des 

organelles intracellulaires par autophagie sélective. La régulation moléculaire de l’autophagie 

sera décrite dans le chapitre (B.3.c.1). 

Les mécanismes par lesquels les organelles sont éliminées sont longtemps restés inconnus. Ce 

n’est qu’en 2008 que le rôle de l’autophagie dans l’élimination des mitochondries, 

la mitophagie, a été mis en évidence grâce à l’étude des souris invalidées pour Nix (protéine 

de la famille Bcl-2) (Sandoval et al., 2008). Au cours de leur maturation, une proportion des 

réticulocytes de ces souris présentent des défauts dans l’élimination des mitochondries, sans 

que la dégradation des ribosomes ou des autres organelles ne soit affectée (Schweers et al., 

2007). Dans les réticulocytes issus de souris contrôles, les mitochondries sont dépolarisées et 

localisées à l’intérieur des autophagosomes. Cependant, les réticulocytes issus de souris Nix-/- 

maintiennent le potentiel membranaire mitochondrial et les mitochondries ne sont pas 

incorporées efficacement dans les autophagosomes pour être éliminées. L’élimination des 

mitochondries est restaurée dans les réticulocytes issus des souris Nix-/- dans lesquelles la 

perte du potentiel membranaire mitochondrial est induite de manière chimique. NIX a donc 

été suggérée comme étant importante à l’induction de la dépolarisation mitochondriale qui 

pourrait constituer un signal pour cibler les mitochondries à éliminer. Dans les souris Nix-/-, 
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cette absence de dégradation des mitochondries par mitophagie conduit à la formation de 

globules rouges déficients qui sont rapidement éliminés ce qui a pour conséquence le 

développement d’une anémie chez ces souris (Sandoval et al., 2008).  

   

Par la suite, l’importance des gènes spécifiques de l’autophagie comme Atg7, Ulk1et Atg4 

dans l’élimination des organelles au cours de la maturation des réticulocytes a été mise en 

évidence.  

L’invalidation constitutive d’Atg7 étant létale au stade néonatal, des souris invalidées 

spécifiquement dans le système hématopoïétique ont été générées (vav-atg7-/-). Ces souris 

développent une anémie sévère et leurs réticulocytes présentent des défauts dans l’élimination 

des mitochondries. Contrairement aux réticulocytes issus de souris Nix-/- qui présentent un 

défaut de rétention des mitochondries dans les autophagosomes, les mitochondries des 

réticulocytes de souris vav-atg7-/- sont retenues dans les pré-autophagosomes. Cependant, 

l’étape de l’élongation des autophagosomes est affectée, ce qui empêche la dégradation des 

mitochondries (Mortensen et al., 2010).            

De façon similaire aux souris Nix-/- et Atg7-/-, les souris Ulk1-/- sont anémiques. De plus leurs 

réticulocytes présentent non seulement des défauts dans l’élimination des mitochondries mais 

aussi des ribosomes et des ARNm (Kundu et al., 2008).  

Dans les modèles murins invalidés pour Nix, Atg7 et Ulk1, l’élimination des mitochondries 

n’est pas complètement affectée suggérant l’existence d’une voie alternative impliquée dans 

ce processus. L’implication de la protéine Rab9a (normalement impliquée dans le trafic entre 

l’endosome tardif et le lysosome) a été mise en évidence. En effet, dans les cellules 

érythroleucémiques K562 dont le gène Atg7 a été délété par la technologie crispr/cas9 ainsi 

que dans les réticulocytes issus de souris invalidées pour Atg7 ou Ulk1,  il a été démontré que 

l’élimination des mitochondries se fait par autophagie non canonique dépendante de Rab9a 

(Wang et al., 2016a).  

Une autre étude a démontré, en utilisant un modèle de différenciation érythroïde humaine ex 

vivo, que l’autophagie est induite à partir du stade poly-E et que cette stimulation 

d’autophagie est concomitante avec l’augmentation de l’expression des gènes impliqués dans 

ce processus, dont les membres de la famille ATG4 (ATG4A - ATG4D). De plus l’expression 

d’un dominant négatif d’ATG4 (ATG4BC47A, ATG4DC114A) induit des défauts dans 

l’assemblage des autophagosomes particulièrement dans les érythroblastes ATG4BC47A.  
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D’autre part, une accumulation d’amphisomes (vacuoles autophagiques formées par la fusion 

de l’autophagosome et de l’endosome) non dégradables, a été observée par microscopie 

électronique. Ces résultats suggèrent un rôle des membres de la famille ATG4 et 

particulièrement ATG4B dans le contrôle de la fusion de l’autophagosome avec les 

compartiments tardifs de dégradation au cours de la différenciation érythroïde humaine (Betin 

et al., 2013).      

d) La formation du globule rouge   

 

La maturation des réticulocytes donne naissance à des cellules anucléées dépourvues de tout 

organite intracellulaire appelées, globules rouges (GR), érythrocytes ou hématies. Le tiers de 

la masse totale du GR est constitué d’hémoglobine, ce qui lui permet d’assurer sa fonction de 

transport d’oxygène des poumons vers tous les tissus de l’organisme. Le globule rouge a une 

forme biconcave et possède un excédent de surface de 40% comparé à une sphère de même 

volume. Cela lui permet de se déformer pour passer dans la microcirculation. Les érythrocytes 

normaux ont une taille et une forme homogène, toute variation qui compromet la capacité des 

cellules à se déformer induit leur élimination prématurée par la rate. 

Cette caractéristique unique du globule rouge lui permettant de se déformer de façon 

réversible et de répondre aux contraintes de la circulation sanguine est due à l’organisation 

structurelle de sa membrane (pour revue (Mohandas and Gallagher, 2008)).    

 

(1) Composition de la membrane du globule rouge 

 

La membrane des globules rouges est actuellement considérée comme une structure composée 

d'une membrane plasmique ancrée grâce aux protéines transmembranaires à un réseau 

protéique bidimensionnel qui constitue le squelette membranaire. 

Plus de 50 protéines transmembranaires ont été identifiées dans le globule rouge. Les 

protéines les plus étudiées  portent les antigènes des différents groupes sanguins comme: 

Band3, la GPA, GPC, Rh, Rh-associated glycoprotein (RhAG), XK, Kell, Duffy, CD44, 

CD47, l’aquaporine 1 (AQP1), Lutheran (Lu) et ICAM-4 (intracellular adhesion molecule-4) 

(Reid and Mohandas, 2004). Ces protéines présentent des fonctions distinctes.  Lu, CD44, 

ICAM-4 ainsi que les intégrines α4β1 et α5β1 permettent l’adhésion cellule-cellule ou cellule-

matrice extracellulaire. Certaines protéines transmembranaires fonctionnent comme des 

transporteurs ou des pompes. Il s'agit notamment du transporteur d'eau AQP1, les 
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transporteurs de glucose GLUT1 et GLUT4, l'échangeur de sodium / hydrogène NHE1, Na / 

K-ATPase et le transporteur de gaz RH/RhAG. BAND 3 a un rôle d’échangeur d’anions, et 

Duffy est un récepteur aux chimiokines (Chaudhuri et al., 1994).  Certain de ces transporteurs 

membranaires ont un rôle important dans le maintien de l’homéostasie du volume 

érythrocytaire via la régulation de leur teneur en eau et en sel. En effet une implication du 

méchanotransducteur PIEZO1, du canal calcique GARDOS, de RhAG (Rh-associated 

glycoprotein), de ABCB6 (ATP-binding cassette family member), de GLUT1et de BAND3 a 

été démontrée (Gallagher, 2017).  

 

La spectrine est la protéine la plus abondante du cytosquelette membranaire, elle est cruciale 

pour le maintien de la stabilité membranaire érythrocytaire.  Elle est formée de deux chaines, 

α et β qui s’associent entre elles pour former un hererotétramère. La spectrine interagit avec 

les autres protéines du cytosquelette comme la protéine 4.1R, l’adducine, la dematine, la 

tropomyosine et la tropomoduline.  

Le réseau de spectrine est attaché à la bicouche lipidique par des interactions protéine-

protéine entre les protéines transmembranaires et les protéines du cytosquelette au niveau de 

deux sites majoritaires (Figure 6).  

Le premier site d’interaction implique la protéine ankyrine R qui interagit avec le domaine 

cytoplasmique de Band 3 et de RhAG et forme ainsi le complexe ankyrine R (Bruce et al., 

2003). Ce complexe macromoléculaire contient également la protéine 4.2, GPA, RhAG, Rh, 

CD47 et ICAM-4.     

Le second site implique la protéine 4.1R qui s’associe avec GPC, p55, Duffy, XK et la 

protéine Rh pour former le complexe 4.1R au niveau du complexe jonctionnel spectrine-

actine (Salomao et al., 2008). Des études récentes ont démontré que 4.2, Band 3 et GLUT1 

sont également localisés au niveau du complexe jonctionnel (4.2 par interaction avec l’α-

spectrine (Korsgren et al., 2010), Band3 par interaction avec l’adducine (Anong et al., 2009) 

et GLUT-1 par interaction avec l’adducine et la dématine (Khan et al., 2008).       
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Figure 6: Les complexes membranaires des érythrocytes (Liu et al., 2011) 

  

 

(2) Changements moléculaires entre le réticulocyte et l’érythrocyte 

 

L’analyse par western blot et cytométrie en flux de l’expression des protéines membranaires 

entre les réticulocytes et les érythrocytes murins démontre que durant la maturation des 

érythrocytes, l’expression de la tubuline, l’actine cytosolique, le CD71 et l’ICAM-4 est 

perdue. Alors que celle de la myosine, la tropomyosine, l’adducine, GLUT4, Na/K-ATPase, 

NHE1, GPA, CD47, Duffy et Kell est diminuée. En revanche, l’expression de Band 3, Rh, 

RhAG, GPC et XK semble augmenter après la maturation. L’expression des protéines 

majeures du cytosquelette, α-spectrin, β-spectrin, ankyrin R, 4.1R, 4.2, p55, tropomoduline et 

4.9  n’est pas modifiée (Liu et al., 2010).   

L’étude de l’interaction entre les protéines membranaires démontre que même s’il n’y a pas 

de différence dans la formation des tétramères de spectrines entre les réticulocytes et les 

érythrocytes, les jonctions entre les spectrines, l’actine et 4.1R sont plus faibles dans les 

réticulocytes. De plus, la liaison des protéines GPC, XK, Kell, et Duffy à la membrane du 

cytosquelette est plus faible dans les réticulocytes. Ces faibles interactions semblent être 

dues en partie à la phosphorylation de 4.1R dans les réticulocytes (Gauthier et al., 2011). 

Ces résultats donnent un nouvel aperçu des mécanismes impliqués dans les 

changements structuraux qui accompagnent la maturation des réticulocytes. Les 
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différents changements moléculaires observés pendant la maturation des réticulocytes murins 

sont résumés dans le tableau 2. 

 

Perte Diminution Pas de changement Augmentation 

Tubuline 
Actine cytosolique 
TfR1 (CD71) 
ICAM-4 

Myosine 
Tropomyosine 
Adducine 
GLUT4 
Na-K-ATPase 
NHE1 
GPA 
CD47 
Duffy 
Kell 

a-spectrine 
b-spectrine 
actine associée à la 
membrane 
Ankyrine R 
4.1R 
4.2 
P55 
Tropomoduline 
4.9 

Band 3 
Rh 
Rh AG 
GPA (ter119) 
GPC 
XK 

 

Tableau 2: Les changements moléculaires durant la maturation des réticulocytes  (Liu et 

al., 2011).  

 

3. Régulation de l’érythropoïèse au niveau moléculaire 
 

a) Régulation par les cytokines 

 

Plusieurs cytokines et facteurs de croissance ont un rôle important dans la régulation de 

l’érythropoïèse. Les deux principaux facteurs de croissance sont le stem cell factor (SCF) et 

l’érythropoïétine (EPO).  

(1) Le SCF et son récepteur c-KIT 

 

Le SCF est une cytokine produite de façon ubiquitaire par les cellules stromales de la moelle 

osseuse. Son action est possible via l’interaction avec son récepteur c-KIT. Il a un rôle dans la 

survie et la prolifération des progéniteurs érythroïdes BFU-E et CFU-E.  

Il existe deux isoformes du SCF qui résultent d’un épissage alternatif de l’ARNm. L’isoforme 

soluble est rapidement clivée au niveau d’un site protéolytique entraînant la perte du domaine 

transmbranaire de la protéine. L’isoforme transmembranaire quant à elle, est dépourvue du 

site de clivage car l’exon codant pour ce site est perdu lors de l’épissage alternatif. (Brannan 

et al., 1991) (Anderson et al., 1990). Ces deux isoformes sont capables d’activer le récepteur 

c-KIT, cependant la forme membranaire induit une activation prolongée du récepteur 
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comparée à la forme soluble. De plus, in vivo la forme membranaire semble être importante 

pour la régulation de l’érythropoïèse puisque les souris n’exprimant que la forme soluble dans 

les CSH présentent une anémie sévère (Kapur et al., 1999). Le récepteur au SCF est exprimé 

par les érythroblastes mais également par les progéniteurs hématopoïétiques myéloïdes, les 

mastocytes, les polynucléaires éosinophiles et les cellules NK (Natural Killer) (Uoshima et 

al., 1995).  

c-KIT appartient à la famille des récepteurs membranaires à activité tyrosine kinase. La 

liaison du SCF à son récepteur induit sa dimérisation et un changement conformationnel  

permettant l’autophosphorylation de résidus tyrosine spécifiques présents dans le domaine 

intracellulaire, conduisant ainsi à l’activation du récepteur (Finger et al., 2009). Ces 

phosphotyrosines sont reconnues par des protéines dotées de domaines de liaison SH2 (SCR 

homology domain 2) et PTB (phosphotyrosine binding) permettant ainsi l’activation des voies 

de signalisation telles que la voie PI3K/AKT et la voie des MAPKinases. L’activation des 

voies de signalisation en aval de c-KIT promeut la survie et la prolifération cellulaire des 

progéniteurs érythroïdes (Munugalavadla and Kapur, 2005) (Figure 7).  

 

 

 

Figure 7 : les voies de signalisations activées par c-KIT en réponse à une stimulation par le SCF.  

(Gabbianelli and Testa, 2009) 
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(2) L’EPO et son récepteur l’EPOR 

 

L’érythropoïétine est le stimulateur principal de l’érythropoïèse. C’est une glycoprotéine de    

34 kDa produite principalement par le rein et dans une moindre mesure par le foie. Elle agit 

au niveau de la moelle osseuse afin de promouvoir la survie et la prolifération des précurseurs 

érythroïdes, favorisant leur différenciation et par conséquent une augmentation de la 

production des globules rouges.  

La production d’EPO est régulée au niveau transcriptionnel par le taux d’oxygène fourni aux 

organes par les globules rouges. En effet, en condition d’hypoxie, la sous-unité HIFα 

(Hypoxia Inducible Factor) est stabilisée et transloquée dans le noyau ou elle se lie à la sous-

unité HIFβ au niveau de la séquence HRE ((Hypoxia Response Element). Cela permet de 

recruter d’autres cofacteurs permettant ainsi la transcription de l’ARNm de l’EPO et 

l’augmentation de la production des érythrocytes. En condition de normoxie, HIFα est 

hydroxylée par des prolyl-hydroxylase (PHD) ce qui va induire son ubiquitinylation par un 

complexe E3-ligase puis sa dégradation par le protéasome, diminuant ainsi la production 

d’EPO.   

 

L’EPO agit via la liaison à son récepteur, l’EPO-R. Celui-ci est exprimé à la surface des 

progéniteurs érythroïdes dès le stade BFU-E. Son expression est maximale aux stades CFU-E 

/Pro-E puis diminue progressivement au cours de la différenciation terminale. Chez les souris 

invalidées pour l’Epo ou l’Epo-R, les BFU-E sont les seuls progéniteurs érythroïdes observés, 

démontrant l’importance de la signalisation EPO-R pour la survie, la prolifération et la 

différenciation érythroïde terminale des CFU-E (Wu et al., 1995).  

L’EPO-R est une glycoprotéine transmembranaire qui appartient à la famille des récepteurs de 

cytokines de type 1. Ces récepteurs sont caractérisés par l’absence d’activité enzymatique 

endogène, ils transduisent un signal intracellulaire grâce à leur interaction constitutive avec 

les tyrosines kinases JAK (Janus Kinase) (Neubauer et al., 1998).  

L’EPO-R est exprimé à la surface des cellules sous forme d’homodimère. La fixation de son 

ligant EPO va induire un changement de conformation (Remy et al., 1999), permettant le 

rapprochement des protéines JAK2. Celles-ci vont être activées par trans-phosphorylation 

puis induire la phosphorylation des résidus tyrosines présents au niveau du domaine 

intracellulaire de l’EPO-R, ce qui va initier la signalisation en aval de l’EPO-R. 
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Trois voies de signalisation majeures sont activées par l’EPO : la voie STAT5 (Signal 

Transducer and Activator of Transcription), la voie PI3-K/AKT (Phosphatidyl Inositol3 

kinase /Protein Kinase B) et la voie MAPK (mitogen-activated protein kinase) (Figure 8). 

Les facteurs de transcription STAT5 sont une cible directe de JAK2. Ils se trouvent à l’état 

latent dans le cytoplasme des cellules. Suite à l’activation de l’EPOR, STAT5 A et B sont 

phosphorylés par JAK2, ce qui induit leur homodimérisation et leur translocation dans le 

noyau. Ils sont impliqués dans la transcription de gènes contrôlant la prolifération des 

progéniteurs érythroïdes et leur survie comme Bcl-xL (Socolovsky et al., 1999).  

La voie PI3K/AKT est activée par l’EPO afin de réguler la survie et la prolifération des 

progéniteurs érythroïdes (Bouscary et al., 2003). La PI3-K est composée de deux sous-unités : 

la sous-unité régulatrice P85 et la sous-unité catalytique P110. L’hétérodimère P85/P110 

transforme le PIP2 en PIP3 (Phosphatidyl Inositol Phosphates) qui permet le recrutement de la 

serine/thréonine kinase AKT à la membrane plasmique. AKT est par la suite activée par 

phosphorylation de sa sérine 473 par la PDK-1(Phosphoinositide-dependent kinase-1) et sa 

thréonine 308 par mTORC2 (Mammalian target of rapamycin TOR complex 2) (Hresko and 

Mueckler, 2005). 

La liaison de l’EPO sur son récepteur crée des sites d’ancrage pour les protéines adaptatrices 

SHC et GRB2 permettant le recrutement du facteur d’échange SOS. Cela permet l’activation 

de Ras, de Raf puis de MEK. Cette Thr/Tyr kinase phosphoryle et active les MAP kinases. La 

sous famille ERK 1 et 2 (extracellular signal-regulated kinase) favorise la prolifération des 

progéniteurs érythroïdes immatures au détriment de leur différenciation terminale (Dazy et al., 

2003).   

  

http://en.wikipedia.org/wiki/Phosphoinositide-dependent_kinase-1
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Figure 8 : Les voies de signalisations activées par l’EPO-R en réponse à une stimulation par 

l’EPO (Elliott and Sinclair, 2012). 

 

(3) Synergie EPO/SCF  

 

Le SCF et l’EPO sont les principales cytokines régulant l’érythropoïèse. Le SCF a un rôle 

majeur sur les progéniteurs érythroïdes, il permet leur survie et leur prolifération. L’EPO agit 

sur les progéniteurs et les précurseurs érythroïdes, elle maintient leur survie et permet donc 

leur différenciation. Bien que ces deux cytokines aient des rôles distincts au cours de 

l’érythropoïèse, elles peuvent cependant agir en synergie entre elles ou avec d’autres 

cytokines afin de réguler l’érythropoïèse.  

Le SCF et l’EPO peuvent agir en synergie au niveau du récepteur et des effecteurs en aval. Il 

a été démontré dans la lignée érythroleucémique murine HCD57 dépendante de l’EPO qu’en 

absence d’EPO, la stimulation de c-KIT par son ligand induit une activation de l’EPO-R en 

phosphorylant les résidus tyrosine de son domaine intracellulaire (Wu et al., 1995). De façon 
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réciproque, il a été démontré dans la lignée érythroleucémique UT7 dépendante de l’EPO que 

l’EPO induit la dimerisation et l’activation de c-KIT en phosphorylant les résidus tyrosine du 

récepteur (Broudy et al., 1998) (Figure 9).  

 

 

Figure 9 : voies de signalisations impliquées dans la coopération entre le c-Kit et l’EPO-R. 

 Adapté de  (Arcasoy and Jiang, 2005) 

 

 

b) Régulation transcriptionnelle de l’érythropoïèse  

 

L’engagement des progéniteurs multipotents vers la voie érythroïde est contrôlé par des 

facteurs de transcription majeurs qui régulent finement l’expression des gènes spécifiques de 

l’érythropoïèse et inhibent les gènes des autres lignages. Un certain nombre de facteurs de 

transcription conservés ont été identifiés et analysés fonctionnellement dans des cellules 

hématopoïétiques. GATA1, GATA2, FOG1, KLF1, TAL1, GFI1B, LMO2 et MYB sont les 

facteurs de transcription majeurs essentiels à la différenciation érythroïde, ils contribuent au 

control de fonctions cruciales comme la prolifération cellulaire, la survie et la différenciation. 

Ainsi, leur inactivation induit des défauts majeurs dans l’érythropoïèse. En effet, les embryons 

de souris Tal1-/- meurent in utero à E9 .5 suite à des défauts de l’érythropoïèse primitive 

(Shivdasani et al., 1995). D’autre part, les souris Klf1-/- présentent des défauts de transcription 
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du gène codant la β-globine et meurent in utero à E15 suite à un défaut de maturation des 

érythrocytes conduisant une anémie sévère (Shivdasani and Orkin, 1995). Le rôle de GFIB1 

est d’empêcher l’activation précoce des gènes impliqués dans la différenciation érythroïde 

terminale. L’invalidation de Gfib1 spécifiquement dans les cellules érythroïde chez la souris 

induit une mort post natale par anémie sévère (Saleque et al., 2002). Durant la différenciation 

hématopoïétique GATA1 a un rôle de régulateur principal dans l’engagement vers le lignage 

érythroïde via l’inhibition de GATA2 (facteur de transcription exprimé dans les CSH) (Suzuki 

et al., 2013a) et de PU-1 (Chou et al., 2009) (facteur de transcription impliqué dans la 

différenciation myéloïde). GATA1 induit également la survie et la différenciation des 

précurseurs érythroïdes matures en augmentant l’expression de Bcl-xL et en régulant par 

exemple l’expression des gènes de globine, de la biosynthèse de l’hème et des protéines de la 

membrane érythrocytaire (GPA et EPOR). Ainsi, l’invalidation de Gata1 chez la souris induit 

un blocage de la différenciation au stade Pro-E conduisant à une anémie sévère et la mort in 

utero. 

Ces facteurs de transcription peuvent agir en complexes afin de réguler l’érythropoïèse. En 

effet, il a été démontré que GATA1 pouvait former différents complexes avec des facteurs de 

transcription distincts lui permettant d’agir à la fois comme un activateur ou un répresseur 

transcriptionnel. En effet, le complexe GATA1/TAL1/LDB1 est principalement considéré 

comme un complexe activateur alors que le complexe GATA1/GFI1B via son association 

avec LSD1 histone demethylase est considéré comme complexe répresseur (Rodriguez et al., 

2005).  

Bien que l’ensemble des complexes régulant l’érythropoïèse soit largement identiques entre 

l’homme et la souris, les études récentes ont démontré que les sites de liaison à l’ADN 

occupés par les facteurs de transcription au sein des complexes sont généralement peu 

conservés ce qui pourrait expliquer les différences dans le profil d’expression des gènes au 

cours de l’érythropoïèse des deux espèces (Ulirsch et al., 2014) .  

 

c) Régulation de l’érythropoïèse par les caspases  
 

(1) Rôle des caspases dans la régulation positive de l’érythropoïèse  

 

Les changements morphologiques observés au cours de la différenciation érythroïde, comme 

la diminution de la taille du noyau, la condensation de la chromatine et du cytoplasme ainsi 
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que la perteF des organites sont similaires à ceux observés au cours du processus apoptotique. 

Cela suggère l’implication des caspases dans la différenciation érythroïde terminale. En effet, 

Zermati et al. ont démontré la nécessité d’une activation ponctuelle des caspases pour la 

maturation des érythroblastes (Zermati et al., 2001). Une inhibition de cette activation par le 

ZVAD induit un blocage de la différenciation au stade baso-E. Ainsi, l’activation des caspases 

au cours de l’érythropoïèse induit un clivage de protéines cible comme la lamine B et acinus 

entrainant respectivement, la condensation du noyau et de la chromatine. Cependant, 

contrairement à l’apoptose, la protéine ICAD inhibitrice des DNAse, n’est pas clivée au cours 

de la maturation érythroïde.  

(2) Rôle des caspases dans la régulation négative de l’érythropoïèse 

 

Pour éviter une trop forte production de globules rouges, l’érythropoïèse doit être régulée de 

façon négative. Deux principaux niveaux de régulation semblent exister. D’une part une 

régulation via la réduction de la production d’EPO lorsque les cellules rénales sont 

suffisamment oxygénées. D’autre part via un rétrocontrôle négatif impliquant les récepteurs 

de mort. 

Au cours de la différenciation érythroïde terminale, l’EPO induit la survie des progéniteurs 

via l’activation de  la voie  STAT5 qui agit en synergie avec GATA-1 pour augmenter 

l’expression de la protéine anti-apoptotique Bcl-xL. Ainsi, une faible production d’EPO induit 

une diminution de la synthèse de Bcl-xL conduisant à la dépolarisation de la mitochondrie et 

l’activation des caspases. D’autre part, BAD n’est plus phosphorylé par la voie PI3K/AKT et 

se lie à la protéine Bcl-xL contribuant ainsi à l’activation des caspases par la voie 

mitochondriale et l’induction de l’apoptose des érythroblastes via le clivage de différentes 

protéines impliquées dans l’érythropoïèse.  

Au sein de l’îlot érythroblastique, la régulation négative de l’érythropoïèse peut s’effectuer 

par un mécanisme faisant intervenir le récepteur de mort Fas exprimé à la surface des 

érythroblastes immatures et son ligand Fas-L exprimé à la surface des érythroblastes matures, 

cette voie peut également être activée en réponse à de faibles concentrations d’EPO. 

L’interaction des érythroblastes les plus matures avec les plus immatures a pour conséquence 

l’activation de la caspase 8 qui va activer la caspase 3. D’autre part, la caspase 8 va amplifier 

le signal apoptotique en activant la voie intrinsèque (mitochondriale) de l’apoptose en 

induisant le clivage de la protéine pro-apoptotique BID en t-BID (De Maria et al., 1999).  
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GATA 1 est une cible des caspases au cours du processus de différenciation, en présence 

d’EPO, elle est protégée du clivage grâce à son interaction avec HSP70 au niveau du noyau ce 

qui permet la différenciation érythroïde terminale. Cependant, en absence d’EPO, HSP70 se 

délocalise du noyau, GATA 1 n’est donc plus protégée et va être cliveé par les caspases 

conduisant à l’arrêt de la maturation et l’apoptose des érythroblastes (Ribeil et al., 2007) 

(Figure 10). 

Ainsi, une balance finement régulée existe entre différenciation et apoptose des érythroblastes 

permettant de contrôler le taux de production des globules rouges.      

 

 

Figure 10 : HSP70 protège GATA1 du clivage par les caspases dans les érythroblastes 

 

En présence d’EPO, HSP70 est localisé dans le noyau et protège GATA1 du clivage par les caspases, 

ce qui permet la survie et la différenciation des érythroblastes.  

En absence d’EPO, HSP70 est localisé sans le cytoplasme ce qui rend GATA1 accessible aux 

caspases. Son clivage induit l’apoptose des érythroblastes (Vandekerckhove et al., 2008). 

 

4. L’érythropoïèse de stress  

 
En plus de l’érythropoïèse basale décrite précédemment, il existe un autre type 

d’érythropoïèse qui se produit en réponse à un stress anémique comme l'hypoxie tissulaire. 

Cette réponse est nommée « l’érythropoïèse de stress », elle implique une production rapide et 

suffisante de nouveaux érythrocytes afin de compenser les pertes et augmenter la distribution 

de l’oxygène aux tissus. 

L’érythropoïèse de stress est mieux étudiée chez la souris du fait de la disponibilité d’un 

modèle permettant d’induire une anémie et d’analyser la compensation qui se met en place. 
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Chez la souris, l’érythropoïèse de stress est extra-médullaire, elle a lieu dans la rate 

essentiellement (induisant une splénomégalie) et dans une moindre mesure dans le foie adulte, 

elle réside dans le foie fœtal au cours du développement.   

L’érythropoïèse de stress utilise des progéniteurs et des signaux qui diffèrent de ceux utilisés 

pour l’érythropoïèse basale. En effet, alors que l’érythropoïèse basale nécessite 

principalement l’EPO et le SCF, l’érythropoïèse de stress nécessite un taux élevé d’EPO en 

réponse à l’hypoxie, de SCF, BMP4 (bone morphogenetic protein 4) et SHH (Sonic 

Hedgehog)  (Xiang et al., 2015).  

 
En condition d’hypoxie, BMP4, en synergie avec le SCF, induit l’expansion des progéniteurs 

érythroïdes de stress qui résident dans la rate, appelés BFU-E de stress. Ces derniers 

deviennent sensibles à l’EPO et se différencient pour produire rapidement un grand nombre 

d’érythrocytes matures (Perry et al., 2007). De plus, les progéniteurs érythroïdes médullaires 

qui ne sont normalement pas sensibles au signal BMP4, migrent vers la rate ou le signal SHH 

stimule leur développement en progéniteurs de stress (Perry et al., 2009). 

Les progéniteurs érythroïdes de stress sont caractérisés par l’expression à la fois de marqueurs 

membranaires de cellules immatures, comme Kit et Sca1, et de marqueurs de cellules 

matures, comme le Ter119. Les signaux BMP4, SCF et hypoxie induisent l’expansion d’une 

population caractérisée par l’expression de Kit+CD71+Ter119+ (Perry et al., 2007). L’analyse 

de cette population a pu démontrer que ces cellules peuvent être subdivisées en trois 

populations de progéniteurs érythroïdes de stress distincts :  

- une population I de phénotype Kit+CD71lo/medTer119lo/– qui contient tous les BFU-E 

de stress. De façon surprenante, cette population contient également des CSH Kit+ et 

Sca1+ ayant un potentiel d’auto-renouvellement.  

- une population II exprimant Kit+CD71hiTer119med et qui génère des CFU-E,  

- et une dernière population III qui exprime Kit+CD71lo/medTer119hi et qui n’a pas de 

capacité à former des colonies.Elle est constituée de 50% de cellules hémoglobinisées 

(Harandi et al., 2010). 

D’autre part, après induction d’une érythropoïèse de stress par la phénylhydrazine chez la 

souris, une augmentation d’une population de progéniteurs CD34+Kit+Sca1+Lin− dans la rate a 

été observée. Ces cellules ont été identifiées comme étant la population de progéniteurs 

érythroïdes médullaire qui migrent vers la rate pour devenir des progéniteurs de stress (BFU-

E de stress) (Harandi et al., 2010). 
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Contrairement à la souris, l’érythropoïèse de stress chez l’homme a lieu uniquement dans la 

moelle osseuse. Son étude est compliquée puisqu’il n’existe pas de modèle permettant 

d’analyser les mécanismes impliqués dans sa régulation. Des études ont permis de démontrer 

que l’érythropoïèse de stress humaine a des propriétés similaires à l’érythropoïèse fœtale, 

comme l’expression de l’hémoglobine fœtale (HbF) (Stamatoyannopoulos et al., 1985). De 

plus, l’analyse des cellules de sang périphérique et de progéniteurs de moelle de patients 

drépanocytaires a permis d’identifier une population de progéniteurs érythroïdes exprimant à 

la fois des marqueurs de cellules immatures et des marqueurs de cellules matures comme le 

CD34, la GPA, le CD71 et le c-KIT. Ces progéniteurs donnent naissance à une population de 

cellules exprimant l’HbF. Cette population de cellules CD34+GPA+CD71+c-KIT+ pourrait 

être l’équivalent de la population de progéniteurs médullaires CD34+Kit+Sca1+Lin- observée 

chez la souris (Luck et al., 2004).  

Le développement d’un modèle de culture in vitro de progéniteurs érythroïdes de stress a 

permis de mieux étudier l’érythropoïèse de stress humaine et de confirmer que la moelle 

osseuse humaine contient des progéniteurs qui peuvent générer des BFU-E de stress similaires 

à ceux observés dans l’érythropoïèse de stress murine (Xiang et al., 2015) . 

 

5. Métabolisme énergétique de l’érythropoïèse  
 

Toutes les cellules vivantes ont besoin d'énergie pour survivre, proliférer et se différencier. 

Dans la plupart des cellules de mammifères, l'énergie est fournie par la dégradation de trois 

principaux nutriments : le glucose, la glutamine et les acides gras. Bien que les nutriments 

soient essentiels pour toutes les cellules, les exigences métaboliques peuvent être 

extrêmement divergentes selon le type cellulaire et l’état prolifératif des cellules. En effet, les 

cellules quiescentes, en prolifération ou en différenciation présentent souvent des différences 

dans leur métabolisme. 

 

Les érythroblastes utilisent le glucose comme principale source d’énergie. Son passage à 

travers la membrane plasmique est médié par des molécules transporteuses spécialisées, les 

GLUT (glucose transporters). Les érythrocytes humains expriment plus de GLUT1 que toute 

autre cellule du corps, avec plus de 300.000 copies par cellule (Mueckler, 1994) . 

L’expression de GLUT1 dans les érythrocytes est limitée à quelques espèces de mammifères 

incapables de synthétiser l'acide ascorbique à partir du glucose comme l’homme, les primates 

supérieurs ou les cochons. En effet, chez la souris par exemple, l'expression de GLUT1 est 
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perdue pendant la période néonatale et remplacée par l’expression de GLUT4 alors que chez 

l’homme, l’expression de GLUT1 est maintenue après la période néonatale et permet le 

transport du glucose et de l’acide dehydroascorbique (DHA) (Montel-Hagen et al., 2008a) 

(Montel-Hagen et al., 2008b). GLUT3 est également exprimé dans les érythroblastes 

immatures au cours de la différenciation humaine à un taux similaire à celui de GLUT1, mais 

son expression diminue rapidement alors que celle de GLUT1 augmente dans les derniers 

stades de différenciation érythroïde (Gautier et al., 2016a). 

Hormis le glucose, d’autres nutriments sont nécessaires à la différenciation érythroïde comme 

la glutamine. Le récepteur à la glutamine ASCT2 est fortement exprimé dans les CSH et son 

expression est maintenue durant l’érythropoïèse. Le blocage de l'entrée de la glutamine 

médiée par l'ASCT2 dans les progéniteurs érythroïdes, ou l’inhibition de la glutaminolyse, 

inhibe l’engagement des CSH vers le lignage érythroïde et l’oriente vers le lignage 

myélomonocytaire. Ainsi, le glucose et la glutamine sont cruciaux pour la biosynthèse des 

nucléotides nécessaires à la prolifération et la différenciation érythroïde (Oburoglu et al., 

2014).  De plus, la glutamine ainsi que d’autres acides aminés comme la leucine ou l’arginine 

activent la voie mTORC1 (mammalian target of rapamycin) nécessaire à la régulation de 

multiples processus comme la synthèse de l’hémoglobine (Jewell et al., 2013). En effet, il a 

été démontré que l’inhibition du récepteur de la leucine LAT-3  (L-type amino acid 

transporter 3) chez le zebrafish ou la souris induit l’inhibition du complexe mTORC1, 

conduisant à un défaut au niveau de l’érythropoïèse via la réduction de la synthèse de 

l’hémoglobine (Chung et al., 2015). Cependant, le rôle de mTORC1 au cours de 

l’érythropoïèse reste complexe puisqu’il a également été démontré que l'inhibition de 

mTORC1 par la rapamycine pourrait stimuler la différenciation érythroïde murine (Zhang et 

al., 2014) (Figure 11). 

 

L’érythropoïèse a pour but de produire une quantité suffisante de GR qui vont assurer le 

transport de l’oxygène aux tissus de l’organisme. En raison de leur teneur en Hb auto-

oxydante et de leur fonction de transporteur d'oxygène et de dioxyde de carbone, les 

érythrocytes sont fortement exposés au stress oxydatif. De plus, l’absence de noyau et des 

autres organelles ne leur permet pas de synthétiser les protéines nécessaires à leur maintien. 

La survie des érythrocytes jusqu'à 120 jours dans la circulation sanguine dépend donc 

fortement de la mise en place d'un système enzymatique permettant de fournir l’énergie 

nécessaire au maintien de l’intégrité des GR, lutter contre les agents oxydants, réparer les 

protéines et les lipides endommagés.  
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L’énergie des GR provient principalement de la dégradation du glucose via la voie de 

glycolyse anaérobie. Cette voie permet de produire 2 molécules d’ATP nécessaires pour le 

fonctionnement des pompes du globule rouge notamment les pompes à sodium Na : K-

ATPase et du NADH, nécessaires pour maintenir la méthémoglobine (forme oxydée de 

l’hémoglobine) à un faible taux. 

 

 

 

 

Figure 11 : Le glucose, la glutamine et les acides aminés régulent la différenciation érythroïde 

via l’induction des voies de biosynthèse (Oburoglu et al., 2016).  
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B. AMPK (AMP-activated protein kinase) 
 

L’AMPK est une protéine hautement conservée au cours de l’évolution. Elle est présente chez 

toutes les espèces, les levures (Sucrose non‐fermenting 1 ou SNF1), les plantes (SNF1 related 

kinases) et les mammifères (AMPK).  

C’est une enzyme clé dans la régulation du métabolisme énergétique. L’AMPK est activée en 

réponse à un stress énergétique qui est signalé par une augmentation du ratio AMP/ATP. 

Cette activation permet en général de réajuster la balance énergétique en stimulant les 

processus cataboliques impliqués dans la synthèse de l’ATP et en inhibant les voies 

anaboliques consommatrices de l’ATP.  

 

1. Structure de l’AMPK  
 

L’AMPK est une serine/thréonine kinase, exprimée sous forme de complexe héterotrimérique 

composé d’une sous-unité catalytique α et de deux sous-unités régulatrices β et γ (Figure 12). 

Chez les vertébrés, ces sous-unités existent sous de multiples isoformes (α1, α2, β1, β2, γ1, 

γ2, γ3) codées par des gènes différents (PRKAA1, PRKAA2, PRKAB1, PRKAB2, PRKAG1, 

PRKAG2, PRKAG3). Ainsi, il est théoriquement possible d’obtenir 12 combinaisons 

hétérotrimériques αβγ différentes. L’expression de certaines isoformes varie en fonction des 

tissus comme par exemple l’expression de l’isoforme γ2 qui est majoritaire dans le cœur alors 

que l’expression de l’isoforme γ3 semble spécifique au muscle squelettique. Cette expression 

différentielle des isoformes entre les tissus suggère l’existence de propriétés tissus spécifiques 

(Ross et al., 2016).  

La sous-unité catalytique α (62 kDa) comprend un domaine kinase (α-KD) localisé dans la 

partie N-terminale. Il contient dans sa boucle d’activation une thréonine très conservée 

(Thr172) dont la phosphorylation est nécessaire à l’activation de l’AMPK (Hawley et al., 

1996) (Willows et al., 2017). Le domaine α-KD est suivi d’un domaine d’auto-inhibition (α-

AID) qui régule négativement l’activité catalytique basale de l’AMPK (Crute et al., 1998). Le 

domaine C-terminal permet l’interaction avec les sous-unités β et γ (Xiao et al., 2011).  

La sous-unité β contient dans sa partie N-terminale un site de myristoylation et plusieurs sites 

de phosphorylation. Ces modifications post-traductionnelles peuvent avoir un effet sur la 

localisation cellulaire de l’AMPK ainsi que sur son activité enzymatique (Warden et al., 

2001). Cette région est suivie d’un domaine CBM (carbohydrate-binding module) appelé 
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aussi domaine GBD (glycogen binding domain). Comme son nom l’indique, ce domaine lie le 

glycogène et les petits oligosaccharides ce qui module l’activité enzymatique de l’AMPK et 

lui confère une sensibilité aux variations du taux de sucre (Koay et al., 2007) . La région C-

terminal de la sous-unité β permet sa liaison aux autres sous-unités (α et γ) (Xiao et al., 2007). 

Les sous-unités γ possèdent une grande variation de taille entre elles. Elles contiennent un 

domaine de liaison aux nucléotides formé par 4 domaines CBS (cystathionine β synthase) 

consécutifs qui sont assemblés par paire pour former 2 domaines Batman. Chez les 

mammifères, CBS1 et CBS3 sont les sites régulateurs, ils peuvent lier une molécule d’AMP, 

d’ADP ou d’ATP de façon réversible. Le site CBS2 ne semble pas lier de nucléotides (Xiao et 

al., 2007) alors que le site CBS4 lie de façon permanente une molécule d’AMP. Cependant, il 

a récemment été décrit que le site CBS4 peut lier aussi une molécule d’ATP avec une affinité 

moindre (Calabrese et al., 2014). En amont du premier site CBS, il existe une petite séquence 

de liaison à la sous-unité β (Viana et al., 2007).  

Les mutations de l’AMPK sont rares, les seules qui ont été mises en évidence touchent la 

sous-unité γ. 

Chez le porc, la mutation de la sous-unité γ3 entraine une accumulation du glycogène au 

niveau musculaire ce qui a des conséquences néfastes sur la qualité de la viande (Cheung et 

al., 2000). 

Chez l’homme, la mutation de la sous-unité γ3 entraine également une accumulation du 

glycogène au niveau musculaire (Costford et al., 2007), alors que la mutation de la sous-unité 

γ 2 entraine une accumulation du glycogène au niveau cardiaque induisant un trouble de 

conduction cardiaque (syndrome de Wolff-Parkinson-White) (Scott et al., 2004).  
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Figure 12 : Structure de la protéine AMPK 

 
(A) L’AMPK est une protéine hétérotrimétique composée d’une sous-unité catalytique α et de deux 

sous-unités régulatrices, β, et γ. AID, Auto-Inhibitory Domain; CTD, Carboxyl-Terminal Domain, 

NTD, Amino-Terminal Domain, CBM, Carbohydrate-Binding Module, CBS Cystathione β-

Synthetase, séquences répétées dans la sous-unité γ. (Hardie et al., 2012) 

(B) structure cristalline du complexe hétérotrimérique de l'AMPK de mammifère α2β1γ1 (Garcia and 

Shaw, 2017).  
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2. Régulation de l’activation de l’AMPK 
 

a) Activation allostérique de l’AMPK 

 

L’activation de l’AMPK dépend de deux facteurs : la liaison des nucléotides à la sous-unité γ 

et la phosphorylation de la Thr172 présente dans le domaine kinase de la sous-unité α, par des 

kinases en amont (LKB1, CaMKKβ, TAK1) (Figure 13).  

L’AMP se fixe aux deux domaines CBS de la sous-unité γ (CBS1 et CBS 3) permettant ainsi :  

- Une activation allostérique du complexe et ainsi une augmentation de l’activité de l’AMPK 

d’un facteur de 2 à 5 (Carling et al., 1989).  

- La levée de l’inhibition de la phosphorylation de la Thr172 exercée par la myristoylation de 

la sous-unité β (Oakhill et al., 2010).  

- Un changement de conformation (Suter et al., 2006) qui protège la Thr172 de la 

déphosphorylation par les phosphatases (Davies et al., 1995) (Kudo et al., 1996).  

En plus de l’AMP, il a été démontré que l’AMPK peut lier des molécules d’ADP (Jin et al., 

2007). Cette liaison ne permet pas d’induire une activation allostérique, cependant, elle 

protège le site kinase de la déphosphorylation (Xiao et al., 2011). A l’inverse, la fixation 

d’une molécule d’ATP à la sous-unité γ antagonise l’effet protecteur de l’AMP et de l’ADP.  

 

b) Activation de l’AMPK par les kinases en amont 

 

En plus de l’activation allostérique, AMPK est activée par phosphorylation de la Thr172 par 

les kinases en amont ce qui amplifie considérablement son activité. A ce jour 3 kinases ont été 

identifiées.  

La première kinase est LKB1 (liver-kinase-B1) (Woods et al., 2003). Elle a été identifiée en 

1998 comme un suppresseur de tumeur responsable du syndrome Peutz Jeughers (Hemminki 

et al., 1998). Ce n’est qu’en 2003 que son rôle de régulateur de l’activité de l’AMPK a été mis 

en évidence (Hawley et al., 2003). LKB1 est une kinase constitutivement activée. Elle forme 

un complexe avec la pseudo-kinase STRAD (STE20-related adaptor) et la protéine adaptatrice 

MO25 (Mouse proteine 25) qui permet sa localisation cytoplasmique et son activation 

constitutive (Baas et al., 2003) (Boudeau et al., 2003). En plus de l’AMPK, LKB1 
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phosphoryle et active 12 autres cibles appelés AMPK related kinases (ARK), ce qui permet 

d’expliquer les divergences de phénotype entre les invalidations de LKB1 et de l’AMPK 

(Lizcano et al., 2004).  

En réponse à un stress énergétique (augmentation du ratio AMP/ATP), LKB1 induit 

l’activation de l’AMPK par phosphorylation de la Thr172. Cette phosphorylation est 

l’évènement principal requis pour l’activation de l’AMPK, elle permet d’augmenter l’activité 

de l’AMPK d’un facteur de 100. La phosphorylation de la Thr172 par LKB1 nécessite la 

fixation d’une molécule d’AMP sur la sous-unité γ de l’AMPK ce qui permet d’inhiber la 

déphosphorylation de ce site par les protéines phosphatase.  

 

Le deuxième régulateur majeur de l’activité de l’AMPK est la CaMKKβ (calcium Ca2+ 

calmodulin-dependant kinase kinase, appelée aussi CaMKK2). Cette kinase induit l’activation 

de l’AMPK par phosphorylation sur la Thr 172 en réponse à une augmentation du taux de 

calcium Ca2+ intracellulaire sans nécessiter de variation de la concentration de l’ATP (Hawley 

et al., 2005) (Hurley et al., 2005). Cette activation de l’AMPK par la CaMKKβ semble être 

importante dans certains types cellulaires, tels que les neurones, les cellules endothéliales 

(Stahmann et al., 2006) ou les lymphocytes T (Momcilovic et al., 2006).  

 

La troisième kinase en amont de l’AMPK est TAK1 (TGFβ activated kinase 1). Elle a été 

mise en évidence pour la première fois grâce à un criblage génétique chez la levure 

(Momcilovic et al., 2006). Les conditions physiologiques dans lesquelles TAK1 module 

l'activité de l’AMPK sont encore à déterminer. 

  

c)  Inhibition de l’activité de l’AMPK (régulation par les phosphatases) 

 

Les protéines phosphatases ont également un rôle essentiel dans la régulation de la 

phosphorylation de la Thr172 de l’AMPK. Il a été démontré par des tests in vitro que les 

protéines phosphatases 2A (PP2A) et 2C (PP2C) induisent la déphosphorylation de la Thr172 

(Davies et al., 1995) . La liaison de l’AMP à la sous-unité γ inhibe la déphosphorylation de la 

Thr172 par PP2C in vitro (Sanders et al., 2007). 

Les modifications de l'expression et de l’activité des protéines phosphatases modulent 

l'activation de l'AMPK. En effet, il a été démontré dans les cellules cardiaques de rongeurs 

que l'augmentation de l'expression de PP2C diminue l'activité de l'AMPK (Wang and Unger, 
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2005). De plus, la stimulation de l’activité de PP2A induit une diminution de la 

phosphorylation de l'AMPK dans les cellules endothéliales (Wu et al., 2007) . 

Cependant, à l'heure actuelle, les phosphatases responsables de la déphosphorylation de la 

Thr172 de l’AMPK dans les différents tissus ne sont pas bien connues (Figure 13).  

 

d) Autres régulations de l’activité de l’AMPK  

 

En plus de la phosphorylation de la Thr172 par LKB1, CaMKKβ ou TAK1, l'activation de 

l’AMPK peut être modulée par la phosphorylation sur d'autres sites. En effet, la sous-unité α1 

peut être phosphorylée sur le résidu Ser173 via la PKA (protéine kinase A) (Djouder et al., 

2010). Elle peut également être phosphorylée sur le résidu Ser485 (AMPKα2 Ser491) par la 

PKA et la PKB (protein kinase B appelée aussi AKT) (Pulinilkunnil et al., 2011) ou sur le 

résidu Ser487 par la PKC (Heathcote et al., 2016) Le GSK3 (glycogen synthase kinase 3) peut  

également induire la phosphorylation de la sous-unité α1 sur le résidu Thr479 (Suzuki et al., 

2013b). Ces phosphorylations exercent un effet inhibiteur sur l’activité de l’AMPK. 

 
 

Figure 13 : Régulation de l’activité de l’AMPK.  

 

En présence d’un taux suffisant d’ATP, le groupe myristoyle de la sous-unité β de l’AMPK (jaune*) 

inhibe la phosphorylation de la Thr172 et maintien le complexe dans un état inactif. En cas de stress 

énergétique, la fixation de l’AMP permet de lever l’inhibition induite par la myristoylation, et une 

activation allosterique de l’AMPK. Les kinases en amont induisent la phosphorylation de la Thr172 

qui est protégée de la déphosphorylation grâce au changement conformationnel induit par la fixation 

de l’AMP. La restauration du taux d’ATP reverse l’activation de l’AMPK. (Oakhill et al., 2010). 
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e) Activation et inhibition pharmacologique de l’AMPK  

 

(1) Les activateurs pharmacologiques de l’AMPK  

 

Les composés chimiques qui activent l’AMPK peuvent être divisés en trois groupes en 

fonction de leurs mécanismes d’action (Figure 14).  

a) Les activateurs indirects de l’AMPK : ils augmentent le taux de l’AMP et l’ADP 

intracellulaires.  

 b) Les activateurs mimétiques de l’AMP : ils sont ainsi capables de lier l’AMPK au niveau 

des domaines CBS de la sous-unité γ de l’AMPK. 

c) Les activateurs directs : ils se fixent de façon sélective au niveau de l’interface entre le 

domaine CBM de la sous-unité β et le domaine α-DK de la sous-unité α.  

 

(a) Les activateurs indirects de l’AMPK  

 

 La majorité des drogues qui activent l’AMPK en augmentant le ratio d’AMP/ATP agissent 

en inhibant les chaines respiratoires mitochondriales et ainsi la production de l’ATP. Les 

biguanides qui incluent la metformine et son analogue la phenformine, activent l’AMPK en 

inhibant le complexe I de la chaine respiratoire mitochondriale ce qui conduit à 

l’augmentation du ratio AMP/ATP. La metformine est l’antidiabétique oral le plus largement 

prescrit. Une grande proportion de ses propriétés hypoglycémiques sont considérées comme 

médiées par l'activation de l'AMPK (Duca et al., 2015), bien que des effets indépendants de 

l'AMPK soient également impliqués dans l'action de la metformine (Madiraju et al., 2014). 

Les poisons des mitochondries tels que l'oligomycine ou la rotenone ainsi qu’un grand 

nombre de composés dérivés des plantes comme le resvératrol, la berbérine ou la galégine ont 

également été décrits comme induisant l’activation de l’AMPK en inhibant les différents 

composants de la chaîne respiratoire (Hardie, 2013) (Hawley et al., 2010). 

  

Les inhibiteurs de la glycolyse, tel le 2-désoxyglucose (une forme de glucose non 

hydrolysable) induisent l’augmentation du taux de l'AMP pour activer l’AMPK dans les 

cellules qui dépendent de cette voie métabolique pour générer de l'ATP.  
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Une autre approche qui consiste à augmenter le taux de l'AMP intracellulaire en inhibant 

l’AMP desaminase (AMPD) a été mise en évidence. L’AMPD convertit l’AMP en IMP (acide 

inosinique). Ainsi, son inhibition augmente le taux d'AMP ce qui conduit à l’activation de 

l’AMPK (Plaideau et al., 2014). Des travaux ont suggéré que la metformine peut contrôler les 

niveaux d'AMP par des effets sur l’AMPD (Ouyang et al., 2011). 

 

(b) Les activateurs mimétiques de l’AMP  

 

La deuxième classe inclut les composés qui activent l’AMPK en mimant l’effet de l’AMP. 

Ces agents sont administrés dans la cellule sous forme de pro-drogue puis sont métabolisés en 

analogues de l’AMP. Le membre le plus connu de cette classe est l’AICAR (5-

aminoimidazole-4-carboxamide 1-β-D-ribofuranoside). Il est incorporé dans la cellule par les 

transporteurs d'adénosine puis converti en ZMP (analogue non métabolisable de l’AMP). Il se 

fixe sur le domaine CBS 3 de la sous-unité γ et mime tous les effets de l’AMP sur l’AMPK 

(Corton et al., 1995) .  

Un nouvel analogue de l’AMP a été mis en évidence. Le composé 2 (C2) (5-(5-hydroxyl-

isoxazol-3-yl)-furan-2-phosphonic acid) est incorporé dans la cellule sous forme de pro-

drogue 13 (C13) (Gómez-Galeno et al., 2010) . Le C2 est plus puissant que l’AMP ou le 

ZMP, mais contrairement à ces derniers, il active uniquement les complexes contenant la 

sous-unité AMPKα1. La spécificité de ce composé pour la sous-unité α1 provient de la 

séquence peptidique reliant le domaine d’auto-inhibiteur au domaine C terminal, puisque 

l’insertion de cette séquence sur AMPKα2 est suffisante pour que le composé 13 soit actif sur 

AMPKα2. Bien que le ZMP soit suspecté d’affecter de nombreux processus dépendants de 

l'AMP indépendamment de l’action de l'AMPK, le C2 a été rapporté comme ayant une 

spécificité élevée pour l’AMPK (Hunter et al., 2014).  

 

(c) Les activateurs directs 

 

La troisième classe comprend les nouvelles petites molécules qui lient et activent directement 

l’AMPK. Le premier membre de cette classe qui a été mis au point est la thiénopyridone A-

769662 (Cool et al., 2006). Plusieurs composés apparentés ont depuis été mis en évidence, tel 

que le composé 991 (C991,également connu sous le nom ex229) (Li et al., 2015),  

https://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_inosinique
https://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_inosinique
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le MT-63-78 (Xiao et al., 2013), le GSK621 (Sujobert et al., 2015), PF-739, PF-249 

(Cokorinos et al., 2017) et le MK-8722 (Myers et al., 2017). 

De façon similaire à l’AMP, le A-769662 induit une activation allostérique de l’AMPK et 

protège la Thr172 de la déphosphorylation (Göransson et al., 2007). Cependant, le A-769662 

semble utiliser un mécanisme moléculaire diffèrent pour induire cette activation.  

L’A-769662 est un activateur β1 sélectif, il active l'AMPK uniquement dans les cellules 

exprimant la sous-unité β1. De plus, l’activation complète de l’AMPK par ce composé 

requiert la phosphorylation de l’AMPKβ1 sur la sérine108 (Sanders et al., 2007). Cette 

phosphorylation semble se faire par autophosphorylation, bien que l’implication de kinases en 

amont ne peut être exclue  (Dite et al., 2017) (Scott et al., 2014).  

Il a été décrit que le composé 991 auraient une efficacité plus élevée que le A-769662 d’un 

facteur de 5 à 10 pour induire l'activation allostérique de l'AMPK et protéger la Thr172 de la 

déphosphorylation (Xiao et al., 2013). De façon similaire à l’A-769662, le 991 n’active pas 

les complexes de l’AMPK contenant une mutation de la Ser108 de la sous-unité β, ce qui 

suggère que ces deux composés partagent un mécanisme moléculaire similaire pour 

l’activation d'AMPK. 

Xiao et al. ont réalisé une étude cristallographique du complexe AMPK humain en présence 

de A-769662 ou du 991. Il a été démontré que le domaine CBM de la sous-unité β interagit 

directement avec le KD de la sous-unité α. Cela permet de former une poche ou les 

activateurs peuvent se fixer par des liaisons hydrophobes. Ce site est distinct des sites de 

liaison aux nucléotides d'adénine sur la sous-unité AMPKγ. De façon intéressante, l’A-

769662 et le 991 présentent une spécificité pour les complexes d’AMPK contenant l’isoforme 

β1 bien que le 991 soit capable d’activer les complexes contenant  β2 avec une affet mindre 

(Xiao et al., 2013) .  

Le salicylate (pro-drogue de l’aspirine) a également été décrit comme activateur direct de 

l’AMPK (Hawley et al., 2012). Conformément à sa structure similaire à celle de l’A-769662, 

le salicylate semble se fixer au même site de liaison que les deux composés 991 et A769662. 

L’activation de l’AMPK par ce composé nécessite également la présence de la sous-unité β 1 

et sa phosphorylation sur la sérine 108 (Hawley et al., 2012). 
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Figure 14 : mécanisme d’action des activateurs de l’AMPK 

CBS: Cystathione β-Synthetase, CBM: Carbohydrate-Binding Module, AID: Auto-Inhibitory 

Domain, KD: kinase domain. Adapté de (Guigas and Viollet, 2016).  

 

 

(2) Les inhibiteurs pharmacologiques de l’AMPK 

 

Contrairement aux activateurs, il existe peu d’inhibiteurs de l’AMPK.  

L’inhibiteur le plus connu est le composé C, dérivé du pyrazolo [1,5-a] pyrimidine. Ce 

composé est un compétiteur de l’ATP.  

Son application est limitée car il n’est pas spécifique de l’AMPK, il inhibe également d'autres 

protéines kinases (Liu et al., 2014). Cependant, malgré ses inconvénients, le composé C reste 

l'outil pharmacologique principalement utilisé pour étudier le rôle de l’AMPK dans une 

variété de processus biologiques. 

 

L'iodotubercidine et l'arabinoside d'adénine (vidarabine) sont également des composés 

qui ont été utilisé pour inhiber l'AMPK. Cependant ils ne sont pas non plus spécifiques de 

l’AMPK, ils inhibent diverses enzymes et kinases (Henin et al., 1996) (Massillon et al., 1994).  
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Un autre composé, le sunitinib a été d’abord utilisé comme un inhibiteur des tyrosines 

kinases. L’un de ses effets secondaires est l’induction d’une cardiotoxicité causée par 

l'inhibition de l'AMPK (Kerkela et al., 2009). Plus tard, un effet inhibiteur direct de l’AMPK 

a été démontré (Laderoute et al., 2010). Ce médicament a été approuvé pour le traitement de 

deux types de cancers (le cancer du rein et les tumeurs stromales gastro-intestinales résistantes 

à l'imatinib). Des essais cliniques pour d'autres types de tumeurs sont en cours (Gan et al., 

2009) (Imbulgoda et al., 2014). 

3. Conséquences de l’activation d’AMPK 
 

En réponse à un stress énergétique, AMPK est activée afin de rétablir la balance énergétique 

en inhibant d’une part les voies anaboliques consommatrices d’ATP  comme la lipogenèse, la 

synthèse protéique et la croissance cellulaire et d’autre part, en stimulant les voies 

cataboliques productrices d’ATP comme la dégradation des acides gras et du glucose et 

l’induction de l’autophagie. 

a) Régulation du métabolisme glucidique et lipidique 

 

Le glucose et les lipides sont des sources majeures d'approvisionnement et de stockage 

d'énergie dans la cellule. En condition de stress, l’AMPK augmente le taux d’ATP en 

favorisant leur absorption et leur dégradation et en inhibant leur synthèse et leur stockage.  

L’AMPK a également un effet de régulation à long terme sur la transcription des gènes de la 

lipogenèse.  

(1) Régulation du métabolisme glucidique 

 

L’AMPK augmente l'absorption du glucose en favorisant l’expression membranaire des 

transporteurs de glucose GLUT1 et GLUT4 via la phosphorylation de leurs régulateurs 

négatifs TXNIP (thioredoxin-interacting protein) (induisant sa dégradation) et TBC1D1 (TBC 

domain family, member 1) (induisant sa liaison au14-3-3) respectivement (Hardie, 2013) (Wu 

et al., 2013).  

Une fois capté, le glucose est immédiatement oxydé plutôt que d’être stocké sous forme de 

glycogène. En effet, AMPK induit la glycolyse en phosphorylant PFKFB3 (6-phosphofructo-

2-kinase / fructose-2,6-biphosphatase 3) et inhibe le stockage du glucose en inhibant la 

glycogène synthase (Hardie, 2013).  
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(2) Régulation du métabolisme lipidique 

 

L’AMPK stimule la captation des acides gras en induisant la translocation à la membrane 

plasmique du transporteur CD36 (Bonen et al., 2007).  

Elle stimule également l’oxydation des acides gras et inhibe leur synthèse en phosphorylant et 

inactivant l’acétyl-CoA carboxylase (ACC1 et 2) sur la Ser79 (Hardie and Pan, 2002). L’ACC 

catalyse la première étape de la synthèse des acides gras en induisant la transformation de 

l’acétyl-CoA en malonyl-CoA. En inactivant l’ACC, l’AMPK induit donc l’inhibition de la 

synthèse des acides gras. De plus, le malonyl-CoA est un régulateur négatif de l’oxydation 

des acides gras. Il inhibe leur absorption via l’inhibition du récepteur mitochondrial CPT-1 

(carnitine palmitoyl-CoA transferase-1). Ainsi, en empêchant la formation de malonyl-CoA, 

l’AMPK augmente le taux d’oxydation des acides gras et la production d’ATP (Merrill et al., 

1997). 

 D’autre part, l’AMPK réprime l’expression des gènes impliqués dans la synthèse des acides 

gras en phosphorylant le facteur de transcription SREBP-1c (Sterol regulatory element-

binding protein-1c). La phosphorylation de ce dernier sur la Ser372 inhibe sa translocation 

nucléaire et ainsi l’accumulation des lipides et la lipogenèse. 

 

b) Régulation de la croissance cellulaire 

 

La croissance des cellules nécessite la disponibilité des nutriments et des réserves 

énergétiques intracellulaires. En cas de stress énergétique, l’AMPK induit un arrêt de la 

prolifération cellulaire notamment en inhibant la synthèse des protéines et en induisant un 

arrêt du cycle cellulaire.  

 

(1) Inhibition de la synthèse protéique  

 

La synthèse protéique représente l’une des voies anaboliques les plus consommatrices 

d’énergie. L’action majeure de l’AMPK pour maintenir l’homéostasie énergétique en 

condition de stress métabolique consiste en l’inhibition de deux processus critiques pour la 

synthèse protéique : l'initiation de la traduction via la régulation de la voie mTORC1 et 

l'élongation de la traduction via la régulation du facteur eEF2 (Figure 15). 
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(a) Régulation de l’initiation de la traduction 

 

Le complexe multiprotéique mTORC1 (mammalian Target of Rapamycin complex 1) est 

composé de mLST8 (mammalian lethal with sec-13 protein 8), Deptor (DEP domain 

containing mTOR interacting protein), tti1 ((TELO2 interacting protein 1)/tel2 (telomere 

maintenance 2)), RAPTOR (regulatory associated protein of mTOR) et PRAS 40 (proline-rich 

Akt substrate 40 kDa). 

 

mTORC1 est un régulateur majeur de l’étape d’initiation de la traduction via ses deux cibles 

directes p70S6K (p70 ribosomal S6 protein kinase) et 4E-BP1 (eIF4E (eukaryotic translation 

initiation factor 4E) – binding protein 1).  

La phosphorylation de p70S6K par mTORC1 favorise la traduction en stimulant la synthèse 

des ARN ribosomaux.  

eIF4E est une protéine qui se lie aux ARN messagers et participe à la formation du complexe 

d’initiation de la traduction. À l’état non phosphorylé, 4E-BP1 inhibe la liaison de eIF4E à 

l’ARNm. La phosphorylation de la protéine 4E-BP1 par mTORC1 sur plusieurs résidus (T37, 

T46, S65) libère son partenaire eIF4E et permet la formation du complexe d’initiation de la 

traduction et ainsi la synthèse protéique (Ma and Blenis, 2009). 

 

AMPK inhibe l’activité de mTORC1 de deux manières : 

- Par phosphorylation directe de la sous-unité régulatrice du complexe mTORC1, la protéine 

RAPTOR sur les sérines 722 et 792. Cela entraine son association à la protéine 14-3-3 et 

l’inhibition du complexe mTORC1 (Gwinn et al., 2008).  

- Par phosphorylation directe de la protéine TSC2 (tuberous sclerosis complex 2) sur le résidu 

S1345. En effet, l’activation de mTORC1 nécessite son association avec la GTPase, RHEB, 

liée au GTP. TSC2 a une activité GAP (GTPase activating protein) vis-à-vis de RHEB. Elle 

induit l’hydrolyse du GTP en GDP permettant ainsi l’inhibition de RHEB et donc du 

complexe mTORC1 (Inoki et al., 2003) .  

Cette inhibition de la voie mTORC1 par l’AMPK induit donc une diminution de la synthèse 

des ARN ribosomaux et des facteurs de traduction et par conséquent une inhibition de la 

synthèse protéique (Krause et al., 2002) (Bolster et al., 2002) .  
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(b) Régulation de l’élongation de la traduction  

 

AMPK régule négativement la synthèse protéique en inhibant le facteur d’élongation de la 

traduction eEF2 (eucaryotic elongation factor 2). Cette inhibition est médiée par la régulation 

de la kinase eEF2k (Kinase eucaryotic elongation factor 2).  

AMPK phosphoryle et active eEF2k qui va par la suite phosphoryler eEF2 sur un site 

inhibiteur (Browne et al., 2004). 

 

 

 

Figure 15 : Implication de l’AMPK dans la régulation de la synthèse protéique 

 

AMPK inhibe la synthèse protéique d’une part en inhibant le complexe mTORC1 par phosphorylation 

directe sur la sous-unité RAPTOR, ou en activant le régulateur négatif de mTORC1, TSC2. D’autre 

part en induisant l’inhibition de eEF2. Adapté de (Angin et al., 2016). 

 

  



59 
 

(2) Régulation du cycle cellulaire  

 

(a) Mecanismes regulant le cycle cellulaire 

 

La prolifération cellulaire nécessite le déclenchement du cycle cellulaire. Ce dernier est un 

processus de division complexe qui est régulé par plusieurs protéines qui doivent intervenir de 

façon transitoire et suivant un ordre chronologique précis.  

 Les complexes cyclines/CDK 

Les CDK sont les principales protéines régulatrices de la progression dans le cycle cellulaire. 

C’est une famille de serine / thréonine kinases activées à des points spécifiques du cycle 

cellulaire. Les CDK sont actives uniquement lorsqu’elles sont fixées aux cyclines ce qui 

permet la formation d’un complexe composé d’une sous-unité catalytique, la CDK, et une 

sous-unité régulatrice, la cycline. Contrairement au niveau d’expression des CDKs qui reste 

stable, celui des cyclines varie pendant le cycle cellulaire permettant ainsi la régulation de 

l’activité des CDKs durant les différentes phases (Evans et al., 1983).   

 

 La cinétique d’expression et de dégradation des cyclines  

Les signaux mitogènes comme par exemple ceux contrôlés par les gènes Myc et Ras, 

induisent l’expression des cyclines D (cycline D1, cycline D2, cycline D3) qui se lient et 

activent préférentiellement CDK4 et CDK6. Ce complexe régule l’entrée et  le déroulement 

de la phase G1. Les cyclines E (cycline E1, cycline E2) prennent le relais et s’associent et 

activent CDK2 pour contrôler l’entrée en phase S. Au sein de la phase S, il existe un autre 

point de contrôle régulé par la cycline A associée à CDK1 ou CDK2 permettant la progression 

dans la phase S. La phase G2 est régulée par le complexe cycline A/CDK1. Enfin, la 

transition G2/M et l’entrée en mitose sont régulées par la cycline B associée à CDK1 

(Malumbres and Barbacid, 2009) (Hochegger et al., 2008) (Figure 16). 

 

 Régulation négative du complexe cycline /CDK   

L’activité des complexes cycline/CDK peut être inhibée par les CKI (Cyclin-dependent 

Kinase Inhibitors) incluant p21Waf1/Cip1/Sid1 et p27 Kip1 (Besson et al., 2008). 

En effet, p21Waf1/Cip1/Sid1 et la p27 Kip1 contrôlent la transition G1/S en inhibant l’activité des 

complexes cycline E/CDK2 et cycline A/CDK2. 
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L’action de p21Waf1/Cip1/Sid1 est sous le contrôle de p53. Des perturbations comme les 

dommages de l’ADN induisent une stabilisation de la protéine p53 via sa phosphorylation sur 

la Ser15. Cette stabilisation induit l’expression de la protéine p21 et par conséquent un arrêt 

l’arrêt du cycle cellulaire. p21Waf1/Cip1/Sid1 peut réguler également la transition G2/M en 

inhibant l’activité du complexe cycline B/CDK1 (Figure 16). 

 

 

 

Figure 16 : Répartition des complexes CDK/cycline au cours du cycle cellulaire 

 

(b) Régulation du cycle cellulaire par l’AMPK  

 

Le cycle cellulaire est un processus nécessitant de grandes quantités d’énergie. Afin de 

rétablir la balance énergétique, l’AMPK utilise différents mécanismes pour induire l'arrêt du 

cycle cellulaire.  

 

MDMX (MDM4) est un régulateur négatif de p53, il induit son ubiquitinylation et sa 

dégradation par le protéasome. L’AMPK peut phosphoryler MDMX sur la Ser342, favorisant 

son association avec 14-3-3. Cela induit l'arrêt du cycle cellulaire en favorisant la stabilisation 

et l'activation de p53 (He et al., 2014).  

AMPK peut également phosphoryler directement p53 sur la Ser15 pour la stabiliser et induire 

l’arrêt du cycle cellulaire à la transition G1/S (Jones et al., 2005).  
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p53 inhibe mTORC1 en induisant l'expression de gènes régulant négativement sa fonction, 

comme IGFBP3 (insulin-like growth factor-binding protein 3), PTEN (phosphatase and tensin 

homolog) et TSC2 (Buckbinder et al., 1995) (Feng et al., 2007). Ainsi, la stabilisation de p53 

par l’AMPK induit non seulement l'arrêt du cycle cellulaire mais favorise également de façon 

indirecte l'inhibition de la synthèse des protéines.  

Par ailleurs, l’AMPK peut être activée en aval de p53. En effet, il a été démontré que les  

Sestrin1 et Sestrin2, deux gènes cibles de p53, pouvaient activer l’AMPK (Budanov and 

Karin, 2008).   

Il a été démontré que l’AMPK pouvait aussi phosphoryler directement la protéine p27KIP sur 

le résidus Thr 198, induisant sa stabilisation et ainsi l’arrêt du cycle cellulaire en G1 (Liang et 

al., 2007a) .   

 

Bien que le rôle majeur de l’AMPK soit la régulation du métabolisme énergétique, son 

implication dans la régulation du cycle cellulaire indépendamment de sa fonction de 

régulateur métabolique a également été mise en évidence. 

 

L’implication de l’AMPK dans la régulation de la progression en mitose a été suggérée. Cette 

régulation serait médiée par la phosphorylation directe de la protéine phosphatase PP1R12C 

(Protein Phosphatase 1 regulatory subunit 12C), permettant sa liaison à la protéine 14-3-3 et 

l’induction de la phosphorylation des chaines légères de myosines. (Banko et al., 2011).  

 

Une autre étude a démontré un rôle de l’AMPK dans la stimulation de progression en phase S 

via la régulation de la transcription de la cycline A2  médiée par CREB/ATF (Merlen et al., 

2014a).  

c) Induction de l’Autophagie 

 

(1) Les mécanismes régulant l’autophagie 

 

L’autophagie est l’un des principaux processus cataboliques essentiels à l’homéostasie 

cellulaire. Il consiste à intégrer au sein de vésicules à doubles membranes (les 

autophagosomes) des organites ou macromolécules dysfonctionnelles pour les dégrader via 

les enzymes lysosomales et recycler leurs composants primaires essentiels à la survie 

cellulaire. 
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En condition de stress, une sur-activation de l’autophagie permet aux cellules de s’adapter et 

survivre. Cependant, une activation excessive et dérégulée de l’autophagie peut conduire à la 

mort cellulaire (Mizushima, 2007) . 

L'autophagie peut être un processus non sélectif ou sélectif car les protéines autophagiques et 

les récepteurs de l'autophagosome peuvent interagir spécifiquement avec le composant 

cytoplasmique à éliminer, comme les mitochondries (mitophagie), les peroxisomes 

(pexophagie) ou encore les lipides (lipophagie). 

 

La formation de l’autophagosome se déroule en trois étapes : l’initiation, la nucléation et 

l’élongation (Figure 17). 

 L’initiation  

Chez les mammifères, l’initiation de l’autophagie nécessite la formation du complexe ULK, 

composé de la sérine-thréonine kinase ULK 1 ou ULK 2, ainsi que des protéines ATG13, 

ATG101 (ATG signifiant autophagy-related protein) et FIP200. Le complexe ULK est recruté 

au niveau du réticulum endoplasmique et initie la formation du phagophore via le processus 

de nucléation (Chan et al., 2009) .  

 La nucléation  

La nucléation fait intervenir un complexe VPS34 composé de la kinase VPS34 (vacuolar 

protein sorting 34), Beclin-1 et VPS15. Ce complexe interagit avec d’autres partenaires afin 

de moduler son activité. Le recrutement d’ATG14L permet de réguler les premières étapes de 

la formation de l’autophagosome et l’association à l’UVRAG (ultraviolet irradiation 

resistance associated gene) permet de réguler sa maturation (Matsunaga et al., 2009).  

 L’élongation - maturation 

Deux systèmes de conjugaison ATG5-ATG12 et LC3 sont nécessaires à l’élongation et à la 

fermeture de l’autophagosome. 

L’enzyme ATG7 permet l’activation de la protéine ATG12 (Tanida et al., 1999). Cette 

dernière est transférée ensuite à l’enzyme ATG10 qui va permettre sa conjugaison avec la 

protéine ATG5 (Shintani et al., 1999). Le système ATG12-ATG5 s’associe à la protéine 

ATG16L et forme le complexe ATG12-ATG5-ATG16L.  

Pour pouvoir exercer son rôle dans l’élongation, LC3 (microtubule-associated protein 1A/1B-

light chain 3) doit subir plusieurs modifications. Elle est d’abord clivée par l’action de la 
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protéase ATG4 pour former LC3-I. L’enzyme ATG3 va permettre la lipidation de LC3-I en le 

conjuguant au phosphatidyléthanolamine et former ainsi LC3-II (Ichimura et al., 2000).  

 

Les autophagosomes formés fusionnent avec les lysosomes pour former un autolysosome dont 

le contenu est dégradé par les hydrolases lysosomales conduisant au recyclage des nutriments. 

 

 

Figure 17 : Les étapes de formation de l’autophagosome  

L’initiation commence par la formation du site d'assemblage du phagophore (PAS). Cette étape est 

médiée par le complexe ULK constitué de ULK1, ATG13, ATG101 et FIP200. La nucléation consiste 

en la formation du phagophore. Elle fait intervenir pour cela le complexe VPS34, composé de la 

protéine VPS34, Beclin-1, VPS15 et ATG14L. L’expansion et la maturation de l’autophagosome sont 

régulées par le complexe ATG7-ATG12 et ATG16L ainsi que par LC3-E. L’autophagosomes formé 

fusionne avec le lysosome pour former un autolysosome dont le contenu est dégradé par les hydrolases 

lysosomales conduisant au recyclage des nutriments (Kaur and Debnath, 2015). 

 

(2) Régulation de l’autophagie par l’AMPK 

 

(a) Régulation de l’autophagie non sélective 

 

L’activation de l’AMPK peut induire l’autophagie par plusieurs mécanismes (Figure 18). 

L’AMPK phosphoryle directement ULK1 sur le résidu Ser555, cela permet l’activation de 

cette kinase nécessaire à la formation du complexe d’initiation de l’autophagie (Kim et al., 

2011a).  

D’autre part, l’AMPK active l’autophagie en inhibant mTORC1. En effet, mTORC1 a été 

identifié chez la levure (Noda and Ohsumi, 1998) puis chez les mammifères (Ravikumar et 

al., 2004) comme étant un inhibiteur de l’autophagie. Son mécanisme d’action implique la 
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phosphorylation directe de ULK1 sur le résidu Ser757, ce qui inhibe son activité kinase et 

ainsi l’induction de l’autophagie (Jung et al., 2009). mTORC1 peut également inhiber 

l’autophagie en phosphorylant et activant la protéine inhibitrice de l’autophagie DAP1 (Death 

Associated protein 1) (Koren et al., 2010). 

AMPK stimule aussi l’autophagie de façon indépendante de ULK1 et cela via la régulation 

des différents complexes contenant VPS34. En effet, l’AMPK phosphoryle et inhibe VPS34 

dans les complexes contenant des régulateurs négatifs de l’autophagie comme Rubicon ou 

Bcl-2. Cependant AMPK active le complexe VPS34 pro-autophagique en phosphorylant 

Beclin1 sur la Ser91 et la Ser94 permettant ainsi l’induction de l’autophagie (Kim et al., 

2013). 

 

 Enfin, bien que la protéine p27kip1 est principalement connu pour son implication dans la 

régulation du cycle cellulaire. Il a été décrit que la phosphorylation de p27kip1 sur la Thr 198 

par AMPK permet sa stabilisation et l’induction de l’autophagie (Liang et al., 2007a). 

 

 

Figure 18 : régulation de l’autophagie par l’AMPK 

mTORC1 régule négativement l'autophagie en phosphorylant et inactivant ULK1 sur la Ser757. 

L’AMPK régule l’autophagie à trois niveaux : en inhibant mTORC1 par phosphorylation de TSC2 ou 

RAPTOR; en phosphorylant et activant directement ULK1 (S555); en induisant l'activité de VPS34 en 

phosphorylant Beclin 1. 
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(b) Régulation de l’autophagie sélective (mitophagie)  

 

Les mitochondries sont les principaux fournisseurs d'énergie dans les cellules. Différents 

stress peuvent affecter l’intégrité et le fonctionnement mitochondrial conduisant à une 

production excessive des ROS (espèces réactives d'oxygène) et une altération de la production 

d’ATP et par conséquence à un déficit énergétique. Ainsi, les mitochondries endommagées 

doivent être réparées ou éliminées. Le processus d’élimination des mitochondries par 

autophagie est appelé mitophagie. Il permet de séquestrer les mitochondries non 

fonctionnelles dans des autophagosomes puis de les transporter dans les lysosomes pour être 

dégradées. 

Une étape importante qui précède la mitophagie est la fragmentation des mitochondries 

endommagées. Les fragments plus petits qui en résultent sont probablement plus efficacement 

éliminés par les autophagosomes. Ce processus est appelé la fission mitochondriale. 

Il a été décrit que l’AMPK pouvait induire la fission mitochondriale et la mitophagie. Chez 

les mammifères, l’absence de l’AMPK a pour conséquence une accumulation aberrante de 

mitochondries déficientes. 

Bien que le rôle de ULK1 dans l’initiation de l’autophagie soit bien connu, il a récemment été 

suggéré un rôle de ULK1 dans la mitophagie (Mizushima, 2007) (Kundu et al., 2008). Une 

étude récente a démontré qu’en réponse à l’hypoxie, ULK1 est transloqué dans les 

mitochondries déficientes et phosphoryle FUNDC1 (FUN14 Domain Containing), un 

récepteur exprimé à la membrane mitochondriale externe. La phosphorylation de FUNDC1 

permet son interaction avec LC3 et l’induction de la dégradation des mitochondries par 

autophagie (Liu et al., 2012) .  

Il a également été démontré que la phosphorylation de ULK1 sur la Ser555 par AMPK était 

cruciale pour sa translocation à la mitochondrie. De plus cette phosphorylation est aussi 

importante pour l’initiation de la mitophagie (Tian et al., 2015).  

AMPK induit la fission mitochondriale en réponse à un stress énergétique via la 

phosphorylation directe de MFF (mitochondrial fission factor) sur les résidus Ser155 et 

Ser172, ce qui permet le recrutement de DRP1 (dynamine- Protéine 1 apparentée), l'enzyme 

qui catalyse la fission mitochondriale. Une fois aux mitochondries, DRP1 divise les 

mitochondries endommagées en fragments plus petits pour faciliter leur élimination par les 

autophagosomes (Toyama et al., 2016) (Figure 19). 
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d) Régulation de la biogenèse mitochondriale par l’AMPK 

 

Le maintien de l’intégrité mitochondriale nécessite d’une part, la dégradation des 

mitochondries endommagées par autophagie et d’autre part, la production de nouvelles 

mitochondries par biogenèse. Ainsi, la biogenèse mitochondriale est un processus crucial 

permettant aux cellules de maintenir leur capacité à générer de l’ATP et de répondre en cas de 

stress énergétique.  

Le principal régulateur de la biogenèse mitochondriale est le PGC-1α, cofacteur induisant la 

transcription des gènes mitochondriaux. L’AMPK induit l’activation de PGC-1α soit par sa 

phosphorylation directe (Jäger et al., 2007) ou en induisant sa déacétylation via l’activation de 

la SIRT 1 (sirtuin1) (Cantó et al., 2009). Il a été démontré que la SIRT1 pouvait induire 

l’activation de l’AMPK via la désacétylation de LKB1 (Lan et al., 2008) ce qui suggère 

l’existence d’un rétrocontrôle positive entre l’AMPK et la SIRT1.  

Figure 19 : Régulation de la mitophagie par l’AMPK 

Différents stress peuvent altérer les mitochondries 

conduisant à une production excessive des ROS. Cela 

conduit à une augmentation du ratio AMP/ATP et une 

activation de l’AMPK. Cette dernière phosphoryle MEF 

((mitochondrial fission factor) sur la Ser155 et Ser172 ce 

qui permet le recrutement de DRP1 (dynamine- Protéine 1 

apparentée) à la mitochondrie. DRP1 va ainsi catalyser la 

fission mitochondriale afin de faciliter leur élimination. 
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4. Rôle de l’AMPK dans le cancer 
 

Le rôle de l’AMPK dans le cancer est très discuté dans la littérature. Plusieurs travaux lui 

confèrent un rôle de suppresseur de tumeur alors que d’autres suggèrent un rôle d’oncogène.  

a) Rôle suppresseur de tumeurs de l’AMPK  

 

Les mutations germinales de LKB1 (Liver Kinase B1) sont responsables du syndrome de 

Peutz-Jeghers (PJS), qui est caractérisé par la présence d’hamartomes gastro-intestinaux, le 

développement d’anomalies de la pigmentation et une prédisposition aux cancers. Par la suite, 

des mutations somatiques de LKB1 ont été identifiées dans environ 30% des cas de cancers 

du poumon non à petites cellules (Sanchez-Cespedes et al., 2002) et dans 20% des cas de 

cancers du col utérin (Wingo et al., 2009). La mutation de LKB1 chez la souris induit des 

phénotypes similaires au syndrome PJS humain avec la formation de polypes dans le tractus 

gastro-intestinal et une fréquence accrue de cancers du foie, des os et de l'endomètre (Ollila 

and Mäkelä, 2011). Ces résultats confèrent à LKB1 le rôle de gène suppresseur de tumeurs. 

 

L’activation de l’AMPK étant située en aval de LKB1 suggère un rôle suppresseur de tumeur 

à l’AMPK. De plus, les conséquences fonctionnelles de cette activation (arrêt du cycle 

cellulaire, inhibition de la croissance cellulaire et inhibition de l’effet Warburg) sont en faveur 

d’un rôle de suppresseur de tumeur.  

 

En effet, l’activation de l’AMPK provoque un arrêt du cycle cellulaire associé à la 

stabilisation de p53, de p21Waf1/Cip1/Sid1 et de p27 Kip1. Il a été démontré que la surexpression 

d’une forme mutée de l’AMPKα1 (inactive) in vitro dans les cellules humaines du cancer de 

la prostate, induit une accélération la croissance tumorale via la diminution du taux de p53 et 

de p21Waf1/Cip1/Sid1 ainsi que la surexpression de p70S6K et l’IGF1 (Zhou et al., 2009). 

 

L’effet suppresseur de tumeur de l’AMPK est médié également via l’inhibition de mTORC1 

qui est le principal régulateur de la survie et de la croissance cellulaire. Ainsi, il a été 

démontré que l’activation de l’AMPK par la metformine induit la mort des lignées cellulaires 

humaines du cancer du sein MCF-7 et MDA-MB-231 en diminuant la phosphorylation de la 

protéine p70S6K via l’inhibition de mTORC1. (Lee et al., 2014). 

De plus, l’AMPK peut inhiber l’effet Warburg qui est observé dans la plupart des cancers.  

Contrairement aux cellules normales, dont le métabolisme énergétique repose principalement 
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sur le processus de phosphorylation oxydative mitochondriale qui consomme du glucose et de 

l'oxygène pour produire de l'énergie, les cellules cancéreuses dépendent principalement de la 

glycolyse pour produire de l'énergie, quelle que soit la disponibilité en oxygène. Ce 

métabolisme unique est connu sous le nom de " Effet Warburg " (Kim and Dang, 2006).  

HIF1α (hypoxia-inducible factor 1) est un facteur de transcription contrôlant l’expression des 

enzymes et des transporteurs impliqués dans l’effet Warburg. Ainsi, il a été démontré que 

l’invalidation de l’AMPK chez les souris in vivo entraine une accélération du développement 

de lymphome B induit par c-myc par rapport aux animaux sauvages. Cela a été expliqué par le 

fait que l’AMPK inhibe le développement des tumeurs en régulant négativement l’effet 

Warburg via une inhibition post transcriptionnelle du facteur de transcription HIF1α par un 

mécanisme qui reste à determiner (Faubert et al., 2013). 

 

b) Rôle oncogénique de l’AMPK  

 

Bien qu’il existe des évidences concernant l’effet suppresseur de tumeurs de l’AMPK, des 

travaux ont démontré que l’AMPK pouvait au contraire promouvoir la survie des cellules 

cancéreuses en conditions de stress.  

 

Laderoute et al. ont démontré que les MEF (Mouse embryonic fibroblasts) invalidées pour 

l’AMPK présentent une résistance à la transformation par H-ras, puisque la croissance des 

tumeurs établies in vivo à partir de ces MEF est fortement inhibée (Laderoute et al., 2006). 

 

L’expression des sous-unités α, β et γ de l’AMPK est augmentée dans plusieurs cancers et 

lignées cellulaires humaines (Li et al., 2012). En effet, en raison des différents stress du 

microenvironnement tumoral comme l’hypoxie ou les déficiences en nutriments, les cellules 

cancéreuses peuvent présenter une dépendance accrue à la fonction de l’AMPK afin de 

promouvoir leur homéostasie métabolique.  

 

L'activation de l'AMPK protège les cellules cancéreuses de la thérapie anticancéreuse en 

induisant l’autophagie (Park et al., 2009). En effet, il a été observé que l'activité autophagique 

était significativement élevée dans les cellules cancéreuses résistantes aux traitements. Il a été 

suggéré que cette autophagie permet de recycler les nutriments nécessaires à la survie 

cellulaire et permet de maintenir la stabilité génomique des cellules cancéreuses. En effet, 

l’induction de l’autophagie in vitro contribue au maintien de la survie des cellules du cancer 
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du sein humain (MCF-7) en induisant la réparation de l’ADN via la régulation de la voie 

ATM (ataxia telangiectasia, mutated) (Yoon et al., 2012).  

 

D'autre part, l'activation de l'AMPK inhibe la biosynthèse des acides gras et augmente leur 

oxydation pour générer de l’ATP. L'accumulation de NADPH (Nicotinamide adénine 

dinucléotide phosphate) généré pendant l'oxydation induit une diminution des espèces 

réactives de l’oxygène (ROS) et protège ainsi les cellules cancéreuses contre les dommages 

causés par le stress oxydatif. Ainsi, il a été démontré in vitro dans les cellules 

d'adénocarcinome pulmonaire humain (A549) que l’activation de l’AMPK protège les cellules 

cancéreuses de la mort induite par le stress énergétique (déprivation en glucose) en régulant le 

taux de NADPH (Jeon et al., 2012). 

 

AMPK a donc un rôle complexe dans le développement et la progression du cancer.  

Il a été suggéré que le degré d’activation de l’AMPK pourrait réguler sa fonction dans le 

cancer. Ainsi, il est possible qu'une activation modérée de l'AMPK par un léger stress puisse 

exercer des effets protecteurs contre la mort des cellules cancéreuses, alors qu'un excès de 

stress pourrait induire une forte activation de l’AMPK et entraîner la mort de cellules 

cancéreuses (Wang et al., 2016b). D’autre part, il a également été suggéré que la fonction de 

l’AMPK dans le cancer pourrait dépendre du stade de développement de la tumeur. Ainsi, 

dans les tumeurs précoces, l’AMPK pourrait avoir un rôle de suppresseur de tumeur alors que 

dans les tumeurs établies AMPK pourrait avoir un rôle d’oncogène (Jeon, 2016). 

De ce fait, plusieurs travaux ont proposé d’utiliser des activateurs de l’AMPK pour le 

traitement du cancer. 

 

c) AMPK cible thérapeutique  

 

Il a été démontré que la metformine pouvait significativement inhiber le développement des 

cancers et augmenter la sensibilité des cellules cancéreuses aux drogues anticancereuses, in 

vitro et in vivo (Snima et al., 2014). Anisimov et al. ont démontré pour la première fois que la 

metformine inhibe le développement des adénocarcinomes mammaires in vivo chez les souris 

transgeniques HER-2 /neu (Anisimov et al., 2005).  

Des études cliniques ont également révélé une association entre l'utilisation de la metformine 

et la diminution de l'incidence du cancer. En effet, dans une étude rétrospective de Libby et al. 
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le développement de cancers a été diagnostiqué chez 7,3% des 4085 patients traités par la 

metformine contre 11,6% des 4085 témoins (Libby et al., 2009). Une autre étude a démontré 

que les patients diabétiques traités par la metformine avaient un risque significativement plus 

faible de développer un cancer du pancréas comparés aux patients non traités par la 

metformine (Li et al., 2009). 

Du fait que la metformine soit un activateur indirect de l’AMPK, il a été démontré que les 

effets anticancéreux observés peuvent être indépendants de l’AMPK. Récemment, des 

activateurs directs de l’AMPK ont été développés, leur utilisation dans des études précliniques 

a démontré des effets anticancéreux encourageants.  

En effet, l’activation de l’AMPK par l’activateur direct MT 63-78 in vitro dans les lignées 

cellulaires humaine du cancer de la prostate induit un arrêt du cycle cellulaire en mitose dû à 

l’inhibition de la lipogenèse nécessaire à la prolifération cellulaire. Ce résultat a été confirmé 

in vivo ou il a été observé que l’activation de l’AMPK par le MT 63-78  induit une réduction 

du cancer de la prostate alors que son inhibition favorise son développement (Zadra et al., 

2014). 

L’utilisation des activateurs directs de l’AMPK a également été suggérée pour le traitement 

des hémopathies malignes. Une étude réalisée au laboratoire a démontré l’intérêt de 

l’utilisation de l’activateur direct de l’AMPK, le GSK621, in vitro pour le traitement des 

leucémies aigues myéloïdes (LAM). Les cellules humaines de LAM ont une activation 

constitutive de la signalisation mTORC1, l’activation de l’AMPK associée a celle de 

mTORC1 induit une apoptose des lignées et cellules primaire de LAM (Sujobert et al., 2015).     

 

5. Rôle de l’AMPK dans la différenciation cellulaire 
 

L’AMPK a un rôle important dans la régulation de multiples processus cellulaires dépendants 

de son activité de régulateur du métabolisme énergétique comme la survie, la prolifération, ou 

l’autophagie. Des fonctions non métaboliques de l’AMPK ont été décrites, comme son rôle 

dans la régulation de la polarité cellulaire ou dans la progression en mitose. Un rôle de 

l’AMPK dans la régulation de différenciation cellulaire a été démontré, selon le type 

cellulaire, AMPK peut stimuler ou inhiber la différenciation.  
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a) Régulation de la différenciation de divers types cellulaires  

 

Ainsi, il a été démontré que l’activation de l’AMPK in vitro dans les cellules endothéliales 

primaires humaines stimule leur différenciation via l’activation de l’enzyme eNOS 

(endothelial nitric oxide synthase) (Li et al., 2008).  

Récemment, Xiaofei et al. ont mis en évidence le rôle de l’AMPK dans la stimulation de la 

différenciation des cellules épithéliales humaines (Caco-2) via l’induction de l’expression du 

facteur de transcription CDX2 par une régulation épigénétique (Sun et al., 2017).  

Des résultats controversés concernant l’implication de l’AMPK dans la différenciation 

musculaire ont été décrits. Parmi eux, l’étude de Gamberi et al qui montre que l’AMPK 

favorise in vitro la différenciation des myoblastes murins (C2C12) via l’induction de 

l’autophagie (Gamberi et al., 2016). Alors que l’étude de Williamson et al. a démontré dans 

les mêmes cellules, que l’AMPK inhibe leur différenciation via l’induction de l’arrêt du cycle 

cellulaire en phase G1/S (Williamson et al., 2009).  

Un rôle de l’AMPK dans la régulation du devenir des cellules souches mésenchymateuses 

primaires humaines (CSM) a été mis en évidence. Les CSM ont la capacité de se différencier 

en chondrocytes, ostéoblastes ou adipocytes. Il a été démontré que l’AMPK induit la 

différenciation des ostéoblastes en favorisant l’activation des facteurs de transcription 

osteogenique comme RUNX2 (runt-related transcription factor 2) par la voie ERK/MAPK. 

Dans le même sens, dans les conditions favorables à la différenciation ostéogénique, 

l’inhibition de l’AMPK oriente la différenciation des CSM en adipocytes (Kim et al., 2012).  

Il a été démontré que l’AMPK régule négativement la différenciation chondrogénique. Ainsi, 

au cours de la différenciation des cellules murines ATDC-5 en chondrocytes, la 

phosphorylation de l’AMPK est diminuée. L’induction de son activation conduit à une 

inhibition de l’expression des gènes spécifiques de la différenciation chondrogenique comme 

sox6 (Sry-related HMG box), sox9 et col2a1 (collagen, type II, alpha 1) et ainsi la formation 

des chondrocytes (Bandow et al., 2015).  
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b) Régulation de la différenciation des cellules hématopoïétiques  

 

En plus du rôle de l’AMPK dans la différenciation de ces divers types cellulaires, son rôle 

dans la régulation de la différenciation de certaines cellules hématopoïétiques a également été 

mis en évidence.  

 

(1) AMPK et cellules souches hématopoïétiques  

 

Les CSH résident dans la moelle osseuse et sont maintenues à l’état quiescent chez l’adulte. 

Cependant, en cas de besoin, elles sont capables de passer à un état prolifératif afin de 

renouveler le stock de cellules matures ou induire une augmentation rapide d’un ou plusieurs 

types cellulaires en cas de situation de stress hématopoïétique. 

Plusieurs études ont démontré l’importance de la régulation du métabolisme énergétique des 

CSH pour leur maintien. L’implication de la voie LKB1/AMPK dans ce processus a été mise 

en évidence grâce à l’utilisation de modèles murins invalidés pour Lkb1 ou Ampk dans les 

cellules hématopoïétiques. 

En effet, la délétion de LKB1 in vivo (mais pas de l’AMPK) dans les cellules 

hématopoïétiques murines induit une augmentation de la division des CSH et leur épuisement 

rapide ce qui conduit au développement d’une pancytopénie (réduction du nombre de 

globules rouges, de leucocytes et de plaquettes). L’absence de LKB1 affecte également la 

survie des CSH et leur capacité à reconstituer à long terme le stock de cellules 

hématopoïétiques des souris irradiées (Nakada et al., 2010a) (Gan et al., 2010a) (Gurumurthy 

et al., 2010a) .  

LKB1 régule aussi le métabolisme énergétique et le fonctionnement mitochondrial dans les 

CSH via des mécanismes dépendants ou indépendants de l’AMPK. Ainsi la délétion de LKB1 

ou de l’AMPK induit une réduction du taux de l’ATP, une augmentation de la masse 

mitochondriale et une diminution des copies de l’ADN mitochondrial. Cependant la 

diminution du potentiel membranaire mitochondrial est observée uniquement en absence de 

LKB1. De même, le déficit de LKB1 mais non de l’AMPK induit des défauts de stabilité des 

chromosomes qui conduisent à l’obtention de cellules aneuploïdes en culture. 
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Ainsi ces études démontrent le rôle de LKB1 dans le maintien des CSH par des mécanismes 

indépendants de l’AMPK. Cependant, la régulation du métabolisme énergétique et du 

fonctionnement mitochondrial dans les CSH nécessitent l’implication de l’AMPK.  

(2) AMPK et différenciation lymphocytaire (lymphocytes T) 

Les lymphocytes sont des cellules immunitaires impliqués dans les mécanismes de défense 

spécifiques. Ils sont issus de précurseurs hématopoïétiques (thymocytes) présents dans le 

thymus. 

Il existe deux types de lymphocytes T (LT), les lymphocytes T CD4+ responsables de 

l’activation des autres lymphocytes via la production de cytokines. Les lymphocytes T CD8+ 

(cytotoxiques) qui ont une activité cytolytique leur permettant d’éliminer les corps étrangers 

ou les cellules infectées.  

Dans les conditions de repos, les cellules immunitaires sont très mobiles mais relativement 

quiescentes en termes de prolifération et synthèse moléculaires. L’activation d’un lymphocyte 

T naïf nécessite la reconnaissance grâce à son TCR (T cell receptor) de l’antigène exposé à la 

surface des cellules présentatrices d’antigènes (CPA) via leur complexe majeur 

d’histocompatibilité (CMH). Cela constitue un premier signal pour l’activation des LT. 

L’activation complète d’un LT naïf nécessite l’expansion et la différenciation de celui-ci afin 

de générer un grand nombre de cellules capables de reconnaitre et de tuer le pathogène.  

Ainsi, la réponse immunitaire constitue un processus consommateur d’énergie. Les cellules 

immunitaires modifient leur activité métabolique afin de répondre à ses besoins pour la 

croissance cellulaire et les fonctions effectrices.  

 AMPK et différenciation des LTCD8 

Après une infection, les LTCD8 activés se différencient en LTCD8 effectrices (LTeff) et en 

LTCD8 mémoires (LT mem). Des études ont démontré que l’AMPK pouvait stimuler la 

différenciation des LT naïfs en LTD8mem. En effet, Pearce et al. ont démontré que les 

LTCD8 déficitaires en TRAF6 (molécule adaptatrice qui agit en aval de la voie TNFR/TLR) 

expriment une activité réduite de l’AMPK ce qui conduit à un défaut de formation de 

LTCD8mem. Alors que l’activation de l’AMPK par la metformine favorise l’oxydation des 

acides gras et ainsi la production des LTCD8mem in vivo après infection par Listeria 

monocytogenes (Pearce et al., 2009).  
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Il a été suggéré que l’impact de l’AMPK sur le devenir des LTmem pourrait être dû à la 

ségrégation différentielle de l’AMPK durant la division asymétrique des LT.  

L’activation des LTCD8 naïfs par les CPA induit leur expansion et leur différenciation. 

Durant leur division, les CD8 sont différentiellement ségrégés entre les cellules filles. Les 

cellules CD8high proximales de la cellule CPA se différencient en LTeff alors que les cellules 

CD8low distales se différencient en LTmem (Chang et al., 2007). Des travaux récents ont 

démontré que les régulateurs métaboliques comme mTORC1 et c-Myc ségrégent également 

de façon différentielle durant la division asymétrique des LTC8 ce qui permet l’obtention de 

deux cellules filles avec un profil métabolique distinct. Ainsi, mTORC1 a une activité élevée 

dans les cellules LTCD8high ce qui leur confère un phénotype glycolytique alors que les 

LTCD8low ont une activité modérée de mTORC1 ce qui leur confère un métabolisme oxydatif 

(Pollizzi et al., 2016) (Verbist et al., 2016). 

La ségrégation asymétrique de l’AMPK a été démontrée dans les lymphocytes B. Dans ces 

cellules, l’AMPK permet de réguler leur durée de vie en régulant l’homéostasie 

mitochondriale (Adams et al., 2016). Cette étude soutient la possibilité que la ségrégation 

différentielle de l’AMPK au cours de la division des LT puisse contribuer à leur 

différenciation. Ainsi, un faible taux d’AMPK favorise le métabolisme glycolytique dans les 

LTeff. Alors que l’augmentation de l’activité de l’AMPK dans les LTmem pourrait induire la 

diminution de l’activité de mTORC1 et augmenter la survie des LTmem en stimulant les 

voies cataboliques et la régulation de l’homéostasie mitochondriale (Figure 20).  

 

 AMPK et différenciation des LTCD4 

Les LTCD4+ activés peuvent se différencier en cellules auxiliaires (Th : Th1, Th2, Th17) ou 

en cellules T régulatrices (Tregs). Des travaux récents ont indiqué que les cellules Th et Treg 

présentent des profils métaboliques distincts avec des cellules Th exprimant un profil 

métabolique glycolytique et des Treg exprimant un métabolisme basé sur l’oxydation des 

acides gras (Michalek et al., 2011).  

mTORC1 et HIF1 stimulent la glycolyse ce qui favorise la différenciation des LTCD4 en 

Th17 et inhibe la production des Treg (Dang et al., 2011). En effet, il a été démontré que les 

souris déficientes en mTORC1spécifiquement dans les LT ne génèrent pas de Th17 (Delgoffe 

et al., 2009). Cela est en accord avec les travaux qui ont démontré que l’inhibition de 
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mTORC1 par la rapamycine favorise l’oxydation des acides gras et ainsi la différenciation des 

LTCD4 en Treg (Battaglia et al., 2005).  

Étant donné le rôle inhibiteur de l'AMPK sur les voies de signalisation mTOR et HIF-1α et 

son rôle de stimulateur du métabolisme oxydatif, il a été suggéré que l’AMPK puisse être un 

régulateur central dans l’orientation da la différenciation des LTCD4 en Teff ou Treg. En 

effet, il a été démontré que les Treg expriment une activité élevée de l’AMPK et que les 

souris traitées par la metformine ont une augmentation de la formation des Treg in vivo 

(Michalek et al., 2011). D’autre part, des travaux de Berod et al. ont démontré que l’inhibition 

de l’enzyme nécessaire à la synthèse des acides gras, l’ACC, oriente la différenciation des 

LTCD4 en Treg (Berod et al., 2014). Ces résultats suggèrent un rôle de l’AMPK en tant que 

régulateur négatif de mTORC1 et de l’ACC dans la stimulation de la différenciation des 

LTCD4 en Treg (Figure 20).  

 

 

Figure 20 : régulation de la différenciation lymphocytaire par l’AMPK 

A) La ségrégation asymétrique des régulateurs métaboliques pendant la division des lymphocytes peut 

orienter leur différenciation. Les LTCD8high (vert) expriment fortement mTORC1 et sont orientés vers 

une différenciation en Teff (LT effectrices). Les cellules CD8low (bleu) expriment un faible taux de 

mTORC1 et sont orientés vers une différenciation en Tmem (LT memoires). La ségrégation 

différentielle de l'AMPK au cours de la différenciation des LTCD8 peut réguler leur devenir via la 

régulation de mTORC1 et /ou le profile métabolique. B) L'activité de l’ACC est nécessaire pour la 

différenciation des LTCD4 en Th17 (LT auxiliaire). En inhibant l’ACC, l'AMPK peut favoriser la 

différenciation des LTCD4 en Treg (LT régulateur). 
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(3) AMPK et différenciation macrophagique  

 

La différenciation monocytaire est le processus qui permet la formation des monocytes à 

partir des GMP en présence de CSF-2 (GM-CSF), de CSF-1 (M-CSF), d’IL-3 ou d’IL-6. 

Les GMP se différencient dans la moelle osseuse en monoblastes puis en promonocytes et 

enfin en monocytes immatures. Ces derniers migrent vers la circulation sanguine pour donner 

les monocytes matures. En absence de différenciation les monocytes circulants ont une demi-

vie courte. Une fois stimulés par une réponse inflammatoire les monocytes activent les voies 

de survie et migrent dans les tissus pour se différencier en macrophages ou en cellules 

dendritiques (Geissmann et al., 2010) .  

Il a été démontré que l’activation d’une autophagie dépendante de ULK1 est nécessaire pour 

la différenciation macrophagique médiée par le CSF-1 (Jacquel et al., 2012). Le mécanisme 

moléculaire requit pour l’induction de ce processus implique une induction de l’expression de 

l’AMPK ainsi que son activation par la  CaMKKβ (Obba et al., 2015). En effet, dans les 

monocytes, la stimulation du P2RY6 par le CSF-1R induit l’activation de la CaMKKB (via 

PLCB3 et l’augmentation du taux de Ca++) qui active à son tour l’AMPK. ULK1 est alors 

activé par AMPK permettant ainsi l’induction de l’autophagie nécessaire à la différenciation 

macrophagique (Figure 21). 

 

Figure 21 : schéma des voies de signalisation 

impliquées dans la différenciation macrocytaire 

induite par le CSF-1. Adaptée de (Obba et al., 2015) 

La liaison su CSF-1 à son récepteur CSF-1R induit 

l’activation de la voie P2RY6-PLCB3-CAMKKB-

PRKAA1(AMPK)-ULK1 ce qui conduit à l’induction 

de l’autophagie nécessaire à la différenciation des 

monocytes. 
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(4) AMPK et globules rouges  

 

Le rôle de l’AMPK dans la différenciation érythroïde n’a pas encore été étudié, cependant 

plusieurs travaux ont démontré l'implication de l’AMPK dans le maintien de la survie et de 

l’intégrité des globules rouges murins. Il a été rapporté que les GR murins expriment 

majoritairement les sous-unités α1, β1 et γ1 et que les souris déficientes en l’une de ces sous-

unités, Ampk α1 -/- (Föller et al., 2009) (Foretz et al., 2010a) ou Ampk β1 -/- (Cambridge et al., 

2017) ou Ampk γ1 -/-(Foretz et al., 2011a) présentent une anémie hémolytique due à une 

anomalie de globules rouges. En effet, les GR de ces souris n’ont pas d’anomalies 

morphologiques, cependant ils présentent une anisocytose et une augmentation de la 

résistance au choc osmotique ainsi qu’une déformabilité réduite ce qui a pour conséquence 

l’élimination précoce de ces GR anormaux par phagocytose. Afin de compenser l’anémie, les 

souris Ampk α1 -/-, Ampk β1 -/- et Ampk γ1 -/- développent une érythropoïèse de stress au niveau 

de la rate. 

Afin de tester si les défauts observés au niveau des globules rouges sont dus à un défaut 

d’expression des marqueurs membranaires. Une analyse par coloration au bleu de coomassie 

de l’expression des protéines du cytosquelette membranaire (α et β spectrine, band3, ankIrine, 

protéine 4.1, 4.2 et β-actine) des GR issus de souris wt ou Ampk γ1 -/- a été réalisée. Aucun 

changement dans l’expression de ces protéines n’a été observé, cependant, une augmentation 

de la phosphorylation de l’adducine a été détectée. L’implication de cette phosphorylation 

dans le phénotype des GR issus de souris Ampk α1 -/- n’a pas été démontrée (Foretz et al., 

2011a).  

D’autre part, il a démontré que les GR Ampk α1 -/- ont une augmentation significative du taux 

de ROS (reactive oxygen species) et de protéines oxydées. Cela est dû à la diminution de 

l’expression des enzymes anti-oxydantes médié par Foxo3. De plus, il a été observé que le 

traitement des souris Ampk α1 -/- avec un antioxydant améliore la survie des érythrocytes 

(Wang et al., 2010a).  

Une autre étude complémentaire à la précédente a démontré que l’absence de l’Ampk α1 dans 

les GR induit une diminution de la phosphorylation de ULK1 et l’inhibition de l’autophagie. 

Cela conduit une accumulation de mitochondries déficientes qui ne peuvent pas être éliminées 

ainsi qu’une augmentation de la production de ROS, ce qui a pour conséquence l’hémolyse 

des érythrocytes (Zhu et al., 2014). Ces résultats soulignent le rôle de l’AMPK dans la 

régulation de la mitophagie nécessaire à la maturation des érythrocytes.  
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Il est connu que les GR anormaux ou sénescents expriment à leur surface des PS 

(phosphatidylserine) permettant leur reconnaissance sélective par les macrophages et leur 

phagocytose dans le système réticulo-endothélial (rate, foie et moelle osseuse). Il a été 

démontré que le taux de PS exposées à la surface des GR déficients en Ampk α1 est plus élevé 

par rapport aux GR contrôles. Afin d’étudier le mécanisme moléculaires impliqués dans 

l’induction de la mort des GR Ampk α1 -/- (éryptose). Une analyse protéomique globale des 

érythrocytes issus de souris contrôles ou Ampk α1 -/-été réalisée. Une diminution de 

l’expression de la protéine anti-apoptotique PAK2 (p21-activated kinase 2) a été observée 

dans les GR Ampk α1 -/-. De plus, l’inactivation de cette protéine dans les GR normaux 

(humains et murins) conduit à phénotype éryptotique similaire à celui observé dans les GR 

Ampk α1 -/-. Cette étude suggère un rôle de PAK2 dans l’apoptose des érythrocytes déficients 

en AMPK (Zelenak et al., 2011).  
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VII. Objectif 

 

L’AMPK est impliquée dans la différenciation de plusieurs types cellulaires. Son rôle dans le 

maintien de l’homéostasie énergétique des cellules souches hématopoïétiques et dans la 

différenciation des lymphocytes T et des monocytes a été décrit. De plus, plusieurs travaux 

ont démontré un rôle de l’AMPK dans le maintien de la survie et de l’intégrité des globules 

rouges murins. En effet, les souris invalidées pour Ampk α1, β1, ou γ1 présentent une anémie 

hémolytique due à une anomalie des globules rouges (augmentation de la résistance au choc 

osmotique et déformabilité réduite). Ainsi, nous avons émis l’hypothèse que les altérations 

observées dans les érythrocytes murins déficients en Ampk pourraient se mettre en place au 

cours du processus de différenciation des érythroblastes suggérant ainsi un rôle de l’AMPK 

dans l’érythropoïèse murine.  

 

D’autre part, chez l’homme, l’utilisation d’activateurs directs de l’AMPK est envisagée pour 

le traitement thérapeutique de plusieurs syndromes métaboliques et de cancers dont les LAM. 

En effet, une étude réalisée au laboratoire a démontré l’intérêt d’utiliser l’activateur direct de 

l’AMPK, le GSK621, afin d’induire la mort des blastes de LAM. Ainsi, il nous semblait 

intéressant d’étudier les conséquences de l’utilisation de ces activateurs directs sur 

l’érythropoïèse normale humaine.   

Le but de mon projet de thèse est donc d’étudier le rôle de l’AMPK dans l’érythropoïèse 

adulte murine et humaine. 

 

Nous avons utilisé un système de culture liquide ex vivo des érythroblastes murins et humains. 

Chez la souris, les proérythroblastes sont obtenus à partir de moelle osseuse.  Chez l’homme, 

les érythroblastes sont produits à partir de cellules CD34+ issues de sang mobilisé au G-CSF.  

Ainsi, chez la souris nous avons étudié l’effet de l’absence de l’AMPK sur les progéniteurs et 

les précurseurs érythroïdes issus de souris contrôles ou Ampkα1-/-. L’effet de l’activation de 

l‘AMPK par des activateurs directs sur les précurseurs érythroïdes a été évalué. 

Chez l’homme, nous avons déterminé l’expression et l’activation de l’AMPK au cours de 

l’érythropoïèse. L’effet de l’absence (shRNA AMPKα1) ou l’activation de l’AMPK 

(activateurs directs) sur la prolifération, la survie et la différenciation des précurseurs 

érythroïdes a également été étudié. 
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Résultat I et discussion 
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VIII. Résultats (partie I): Rôle de l’AMPK dans l’érythropoïèse 

murine adulte 

 

Modèle cellulaire  

Les cellules obtenues à partir de la moelle osseuse de souris ont été maintenues en phase 

d’expansion en présence d’EPO, de SCF et de déxamethasone. Après 5 à 7 jours de culture, 

une population d’érythroblastes précoces (CFU-E/proérythroblastes) est obtenue. Ces cellules 

sont induites en différenciation pendant 2 jours en présence d’EPO et de ferro-transferrine 

(Holo Tf).  

Afin d’étudier l’effet de l’absence de l’AMPK, différents paramètres ont été comparés entre 

les souris contrôles et Ampkα1-/- . À savoir, la cellularité et la différenciation des progéniteurs 

érythroïdes ainsi que la viabilité et la différenciation des précurseurs érythroïdes. 

Pour étudier l’effet de l’activation de l’AMPK, la population d’érythroblastes précoces    

(CFU-E /proérythroblastes) obtenue a été cultivée pendant toute la phase de différenciation en 

présence de contrôle ou d’activateur direct de l’AMPK.  Les cellules ont été quotidiennement 

diluées via un ajout partiel de milieu contenant le contrôle ou l’activateur de l’AMPK. La 

prolifération, la survie et la différenciation des précurseurs érythroïdes murins ont été 

comparées entre les deux conditions. 

 

 

Culture d’érythroblastes murins in vitro 

  



82 
 

Effet de l’absence de l’AMPK 

Il a été démontré que les GR murins expriment majoritairement les isoformes α1, β1 et γ1 et 

que la délétion de l’Ampkα1, β1 ou γ1 chez la souris conduit au même phénotype 

(anisocytose, anémie hémolytique et une splénomégalie). En effet, il a été démontré que 

l’absence de l’une des sous-unités de l’hétérotrimere engendre la déstabilisation du complexe 

et la dégradation des autres sous-unités. Aucune compensation de l’absence de α1, β1 ou γ1 

par les autres isoformes n’a été observée dans le globule rouge.  

Nous avons d’abord commencé par déterminer quelles isoformes catalytiques α1 ou α2 sont 

exprimées au cours de l’érythropoïèse murine et vérifier que l’absence d’α1 n’est pas 

compensée par une augmentation de l’expression de l’isoforme α2.  

L’analyse par western blot des érythroblastes murins à différents stades de maturation 

érythroïde terminale (0h, 24h et 48h) démontre que l’isoforme α1 et pas α2 (exprimée 

uniquement dans le contrôle positif, cellules de foie de souris) est exprimée au cours de 

l’érythropoïèse de souris contrôles et de souris Ampk α1-/-. Ce résultat indique que les 

érythroblastes expriment l’isoforme α1 et que son absence n’est pas compensée par 

l’expression de l’isoforme α2 (Figure 1).  

 

 

Figure 1 : AMPK α1 est la seule isoforme catalytique exprimée au cours de l’érythropoïèse 

murine 

Des érythroblastes murins à différents stades de maturation érythroïde (0h, 24h, 48h) issus de souris 

contrôles ou Ampkα1-/- ont été lysés. L’expression des isoformes AMPK α1 ou α2 a été analysée par 

western blot en utilisant les anticorps spécifiques. Contrôle : cellules de foie de souris qui expriment 

les deux isoformes α1 ou α2.  
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Effet de l’absence de l’AMPK sur la cellularité de la moelle osseuse 

Afin d’étudier l’effet de l’absence de l’AMPK sur la cellularité, le nombre de cellules obtenu 

à partir de moelle osseuse de souris contrôles a été comparé à celui obtenu à partir de moelle 

osseuse de souris Ampka1-/-. Aucune différence n’a été observée suggérant que l’AMPK n’a 

pas d’effet sur le nombre de cellules de la moelle osseuse (figure 2) 

 

Figure 2 : L’AMPK n’a pas d’effet sur la cellularité de la moelle osseuse  

Le nombre de cellules obtenu à partir de la moelle osseuse de souris contrôles (noire) a été comparé à 

celui obtenu à partir de la moelle osseuse de souris Ampk a1 -/- (rouge) (WT n=21, KO n=16). 

 

Effet de l’absence de l’AMPK sur la différenciation des progéniteurs érythroïdes 

Nous avons par la suite réalisé un test clonogénique afin d’évaluer le nombre et la capacité de 

différenciation des progéniteurs érythroïdes de la moelle osseuse de souris contrôles et de 

souris Ampka1-/-. Les cellules de moelle osseuse de souris contrôles ou Ampkα1-/- ont été 

ensemencées dans un milieu semi-solide en absence ou en présence de deux concentrations 

d’EPO (0.1 et 2U/ml). Les colonies (CFU-E) obtenues ont été comparées après 3 jours de 

culture.   

Comme le montre la figure 3, le nombre de colonies CFU-E formé par les progéniteurs issus 

de souris Ampka1-/- est augmenté comparé aux souris contrôles. Ce résultat reflète la réponse 

compensatoire observée chez les souris Ampkα1-/- 

Ainsi l’absence de l’AMPK induit une augmentation de la capacité clonogenique des 

progéniteurs érythroïdes afin de compenser l’anémie.  
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Figure 3: L’absence de l’AMPK induit une augmentation du nombre de CFU-E  

2.105 cellules de moelle osseuse de souris contrôles ou Ampka1-/- ont été ensemencées dans un milieu 

semi-solide (methylcellulose) en présence de 0U, 0.1U ou 2U/ml d’EPO. Le nombre de colonies CFU-

E est compté après 3 jours de culture. (wt  n=12, ko n=12). 

 

Effet de l’absence de l’AMPK sur la survie et la différenciation des précurseurs 

érythroïdes 

Afin de savoir si les altérations observées dans les érythrocytes murins déficients en AMPK 

pourraient se mettre en place en amont, au cours du processus de différenciation des 

érythroblastes, nous avons étudié l’effet de l’absence de l’AMPK sur la survie et la 

différenciation terminale des érythroblastes issus de souris contrôles ou Ampkα1-/- du stade 

pro-E au stade réticulocyte. 

La viabilité cellulaire a été étudiée par le test d’exclusion au bleu trypan. Comme démontré 

dans la figure 4A, l’absence de l’AMPK n’a pas d’effet significatif sur la viabilité des 

érythroblastes comparé aux érythroblastes issus de souris contrôle. 

La différenciation des érythroblastes a été étudiée d’une part par l’analyse de l’expression des 

marqueurs membranaires Ter119, CD44 et CD117 par cytométrie en flux. D’autre part, par la 

mesure de l’hémoglobinisation des cellules par une coloration à la benzidine.  

En ce qui concerne l’expression des marqueurs membranaires, la figure 4B montre que, quel 

que soit le stade de différenciation, il n’existe aucune variation dans l’expression des trois 

marqueurs en présence ou en absence de l’AMPK.  
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De même, d’après la figure 4C aucune variation significative du taux de cellules 

hémoglobinisées n’est observée en présence ou en absence de l’AMPK.  

Ces résultats indiquent que l’AMPK n’a pas d’effet sur la survie et la différenciation des 

précurseurs érythroïdes murins. 
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Figure 4 : l’absence de l’AMPK n’a pas d’effet sur les érythroblastes 

La survie, l’hémoglobinisation et l’expression des marqueurs membranaires des érythroblastes issus de 

souris contrôles (noirs) ou de souris Ampkα1-/- (rouges) ont été comparées au cours des 48h de 

différenciation érythroïde murine. n=3.    

A) Etude de la viabilité cellulaire par le test d’exclusion au bleu trypan. B) Figure représentative de 

l’étude de la différenciation érythroïde par analyse de l’expression des marqueurs membranaires 

Ter119, CD44 et CD117 par cytométrie en flux. Les histogrammes représentent les pourcentages des 

cellules Ter119+, CD44+ et CD117+ par rapport au nombre de cellules total au cours de la 

différenciation (0h, 24h, 48h) obtenus à partir des 3 expériences. C) Etude de l’hemoglobinisation 

cellulaire par coloration à la benzidine. Le taux de différenciation est exprimé en pourcentage de 

cellules hémoglobinisées par rapport au nombre de cellules total. 

 

Effet de l’activation de l’ AMPK 

La deuxième partie consiste en l’étude de l’effet de l’activation de l’AMPK sur les 

érythroblastes murins. 

Dans un premier temps, nous avons vérifié que le GSK621, induit une activation de l’AMPK 

dans les érythroblastes murins. L’analyse par western blot indique que le GSK621 (à 30 et 

100µM) entraine de façon dose dépendante, la phosphorylation de l’AMPK sur la T172 et son 

activation comme démontré par la phosphorylation de ses principales cibles ACC sur la S79 

et ULK1 sur le S555 (Figure 5).     
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Figure 5 : Le GSK621 induit l’activation de l’AMPK dans les érythroblastes murins. 

Des érythroblastes murins ont été incubés pendant 3h avec le contrôle ou avec 30 ou 100µM de 

GSK621. La phosphorylation et l’activation de l’AMPK ont été observées en analysant les extraits 

protéiques par western blot, en utilisant des anticorps anti p-AMPK T172, anti p-ACC S79 et anti p-

ULK S555. L’anticorps anti β-actine a été utilisé comme contrôle de charge.  

 

Afin d’étudier l’effet de l’activation de l’AMPK, la prolifération, la survie et la différenciation 

des précurseurs érythroïdes murins traités avec 30µM de GSK621 ont été comparés aux 

érythroblastes traités avec le contrôle (DMSO).  

La prolifération et la survie cellulaire ont été analysées par le test d’exclusion au bleu trypan. 

La figure 6A montre que l’activation de l’AMPK n’a aucun effet sur la survie et la 

prolifération des érythroblastes. En effet, aucune variation n’est observée entre les 

érythroblastes traités par le GSK621 comparé aux érythroblastes traités avec le contrôle. 

Concernant l’étude de l’effet de l’activation de l’AMPK sur la différenciation des 

érythroblastes. L’analyse de l’expression des marqueurs membranaires Ter119, CD44 et 

CD117 par cytométrie en flux ne démontre aucune variation quel que soit le stade de 

maturation des érythroblastes traités ou pas avec le GSK621 (Figure 6B). 

L’absence d’effet de l’activation de l’AMPK sur la différenciation a été confirmée par 

l’analyse de l’hémoglobinisation cellulaire. En effet, aucune différence n’a été observée entre 

les deux conditions comme le démontre la figure 6C. 

Les mêmes résultats ont été obtenus en utilisant la dose de 100µM de GSK621 ou en utilisant 

d’autres activateurs directs de l’AMPK, l’A-769662 (25 et 100µM) ou le C 991 (1, 5 et 

10µM) (figures non montrées).  

 



88 
 

 

 

 



89 
 

 

Figure 6 : l’activation de l’AMPK par le GSK621 n’a pas d’effet sur les érythroblastes 

La prolifération, la survie, l’hémoglobinisation et l’expression des marqueurs membranaires des 

érythroblastes contrôles (noirs) ou traités avec 30µM d’activateur direct de l’AMPK, le GSK621 

(verts) ont été comparées au cours des 48h de différenciation érythroïde murines. n=3.    

A) Etude de la prolifération et de la viabilité cellulaire par le test d’exclusion au bleu trypan.              

B) panneaux de gauche, figure représentative de l’étude de la différenciation érythroïde par analyse de 

l’expression des marqueurs membranaires Ter119, CD44 et CD117 par cytométrie en flux. Panneaux 

de droite, pourcentage des cellules Ter119+, CD44+ et CD117+ par rapport au nombre de cellules 

total au cours de la différenciation (0h, 12h, 24h, 48h). C)  étude de l’hémoglobinisation cellulaire par 

coloration à la benzidine. Le taux de différenciation est exprimé en pourcentage de cellules 

hémoglobinisées par rapport au nombre de cellules total. 
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IX. Conclusion, discussion et perspectives (partie I) 

 

Plusieurs travaux ont démontré un rôle de l’AMPK dans le maintien de la survie et l’intégrité 

des globules rouges murins.  En effet, les souris invalidées pour Ampk α1, β1, ou γ1 présentent 

une anémie hémolytique due à une anomalie des globules rouges (augmentation de la 

résistance au choc osmotique et déformabilité réduite). Cette anémie est compensée par une 

érythropoïèse de stress qui se développe au niveau de la rate (Föller et al., 2009) (Foretz et al., 

2010a) (Cambridge et al., 2017) (Foretz et al., 2011). Notre but était de déterminer si les 

altérations observées au niveau des globules rouges des souris invalidées pour l’Ampk se 

mettent en place au cours de l’érythropoïèse.  

Par un test clonogénique nous avons démontré que l’absence de l’AMPK induit une 

augmentation de la capacité de prolifération et de différenciation des progéniteurs érythroïdes 

(CFU-E) de la moelle osseuse. Cette augmentation est probablement le reflet de 

l’érythropoïèse de stress développée chez les souris Ampk-/- qui induit une élévation de la 

concentration d’EPO et par conséquence la survie et prolifération d’un nombre plus important 

de CFU-E, comme ce qui est classiquement observé en cas d’anémies (Amireault et al., 

2011). Cependant, nous ne pouvons pas exclure un effet direct dû à l’absence de l’AMPK. En 

effet on pourrait suggérer un rôle de l’AMPK dans la régulation de la prolifération des 

progéniteurs érythroïdes précoces et ainsi leur proportion dans la moelle osseuse.  

D’autre part, nous avons étudié l’effet de l’absence de l’AMPK sur l’érythropoïèse murine en 

comparant la différenciation des érythroblastes issus de souris invalidées pour l’Ampk α1 par 

rapport aux souris contrôles. Pour cela, nous avons choisi de réaliser des cultures ex vivo. En 

effet, il nous semblait important d’étudier l’érythropoïèse de la moelle osseuse ex vivo en 

dehors d’une érythropoïèse de stress, de manière à démasquer les défauts qui pourraient être 

compensés par le microenvironnement et l’augmentation de la concentration d’EPO.  

Les résultats que nous avons obtenus ont démontré que l’activation ou l’absence de l’AMPK 

ne semble pas avoir d’effet sur l’érythropoïèse murine. En effet, dans notre système de culture 

in vitro, la prolifération et la différenciation des érythroblastes cultivés en présence 

d’activateurs directs d’AMPK ainsi que les érythroblastes Ampk α1-/- sont identiques à celles 

des érythroblastes contrôles. De plus, une analyse de protéomique globale (Label-free), 

réalisée à différents stades de maturation érythroïde, n’a montré aucune variation significative 
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de l’expression des protéines entre les érythroblastes contrôles et les érythroblastes déficients 

pour l’Ampk (résultats non montrés). 

Afin de renforcer nos résultats, nous avons souhaité étudier en parallèle l’effet de l’absence ou 

de l’activation d’AMPK dans un autre modèle cellulaire : les cellules Medep. Les Medep sont 

des cellules érythroïdes murines, issues de cellules ES, qui peuvent être induites en 

différenciation en présence d’EPO (Hiroyama et al., 2008). Au laboratoire, nos expériences 

ont montré que ces cellules constituent un très bon modèle de différenciation érythroïde, 

proche de celle obtenue à partir d’érythroblastes primaires murins. Ainsi, nous avons invalidé 

le gène Prkaa1 (codant pour AMPKα1) dans ces cellules par la méthode CRISPR/Cas9 afin 

de comparer la différenciation des cellules Medep contrôles et des cellules Medep Ampkα1-/- 

(ces analyses sont actuellement en cours). Nous étudierons également l’effet de l’activation de 

l’AMPK en comparant la différenciation des cellules Medep en présence ou en absence 

d’activateurs directs de l’AMPK.  

 

Nous pouvons émettre plusieurs hypothèses pour expliquer l’absence d’effet de la modulation 

de l’activité de l’AMPK chez les érythroblastes murins in vitro.  

Premièrement, nous pouvons supposer l’existence d’un éventuel système qui permettrait de 

compenser l’absence de l’AMPK au cours de l’érythropoïèse murine.  

Deuxièmement, AMPK pourrait avoir un rôle de régulateur métabolique nécessaire 

uniquement en cas de stress énergétique. La mesure du  taux d’ATP par chromatographie 

HPLC, au cours de l’érythropoïèse murine, a montré que la concentration d’ATP est constante 

(Kim et al., 1991). Nous pouvons donc faire l’hypothèse qu’au cours de leur différenciation, 

les érythroblastes produisent une quantité suffisante d’ATP et ne nécessitent donc pas 

d’activation de l’AMPK. De plus, d’autres travaux ont analysé l’expression de plusieurs gènes 

du métabolisme par la technologie microfluidique développé par Fluidigm et n’ont montré 

aucune différence entre les érythroblastes immatures et matures (Zhang et al., 2014). Ainsi, il 

serait intéressant de mesurer dans notre système de culture in vitro le taux d’ATP et certains 

paramètres métaboliques des érythroblastes wt et Ampk-/- (métabolisme glucidique, lipidique). 

D’autre part, afin de tester cette hypothèse, il serait également intéressant d’induire un stress 

énergétique en cultivant les cellules dans un milieu dépourvu de glucose par exemple, et 

d’étudier l’effet de ce stress sur les érythroblastes Ampk-/- qui ne seront pas capables d’activer 

AMPK pour rétablir la balance énergétique.  

Troisièmement, nous pouvons suggérer que l’AMPK n’ait pas de rôle au cours de la 

différenciation érythroïde murine mais qu’elle soit impliquée dans l’induction de l’autophagie 
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au stade réticulocyte. En effet, des travaux ont montré qu’une partie des réticulocytes issus de 

souris Ampkα1-/- présentent un défaut d’élimination des mitochondries et une augmentation de 

production des ROS (Zhu et al., 2014). Ils ont ainsi suggéré que les défauts observés au 

niveau des GR n’exprimant pas AMPK pourraient être dus à la rétention de mitochondries, 

altérant leur déformabilité et induisant leur hémolyse suite à l’accumulation de ROS produits 

par ces mitochondries déficientes. Afin de tester cette hypothèse, nous analyserons par 

mitotracker ou par microscopie électronique les réticulocytes obtenus en culture in vitro à 

partir d’érythroblastes déficients pour l’Ampk afin d’observer s’ils présentent également un 

défaut d’élimination des mitochondries. Nous mesurerons la quantité de ROS produits dans 

les réticulocytes en présence ou en absence de l’AMPK.   

Enfin, le rôle de l’AMPK pourrait aussi être restreint au maintien de la survie et de l’intégrité 

des GR. Dans ce cas, il serait intéressant de réaliser une étude de phospho- protéomique 

globale en utilisant des activateurs directs de l’AMPK, afin de mettre en évidence d’éventuels 

substrats de l’AMPK au niveau du globule rouge.   

De plus, il existe chez l’homme plusieurs anémies hémolytiques secondaires à une anomalie 

de membrane du globule rouge, par exemple, la xérocytose héréditaire qui est caractérisée par 

une perméabilité membranaire aux cations Na+ et K+ et une augmentation de la résistance au 

choc osmotique comme décrite chez les souris Ampk-/-.  La ressemblance phénotypique entre 

les GR des souris Ampk-/- et ceux des patients atteints de xérocytose héréditaire est notable et 

il serait intéressant d’étudier de potentielles connexions moléculaires entre les deux. 
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X. Matériel et méthodes (partie I) 

Modèle animal  

Les souris utilisées ont un fond génétique mixte 129 Sv et C57BL/6. Les souris Ampkα1-/- ont 

une perte totale de l’expression de l’Ampkα1. 

Culture des érythroblastes murins in vitro  

Les cellules de moelle osseuse de souris (âgées de 6 à 8 semaines) sont cultivées dans du 

milieu StemPro34 complémenté de nutrient (Life technologie 10640-019), 1% de glutamine 

(2mM Gibco®), 100U/mL de pénicilline et 100µg/mL de streptomycine 

La totalité des cellules extraites de la moelle osseuse (40.106 à 60.106) est maintenue en phase 

d’expansion dans 2ml de milieu en présence de 100ng/ml de SCF murin (Immunotools), 

1U/ml d’EPO humaine recombinante (Roche) et de 1µM de dexamethasone (Sigma D8893). 

Elles sont centrifugées quotidiennement à 200g pendant 10min afin d’éliminer les cellules 

mortes. Après 5 jours de culture, une population de CFU-E/ Pro-E est obtenue. Ces cellules 

sont induites en différenciation en changeant de cytokines. Elles sont ainsi cultivées en 

présence de 2U/ml d’EPO et 1mg/ml d’holotransferrine humaine (Roche). Une population de 

réticulocytes est obtenue après 48h de différenciation. Pendant cette 2ème phase de 

différenciation la concentration des cellules est quotidiennement ajustée à 1x106 /ml via un 

ajout partiel de milieu. 

Les cellules sont maintenues dans un incubateur à 37°c dans une atmosphère humide 

contenant 5% de CO2.  

 

 

 

Figure 1 : Culture d’érythroblastes murins in vitro 
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Mesure de la prolifération et la viabilité cellulaire 

Le comptage des cellules se fait par le test d’exclusion au bleu Trypan (Sigma-Aldrich) en 

utilisant une cellule de Malassez. Les cellules nécrotiques ou apoptotiques sont perméables et 

colorées en bleu. 

Mesure de la différenciation érythroïde  

Mesure de la synthèse de l’hémoglobine - coloration benzidine 

Les cellules sont mélangées volume à volume avec une solution de dihydrochloride Benzidine 

(Sigma) 0.1%+ 0.3% H2O2 à température ambiante. Le comptage est fait sur une cellule de 

Kova Slide au microscope optique. Les cellules hémoglobinisées sont colorées en bleu plus ou 

moins foncé selon la quantité d’hémoglobine présente dans la cellule. Le taux de 

différenciation est exprimé en pourcentage de cellules hémoglobinisées par rapport au nombre 

de cellules total.  

Analyse de l’expression des marqueurs membranaires - cytométrie en flux   

30 000 cellules sont lavées avec 200µL de tampon facs contenant du DPBS 1X, SVF2% et 

azide 0.1%, puis centrifugées pendant 1min à 400g. Les cellules sont incubées dans 

l’obscurité pendant 20 min à 4°C avec les anticorps dirigés contre les marqueurs de surface 

cellulaire murins (tableau 2). Une fois marquées, les cellules sont à nouveau lavées 2 fois avec 

le tampon facs, puis reprises dans 150µl du même tampon avant d’être analysées.  

L’analyse a été effectuée en utilisant le cytomètre de flux Accuri C6, BD-Pharmingen. Le 

traitement des données est réalisé avec le logiciel CFlow plus BD- Pharmingen. 
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Anticorps Fluorochrome Caractéristiques Référence Dilution 

c-Kit (CD117)  APC  IgG2b,κ de rat 

anti-CD117 murin  

553356 – BD 

Pharmingen  

1/50  

Ter119  PE  IgG2b,κ de rat 

anti-Ter119 murin  

553673 – BD 

Pharmingen  

1/25  

CD44  PE-Cy7 IgG1,κ de rat anti-
CD44 murin  

560569– BD 

Pharmingen  

1/100  

Isotype contrôle  APC  IgG2b,κ de rat  553991 – BD 

Pharmingen  

1/50  

Isotype contrôle  PE  IgG2b,κ de rat  553989 – BD 

Pharmingen  

1/25  

Isotype contrôle  PE-Cy7 IgG1,κ de rat  552849– BD 

Pharmingen  

1/100  

 

Tableau 3 : anticorps utilisés pour la cytométrie en flux 

 
 

Analyse clonogénique  

 
Les cellules de la moelle osseuse de souris contrôles ou Ampkα1-/-  sont ensemencées en 

duplicate dans un milieu semi-solide, méthyl-cellulose (M3234 StemCell) à 2 .105 

cellules/condition. Le milieu est supplémenté par différentes concentrations d’EPO 

recombinante humaine (0U, 0.1U ou 2U/mL). Les colonies CFU-E obtenues sont dénombrées 

après 3 jours de culture. 

Biochimie  

Préparation d’extraits cellulaires  

 

Les cellules sont centrifugées à 400g, 5min puis lavées 1 fois avec du PBS à température 

ambiante.  

Le culot cellulaire est lysées dans du tampon de Laemmli 1X (0.625 mM Tris-HCl pH 6,8, 

1% SDS, 5 % glycerol, 1mmol/L vanadate ; 0,002% de bleu de bromophénol, 40mmol/L 

Dithiothreitol (DTT)). L’échantillon est mis à bouillir pendant 5 minutes à 95°C. 
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Western blot 

Les lysats cellulaires (0,3.106 de cellules/ puits) sont déposés sur gel de polyacrylamide 

(Tampon de concentration : SDS 0.4%, Tris 0,5M, H2O, HCl qsp pH 6.8. Tampon de 

séparation : Tris 1,5M, SDS 0,4%, H2O, HCl qsp pH 8,8.) et séparés par migration 

électrophorétique en conditions dénaturantes à 150 V, 45mA pendant 1h. Les protéines ainsi 

séparées sont transférées sur une membrane de nitrocellulose à 100V, 4°C pendant 1h15. 

L’efficacité du transfert est contrôlée par coloration au rouge ponceau. Afin de bloquer les 

sites de fixation non spécifiques, la membrane est saturée dans du TBS- tween (25 mM Tris 

ph 8.6, 137 mM NaCl, 3 mM KCl –Tween 0,1% (0.05% Tween 20X, SIGMA)) lait 5% 

pendant 1h à température ambiante. La membrane est incubée avec un anticorps primaire 

dirigé contre la protéine à étudier (tableau 3), dilué en TBS-T lait 5% sous agitation une nuit à 

4°C. Après 3 lavages de 5min en TBS-Tween, la membrane est incubée sous agitation avec 

l’anticorps secondaire couplé à la peroxydase (HRP) dilué en TBS-Tween lait 5% 1h à 

température ambiante puis lavée en TBS-T 3 fois. La révélation se fait avec le kit, (Amersham 

ECL™ prime Western Blotting Detection Kit, GE Healthcare®) 

Le signal est détecté à l’aide d’une caméra CCD (LAS-3000 Imager, Fujifilm®) et les images 

sont traitées avec le logiciel software Fujifilm® Multi Gauge V 3.0. 

Les membranes sont déshybridées (eau avec 1% d’acide acétique, 15 min sous agitation). 

Elles sont ensuite lavées 3 fois pendant 5 minutes en tampon TBS-tween et saturée pendant 1h 

dans du TBS-tween lait 5% avant d’être réhybridées avec un autre anticorps primaire. 

Anticorps Fournisseur Référence Dilution 

p-AMPK T172 Cell Signaling 2535S 1/1000 

p-ACC S79 Cell Signaling 3661S 1/1000 

p-ULK S555 Cell Signaling 5869S 1/1000 

AMPK α1/α2 Pr.Hardie  1/5000 

Actine Sigma Aldrich 1978 1/10000 

Anti-lapin Cell Signaling 7074S 1/10000 

Anti-souris Cell Signaling 7076S 1/10000 

Anti-mouton  Calbiochem 422100 1/10000 

 

Tableau 4 : Anticorps utilisé pour le western blot 
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Résultat II et discussion 
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XI.  Résultats (partie II): Rôle de l’AMPK dans l’érythropoïèse humaine 

adulte  

 

A. Résumé de l’article 
 

Dans cette deuxième partie nous nous sommes intéressés au rôle de l’AMPK au cours de 

l’érythropoïèse humaine. Les résultats obtenus ont été regroupés au sein d’un manuscrit 

destiné à être soumis prochainement à la revue Haematologica. Les principaux résultats qui y 

sont décrits sont résumés ci-dessous.  

 

Modèle cellulaire  

L’érythropoïèse normale humaine est étudiée dans des progéniteurs et précurseurs érythroïdes 

normaux obtenus à partir de cytaphérèse (sans mobilisé au G-CSF). Les progéniteurs 

hématopoïétiques CD34+ sont isolés par tri magnétique puis amplifiés pendant 7 jours lors 

d’une première phase de culture. Les précurseurs érythroïdes sont ensuite triés sur 

l’expression du marqueur CD36 puis sont cultivés pendant 15 jours dans des conditions 

définies pour induire leur différentiation. L’expression et le rôle de l’AMPK sont étudiés au 

cours de cette deuxième phase de différenciation érythroïde. 

 

Lors de la présentation des résultats : 

-Les précurseurs (Pro-E – Baso1) exprimant faiblement la GPA (GPAlow) seront nommés : 

érythroblastes immatures.  

-Les précurseurs (Baso2 – Acido-E) exprimant fortement la GPA (GPAhigh) seront nommés : 

érythroblastes matures.  

 

Expression et activation de l’AMPK au cours de l’érythropoïèse humaine 

Nos travaux montrent que seules les isoformes α1, β1 et ɣ1 d’AMPK sont exprimées et 

varient peu au cours de la différentiation. La phosphorylation de l’AMPK sur le résidu 

Thr172, marqueur de son activité, et la phosphorylation d'une de ses cibles l’ACC sur le 

résidu Ser79 sont élevées dans les érythroblastes immatures (Pro-E Baso1) puis diminuent au 

cours de la progression dans la différenciation érythroïde. 
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Rôle de l’AMPK dans l’érythropoïèse humaine 

Afin de déterminer le rôle de l’AMPK dans l’érythropoïèse, nous avons suivi deux approches 

expérimentales. La première a consisté à étudier l’effet de l’inhibition de l’expression de 

l’AMPK par un sh ARN AMPKα1. La deuxième approche a consisté à utiliser des activateurs 

directs de l’AMPK (GSK621 et le 991) et d’évaluer les conséquences d’une activation de 

l’AMPK sur l’érythropoïèse.  

 

Effet de l’absence de l’AMPK sur les érythroblastes humains  

 

 

 

Nous avons montré que l’inhibition de l’expression de la sous-unité α1 de l’AMPK induit un 

ralentissement de la prolifération cellulaire et une anomalie de l’érythropoïèse révélée par une 

modification de l’expression des protéines membranaires à la surface des érythroblastes au 

cours de la différenciation. En effet, nous avons observé un retard dans l’acquisition de la 

GPA et une accélération de l’acquisition de Band3 et de la perte de l’intégrine α4. 

 

Effet de l’activation de l’AMPK sur les érythroblastes humains  

 

 

 

Nous avons montré que l’activation de l’AMPK par le GSK621 dans les progéniteurs 

érythroïdes précoces, et le maintien de cette activation au cours de la différenciation induit un 

blocage de la prolifération cellulaire en phase S, une induction de l’autophagie et l’apoptose 

des érythroblastes matures (GPAhigh) conduisant à un arrêt de différenciation au stade Baso-E. 
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Afin de vérifier la spécificité des effets de l’activation de l’AMPK sur les érythroblastes 

matures, nous avons réalisé deux expériences. 

 

 

 

D’une part, nous avons maintenu les érythroblastes à des stades précoces (CFU-E/Pro-E) 

pendant plusieurs jours grâce à de la dexamethasone. Nous avons ainsi démontré que 

l’activation de l’AMPK dans ces érythroblastes immatures n’a pas d’effet.  

 

 

 

D’autre part, nous avons induit l’activation de l’AMPK dans des érythroblastes matures (poly-

E), dans ce cas nous avons observé une rapide induction de l’apoptose et l’arrêt de la 

différenciation.     
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ABSTRACT 

Erythropoiesis is the process which amounts to the production of red blood cells 

(RBCs). AMPK is a heterotrimeric complex containing α, β, and γ subunits, known for 

its role in the maintenance of cellular energy homeostasis. It has been shown that 

Ampk is involved in maintaining integrity of murine RBCs as well as their survival. 

Indeed, Ampk α1-/- and Ampk γ1-/- mice present a hemolytic anemia, and their RBCs 

show elasticity defects in their plasma membrane. As membrane elasticity is 

progressively acquired during RBCs maturation, the defect due to Ampk knockout is 

could be initiated during erythropoiesis. Therefore, we aim to study the role of AMPK 

during human erythropoiesis. In human primary erythroblasts, our data show that the 

knockdown of the α1 subunit expression by shRNA induces a slowing down of cell 

proliferation and defects in the differentiation of human erythroblasts, indicated by the 

shift in pattern of cell surface markers expression during differentiation. In addition, 

we showed that AMPK (Thr172) and its target ACC (Ser79) phosphorylation are 

elevated in immature (GPAlow) erythroblasts, and then decreased conjointly with the 

erythroid differentiation. AMPK activation in mature (GPAhigh) erythroblasts through 
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the use of direct activators (GSK621 and 991) induces a cell cycle arrest in S phase, 

the induction of autophagy and a caspase-dependent apoptosis, whereas no such 

effect is observed in similarly-treated immature erythroblasts. Thus, our work 

suggests that AMPK activation during the final stages of erythropoiesis is deleterious. 

As the use of direct AMPK activators is being considered as therapeutic treatment in 

several pathologies (diabetes, AML), this observation is pivotal. Our data highlighted 

the importance of finely-tuned regulation of AMPK during adult human erythropoiesis. 

 

INTRODUCTION 

Mammalian AMPK is a highly conserved eukaryotic serine/threonine protein kinase 

and a heterotrimeric complex consisting of a catalytic () and two regulatory ( and ) 

subunits, encoded by different genes (1, 2, 1, 2, 1, 2, and 3). In situations of 

energy depletion, a decrease in the cellular ATP-to-AMP ratio leads to AMPK 

activation allosterically by AMP, but also by phosphorylation of Thr172 within the 

activation loop segment of the  subunit by the upstream AMPK kinase LKB1. 

Another ‘‘canonical’’ activation mechanism involves the phosphorylation of Thr172 by 

CaMKK in response to a rise in intracellular Ca2+. Once activated, AMPK 

phosphorylates metabolic targets leading to a decrease in ATP consumption and to 

an increase of ATP production. Particularly, AMPK inhibits fatty acid synthesis via 

inactivating phosphorylation of ACC (acetyl-Coa-Carboxylase) or induces autophagy 

via phosphorylation of ULK1 (Unc-51 Like Autophagy Activating Kinase 1) (Hardie, 

2011). Thus, AMPK is a major sensor of energy status that maintains cellular energy 

homeostasis but also exerts non-metabolic functions such as the maintenance of cell 

survival, cell polarity and the regulation of the cell cycle (Steinberg and Kemp, 2009; 

Williams and Brenman, 2008). 

Erythropoiesis is a tightly regulated process that allows the production of around two 

millions red blood cells each second throughout a human life, while the total blood 

cells number has to remain within a narrow margin. This very dynamic process is 

quite flexible as it must rapidly increase its rate in response to blood loss, hypoxia, or 

anemia. Furthermore, homeostasis maintenance is crucial, and imbalanced 

erythropoiesis can lead to the development of erythroid pathologies like 

myelodysplastic syndromes (MDS) and anemias. 
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We previously demonstrated in mice that AMPK is playing a crucial role in the 

integrity and survival of red blood cells. We showed that mice globally deficient in the 

catalytic subunit AMPK1, but not in those lacking the isoform AMPK2, as well as 

those globally deficient in the regulatory subunit AMPK1, develop regenerative 

hemolytic anemia caused by increasing sequestration of abnormal erythrocytes. 

Ampk1-/- and Ampk1-/- mice develop splenomegaly and iron accumulation due to a 

compensatory response through extramedullary erythropoiesis in the spleen and 

enhanced erythrophagocytosis. The life span of erythrocytes from Ampk1-/- and 

Ampk1-/- mice is shortened compared to wild-type littermates. Moreover, Ampk1-/- 

and Ampk1-/- erythrocytes are highly resistant to osmotic stress and poorly 

deformable in response to increasing shear stress, consistent with a loss of 

membrane elasticity (Foretz et al., 2010, 2011) (Wang et al., 2010). 

In addition to the important role of AMPK in hematopoietic stem cell maintenance  

(Gan et al., 2010b; Gurumurthy et al., 2010b; Nakada et al., 2010b), the defects 

observed in AMPK-deficient erythrocytes suggest the alterations might occur early 

during terminal erythroid maturation, and prompted us to investigate whether AMPK 

could be involved in regulating the proliferation, survival and differentiation of human 

erythroid precursors.   

 

 

EXPERIMENTAL PROCEDURES 

 

The anti-1 and anti-2 AMPK antibodies used for western blot were obtained from 

Graham Hardie (University of Dundee, Dundee, UK), anti-12, 1, 2 AMPK 

isoform antibodies, anti-P-ACC, anti-P-ULK1, and anti-HSC70 antibodies were 

purchased from Santa Cruz Biotechnology. Anti-cleaved caspase 3 antibody was 

from Cell Signaling.  Both the anti-Actin (A5441) antibody and the Chloroquine were 

purchased from Sigma-Aldrich. GSK-621 was purchased from Selleckchem, and 991 

(5-[[6-chloro-5-(1-methylindol-5-yl)-1H-benzimidazol-2-yl]oxy]-2-methyl-benzoic acid) 

(CAS#: 129739-36-2) was synthesized by Spirochem. 
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Cell lines and Cell culture  

CD34+ cells were obtained from human donors who gave informed consent in 

accordance with the Declaration of Helsinki Principles. G-CSF-mobilized CD34+ cells 

were purified from peripheral blood after cytapheresis. CD34+ cells were isolated by 

positive selection using an immunomagnetic procedure (MACS CD34 isolation Kit; 

Miltenyi Biotech, Bergish Badgach, Germany). CD34+ cells were cultured in 5% CO2 

at 37°C for 7 days in Iscove IMDM containing 15% BIT 9500 (StemCell 

Technologies), 100ng/ml SCF, 10ng/ml IL6 and 10ng/ml IL3. After 7 days of culture, 

CD36+ cells corresponding to a highly purified population of human erythroid 

progenitors were obtained by positive selection on CD36 immunomagnetic beads. 

CD36+ cells were then cultured in the presence of 2U/mL Epo, 100ng/ml SCF and 

10ng/ml IL3 up to 14 days for erythroid differentiation. 

UT7 cells (Komatsu et al., 1991) were cultured in alpha  MEM supplemented with 

10% FBS and 2U/mL Epo. HEK293, K562, Huh7 and HepG2 were cultured in DMEM 

containing 10% FBS.  

Lentiviral constructs, lentiviral production and cell infection 

Lentiviral constructs for control and AMPKα1 shRNAs were described in (Sujobert et 

al., 2015). To obtained recombinant lentiviruses, 293T cells were transiently 

transfected by calcium phosphate precipitation with 3 different plasmids: pCMV-G 

(VSVG envelope coding sequence), pCMV-gag-pol and a recombinant pLKO.1 

vector encoding either a control or AMPKα1 shRNA. Supernatants containing 

infectious lentiviral particles were concentrated by ultracentrifugation. Infections of 

human erythroblasts were performed at day 1 after CD36 cell sorting and culture in 

the presence of IL-3, SCF and Epo as described above. 

 

Flow cytometry 

Cell labelling was carried out as previously described (Gautier et al., 2016). Briefly, 

PC7-conjugated GPA, APC-conjugated anti-CD49d (a4 integrin) or appropriated 

isotype control were purchased from Beckman Coulter and PE-conjugated anti-
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BRIC6 (anti-Band3) were from International Group reference laboratory NHS and 

Transplant. FITC-Conjugated Annexin V was used to measure the percentage of cell 

apoptosis.  

 

Cell proliferation 

Cell proliferation was determined by Uptiblue Viable Cell Counting Kit according to 

the manufacturer protocol (Uptima, Interchim France) or by Trypan Blue exclusion 

Dye. 

 

Statistics 

Results are expressed as means +/- SD. Student’s t-test was used for determining 

statistical significance. P-values of < 0.05 were considered to be statistically 

significant. 

 

RESULTS 

 

1-AMPK 1 activation is restricted to immature stages during human erythroid 

differentiation  

Because AMPK occurs as heterotrimeric complexes containing catalytic α subunits 

and regulatory β and γ subunits, we aim at identifying which isoforms are expressed 

in normal human erythroblasts and at studying their variation during human erythroid 

differentiation. Human primary erythroid progenitors are maintained up to 14 days in 

culture, and are able to differentiate from the pro-erythroblast stage (D2) to the 

reticulocyte stage (D14) (Fig1A). During maturation, the erythroblasts progressively 

acquired cell surface specific markers such as GPA (from basophilic erythroblasts 

stage), Band 3 (from basophilic - polychromatophilic erythroblasts stages) and 

decreasing expression of  integrin from the orthochromatic erythroblast stage. 

They also begin to synthesize hemoglobin from the basophilic stage I (Fig1A). We 

previously determined by an absolute quantitative proteomics analysis the copy 

number of individual AMPK proteins for each stage of erythroid differentiation 

(Gautier et al., 2016). For the catalytic subunit, 1 catalytic subunit is expressed 
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while the 2 isoform is not detectable. This result was confirmed by Western Blot 

experiments (Fig1C). The expression of 1 is constant along erythroid differentiation, 

except for the very last stages of differentiation, where the expression diminishes 

reflecting the reduction of global protein synthesis constantly observed at the end of 

human erythroid differentiation (Gautier et al., 2016). For the regulatory subunits, 1 

and 1 are expressed along the erythroid differentiation process, while 2 and2 

isoforms are not detectable by Mass spectrometry analysis (Fig1B). These results 

are confirmed by western blotting (Data not shown). Overall our results suggest that 

the is the heterotrimeric complex predominantly present in human 

erythroblasts. Interestingly the absolute quantitative proteomic analysis demonstrated 

that the expression of the three isoforms globally followed the same profile, but they 

are not expressed at identical quantity with a 2/1/4 ratio for  

Albeit global constant expression of AMPK, its activation might be modulated during 

erythroid differentiation. Thus, we investigate AMPK activation by the detection of the 

1 catalytic subunit phosphorylation on Thr172 and the phosphorylation of one of its 

substrate, the ACC (Acetyl CoA Carboxylase) on Ser79 (Fig.1D). From day 4 (d4) to 

d8, the phosphorylation of AMPK and of ACC was clearly detectable and 

concomitant. Then, pS79 ACC and pT172 AMPK phosphorylations decreased from 

d10 to the end of differentiation (Fig1D). These data showed that the activation of 

AMPK is following two phases: (1) a clear activation in immature erythroblasts from 

pro-erythroblasts stage to d8 when the cells are GPAmed/Band3low (basophilic 

erythroblasts I), and (2) a reduced activation in mature GPAhigh/Band3med 

erythroblasts from d10 to d14, corresponding to polychromatic erythroblasts to 

reticulocytes.   
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Fig 1: Expression of AMPK isoforms and AMPK activation along terminal erythroid 

differentiation:  (A) Representative experiment of ex vivo culture of erythroblasts derived 

from CD34+ cells. Cells were analysed at day 4, 6, 8, 10 12 and 14. Morphology analyses 

were performed using May-Grünwald-Giemsa staining. Expression of cell surface markers 

GPA, Band3 and 41 integrin were studied by flow cytometry along terminal erythroid 

differentiation. Percentage of hemoglobinized cells were determined by benzidine staining. 

(B) Determination of AMPK Isoforms during erythropoiesis by quantitative proteomic. Copy 

number of proteins in each differentiation stage has been determined from data extracted 
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from our work in (Gautier et al., 2016). (C) Determination of AMPK Isoforms during 

erythropoiesis by Western Blot. Protein extracts from human primary erythroblasts from d4 to 

d14 of culture were analysed using anti-1, 2, 1, 1 antibodies. Anti-β-actin was used as a 

loading control and mouse liver protein extracts were used as a positive control for the 

expression of AMPK β2 (Ctrl). α1, α2, γ1 were analysed on the same WB, β1 on a distinct 

one.  (D) AMPK activation during erythroid differentiation. Anti-P T172 AMPK and anti-P S79 

ACC antibodies were used. Fig 1 showed a representative experiment of 4 independent 

ones. 

 

2-Knockdown of AMPK by shRNA induces a slow-downed proliferation and 

defects in the differentiation of human erythroblasts.  

To decipher the role of AMPK in erythroblasts, we inhibited AMPK expression by a 

specific shRNA targeting the 1 catalytic subunit. In primary erythroblasts, the 

decrease in 1 AMPK expression resulted in inhibition of AMPK phosphorylation on 

Thr 172 and a decrease of the phosphorylation of AMPK substrates ACC and ULK1 

as expected (Fig2A). No compensatory mechanism involving the 2 subunit is 

observed when α1 is targeted (data not shown). The inhibition of AMPK expression 

did not affect significantly the viability of the cells measured by trypan blue exclusion 

assay (Fig2B) or by Annexin V flow cytometry analysis (Fig2D, left Panels). 

ShAMPKα1 erythroblasts harboured a reduced proliferation ability compared to 

ShControl erythroblasts (Fig 2B). Along erythroid differentiation, erythroblasts are 

acquiring progressively the GPA and the Band 3 markers, while losing the 4 marker. 

At d4, both sh control and sh AMPK erythroblasts populations were GPAmed, Band 

3low and 4high. There was no difference between the two types of erythroblasts in cell 

surface marker expression.  At d8, as expected, the control erythroblasts population 

maturated and are GPAHigh, Band 3med and 4 med
. However, a reduced number of 

GPAhigh erythroblasts is detected in the shAMPK cell population at d8, suggesting a 

delay in erythroid differentiation, but at the same time we can observed the apparition 

of an advanced population that is Band 3 med 4med in the absence of AMPK. Overall, 

the decrease in AMPK expression resulted in reduced cell proliferation without 

affecting cell viability, and in a defect in erythroblasts maturation. Indeed, GPA 

acquisition is delayed in Sh 1AMPK cells while Band3 acquisition and 4 decrease 

occur earlier than in the Sh Control cells.   
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Fig 2 AMPK 1 knockdown reduces erythroblasts proliferation and impacts cell 

differentiation:  (A) Efficiency of AMPK1 knockdown: Erythroblasts were infected at d1 

after CD36 cell sorting with a lentivirus coding either for a scramble ShRNA (Sh Ctrl) or an 
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AMPK1 Sh RNA (Sh AMPK 1). Efficiency of AMPK1 knock-down in human primary 

erythroblasts was determined by anti-1 AMPK, anti-PS79 ACC and anti-PS555 Ulk1 

Western Blots. (B) Proportion of dead cells was determined by trypan blue exclusion dye at 

d4, 6, 8 and 10 of culture. Results are expressed as the mean +-SEM. ns non significative, 

*p<0.05.n=3 independent experiments.  (C) Proliferation of shCtrl vs. Sh AMPK a1 

erythroblasts. Cumulative cell number was determined by counting cells with trypan blue 

exclusion method at day 4, d6, d8 and d10 of the culture. (D) Representative cytometry 

profile for GPA /Annexin V (left panel) and Band3/ 4 integrin (right panel).  Percentage of 

GPAhigh cells and percentage of Band 3low α4high and Band3 high α4low in the ShCtrl and Sh 

AMPKα1 cell population (Lower panels). Results are expressed as the mean +-SEM. ns non 

significative, *p<0.05 n=3 independent experiments.  

 

3- AMPK activation by direct activator GSK621 inhibits proliferation and 

survival of the UT-7 erythroleukemic cells. .   

To further investigate the role of AMPK in erythroid cells, activation of AMPK was 

enhanced by GSK621, a potent novel direct activator of AMPK, (Sujobert et al., 2015)  

(Liu et al., 2017) (Jiang et al., 2016) (Chen et al., 2016). In hematopoietic cells, 

GSK621 has been reported to be more potent in primary AML (Acute Myeloid 

leukemia) cells and AML cell lines than the direct activator A-769662 (Sujobert et al., 

2015). UT-7 cells is an erythroleukemic cell line derived from an AML-7 that express 

only the 1 catalytic subunit, as in primary erythroid cells, 2 subunit is not 

expressed (Fig 3B, left panel). 

UT7 cell viability was assessed after 3 days of incubation with increasing dose of 

GSK621 (0-100µM). A GSK621 dose-dependent cell proliferation inhibition was 

observed and 20 µM of GSK621 abolished cell proliferation (Fig3A).  This decrease 

in proliferation is probably due to cell death since we measured 80% of dead cells 

and 60% of Annexin V positive cells after 48 h treatment by 20µM GSK621 (Fig3C, 

dark grey bars). Targeted shRNA knockdown of AMPKα1 in UT-7 cells protected the 

cells from death (79.7% for sh SCR versus 50% for Sh AMPK α1 cells are trypan 

blue positive and 60% for sh SCR versus 42 % for ShAMPK are Annexin V %). This 

last result demonstrated the specificity of 20 µM of GSK621 for AMPK. 
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Fig 3: Inhibition of proliferation and survival in UT-7 Epo cells by GSK621-mediated 

AMPK activation. (A) Sensitivity of UT-7 cells to GSK621. UT-7 cells were incubated for 72 

h with the indicated concentration of GSK621. Cell proliferation was quantified by Uptiblue, a 

fluorescent analogue of MTT.  (B) Specificity of GSK621 for AMPK. Erythroblasts were 

infected at d1 after CD36 cell sorting with a lentivirus coding either a scramble ShRNA (Sh 

Ctrl) or an AMPK1 Sh RNA (Sh AMPK1). Efficiency of AMPK1 knock-down in human 

UT-7 cells was determined by anti-1 AMPK western blot. Anti-2 AMPK antibody was used 

to insure no re-expression of this isoform was triggered upon 1 knockdown. β-actin is used 
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as a loading control.  Proportion of dead cells was determined by trypan blue exclusion dye 

assay in UT7 single-cell cloned shCtrl or shAMPK1. Proportion of Annexin V positive cells 

were determined by flow cytometry analysis, n=3 independent experiments. 

4- Proliferation and survival of mature GPA High erythroblasts are specifically 

and drastically diminished by GSK621 mediated -AMPK activation.  

In primary erythroblasts, the activation of AMPK by GSK621 is dose-dependent. The 

compound increases phosphorylation at AMPK T172 and also gradually stimulated 

from 5 to 20 µM the phosphorylation of AMPK’s substrates: ACC on Ser79 and ULK1 

on Ser 555 (Fig 4A). This latter dose was used in the experiments. 

 GSK621 has been added to the medium from d0 after CD36 cell sorting until the 

indicated days. GSK621 dramatically reduced the proliferation rate of the cells with a 

more drastic effect on the most mature erythroblasts (Fig4B). GSK621 induced 32 % 

of cell death at d5-7 and 70 % at d8-9 (Fig4C).  
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Fig 4: GSK621 mediated -AMPK activation specifically and drastically decreases 

proliferation and survival of mature GPA High erythroblasts (A) GSK621 dose-dependent 

activation of AMPK in erythroblasts.  Western Blot analysis of P T172 AMPKa1, P S79 ACC 

and P S555 Ulk1 in primary erythroblasts incubated 3 h with increasing dose of GSK621. 

Anti-Hsc70 was used as a loading control. (B) Inhibition of erythroblasts proliferation by 

GSK621.  Erythroid cells have been incubated in the absence (vehicle) or presence of 20µM 

GSK621 from d0. Cumulative cells number was determined by counting cells with the trypan 

blue exclusion method at day 0, d3-4, d 5-7 and d8-9 from 3 independent cultures. The three 

independent experiments days of culture were matched upon differentiation stages for the 

vehicle.  (C) GSK621 induces massive cell death from d5-7.  

To gain further insight into the inhibition of mature erythroblasts proliferation by 

GSK621, the cell cycle was analysed by quantitation of DNA content with Propidium 
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Iodide. At d9, GSK921 induces a reduction of the number of cells in G2/M and an 

increase of cells in the early S phase (Fig 4D, upper panels) 

The protein level of AMPK substrates involved in cell cycle were determined: P53 

(Jones et al., 2005), P27 (Liang et al., 2007) and P21 which is one of P53’s target 

genes. The expression pattern of several components of the cell cycle controlling the 

progression in S and G2/M phase was analysed like Cyclin A2, a master regulator of 

progression through the S phase (Yam et al., 2002) and cyclin B1. In addition, 

transcription of Cyclin A2 has been shown to be under the control of AMPK (Merlen 

et al., 2014). GSK621 –mediated cell cycle arrest was not due to the phosphorylation 

and consequent stabilization of P53, since there were no variation in their 

expression. By contrast, a highly sustained level of cyclin A2 and Cyclin B1 was 

observed and may account for the defects in cell cycle progression (Fig 4D, lower 

panels). 

 

Fig 4: (D) GSK621 induces an accumulation of cells in S phase. Erythroid cells have been 

incubated in the absence (vehicle) or presence of 20µM GSK621 from d0 to the indicated 

day Propidium Iodide incorporation assay has been performed. A representative experiment 

is shown; 4 independent experiments were performed and results expressed as the mean +-

SEM. ns non significative, *p<0.05. Expression of proteins regulating the cell cycle. Cyclin 

A2, cyclin B1, P53, P21 have been detected by WB experiments using specific antibodies. 

P85 from PI3K is used as a loading control.   
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We then studied in more details whether GSK621-mediated AMPK activation could 

affect the erythroblasts differentiation. In this set of experiments, at d3-4 cells are 

immature, they don’t synthesise hemoglobin yet. At d8-9, more than 80 % of the cells 

are hemoglobinized (Fig4E, upper panel). In the presence of GSK621, at d8-9, the 

percentage of cells that synthesize hemoglobin is very low suggesting a possible 

arrest in differentiation.  Furthermore, morphological studies after May-Grünwald-

Giemsa coloration confirm the block in maturation. Indeed, in vehicle-treated cultures, 

at d9 the population is mainly constituted of polychromatophilic erythroblasts and at 

d14 orthochromatic erythroblasts and reticulocytes. Yet, in GSK621-treated culture, 

at d9 and d14, cells are very immature with big nucleus and uncondensed chromatin, 

no mature cells are detected at d14. 

To decipher more precisely the stage at which the GSK621–mediated activation of 

AMPK induces cell death, erythroblasts were analysed for GPA and Annexin V by 

flow cytometry (Fig4F). GSK621 did not affect immature GPAmed cells at day 3-4, but 

induced a massive cell death of GPAhigh erythroblasts at day 5-7 (46% annexin V 

positive cells with GSK621 vs 16% in control cells) and at day 8-9 (75% vs 16%). 

GSK621 induced the death of erythroblasts at the Basophilic stage. Indeed, after 

AMPK activation at day 5-7, only 3.5% of erythroblasts are GPAhigh in contrast to 

46.4% in control cells. Furthermore, only 7.5 % of GSK621-treated cells are Band3high 

compared to 42% in control cells (Fig4G). At days 8-9, in control condition, erythroid 

cells continue to differentiate in contrast to immature GSK621-treated cells. Same 

results (decreased proliferation and survival, differentiation blockage) have been 

obtained with another direct activator of AMPK, the 991 (Fig S1 A, B). 
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(E) GSK621-dependent AMPK activation reduces the percentage of hemoglobinized cells. 

The percentage of hemoglobinized cells were determined by benzidine staining after 

incubation in the absence (vehicle) or presence of 20µM GSK621 from d0 to the indicated 

day. Morphology analysis were performed by May-Grünwald-Giemsa coloration, a 

representative experiment is shown at d4, d9 and d14.  (F) GSK621-mediated AMPK 

activation blocked erythroblasts differentiation. Erythroblasts have been incubated in the 

absence (vehicle) or presence of 20µM GSK621 from d0 to the indicated days.  
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Representative cytometry profiles for GPA /Annexin V (upper panel) and percentage of 

GPAhigh cells and percentage of Annexin V positive cells (Lower panels) are shown. Results 

are expressed as the mean +-SEM. ns non significative, *p<0.05 n=3 independent 

experiments.  (G) Cell surface expression of Band3 and 4 integrin in the presence of 

GSK621. Representative cytometry profiles for Band3/ 4 integrin are shown.  

 

Fig S1: 991-mediated AMPK activation leads to apoptosis of mature GPAHigh 

erythroblasts. (A) Inhibition of cell proliferation and increased cell death in the presence of 

991. Erythroid cells have been incubated in the absence (vehicle) or presence of 5 or 30µM 
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991 from d0 to the indicated days of culture. Cumulative cells number (left panel) and 

proportion of dead cells (right panel) were determined by counting cells with trypan blue 

exclusion method. (B) Expression of cell surface markers and Annexin V in the presence of 

991. Cells were labelled with anti-GPA and for Annexin V binding and Band3/ 4 integrin, 

then analysed by flow cytometry.  A representative experiment and histogram with the 

percentage of GPAhigh and Annexin V positive cells are shown.  

To reinforced our data, we take advantage of the fact that erythroid progenitors and 

early precursors can proliferate without differentiating in response to Epo, SCF and 

dexamethasone (Dex) (von Lindern et al., 1999). We maintained the cells for the 

indicated numbers of days in culture medium with vehicle, GSK621, Dex or Dex 

+GSK621 (Fig 5A). As expected, the presence of Dex inhibited erythroid 

differentiation as demonstrated by the absence of GPAhigh population after 7 days, 

and even 9 days of culture. After d7 or d9, GSK621 alone induced cell death as 

previously described (Fig.4C, 4F) but  GSK621+Dex treated-immature 

erythroblasts  are resistant to GSK621-induced cell death (Fig5 A, B) 

To confirm that activation of AMPK in mature erythroblasts provoked cell death, 

GSK621 was added for 24 and 48h at d9 when the erythroblastic population 

contained already 35% of mature GPAHigh cells (Fig5C). The GPA/Annexin V staining 

clearly demonstrated that GSK621 induced a massive cell death of mature GPAHigh 

within less than 48 h. With GSK621, 52% of the total cells are positive for Annexin V 

and 43% are stained by trypan Blue versus 16% and 10% respectively for the control.  

Overall our results demonstrate that the effect of the activation of AMPK targets 

mature GPAHigh cells specifically, whereas immature erythroblasts from the progenitor 

stage to the proerythroblast stage are not affected.  
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Fig 5: AMPK activation by GSK621 provokes cell death of mature GPAHigh 

Erythroblasts. (A) GSK621 does not increase the percentage of Annexin V positive cells in 

an immature cell population. Erythroid cells have been incubated in the absence (vehicle) or 

presence of 20µM GSK621 and 2*10-7 M Dexamethasone (Dex)/Vehicle or Dex/GSK621 

from d0 to the indicated day. Cells were labelled with anti-GPA and for Annexin V binding 

and analysed by flow cytometry.  A representative experiment and percentage of Annexin V 

positive cells from n=3 are shown.  (B) GSK621 does not induce cell death when the 

population of erythroblasts is immature. Proportion of dead cells was determined by trypan 

blue exclusion dye assay. (C) GSK621-mediated AMPK activation specifically induces cell 

death of mature GPA High erythroblasts. Mature GPAhigh erythroblasts have been incubated in 

the absence (vehicle) or presence of 20µM for 24 or 48 h; Cells were labelled with anti-GPA 

and for Annexin V binding and analysed by flow cytometry (Upper Right panel). A 

representative experiment and percentage of Annexin V positive cells from n=3 are shown 

(lower panel). Proportion of dead cells was determined by trypan blue exclusion dye assay 

(Right Panel). Results are expressed as the mean +-SEM. *p<0.05, **p<0.01, ***<0.001. 

 

5- AMPK activation induced autophagy and apoptotic cell death in mature 

erythroblasts 

As shown previously, AMPK activation in erythroblasts leads to ULK1 

phosphorylation on S555 (Fig4A). ULK1 is well known to be important for autophagy 

induction in several cell types (Kim et al., 2011). In GSK621-treated erythroblasts, 
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LC3B-II accumulation is clearly detected by immunoblot (Fig 6A, left panel). 

Autophagy induction was confirmed by the use of Chloroquine which blocks the 

degradation of autophagosomes, Indeed, in addition to GSK621, Chloroquine 

treatment further increased LC3B-II and p62 showing that activation of AMPK by 

GSK621 in mature erythroblasts induced autophagy (Fig6A, right panel).  

Then, we wondered whether GSK provoked a caspase-dependent apoptotic cell 

death and incubated cells with a pan caspase inhibitor Q-VD-OPh (QVD) in addition 

to GSK621. When caspase activity is blocked by QVD (as demonstrated by the anti-

cleaved-caspase 3 immunoblot, Fig 6B), mature erythroblasts are protected from 

GSK621-induced cell death showing that AMPK activation induced a caspase-

dependent apoptotic cell death.  
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Fig 6:  GSK621 mediated AMPK activation leads to autophagy and apoptosis (A) 

GSK621-mediated AMPK activation induces autophagy. Erythroblasts have been incubated 

in the absence (vehicle) or presence 20µM GSK621 from d0 to the indicated days of culture 

(left panel). 10µM chloroquine (CQ) was added for 4 h before harvesting cells (right panel). 

LC3BII and p62 has been detected by WB experiments using specific antibodies. Anti- actin 

or p85-PI3K were used as a loading controls. (B) GSK621 provokes apoptosis of mature 

GPAHigh erythroblasts. Mature GPAhigh erythroblasts have been incubated in the absence 

(vehicle) or presence of 20µM GSK621 or 20µM GSK621 and 10µM QVD for 48 h; Cells 

were labelled with anti-GPA and for Annexin V binding and analysed by flowcytometry.  A 

representative experiment and percentage of Annexin V positive cells from n=3 are shown. 

Results are expressed as the mean +-SEM. *p<0.05, **p<0.01.  Efficiency of QVD to block 

caspase activity was determined by WB using an anti-caspase 3 antibody that specifically 

detect the cleaved isoform of caspase 3.  -actin is used as a loading control.  
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DISCUSSION 

We previously showed that Ampk α1-/- and Ampk γ1-/- mice present a hemolytic 

anemia, and their RBCs show elasticity defects in their plasma membrane. As 

membrane elasticity is progressively acquired during RBCs maturation, the defect 

due to Ampk knockout is most likely initiated during erythropoiesis. Therefore, we aim 

to study the role of AMPK during human erythropoiesis.  

As in red blood cells, 1 is the only expressed catalytic subunit in erythroblasts, 2 is 

not detected and we showed that the heterotrimer  is predominant from 

erythroid progenitors to acidophilic erythroblasts and slightly decreased at the very 

late stages.  

During the earliest stages of terminal differentiation, from progenitors to the 

Basophilic stage, AMPK is activated and then its activation is drastically reduced from 

the Basophilic to the reticulocytes stage.  AMPK is activated by phosphorylation at 

T172 by three upstream kinases Lkb1 which seems to be constitutively active, 

Camkk2 which is activated by a rise in cytosolic Ca++ and possibly Tak1 which is 

activated by cytokines. Quantitative Mass spectrometry analysis (Gautier et al., 2016) 

did not allow us to quantify these 3 kinases either due to their absence, either due to 

their very weak expression or due to the scarcity of peptides generated. Thus, further 

studies are needed to understand the kinetics of AMPK activation along erythroid 

terminal differentiation.  

In human erythroblasts, our data show that the knockdown of the α1 subunit 

expression by shRNA induces a slowing down of cell proliferation and does not inhibit 

cell survival. Somehow, absence of 1 subunit induces an anomaly of the 

erythropoiesis process, indicated by the shift in pattern of cell surface markers 

expression during differentiation.  

Several recent studies have demonstrated the interest and the specificity to use 

GSK621 to activate AMPK (Liu et al., 2017) (Jiang et al., 2016) (Chen et al., 2016) 

(Sujobert et al., 2015). In human erythroid cells, we demonstrated its specificity by 

the fact that UT7 cells knockdown by an AMPK1 shRNA are partially resistant to 

GSK621-induced cell death. The partial rescue may be due to the fact that although 

undetectable by Western Blots, few molecules of 1 subunits may remain and be 
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sufficient to be activated by GSK621. Furthermore, the fact that GSK621 induces the 

apoptosis only in mature erythroblasts and does not affect immature erythroblasts 

reinforced the specificity of this compound.  

In the present study, we demonstrated that AMPK activation in mature (GPAhigh) 

erythroblasts (Basophilic to reticulocytes) through the use of direct activators 

(GSK621 and 991) induces apoptotic cell death whereas no such effect is observed 

in similarly-treated immature erythroblasts. We propose that maintaining AMPK 

activation after the basophilic stage when normally AMPK is not activated induces a 

cell cycle arrest followed by the induction of autophagy and of caspase-dependent 

apoptosis. Thus, our work suggests that AMPK activation during the final stages of 

erythropoiesis is detrimental. As the use of direct AMPK activators is being 

considered as therapeutic treatment in several pathologies (diabetes, AML), this 

observation is pivotal.  

The present work highlighted the role of AMPK in erythropoiesis and is further added 

to the involvement of AMPK in the regulation of hematopoiesis. Previous elegant 

works demonstrated that AMPK is particularly important in normal hematopoietic 

stem cell homeostasis (Gurumurthy et al., 2010) (Gan et al., 2010) (Nakada et al., 

2010). Regarding the progenitor/precursors compartment, Obba et al. demonstrated 

recently that activation of AMPK is crucial for the CSF-1-induced autophagy and 

human monocyte differentiation into macrophages. In Acute Myeloid Leukemia, 

sujobert et al. showed that co-activation of AMPK and mTORC1 induces cytotoxicity 

and that AMPK activation may be a therapeutic opportunity in AML.   

Deciphering the molecular mechanisms regulating proliferation, survival and 

differentiation of erythroblasts is necessary to better understand how erythroid 

progenitors and precursors can physiologically give birth to red blood cells. Our 

results demonstrate the importance of finely-tuned regulation of AMPK during adult 

human erythropoiesis. 
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XII. Conclusion, discussion et perspectives (partie II) 

 

Effet de l’absence de l’AMPK sur la différenciation érythroïde humaine 

Afin de déterminer le rôle de l’AMPK au cours de l’érythropoïèse humaine, nous avons étudié 

dans un premier temps l’effet de l’absence de l’AMPK dans les érythroblastes primaires grâce 

à un shARN dirigé contre AMPKα1. Nous avons ainsi montré que l’absence de l’AMPK 

induit un ralentissement de la prolifération et une anomalie de la différenciation érythroïde. 

Cette dernière se traduit par 1/ un retard dans l’expression de la GPA et 2/ une accélération de 

l’acquisition de Band3 et de la perte de l’intégrine α4.  

Ces deux évènements sont contradictoires. En effet, un retard d’expression de la GPA 

semblerait indiquer un ralentissement de la différenciation, tandis que l’accélération de 

l’acquisition de Band3 et de la disparition de l’intégrine α4 indiquerait plutôt une accélération 

de la différenciation. A ma connaissance, ce type d’évènement n’a jamais été observé. Au 

contraire, dans la littérature, une interaction entre la GPA et la Band3 est décrite comme 

nécessaire à l’adressage de Band 3 du réticulum endoplasmique à la membrane des 

érythrocytes (Auffray et al., 2001). On s’attendrait donc à un effet similaire du shARN 

AMPKa1 sur l’expression de ces deux protéines. 

Concernant l’effet observé sur la Band3, on pourrait penser à une action directe de l’AMPK. 

Ainsi, en conditions physiologiques, l’AMPK phosphorylerait Band3 et inhiberait son 

expression dans les érythroblastes immatures humains. En effet, il a été décrit que Band 3 est 

un substrat connu des Ser/Thr kinases (Wang et al., 1997) (Pantaleo et al., 2010). De plus, une 

étude de phospho-protéomique basée sur des tests kinases in vitro a démontré que Band 3 

pourrait être un substrat direct de l’AMPK dans les globules rouges murins (Thali et al., 

2010), ce résultat restant à confirmer dans un contexte cellulaire. 

Le sh ARN utilisé ne nous permet pas de maintenir une inhibition de l’expression de l’AMPK 

jusqu’à la fin de la différenciation. En effet, après 8 jours de culture, une réexpression de 

l’AMPK est observée et la différenciation érythroïde est restaurée, ce qui nous empêche de 

voir l’effet de l’AMPK sur les cellules matures. Nous pouvons proposer deux explications à 

ce phénomène : soit le sh ARN ne s’intègre pas de façon stable dans le génome des 

érythroblastes, conduisant à la réexpression de l’AMPK, soit cette dernière est due à une 

sélection des cellules. En effet, l’absence de l’AMPK induit un ralentissement de la 

prolifération et une faible apoptose qui pourrait être suffisante pour sélectionner les cellules 

exprimant encore AMPK. Afin de vérifier ces hypothèses, nous testerons prochainement de 
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nouveaux vecteurs shARN exprimant la GFP afin de suivre le devenir de la population 

d’érythroblastes n’exprimant plus AMPK. 

Effet de l’activation de l’AMPK sur la différenciation érythroïde humaine 

Dans un deuxième temps, nous avons étudié l’effet de l’activation de l’AMPK dans les 

érythroblastes primaires humains grâce à un activateur direct, le GSK621. 

Nous avons commencé par déterminer la cinétique d’activation d’AMPK en conditions 

physiologiques. Ainsi, au cours de l’érythropoïèse, AMPK est fortement activée dans les 

érythroblastes immatures et très faiblement activée dans les érythroblastes matures. Cette 

diminution de l’activation de l’AMPK pourrait être due soit à la diminution de l’expression ou 

de l’activité de l’une des kinases activatrices de l’AMPK (LKB1, CaMKKβ ou TAK1) soit à 

l’augmentation de l’expression de phosphatases (PP2CA, PP2CB) ou de kinases (GSK3, 

PKA, PKB, PKC) responsables de l’inhibition de son activité. D’autre part, une activation de 

l’AMPK par l’EPO a été démontrée dans plusieurs tissus (adipocytes (Wang et al., 2013a), 

muscle squelettique (Wang et al., 2013b), cellules endothéliales (Su et al., 2012)). On pourrait 

ainsi suggérer que la diminution de l’activation de l’AMPK dans les érythroblastes matures 

pourrait être due à la diminution de l’expression de l’EPOR à partir du stade baso-E (Gautier 

et al., 2016a).  

L’effet délétère de l’activation d’AMPK observé en fin de différenciation montre 

l’importance et le caractère crucial de la diminution de son activation pour la survie et la 

différenciation des érythroblastes matures. Pour expliquer la dichotomie dans la cinétique 

d’activation d’AMPK et son effet sur les érythroblastes, on pourrait supposer que les stades 

immatures sont des stades prolifératifs nécessitant beaucoup d’énergie. AMPK est alors 

fortement activée afin de réguler la biogenèse mitochondriale et induire une augmentation de 

la phosphorylation oxydative et fournir l’ATP nécessaire à la différenciation. A l’inverse, les 

érythroblastes matures sont moins prolifératifs, ils utilisent la glycolyse anaérobie (Kim et al., 

1991) pour produire de l’énergie. En effet à partir du stade baso-E les mitochondries sont 

dépolarisées et une première vague de mitophagie à lieu à partir du stade poly-E (Betin et al., 

2013). Ainsi, une induction de la biogenèse mitochondriale par activation de l’AMPK dans les 

cellules qui ont besoin d’éliminer leurs mitochondries pourrait altérer leur homéostasie et 

induire une accumulation de ROS conduisant à la mort des cellules.  

Afin de tester cette hypothèse, il serait intéressant d’analyser l’activation directe par l’AMPK 

du principal régulateur de la biogenèse mitochondriale PGC-1 (Jäger et al., 2007) et de 

mesurer les taux de production des ROS et d’ATP au cours de la différenciation en présence 
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de l’activateur de l’AMPK. Bien que la mesure de l’ATP soit délicate puisque la production et 

la consommation de l’ATP est un processus dynamique difficile à mesurer à un temps donné.  

Dans notre étude, la phosphorylation du substrat direct d’AMPK, ACC-S79 a été utilisée 

comme marqueur de l’activité de l’AMPK. Il serait intéressant d’étudier l’effet de cette 

phosphorylation sur le métabolisme lipidique des érythroblastes en mesurant par exemple la 

formation des triglycérides qui devrait être diminuée en présence de GSK621. Une analyse 

plus globale de l’expression des gènes du métabolisme peut être réalisée par la technologie 

microfluidique développée par Fluidigm (Zhang et al., 2014). Ces expériences nous 

permettraient de déterminer si le rôle de l’AMPK au cours de l’érythropoïèse est dépendant 

ou non de sa fonction de régulateur du métabolisme énergétique. 

 

D’autre part, une étude réalisée par Obba et al. a démontré un rôle de l’AMPK dans la 

différenciation des monocytes en macrophages. Les caractéristiques globales de la 

différenciation macrophagique et érythroïde sont assez similaires. En effet, ces deux 

processus de différenciation nécessitent une activation transitoire des caspases et une 

induction de l’autophagie. Au cours de l’érythropoïèse, l’implication de l’autophagie dans 

l’élimination des organelles au stade poly-E (Betin et al., 2013) et dans l’élimination des 

mitochondries permettant la maturation des réticulocytes a été démontrée (Schweers et al., 

2007) (Mortensen et al., 2010). Au cours de la différenciation macrophagique, l’implication 

de la voie CaMKKβ-AMPK-ULK1 dans l’induction d’une autophagie nécessaire à la 

différentiation médiée par le CSF1 a été mise en évidence (Jacquel et al., 2012) (Obba et al., 

2015). Ainsi, au cours de cette différenciation, l’expression et l’activation de l’AMPK sont 

augmentées induisant une activation de l’autophagie permettant la différenciation 

macrophagique. À l’inverse, au cours de l’érythropoïèse, l’expression de l’AMPK est 

constante mais son activation ainsi que l’activation de ULK1 diminuent dans les stades 

matures. Dans notre modèle, l’activation de l’AMPK dans les stades immatures semble 

importante pour la régulation de leur survie, prolifération et leur différenciation, cependant, 

contrairement à la différenciation macrophagique, l’autophagie nécessaire à la différenciation 

des érythroblastes semble être indépendante de l’AMPK puisque son activation diminue dans 

les stades matures.  

Finalement, l'utilisation d'activateurs directs de l’AMPK est envisagée pour le traitement 

thérapeutique de plusieurs pathologies (Cancers dont LAM et syndromes métaboliques). En 

effet, comme décrit dans l’introduction (VI, B, 4, c), une étude réalisée au laboratoire a 
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démontré l’intérêt de l’activation de l’AMPK par le GSK621 afin d’induire la mort des blastes 

de LAM (Sujobert et al., 2015). D’autre part, chez l’homme et les modèles animaux de 

néphropathie diabétique, une diminution de la phosphorylation de l’AMPK (T172) est 

corrélée avec une diminution de la fonction rénale. Ainsi, des travaux ont permis de 

développer de nouveaux activateurs directs de l’AMPK (β1 sélectifs), le PF-06409577 et le 

PF-249, et de démontrer un effet bénéfique d’un traitement chronique sur la réduction de la 

progression de la néphropathie diabétique chez le rat (Salatto et al., 2017). Ces activateurs ont 

été utilisés dans des essais cliniques de phase I, cependant les recherches se sont arrêtées à 

cette phase. D’autres travaux ont démontré grâce à l’utilisation des activateurs directs de 

l’AMPK (non sélectifs d’une isoforme particulière) PF-739 (Cokorinos et al., 2017) et MK-

8722 (Myers et al., 2017) que l’activation de l’AMPK dans le muscle chez le singe, induit une 

augmentation de la consommation du glucose et une diminution de son taux systémique. Ces 

études démontrent l’intérêt thérapeutique de l’utilisation des activateurs direct de l’AMPK 

pour le traitement du diabète de type 2. Un autre activateur direct de l’AMPK, le 0304 a été 

développé et est utilisé en essai clinique de phase II pour le traitement du diabète via 

l’induction d’une activation de l’AMPK de nouveau dans le muscle.  

Les cellules rénales et hépatiques expriment majoritairement l’isoforme β1 de l’AMPK. Bien 

que les cellules musculaires expriment majoritairement l’isoforme β2, les activateurs utilisés 

ne sont pas sélectifs. Il n’existe pas jusqu’à présent d’activateur qui induit l’activation des 

complexes d’AMPK exprimant uniquement l’isoforme β2. Nos travaux démontrent que les 

érythroblastes expriment majoritairement les isoformes α1 β1 et γ1, et que l’activation de 

l’AMPK est délétère pour les stades tardifs de la différenciation. Ainsi les activateurs utilisés 

dans les tests cliniques (β1 sélectif ou non sélectif β1, β2) peuvent induire une activation de 

l’AMPK dans la moelle et ainsi la mort des érythroblastes tardifs. Il serait donc important de 

mesurer les paramètres hématologiques des patients au cours de leur traitement.  

Différences entre l’érythropoïèse humaine et murine 

L’ensemble de nos résultats démontre que l’AMPK est importante pour la différenciation des 

cellules érythroïdes humaines alors qu’elle ne semble pas avoir de rôle au cours de 

l’érythropoïèse murine. Chez la souris, elle est par contre impliquée dans le fonctionnement 

du globule rouge mature. Cette étude illustre donc un nouveau point de divergence entre 

l’érythropoïèse murine et l’érythropoïèse humaine. En effet, comme mentionné dans 

l’introduction (VI, A, 2 b), bien que les érythropoïèses humaine et murine soient globalement 

similaires, il est connu depuis longtemps qu’il existe des différences entre les deux espèces. 

On peut citer comme exemples les différences d’expression de GDF15, ALAS2 ou GLUT1. 
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De plus, les études transcriptomiques réalisées chez l’homme et la souris ont démontré 

plusieurs différences, à la fois dans l’expression globale des gènes qui diminue durant la 

différenciation murine contrairement à l’humaine, mais aussi dans l’expression individuelle 

de certains gènes, comme des protéines membranaires et des facteurs de transcription (An et 

al., 2014).  

Afin de mieux comprendre les différences et les similarités entre l’érythropoïèse humaine et 

murine et leurs potentielles conséquences fonctionnelles, le laboratoire a réalisé récemment 

une analyse protéomique globale de l’érythropoïèse humaine (Gautier et al., 2016a) et réalise 

actuellement une analyse similaire de l’érythropoïèse murine. 

À ce stade de l’étude, la comparaison du protéome des érythroblastes humains et de celui des 

érythroblastes murins démontre peu de différences dans le profil d’expression protéique entre 

les deux espèces. Toutefois, nous pouvons observer des différences dans le profil 

d’expression des protéines impliquées dans le cycle cellulaire (cytokinèse et ségrégation des 

chromosomes) et des facteurs de transcription entre les différents stades de maturation des 

érythroblastes.  

Le rôle de l’AMPK dans la régulation du cycle cellulaire et l’induction de la mitose a été 

démontré (introduction B, 3, b), (2), (b)). De plus, nos résultats montrent que l’absence ou 

l’activation de l’AMPK affecte la prolifération des érythroblastes humains alors qu’elle n’a 

aucun effet sur les érythroblastes murins. L’analyse des résultats obtenus par les études 

protéomiques pourrait nous permettre de mettre en évidence des cibles de l’AMPK qui 

seraientt impliquées dans la régulation du cycle cellulaire et qui seraient différentiellement 

exprimées dans l’érythropoïèse humaine et murine.   

D’autre part, l’analyse protéomique a permis d’observer des différences dans le niveau 

d’expression relatif des facteurs de transcription entre les érythroblastes humains et murins. 

Ainsi, il se peut que ces différences modifient la stœchiométrie des facteurs concernés et donc 

la composition des complexes transcriptionnels dans lesquels ils sont impliqués. Cela pourrait 

donc modifier significativement le profil d’expression protéique des gènes régulés par ces 

facteurs de transcription. Ces études pourraient nous permettre d’identifier d’éventuels 

substrats de l’AMPK qui seraient différentiellement exprimés entre les deux espèces, ce qui 

pourrait potentiellement expliquer les discordances observées dans le rôle de l’AMPK au 

cours de l’érythropoïèse humaine et murine.  
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