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Le mélanome est la cause majoritaire de décès associés aux cancers de la peau. Sa forte hétérogénéité, 

son haut potentiel métastatique et sa capacité de résistance au traitement expliquent cette 

agressivité. Malgré l’apparition des thérapies ciblées inhibant la voie oncogénique BRAF/MEK et des 

immunothérapies dont les résultats sont impressionnants à court-terme, de nombreux patients sont 

en échec thérapeutique. En effet la plasticité des cellules de mélanome est responsable de la mise en 

place rapide de programmes d’adaptation au traitement. Parmi eux, se trouve la capacité de rigidifier 

la matrice extracellulaire (MEC) qui est lue par la cellule à l’aide du mécanosenseur YAP. Celui-ci engage 

un programme transcriptionnel renforçant cette rigidification. Par conséquent, une boucle 

d’amplification positive s’installe ce qui aboutit à un échappement thérapeutique mécano-dépendant 

des cellules de mélanome. L’identification de nouveaux acteurs de cette boucle et leur ciblage pourrait 

constituer une nouvelle approche pour lutter contre la résistance thérapeutique. L’activation 

aberrante de voies oncogéniques ou de résistance au traitement implique la surexpression de 

protéines et déstabilise ainsi l’homéostasie protéique. Cette dernière est assurée par l’activité 

protéolytique du système ubiquitine protéasome. En opposition, les déubiquitinases (DUBs) clivent le 

signal ubiquitine d’adressage à la dégradation pour stabiliser leur substrat. Dans de nombreux cancers, 

ces enzymes sont détournées afin de moduler des voies oncogéniques impliquées dans la prolifération, 

l’invasion et/ou la résistance au traitement. Dans ce contexte, les DUBs sont des candidates idéales 

pour trouver de nouveaux acteurs de la mécanorésistance du mélanome.  
Pour les identifier, nous avons couplé une culture de cellules de mélanome sur des matrices de 

collagène de différentes rigidités avec une technique biochimique d’étiquetage de l’activité des DUBs. 

En y associant la protéomique quantitative nous avons identifié USP9X dont l’activité est augmentée 

avec la rigidification de la matrice. Des analyses in silico additionnelles révèlent que YAP appartient à 

l’interactome de USP9X et montrent une corrélation entre l’expression de USP9X et la signature 

transcriptionnelle de YAP dans le mélanome. Nous avons donc fait l’hypothèse que l’activité DUB de 

USP9X stabilise YAP dans le mélanome. En accord avec celle-ci, nous avons montré que la déplétion et 

le ciblage pharmacologique de USP9X diminuent l’expression de YAP au niveau protéique sans 

impacter son messager. A l’inverse, la déplétion de l’E3 ligase βTRCP augmente le niveau protéique de 

YAP. De plus à l’aide d’une technique biochimique nous avons observé une accumulation de la forme 

polyubiquitinée de YAP sous inhibition combinée de USP9X et du protéasome. Ceci indique que 

l’activité de USP9X empêche la dégradation de YAP par le protéasome. Nous avons aussi observé que 

le ciblage de USP9X empêche la mise en place de programmes induits par la rigidification de la matrice 

comme la translocation nucléaire de YAP, la migration cellulaire et l’invasion. Nous avons généralisé 

ces observations dans d’autres types de cellules tumorales et dans les fibroblastes associés au cancer, 

suggérant une large action de USP9X dans la régulation des voies de mécanotransduction tumorale via 

YAP. Enfin, dans un modèle de mélanome murin syngénique, nous avons montré que le ciblage de 

USP9X améliore l'efficacité des inhibiteurs de BRAF/MEK, contrecarre le remodelage du collagène 

induit par les médicaments et retarde la récidive tumorale.   

Ces travaux révèlent que la mécano-activation de USP9X stabilise l’oncoprotéine YAP, permettant ainsi 

la mise en place de la boucle d’amplification positive entre YAP et la rigidification de la MEC et donc 

l’échappement thérapeutique du mélanome. Par conséquent nous proposons que USP9X constitue 

une «mécano-DUB » ainsi qu’une cible thérapeutique pertinente dans le mélanome métastatique 

réfractaire. 

Mots clés : mélanome cutané, mécanotransduction, USP9X, YAP, migration 



 4 

 

 

 

 

Abstract 
  



 5 

Melanoma is the deadliest skin cancer due to its heterogeneity, high metastatic potential and 

propensity to form resistance. Despite the current therapies, including targeted therapies against 

BRAF/MEK oncogenic pathway and immunotherapies, most of patients are still prone to therapeutic 

failure. Melanoma cell high plasticity is to blame for the rapid onset of therapeutic resistance through 

adaptation programs. One such program is the ability of melanoma cells to induce extracellular matrix 

(ECM) stiffening. This ECM remodeling will then be converted into a transcriptional program by the 

YAP mechanosensor that will promote a feed-forward mechanical loop leading to increase stiffess and 

therapy resistance. Identification and targeting of new actors of this loop of mechanoresistance can 

represent new opportunities to fight treatment resistance. Abnormal activation of such oncogenic 

pathway implicated in resistance often result in protein overexpression leading to proteostasis 

imbalance.  To prevent this, cancer cells rely on the proteolytic activity of the ubiquitin-proteasome 

system on one hand. On the other hand, deubiquitinases (DUBs) contribute to proteostasis by 

removing ubiquitin from proteasome’s substrates thus stabilizing them. In cancers, DUBs can be 

hijacked to modulate oncogenic pathways, enhancing cell proliferation and/or invasion. In this context 

DUBs can be ideal candidate to find new actors of melanoma mechanoresistance.  

To identify DUBs involved in melanoma mechanotransduction, we used cell lines cultivated on collagen 

matrices with various stiffnesses combined with an activity-based ubiquitin probe for profiling DUB 

activity. Using this approach and quantitative proteomic, we identified USP9X as a DUB whose activity 

is increased by collagen stiffness. In silico analysis further revealed that YAP belongs to the USP9X 

interactome and showed a correlation between USP9X expression and YAP transcriptional signature in 

melanoma. We thus hypothesized that USP9X regulates YAP levels in melanoma cells through its DUB 

activity. Consistently, siRNA-mediated depletion and pharmacological inhibition of USP9X decreased 

YAP expression at protein but not mRNA levels. Conversely knockdown of the YAP E3 ligase βTRCP 

increased YAP protein expression. A GST-TUBE pulldown approach revealed that combined USP9X and 

proteasome inhibition increased YAP poly-ubiquitination, indicating that USP9X deubiquitinates YAP 

to prevent its proteasomal degradation. In line with a role of USP9X in mechanotranduction upstream 

of YAP, USP9X targeting was found to impair stiffness-induced responses including YAP nuclear 

translocation and transcriptional activity, cell migration and invasion. Interestingly, we also show that 

the relationship between YAP and USP9X can be found in other tumor cell types, as well as in cancer-

associated fibroblasts (CAFs), suggesting a broad action of USP9X in regulating tumorigenic mechanical 

pathways through YAP stabilization. Finally, in a melanoma syngeneic mouse model, targeting USP9X 

enhances BRAF/MEK inhibitor efficacy, counteracts drug-induced collagen remodeling and delays 

tumor relapse.  

Overall, our results reveal an original role of USP9X in melanoma invasiveness and mechanoresistance 

through stiffness-dependent stabilization of YAP. We therefore propose USP9X as a “mechano-DUB” 

as well as a promising therapeutic target in refractory metastatic melanoma.  

Keywords : Cutaneous melanoma, Mechanotransduction, USP9X, YAP, migration   
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I. Du mélanocyte au mélanome 

A. La peau 

1) Anatomie 
Avec une surface de 3 à 6m2, la peau est l’organe le plus large du corps humain et représente environ 

5% du poids d’un individu. C’est un organe flexible qui va recouvrir toute la partie extérieure du corps 

constituant ainsi une barrière efficace entre l’organisme et son environnement direct. Ainsi la peau va 

protéger l’individu d’un grand nombre d’atteintes extérieures comme les infections, les blessures les 

rayons ionisants (ultraviolets). Elle va également permettre la thermorégulation du corps notamment 

en dissipant le surplus de chaleur via des glandes spécialisées (glandes sudoripares). La peau est 

également considérée comme un organe de réserve qui va permettre de maintenir l’homéostasie 

hydrique mais aussi stocker les graisses. C’est également un organe sensoriel complexe qui va pouvoir 

communiquer de nombreuses informations au cerveau (sens du toucher, douleur, température etc…).  

La peau se subdivise en trois couches qui sont de la plus profonde à la plus superficielle : l’hypoderme, 

le derme et l’épiderme (Boer et al., 2016) (Fig1). 

Adapté de (Massella  et a l. ,  2019) .  
Figure 1 : Schéma représentant la structure de la peau et de l'épiderme 
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a) L’hypoderme  

L’hypoderme, constitue la couche la plus profonde de la peau. C’est un tissu conjonctif lâche et 

vascularisé d’origine mésoblastique. Ses propriétés mécaniques vont lui permettre de jouer un rôle 

d’amortisseur lors des chocs. Il va également servir de réserve graisseuse en raison des nombreuses 

cellules adipocytaires qui le composent. Cette caractéristique explique également son rôle d’isolant 

thermique.  

 

b) Le derme 

Le derme est un tissu conjonctif plus dense qui va former la couche la plus épaisse de la peau (1 à 

4mm). Cette couche correspond à la partie la plus vascularisée et innervée de la peau. Ainsi on va y 

trouver la plupart des terminaisons nerveuses qui vont être responsables des fonctions sensorielles 

tels que les différents corpuscules responsables du sens du toucher.  

Le derme est composé en majorité par des fibroblastes qui vont produire la matrice extracellulaire 

(MEC) qui va jouer un rôle de charpente. Cette matrice est principalement composée de fibres de 

collagène, mais également de fibres d’élastine. Les types de collagène prédominants dans le derme 

sont les collagènes de type I et III. Cette matrice va jouer un rôle de charpente et donner au tissu son 

élasticité et sa solidité (Tobin, 2006).   

 

c) L’épiderme 

L’épiderme est la couche la plus superficielle de la peau et constitue la barrière de protection de 

l’organisme face à l’environnement extérieur. Cette couche repose sur la jonction dermo-épidermique 

ou membrane basale, une région acellulaire formée d’un réseau de fibre de collagène IV et de lamine. 

La membrane basale va jouer un rôle d’interface et de support entre le derme et l’épiderme 

(Yurchenco et al., 2004) (Fig1).  

L’épiderme se divise en quatre couches, la première est formée par les cellules basales indifférenciées 

et prolifératives. Ces cellules vont donner naissance au type cellulaire majoritaire de l’épiderme : les 

kératinocytes (85% des cellules de l’épiderme) en se différentiant. Ensuite on va trouver le stratum 

spinosum contenant les kératinocytes connectés entre eux par des desmosomes. Ces cellules 

produisent la kératine, une protéine fibreuse conférant à l’épiderme sa qualité de barrière. On 

trouvera ensuite le stratum granulosum au sein duquel les kératinocytes poursuivent leur 

différentiation notamment en acquérant plus de kératine mais aussi en s’aplatissant. La dernière 

couche, le stratum cornéum qui va être formée principalement de kératinocytes ayant achevé leur 

processus de maturation appelé la kératinisation. Les kératinocytes présents dans cette couche sont 

dévitalisés, kératinisés et organisés et empilés verticalement sur 15 à 25 couches. Ils sont maintenus 

en place par un « ciment » riche en lipides. 

 

2) Les autres types cellulaires de l’épiderme 

a) Les cellules de Langherans 

Les cellules de Langherans (5% des cellules de l’épiderme) sont des cellules dendritiques ayant une 

fonction immunologique (Fig1). Elles sont dérivées des cellules souche hématopoïétique de la moelle 

osseuse. Elle constitue la première ligne de défense immunitaire de la peau face aux agressions 

extérieures. Ce sont des cellules présentatrices d’antigène très semblables aux macrophages 

tissulaires. Ainsi elles ont la capacité de phagocyter les pathogènes et d’en tirer des antigènes à 



 24 

présenter au lymphocytes T mémoire de la peau ou de migrer au niveau des ganglions pour les 

présenter à des T naïfs.  

 

b) Les cellules de Merkel 

Les cellules de Merkel (2 à 5% des cellules de l’épiderme) sont localisées au niveau des cellules basales 

(Fig1). Leur propriété de mécanorécepteur explique leur forte présence au niveau des zones sensibles 

au toucher tels que les doigts ou les pieds (Boulais and Misery, 2007). Ces cellules sont également 

connectées aux kératinocytes via des jonctions desmosomes.  

 

c) Les mélanocytes 

Les mélanocytes sont les cellules responsables de la pigmentation de la peau. Ces cellules dérivent des 

mélanoblastes qui proviennent de cellules embryonnaires pluripotentes extrêmement migratrices de 

la crête neurale. Lors de la fermeture du tube neural, ces cellules vont migrer hors du tube neural et 

une fois la lame basale franchie, elles vont se différentier en mélanocyte. Les mélanocytes produisent 

les pigments mélaniques qui sont responsables de la couleur de la peau des yeux et des poils. Ces 

pigments vont également permettre de protéger l’organisme contre les rayonnements ionisants 

ultraviolets. Ce sont des cellules d’apparence dendritique, dont les dendrites vont s’étendre jusqu’au 

stratum spinosum servant ainsi de conduits pour distribuer les pigments aux kératinocytes (Fig1). 

 

B. Biologie du mélanocyte 

1) Mélanogénèse  
Comme décrit précédemment, le mélanocyte est responsable de la pigmentation de la peau des poils 

et de la choroïde de l’œil via la production de mélanine. La mélanogénèse ou production de mélanine 

commence dans des organites spécialisés situés dans le cytoplasme des mélanocytes appelés 

mélanosomes. Le précurseur de la mélanine, la tyrosine va pouvoir être transformée en deux pigments 

mélaniques : l’eumélanine et la phéomélanine. Cette transformation va être catalysée au sein du 

mélanosome par trois enzymes clés : la tyrosinase (TYR), la tyrosinase-related protein 1 (TYRP1) et la 

DOPchrome tautomérase/tyrosine related protein 2 (TYRP2). Dans un premier temps, TYR va catalyser 

la formation de DOPAquinone à partir de la tyrosine. L’action successive de la TYRP2 puis de TYRP1 va 

permettre de générer l’eumélanine à partir de la DOPAquinone. C’est l’eumélanogenèse qui va donner 

un pigment de couleur brun/noir. Quant à elle, la phéomélanine qui est plutôt de couleur rouge/jaune 

sera obtenue grâce l’incorporation de souffre issu de la cystéine (Hearing, 2011). C’est le ratio entre 

ces deux pigments qui détermine le phototype cutané. L’exposition au soleil et plus précisément aux 

rayons UV va pouvoir stimuler la synthèse pigmentaire grâce au dialogue constant établi entre les 

mélanocytes et les kératinocytes. Lorsque ces derniers reçoivent des dommages à l’ADN à cause des 

UV, ils vont sécréter de l’αMSH (α-Melanocyte Stimulating Hormone) de façon p53 dépendante.  

L’αMSH va être reconnu par son récepteur à la surface des mélanocytes : MC1R (Melanocortin 1 

Receptor) ce qui va déclencher la synthèse de mélanine via l’expression du « master regulator » de la 

mélanogenèse : le facteur de trancription MITF (Microphthalmia-Associated Transcription Factor) 

(Shain and Bastian, 2016).  
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2) Rôle de la pigmentation 
Les mélanosomes sont ensuite distribués aux kératinocytes via les dendrites des mélanocytes. Ce 

mouvement intracellulaire est rendu possible par la présence de microtubules et de filaments d’actine 

au niveau des extensions cytoplasmiques mélanocytaires (Cichorek et al., 2013). Les microtubules sont 

situés au centre des dendrites et servent au transport longue distance des mélanosomes tandis que 

les fibres d’actine permettent le transfert de ces derniers aux kératinocytes. En plus de leur rôle de 

pigments les propriétés physico-chimiques vont lui permettre de protéger la cellule des dommages 

induits par les rayons UV. En effet, une fois à l’intérieur du kératinocyte, les mélanosomes sont placés 

en position périnucléaire pour protéger le matériel génétique contre les rayonnements ionisants. 

 

C. Cancers de la peau et mélanome 
La diversité cellulaire au sein de la peau va être à l’origine de divers cancers issus de la transformation 

maligne de ces cellules. Ces cancers peuvent être divisés en deux catégories, les non-mélanocytaires 

et les mélanocytaires.  

1) Les différents types de cancers non-mélanocytaire 
-Les carcinomes basocellulaires se développent à la suite de la transformation maligne des cellules 

basales de l’épiderme. C’est le cancer de la peau plus fréquent (environ 70% des cancers de la peau), 

mais aussi le moins grave grâce à son potentiel métastatique très faible. Le traitement se fait par 

exérèse chirurgicale.  

-Les carcinomes épidermoïdes ou spînocellulaires se développent à partir des kératinocytes du stratum 

spinosum. Ils ne représentent qu’environ 20% des cancers de la peau. Ils se caractérisent par une 

croissance lente et peuvent développer un potentiel métastatique contrairement aux carcinomes 

basocellulaires. 

-D’autres cancers, bien plus rares, peuvent se développer à partir des cellules de Merkel ou encore des 

annexes de la peau (glandes sudoripares, follicules pileux etc…).  

 

2) Généralités sur le mélanome 
Le mélanome est le seul cancer de la peau de type mélanocytaire, c’est aussi le plus agressif. En effet 

il est responsable d’environ 10% des cancers de la peau mais de 80% des décès qui y sont associés. Le 

mélanome peut se développer à partir d’un grain de beauté ou naevus dans 20 à 30% des cas, ce qui 

veut dire qu’il se développe plus fréquemment à partir d’un mélanocyte de novo (Cymerman et al., 

2016). C’est un cancer qui va rapidement évoluer et utiliser le système lymphatique et/ou sanguin pour 

former des tumeurs secondaires. Ce cancer très hétérogène, est caractérisé par sa forte plasticité 

cellulaire à l’origine d’un fort potentiel métastatique et d’une propension à résister au traitement.  

D’après le centre international de recherche sur le cancer (CIRC), en 2020, 325 000 diagnostics de 

mélanome ont été posés et 57 000 personne sont mortes de la maladie. Une étude alarmante du CIRC 

prédit une augmentation de plus de 50% du nombre de nouveaux cas et de décès dus au mélanome 

d’ici 2050 (Arnold et al., 2022). En France l’institut national du cancer (INCA) dénombre 15 500 

nouveaux cas pour 1980 décès durant l’année 2018. Ces chiffres sont en nette augmentation depuis 

2010 avec une augmentation de l’incidence de 3,4% pour les hommes et de 2,4% pour les femmes.  

Le mélanome cutané est en général de bon pronostic s’il diagnostiqué et pris en charge rapidement. 

En effet sa localisation au niveau de la peau permet de le diagnostiquer facilement et de façon non 
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invasive. Pour faciliter la détection du mélanome, la règle ABCDE a été mise en place, chaque lettre 

correspondant à un signe caractéristique d’une liaison à risque. A pour asymétrie, B pour bords 

irréguliers, C pour apparition de couleurs différentes, D pour diamètre (<6mm) et E pour évolution.  

Ces critères permettent un auto-dépistage efficace d’une lésion problématique mais seule l’analyse 

histopathologique peut confirmer le diagnostic (Rastrelli et al., 2014).  

Malgré cela, un dépistage tardif réduit drastiquement les chances de guérison à cause du fort potentiel 

métastatique du mélanome cutané.  

 

D. Facteurs de risque du mélanome 
Le mélanome est un cancer multifactoriel qui va résulter de différents facteurs de risques extrinsèques 

comme l’exposition aux rayonnements UVs et intrinsèques comme le phototype. 

 

1) Facteurs de risques intrinsèques 
Ces sont les facteurs de risques qui sont constitutifs de l’individu. Comme décrit plus haut, 20 à 30% 

des mélanomes se développent à partir d’un naevus. Il y a donc une relation entre le nombre, la taille, 

le type de nævi et le risque de développer un mélanome. Ainsi la présence de de plus de 50 nævi ou 

d’au moins 5 nævi atypique de grande taille, (<5mm de diamètre, bord irrégulier, multiple couleurs) 

peut multiplier par 5 le risque de développer la maladie (S et al., 2005).  

Le phototype qui est une caractéristique génétique va influencer la susceptibilité au mélanome. En 

effet le phototype prédit la réaction de la peau à l’exposition solaire. Ainsi un phototype faible (peau 

claire, taches de rousseur, yeux clairs etc…à) est plus sensible aux effets délétères des rayonnements 

ionisants par exemple les américains d’origine caucasienne sont 20 fois plus sujets au développement 

d’un mélanome que les américains d’origine africaine (Gorantla and Kirkwood, 2014).  

La prédisposition génétique est aussi un facteur de risque puisqu’approximativement 10% des 

mélanomes surviennent dans un contexte familial. Même si la majorité des altérations génétiques dans 

le mélanome se développent de façon somatique, la présence de certains gènes héritables de 

susceptibilité jouent un rôle dans l’apparition de la maladie. Ainsi certains gènes héréditaires à forte 

pénétrance jouant un rôle dans la prédisposition au mélanome ont pu être identifiés. Par exemple on 

retrouve CDKN2A (Cyclin-Dependant Kinase Inhibitor 2A) ou encore CDK4 (Cyclin-Dependant Kinase 

4), mais aussi BAP1 (BRCA1 Associated Protein 1) qui quant à lui est associé au mélanome de l’uvée 

(Read et al., 2016; Tsao and Niendorf, 2004).  

 

2) Facteurs de risques extrinsèques 
L’exposition aux rayonnements ultraviolets est le facteur de risque environnemental prédominant 

pour le développement du mélanome. Les données épidémiologiques lient l’apparition du mélanome 

à des coups de soleil répétés dans la petite enfance, mais aussi à l’âge adulte. En effet l’absorption par 

la peau des UV va s’accompagner de lésion cellulaire importante notamment au niveau de l’ADN. 

Mécanistiquement, les propriétés ionisantes des rayons UV peuvent entraîner la liaison covalente 

entre la cytosine et la thymine formant un dimère cyclobutinique. Ce dimère pyrimidique va bloquer 

la progression des ADN polymérases δ/ε. Les UV sont également capables de générer des espèces 

réactives de l’oxygène qui seront également responsables de dommages celluaires (Ridley et al., 2009). 
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E. Progression du mélanome 
Le mélanome comme son nom l’indique provient de la transformation maligne du mélanocyte, c’est 

ce que l’on appelle la mélanomagénèse. Cette transformation va survenir via l’accumulation de 

mutations génétiques qui vont permettre l’acquisition de capacité proliférative, migratrice et 

d’échappement du système immunitaire. Lors de son développement, le mélanome va suivre plusieurs 

étapes qui sont décrites dans le modèle de Clark (Clark et al., 1969) (Fig2). 

Schéma il lustrant les  étapes de la  progress ion du mélanome avec dif férentes a ltération génétique 

retrouvée à  chaque étape. En rouge les  gène muté ou surexprimés, en vert les  gènes dont l’express ion 

diminue ou qui présentent une mutation perte de fonction.  (Miller  and Mihm, 2006)  

1) Phase horizontale de croissance 
Tout d’abord le mélanome va se développer à partir d’un naevus préexistant ou de novo à partir d’un 

mélanocyte dans ce que ce modèle appelle la phase de croissance horizontale (Radial Growth phase 

ou RGP). Durant cette phase les cellules de mélanome acquièrent leur capacité proliférative et 

commencent à former une tumeur primaire au sein de l’épiderme. A cette étape les cellules n’ont pas 

encore acquis la capacité de traverser la jonction dermo-épidermique. Un mélanome en RGP est donc 

toujours un bon candidat pour une exérèse chirurgicale (Fig2).  

 

2) Phase verticale de croissance 
Les cellules de mélanome vont ensuite acquérir la capacité d’envahir le derme sous-jacent et entrer 

dans la phase verticale de croissance (Vertical Growth Phase ou VGP). Les cellules acquièrent ce 

phénotype invasif/dédifférentié via la réactivation d’un processus embryonnaire qui ressemble à la 

transition épithélio-mésenchymateuse (Caramel et al., 2013; Hoek et al., 2006). A terme, ce 

Figure 2 : Schéma représentant les étapes et processus mis en jeux lors du développement du 

mélanome 
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mécanisme permet aux cellules d’atteindre le système lymphatique et le système vasculaire pour 

entrer en phase métastatique. Ce mécanisme augmente l’hétérogénéité intra-tumorale au sein de la 

tumeur primaire (Fig2).  

 

3) Phase métastatique  
Cette phase constitue la phase terminale de la maladie, à ce stade le pronostic est très mauvais pour 

le patient. Au cours de cette phase, les nutriments et l’oxygène commencent à manquer dans la 

tumeur primaire. Les cellules vont sécréter des facteurs solubles comme le VEGF pour promouvoir 

entre autres l’angiogenèse tumorale. A ce stade les cellules de mélanome peuvent également 

rejoindre le système lymphatique et la circulation sanguine afin de former des métastases (Liu et al., 

2014). La littérature décrit un tropisme du mélanome pour les poumons, le foie, le cerveau, mais aussi 

les ganglions lymphatiques. A ce sujet, notre laboratoire a récemment montré que les cellules de 

mélanome présentant un phénotype dédifférentié/invasif sécrètent des facteurs solubles dont le rôle 

est de rendre plus permissif le ganglion. Ce mécanisme permet de produire une niche métastatique 

favorable à l’installation des cellules tumorales (Rovera et al., 2022) (Fig2).  

 

F. Mutations initiatrices et voies de signalisation altérées du mélanome  

1) Mutations impactant la voie des MAPK 
Lorsqu’il se transforme, le mélanocyte acquiert des propriétés prolifératives. Souvent cette 

transformation aboutit à la suractivation de la voie des MAPK. Cette voie est constituée de 

sérine/thréonine kinases conservées dans l’évolution. Elle va être importante dans de nombreux 

processus cellulaires tel que la prolifération, la motilité, la différentiation, la survie ou l’apoptose 

(Zhang and Liu, 2002). L’activation de la voie se fait par différents stimuli extracellulaires. Ces stimuli 

comprennent des facteurs de croissance, des facteurs mitogènes des cytokines ou encore des facteurs 

de stress. L’activation se traduit par une cascade de phosphorylation aboutissant à l’activation de 

facteurs de transcription spécifiques. La famille des MAPKs se compose de 3 cascades distinctes 

activant les kinases suivantes que l’on nomme les MAPK :  

• Les ERKs (Extracellular signal-Regulated Kinases) 

• Les JNKs  

• Les p38 kinases  

Pour toutes les MAPK le mécanisme d’activation reste le même. Le stimulus extérieur se fixe sur des 

récepteurs membranaires à activité tyrosine kinase (RTK) qui en retour vont activer une MAPKKK ou 

MAP3Kinase. Cette kinase va phosphoryler une MAPKK ou MAP2Kinase qui en retour phosphorylera 

la MAPKinase qui est l’effecteur final de la voie.  

C’est la voie qui va impliquer ERK-1/2 qui est la voie la plus impliquée dans la progression du 

mélanome. En temps normal une petite protéine G de la famille RAS, va recruter et activer une MAP3K 

de la famille RAF (A-RAF, B-RAF ou C-RAF) au niveau de son domaine de liaison à RAS/GTP. La kinase 

RAF va ensuite phosphoryler la MAP2K MEK1/2 qui va en retour phosphoryler ERK1/2.  Il existe environ 

160 substrats pour ERK qui vont notamment réguler la prolifération, la différentiation, la motilité et la 

progression dans le cycle cellulaire (Shaul and Seger, 2007; Yoon and Seger, 2006) (Fig3A).   
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A. Voie des MAPK en conditions physiologique. B. Voie des MAPK dans le mélanome  

Grâce aux données du TCGA (The Cancer Genome Atlas) le mélanome a été classé en 4 groupes 

distincts en fonction de la mutation retrouvée au sein des cellules de la tumeur (Cancer Genome Atlas 

Network, 2015). Les trois premiers groupes représentent environ 80% des mélanomes et ont la 

caractéristique commune d’induire une activation constitutive de la voie des MAP-Kinases (MAPK = 

Mitogen Activated Protein Kinase). Ce sont les mélanomes mutés sur les gènes BRAF, NRAS et NF1. Le 

dernier groupe concerne les tumeurs qui ne portent aucune des trois mutations précédentes. 

• BRAF est une kinase de la voie des MAPK dont la mutation est retrouvée dans 50% des 

mélanomes cutanés. Elle fait partie de la famille des RAF kinases (Rapidely Accelerated 

Fibrosarcoma) qui est composée de 2 autres membres : A-RAF et C-RAF. Dans le mélanome, la 

substitution de la valine 600 par un acide glutamique est la mutation la plus fréquente pour 

l’oncogène BRAF (BRAFV600E) qui est située dans le segment d’activation du domaine kinase. 

Cette substitution induit donc une activation constitutive de BRAF et de la voie des MAPK en 

aval (Davies et al., 2002). Il existe d’autres mutations de BRAF touchant la valine 600 comme 

BRAFV600K et BRAFV600D qui elles aussi augmentent l’activité de la kinase (Ad et al., 2013). 

Cependant la mutation BRAFV600E n'est pas suffisante pour induire une transformation 

tumorale. Pour achever sa transformation, la cellule devra donc acquérir des mutations 

secondaires (Fig3B).  

• NRAS fait partie de la super famille des petites GTPases comprenant les Ras, les Rho, les Rac 

les Ral et Cdc42. L’altération du codon 61 est la mutation la plus fréquente de NRAS retrouvée 

dans environ 20% des mélanomes (Q61R et Q61K) (Platz et al., 2008). Cette mutation va 

réduire l’activité GTPase intrinsèque et donc les activer constitutivement. Comme NRAS se 

Figure 3 : Schéma illustrant la voie des MAPK 
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trouve en amont de RAF/MEK/ERK, sa mutation va conduire à l’activation constitutive de la 

voie. De plus on peut noter que la mutation NRAS est également un activateur de la voie des 

PI3K (Phosphoinositide-3 Kinase) (Fig3B).  

• NF1 code pour la neurofibromine qui fait partie de la famille des GAP (GTPase-activating 

proteins). Son rôle va être de catalyser l’hydrolyse de RAS-GTP en RAS-GDP, ce qui en fait un 

inhibiteur de l’activité des protéines RAS. Elle se place donc en amont de la voie des MAPK en 

régulant négativement son activation. Dans le mélanome les mutations touchant NF1 sont soit 

des mutations pertes de fonction, soit des délétions. Dans les deux cas elles vont entraîner une 

augmentation de l’activité de RAS et de ses effecteurs dans la voie des MAPK mais aussi de 

PI3K/AKT. Ces mutations se retrouvent dans environ 14% des mélanomes cutanés (Andersen 

et al., 1993).  

 

2) Groupe des triples négatifs  
Le groupe triple négatif ou triple WT (« wild type ») regroupe tous les mélanomes qui ne présentent 

pas de mutation sur BRAF, NRAS ou NF1. Dans ce groupe on trouve des mutations pouvant entraîner 

l’activation de la voie des PI3K/AKT comme des amplifications de PDGFRα (Platelet-Derived Growth 

Receptor α) et VEGFR2 (Vascular Endothelial Factor Receptor 2). Ou encore des amplifications de 

régulateurs du cycle cellulaire comme CDK4.  
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3) Voie PI3K/AKT 
Cette voie joue un rôle essentiel dans la cellule en régulant entre autres la survie, la différentiation et 

la prolifération (Liu et al., 2009). La voie des PI3K permet la transduction du signal de nombreux stimuli 

extracellulaires (facteur de croissance, facteur de stress, cytokines) à l’aide RTK ou de récepteurs 

couplés aux protéines G (RCPG). Ces récepteurs vont catalyser une phosphorylation activatrice sur la 

PI3K qui en retour va s’hétérodimériser et phosphoryler le phosphatidylinositol-4,5-biphosphate (PIP2) 

en phosphatidylinositol-3,4,5-triphosphate (PIP3). PIP3 va permettre le recrutement d’AKT à la 

membrane qui sera activée par phosphorylation via PDPK1 et PDPK2. En aval, AKT va pouvoir activer 

directement ou indirectement des protéines responsables des nombreux processus cellulaires décrits 

ci-dessus. Dans de nombreux cancers incluant le mélanome, cette voie de signalisation est dérégulée 

(Madhunapantula et al., 2011) (Fig4). 

 

Dans 10 à 30% des mélanomes on observe une perte de fonction de PTEN qui est un régulateur négatif 

de la voie des PI3K (Wu et al., 2003). Cette perte de fonction entraine une activation constitutive de la 

voie dans le mélanome. Les altérations de PTEN sont majoritairement trouvées dans les mélanomes 

mutés BRAF (environ 20% des patients porteur de la mutation BRAFV600E).  

Dans environ 50% des mélanomes, on retrouve une surexpression de l’isoforme AKT3 (Stahl et al., 

2004). De plus la phosphorylation d’AKT3 est corrélée avec la progression du mélanome. En effet le 

mélanome métastatique présente un plus fort taux d’expression que les mélanomes primaires par 

exemple. Cette suractivation d’AKT3 est un mauvais pronostic dans le mélanome (Dai et al., 2005).  

 

Figure 4 : Schéma illustrant la voie PI3K/AKT 
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4) Autres voies altérées 
D’autres voies peuvent également être impliquée dans la progression du mélanome. Entre autres C’est 

notamment le cas de la voie en aval du gène CDKN2A qui régule la prolifération et l’entrée dans le 

cycle cellulaire. Ces mutations peuvent coopérer avec les mutations BRAF et NRAS sous forme de 

mutation secondaire pour achever la transformation maligne du mélanocyte  (Kannan et al., 2003). 

Des mutations sur le gène CDK4 dans les mélanomes familiaux vont également affecter le cycle 

cellulaire (Rane et al., 2002).   

Des travaux du laboratoire montrent que la voie NF-κB canonique peut être activée par la sécrétion de 

PTX3 (long pentraxin 3) (Rathore et al., 2019). Nous montrons également une régulation de la voie NF-

κB non canonique par les récepteurs du collagène DDR (récepteur à domaine discoïdine)(Berestjuk et 

al., 2022).   



 33 

 

G. L’hétérogénéité des cellules de mélanome 
Tout au long du développement tumoral, les cellules de mélanome font preuve d’une remarquable 

plasticité qui explique la grande hétérogénéité du mélanome. Premièrement, cette hétérogénéité 

s’observe entre les patients dont les tumeurs évolueront différemment en fonction du contexte 

environnement et génétique. Deuxièmement, la tumeur en elle-même va présenter une très forte 

hétérogénéité. Elle sera également bien souvent différente des tumeurs secondaires qui auront 

changé leur programme transcriptionnel ou acquis de nouvelles mutations. La littérature nous montre 

que les profils transcriptomiques des cellules vont dépendre de la progression, du traitement et de la 

résistance des cellules.  

1) Plasticité phénotypique  
La plasticité cellulaire du mélanome permet l’acquisition de changements phénotypiques, fournissant 

des capacités de survie, de prolifération, de dissémination et d’adaptation aux cellules de mélanome. 

Ce phénomène appelé plasticité phénotypique permet aux cellules de transiter d’un phénotype à un 

autre en modifiant son programme transcriptionnel de façon réversible (Hoek et al., 2006). Les cellules 

de mélanome sont ainsi capables de passer d’un phénotype prolifératif vers un phénotype invasif afin 

de s’adapter au mieux à son environnement immédiat. Ce « switch phénotypique » présente des 

caractéristiques communes avec la transition épithélio-mésenchymateuse que peuvent subir les 

cellules de cancer épithéliaux.  Cette capacité d’osciller entre les phénotypes et qui ne dépend pas du 

statut mutationnel est une belle illustration de la haute plasticité du mélanome (Fig5).  

En haut i l lustration non exhaustive des facteurs  pouvant induire le switch phénotypique. Au milieu, 

i l lustration des différences de morphologie entre les  cellu les  mélanocytique et les  cellu les 

dédifférenciées. En bas, tableau i l lustrant les  marqueurs caractér ist iques des deux population s  

 

Figure 5 : Le Switch phénotypique 
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Cette hétérogénéité est marquée par une différence dans l’expression de certains gènes. Ainsi les 

cellules qui expriment fortement les facteurs de transcription MITF et SOX10 sont prolifératives, 

expriment des marqueurs de différenciation comme MLANA et sont peu invasives. Les cellules qui 

expriment ces marqueurs mélanocytaires sont fortement prolifératives, peu invasives et sont sensibles 

aux thérapies ciblées (Müller et al., 2014). On parle alors de cellules différenciées mélanocytiques 

(Fig5).  

A l’inverse les cellules qui présentent une faible expression de MITF vont être caractérisées par un 

phénotype invasif/dédifférencié. Au contraire des cellules mélanocytiques, les cellules de mélanome 

présentant ce phénotype vont être peu prolifératives (Fallahi-Sichani et al., 2017). Cette capacité 

proliférative réduite les rend également moins sensibles à l’arrêt de prolifération provoqué par les 

thérapies ciblées. Elles vont exprimer des marqueurs mésenchymateux comme ZEB1, la Ncadhérine et 

AXL. Ces cellules seront également moins sensibles aux thérapies ciblées grâce à l’expression de AXL. 

En effet AXL permet d’activer la voie PI3K/AKT permettant à la cellule de contourner l’inhibition de la 

voie des MAPK (Müller et al., 2014; Verfaillie et al., 2015) (Fig5).  

En 2018, une étude ajoute de la complexité à ce modèle binaire en mettant en évidence 4 populations 

de cellules de mélanome (Tsoi et al., 2018). La première population, C1, regroupe les cellules 

indifférenciées invasives et pro inflammatoires. La population C2 comprend les cellules exprimant des 

marqueurs communs avec leurs ancêtres embryonnaires de la crête neurale. La population C4 

rassemble les cellules présentant le phénotype différencié le plus proche du mélanocyte et l’expression 

de marqueurs de pigmentation. La population C3 quant à elle se situe à l’interface entre la population 

C2 et C3. Ces populations sont caractérisées par une ouverture différentielle de leur chromatine qui 

les rend semblables aux mélanocytes pour les plus différentiés ou aux fibroblastes pour les moins 

différentiées (Verfaillie et al., 2015).  

Récemment, 4 nouvelles sous-populations en réponse aux thérapies ciblées ont été identifiées par une 

approche de séquençage ARN sur cellule unique dans un modèle de xénogreffe de cellules de patients 

chez la souris (Rambow et al., 2018). 

 

2) Facteurs d’induction de la plasticité phénotypique  
Le switch phénotypique peut être contrôlé comme on vient de le voir par l’expression de certains 

gènes, mais il peut également être sous le contrôle du microenvironnement. Par exemple la présence 

de facteurs de croissance tel que le TGFβ produit par les fibroblastes associés au cancer (CAFs) est 

décrit pour induire la transition phénotypique des cellules de mélanome par exemple via la voie 

YAP/TAZ (Miskolczi et al., 2018). En plus des facteurs solubles le microenvironnement détermine 

également l’accès de la tumeur à l’oxygène et aux nutriments. En condition hypoxique la littérature 

décrit que les cellules de mélanome vont présenter un phénotype dédifférencié avec une diminution 

de l’expression de MITF ROS dépendante (Cheli et al., 2012) (Fig5).  

Paradoxalement, les thérapies ciblées peuvent induire le passage d’un phénotype prolifératif sensible 

au traitement à un phénotype invasif et résistant au traitement. Ce phénomène est gouverné par une 

reprogrammation transcriptionnelle et sera transitoire sur des périodes de traitement courtes. Une 

étude récente de notre laboratoire montre que l’induction d’un cluster de mir par les inhibiteurs de 

BRAF et de MEK gouverne la transition phénotypique via l’expression de fascin1 (Diazzi et al., 2022). 

Lorsque les cellules perdent l’expression de cette protéine elles transitionnent d’un phénotype 

mélanocytique sensible au traitement vers un phénotype invasif résistant et vice-versa (Fig5).  
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H. La prise en charge thérapeutique du mélanome 
Comme on a pu le voir le traitement du mélanome cutané va en grande partie dépendre de 

l’avancement de la pathologie. Tant que le mélanome n’a pas envahi le derme et n’est pas capable de 

métastaser, le pronostic reste très bon après exérèse chirurgicale de la tumeur primaire (Conic et al., 

2018).  

Malheureusement, une fois le mélanome passé en phase verticale de croissance avec l’envahissement 

du derme, le pronostic devient plus sérieux. Enfin lorsque le mélanome commence à former des 

métastases, le pronostic vital est engagé. En effet lorsqu’il est diagnostiqué à un stade métastatique 

tardif, le taux de survie à 5 ans des patients avoisine les 15%. 

Avant la découverte de la mutation BRAFV600E et la révolution des thérapies ciblées reposant sur des 

inhibiteurs spécifiques de cette kinase les traitements disponibles étaient peu efficaces. En effet 

jusqu’en 2010, les seuls traitements étaient des chimiothérapies avec notamment des agents alkylants 

de l’ADN ou l’utilisation d’interleukine-2 à forte dose. L’efficacité de ces traitements était relative avec 

un taux de réponse qui ne dépassait pas les 10% et aucune amélioration du taux de survie (Eggermont 

and Kirkwood, 2004).   

De nos jours, avec l’avènement des thérapies ciblées en 2012 rejointes en 2015 par les 

immunothérapies, le traitement va dépendre de la présence de l’oncogène BRAFV600E chez les patients 

présentant un mélanome au stade avancé et non résécable. Ainsi les patients porteurs de cet oncogène 

seront traités avec les thérapies ciblées qui sont des inhibiteurs de BRAFV600E et de MEK. Malgré 

l’efficacité du traitement l’apparition de résistances est presque systématique. Par conséquent les 

patients qui développent des résistances et les patients ne portant pas de mutation sur BRAF seront 

traités avec les immunothérapies qui sont de meilleur pronostic sur le long terme. Récemment ce 

dogme commence à changer et on pourra administrer des immunothérapies en première ligne sur des 

patients mutés BRAF présentant une progression tumorale lente pour bénéficier du pronostic à long 

terme plus avantageux de ce type de thérapies (Bai and Flaherty, 2021) (Fig6). 

  

Figure 6 : Traitements actuels du mélanome en fonction du statut mutationnel 
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1) Emergence des thérapies ciblées 
Avec l’identification de la mutation BRAFV600E le traitement du mélanome a connu une véritable 

révolution. En effet, cette découverte a entrainé le développement d’inhibiteur agissant sur la forme 

mutée de BRAF. Ces inhibiteurs sont des antagonistes spécifiques et réversibles de la liaison de 

BRAFV600E à l’ATP inhibant au passage l’activité kinase (Waizenegger et al., 2016). Actuellement, il existe 

deux inhibiteurs de BRAF avec une autorisation de mise sur le marché : le PLX4032 ou Vémurafénib et 

le GSK2118436 ou dabrafénib. En 2010, de premières études avec le Vémurafénib montrent une 

augmentation significative de la survie des patients (de 1,6 à 6,9 mois) avec un taux de réponse de 70% 

(Chapman et al., 2011). Malgré l’avancée significative que constitue le Vémurafénib, il existe de 

nombreux effets secondaires avec notamment le risque de développer un carcinome épidermoïde 

(McArthur et al., 2014; Young et al., 2012). Le Dabrafénib quant à lui a reçu son AMM deux ans après 

le Vémurafénib et semble posséder un meilleur potentiel antitumoral avec moins d’effets secondaires 

cancérogènes (Hauschild et al., 2012).   

Bien que l’efficacité de ces inhibiteurs soit impressionnantes chez les patients, la durée de la réponse 

reste limitée à cause de l’émergence de résistances 6 à 8 mois après le début du traitement (Finn et 

al., 2012).  

2) La combothérapie 
Il est fréquent d’observer une réactivation de la voie de MAPK en réponse aux inhibiteurs de BRAF. 

C’est la raison pour laquelle des inhibiteurs de l’effecteur direct BRAF : MEK ont été développés. Un 

premier essai clinique a pu déterminer que l’utilisation d’inhibiteurs de MEK seuls bien que montrant 

une efficacité accrue par rapport aux chimiothérapies classiques se révèle inférieur aux inhibiteurs de 

BRAF (Flaherty et al., 2012).  

Ainsi la combinaison d’inhibiteurs de BRAF et de MEK a été envisagée pour contourner le problème de 

la réactivation de la voie de MAPK. Un premier essai clinique concluant combinant le Dabrafénib avec 

un inhibiteur de MEK : le Tramétinib montre une augmentation significative de la survie sans 

progression lorsque l’on compare la combothérapie au Dabrafénib seul (de 8,8 mois à 11 mois) (Long 

et al., 2015). La combinaison du Vémurafénib et d’un autre inhibiteur de MEK : le Cobimétinib donne 

des résultats similaires lorsqu’elle est comparée au Vémurafénib seul (de 6,2 à 9,9 mois). L’utilisation 

de la combothérapie améliore non seulement le taux de réponse des patients mais également leur 

qualité de vie puisqu’elle génère moins d’effets secondaires.  

En 2018 un nouveau couple d’inhibiteurs de BRAF et de MEK : l’Encorafénib et le Binimétinib montre 

une efficacité encore accrue d’environ 33 mois pour 17 mois avec le Vémurafénib. De plus ce nouveau 

couple d’inhibiteur se révèle moins toxique en termes d’effets secondaires que les autres couples 

(Dummer et al., 2018).  

De nos jours, ces trois couples d’inhibiteurs constituent le traitement de première ligne contre les 

patients porteurs de l’oncogène BRAFV600E et présentant des tumeurs à croissance rapide mettant en 

jeu le pronostic vital si elles ne sont pas rapidement arrêtées. Malgré cet état de fait, l’apparition de 

résistances constitue toujours un obstacle majeur à la guérison et les patients non porteurs de la 

mutation BRAFV600E+ sont laissés de côté par ces thérapies.  

 



 37 

3) L’immunothérapie 
Le système immunitaire est essentiel dans la surveillance tumorale. En effet les cellules immunitaires 

sont censées reconnaitre et détruire les cellules anormales ou tumorales. Malgré cela, l’échappement 

immunitaire est une caractéristique présente dans la plupart des cancers mélanome inclus (Hanahan 

and Weinberg, 2011). Ces cellules vont par exemple détourner à leur avantage certains mécanismes 

immunologiques pour diminuer l’infiltration de cellules tumorales au sein de la tumeur. Elles vont par 

exemple pouvoir produire des médiateurs immunosuppresseurs ou encore modifier la présentation 

des antigènes (Vinay et al., 2015). Mais de façon intéressante elles sont capables de prendre avantage 

de système de frein immunologique comme la voie CTLA-4 ou le couple ligand-récepteur PD-1/PD-L1 

(Programmed Death Ligand 1) qui induisent l’inactivation du système immunitaire. On appelle ces 

voies les points de contrôle immunitaire ou « immune checkpoint ». Le rôle physiologique de ces voies 

de signalisation est d’éviter l’apparition de réactions auto-immunes ainsi que la perte de contrôle de 

la réaction immunitaire. 

C’est dans l’idée d’empêcher les cellules tumorales de détourner ces systèmes de frein immunologique 

que l’immunothérapie a été développée. Dans le mélanome plus particulièrement ce sont des 

anticorps monoclonaux inhibiteurs de ces « immune checkpoint » qui sont utilisés : les anti-CTLA4 et 

les anti-PD1 (Furue et al., 2018).  Les immunothérapies représentent le traitement de première ligne 

pour les patients qui ne portent pas de mutation sur BRAF. Elles sont également données en première 

ligne pour les patients portant la mutation BRAFV600E avec une croissance tumorale lente. Enfin elle 

sera donnée en seconde ligne pour les patients ayant développé des résistances aux thérapies ciblées.  

• Anti-CTLA4 : Les anti-CTLA4 sont des anticorps monoclonaux dirigés contre le récepteur 

membranaire CTLA4 (Cytotoxic T-Lympocyte Antigen 4) des lymphocyte T. Le récepteur CTLA4 

va empêcher l’activation des lymphocytes T lorsqu’il est lié à son ligand B7 (CD80 et CD86) à la 

surface des cellules présentatrices d’antigène. Les anti-CTLA4 vont prévenir cette interaction 

et ainsi empêcher la désactivation du lymphocyte T. Dans le cadre du mélanome l’anticorps 

utilisé est l’Ipilimumab et va améliorer la survie globale des patients (environ 11 mois) malgré 

un faible taux de réponse (15%). De plus un fort pourcentage de patients ayant répondu est 

encore vivant après deux à cinq ans (Hodi et al., 2010).  

• Anti-PD-1 : Le récepteur PD-1 se trouve à la surface des lymphocytes T, et lorsqu’il interagit 

avec son ligand PD-L1 (CD274) ou PD-L2 (CD273) il va inhiber l’activité du lymphocyte T. Les 

ligands de PD-1 sont exprimés en temps normal par les cellules présentatrices d’antigène 

comme les macrophages ou les cellules dendritiques mais peuvent également être exprimés 

par des cellules tumorales cherchant à échapper au système immunitaire. Les deux anticorps 

monoclonaux dirigés contre PD-1 utilisés dans le traitement du mélanome sont le Nivolumab 

et Pembrolizumab. Ils vont empêcher la formation du complexe ligand-récepteur et restaurer 

l’activité cytotoxique antitumorale des lymphocytes T. Les anti-PD-1 montrent un taux de 

réponse globalement plus élevé que les anti-CTLA4 avec 32% de réponse pour le Nivolumab et 

38% de réponse pour le Pembrolizumab. Ce dernier présente d’ailleurs un taux de survie sans 

progression à 6 mois de 47,3% contre 26,5% pour l’Ipilimumab(Robert et al., 2015; Topalian et 

al., 2014). Depuis 2016 les anti-PD1 peuvent être utilisés en première intention quel que soit 

le statut mutationnel du patient.  

Malgré des résultats prometteurs, les immunothérapies sont également responsables d’effets 

secondaires tel que des réactions auto-immunes. En partie pour résoudre ce problème, plusieurs 

études prometteuses sont en cours pour étudier la faisabilité d’une combinaison entre les 

immunothérapies et les thérapies ciblées pour les patients porteurs d’une mutation BRAF. Une de ces 

études : COMBI-i montre une réponse complète pour 44% des patients (Gutzmer et al., 2020). 
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Ces dernières années les avancées dans la prise en charge thérapeutique donnent espoir aux patients 

atteints de mélanome métastatique. Malheureusement la grande capacité d’adaptation aux thérapies 

du fait de sa grande plasticité fait du mélanome un cancer qui reste difficile à traiter.   

 

I. Les mécanismes de résistance thérapeutique du mélanome 
Comme on vient de le voir, la réponse au traitement du mélanome ne reste que partielle et l’apparition 

de résistances est un frein pour la prise en charge thérapeutique durable des patients (Fig6). Les 

cellules de mélanome sont hétérogènes, exprimant une grande plasticité avec plusieurs sous-clone aux 

propriétés différentes. On alors va distinguer deux types de résistances. Premièrement la résistance 

innée se met en place par la sélection de sous-clone résistants préexistants à l’aide de la pression de 

sélection induite par la thérapie. Elle concerne 10% des patients pour les thérapies ciblées et 20% des 

patients pour les immunothérapies. Deuxièmement la résistance acquise se met en place au cours du 

traitement grâce à des mécanismes adaptatifs. On va distinguer les mécanismes de résistance 

intrinsèque résultant d’adaptation interne de la cellule et les mécanismes de résistance extrinsèque 

dépendant du microenvironnement.  
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1) Résistance thérapeutique intrinsèques aux thérapies ciblées 
Le ciblage de l’oncogène BRAFV600E mène à la mise en place de mécanisme de résistance que l’on classe 

en deux groupes. Premièrement la résistance génétique qui se met en place grâce à l’acquisition de 

mutations secondaires pouvant réactiver la voie des MAPK ou activer d’autre voies oncogéniques 

(Fig7). Deuxièmement la résistance non génétique qui va se mettre en place via des changements du 

programme transcriptionnel et/ou des modifications épigénétiques.  

Adapté de (Kozar et a l. ,  2019)  

Dans la majorité des cas (80%) ces mécanismes de résistance vont aboutir à la réactivation de la voie 

des MAPK (Moriceau et al., 2015). Ces mécanismes vont permettre de passer outre l’inhibition de BRAF 

et de maintenir l’activation de MEK pour restaurer la signalisation dépendante de ERK.  Ces altérations 

vont majoritairement toucher des protéines influant sur l’activité de la voie des MAPK telles que : NF1, 

NRAS, BRAF ou MEK (Fig7). Ainsi dans 20% des cas, une amplification de BRAFV600E est observée chez 

certains patients traités avec les inhibiteurs de BRAF permettant la réactivation de la voie des MAPK 

(Shi et al., 2012). L’épissage alternatif de BRAFV600E aboutit à la production d’une forme tronquée de la 

kinase qui permet à la cellule de résister au traitement (Poulikakos et al., 2011). En amont de BRAF 

l’apparition de mutations secondaires au niveau de NRAS similaires à celles des tumeurs primaires 

mutées NRAS (Q61K et Q61R). Ces mutations de NRAS contournent l’inhibition de BRAF en préférant 

passer par l’isoforme C-RAF réactivant ainsi la voie des MAPK (Nazarian et al., 2010). De la même façon, 

des mutations inactivatrices de NF1 permettent de lever son inhibition sur NRAS et entrainer une 

réactivation de la voie (Whittaker et al., 2013). En aval de BRAF des mutations de MEK peuvent 

également être responsables de la résistance aux thérapies ciblées (Villanueva et al., 2013). Enfin COT, 

Figure 7 : Schéma illustrant les mécanismes de résistance intrinsèques aux thérapies ciblées 
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une kinase agoniste de la voie des MAPK peut restaurer l’activité de la voie via MEK en court-circuitant 

RAF (Johannessen et al., 2010) (Fig7).  

Outre la réactivation de la voie des MAPK, les résistances intrinsèques peuvent également activer 

d’autres voies. L’autre voie la plus communément activée dans la résistance aux thérapies ciblées est 

la voie PI3K/AKT. Dans 10% des cas l’activation de la voie des PI3K provient d’une délétion ou d’une 

mutation inactivatrice sur le suppresseur de tumeur PTEN (Paraiso et al., 2011). La surexpression de 

certains récepteurs tyrosine kinase (RTK) peut également aboutir à l’activation de la voie PI3K. Cette 

voie permet de passer outre l’inhibition de la voie des MAPK en restaurant la prolifération et la survie 

des cellules de mélanome. De plus on sait que les cellules résistantes aux thérapies ciblées montrent 

une surexpression de AXL qui joue également dans l’activation de la voie PI3K/AKT comme mentionné 

précédemment (Boshuizen et al., 2018)(Fig7).  

Une autre étude montre que la pression de sélection appliquée par les inhibiteurs de BRAF induit un 

enrichissement au sein de la tumeur d’une sous population cellulaire présentant une activation 

constitutive du facteur de transcription AhR (Aryl hydrocarbon Receptor). Ainsi l’inhibition d’AhR en 

combinaison avec les thérapies ciblées réduit le nombre de cellules résistantes et retarde la rechute 

(Corre et al., 2018). De façon intéressante, l’inhibition de AhR va diminuer l’expression de SMAD3 qui 

est un acteur clé de la résistance aux inhibiteurs de BRAF. Le niveau d’expression de SMAD3, mais aussi 

de BIRC3 et SLC9A5 est augmenté durant la phase d’acquisition de résistance aux inhibiteurs de BRAFs 

et promeut un phénotype mésenchymal (Gautron et al., 2021).   

 

2) Résistance croisée entre thérapies ciblées et immunothérapies 
De plus en plus de données récentes de la littérature pointent vers des mécanismes de résistances 

croisées entre les thérapies ciblées et les immunothérapies. En 2020 une étude du groupe de Sanz 

Moreno montre l’importance de la voie ROCK/Myosine II dans la cross-résistance thérapies 

ciblées/immunothérapies (Orgaz et al., 2020). L’étude montre que les cellules résistantes aux thérapies 

ciblées présentent une augmentation de l’activation de cette voie qui en retour leur confère une 

résistance aux immunothérapies. Le ciblage de cette voie restaure la sensibilité des cellules aux 

inhibiteurs de BRAF et de MEK via la production de R.O.S. endommageant l’ADN. En parallèle le ciblage 

de cette voie diminue l’activité immunosuppressive des cellules de mélanome via une diminution de 

la sécrétion du TGF-β. Cette diminution induite par les inhibiteurs de ROCK semble restaurer l’activité 

antitumorale des anti-PD-1 (Orgaz et al., 2020). 

Une autre étude récente de 2021 observe que la résistance aux thérapies ciblées influence la réponse 

du mélanome aux immunothérapies en manipulant le microenvironnement tumoral pour le rendre 

immunosuppressif. L’étude montre une absence de cellules dendritiques actives (CD103+) dans le 

microenvironnement de tumeurs résistantes aux thérapies ciblées. Cette absence prévient la mise en 

place d’une réponse T antitumorale efficace (Haas et al., 2021).  

L’apparition de résistances croisées entre les thérapies ciblées et les immunothérapies explique 

l’efficacité plus faible des immunothérapies lorsqu’elles sont données en seconde intention à des 

patients ayant développé une résistance aux thérapies ciblées. Cela souligne également l’importance 

du choix du traitement donné en première ligne pour les patients présentant une mutation BRAF et 

motive l’utilisation des deux traitements de façon séquentielle ou concomitante.  
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3) Résistance extrinsèque aux thérapies ciblées conférées par les facteurs solubles 
La résistance peut également être induite par le microenvironnement tumoral. C’est ce qu’on appelle 

la résistance médiée par l’environnement ou EM-DR (Environnenment-Médiated Drug Resistance). 

L’EM-DR est une forme de résistance non génétique qui va protéger les cellules contre les effets 

initiaux de différentes thérapies. Ce type de résistance peut être médiée par les facteurs solubles 

présents dans le microenvironnement dans ce cas on parle de SFM-DR (pour Soluble Factor-Mediated 

Drug Resistance). Ces facteurs solubles peuvent être des facteurs de croissance, des cytokines, ou 

encore des métabolites qui sont produits par les cellules stromales. Par exemple l’IL-6 et le SDF-1 sont 

connus de la littérature pour conférer une résistance à différents agents thérapeutiques de cancer 

hématologiques et épithéliaux (Frassanito et al., 2001; Hartmann et al., 2005). Dans le cadre du 

mélanome on peut citer l’exemple de la production de HGF (Facteur de croissance hépatocytaire) par 

les fibroblastes du microenvironnement tumoral. Le HGF va ensuite se fixer au récepteur MET à la 

surface des cellules de mélanome permettant une réactivation de la voie MEK/ERK mais aussi une 

activation de la voie PI3K/AKT (Fedorenko et al., 2015).  

 

4) Résistance extrinsèque aux thérapies ciblées conférées par l’adhésion cellulaire 
Il existe un second type de résistance médiée par le microenvironnement, plus spécifiquement par sa 

composante matricielle et cellulaire. Ce type de résistance est dépendante de l’adhésion des cellules 

tumorales à la MEC ou aux cellules stromales d’où l’appellation de CAM-DR (Cell Adhesion-Mediated 

Drug Resistance). L’interaction entre les cellules tumorales et les cellules stromales est bien connue de 

la littérature pour influencer la réponse thérapeutique. Dans le cadre du mélanome L’ensemencement 

des cellules sur une monocouche de CAF augmente la survie des cellules tumorale en réponse à la 

chimiothérapie (Flach et al., 2011).  

La résistance médiée par la matrice est également très bien décrite, en ce qui concerne le mélanome, 

une étude de 2015 montre que le traitement au Vémurafénib va stimuler la production de fibronectine 

par les fibroblastes (Hirata et al., 2015). Ce surplus de fibronectine dans le microenvironnement 

tumoral va permettre la réactivation de la voie ERK dans les cellules de mélanome via l’axe intégrine 

β1-FAK-Src. Notre laboratoire a récemment montré que la matrice produite par les fibroblastes 

associés aux cancers protège les cellules de mélanome contre les thérapies ciblées. Cette protection 

s’explique par le « clustering » des récepteurs du collagène DDR1 et 2 à la membrane des cellules de 

mélanome en engageant la voie NF-κB non canonique. Ainsi le ciblage spécifique de ces récepteurs 

abroge la protection conférée par la matrice des CAF (Berestjuk et al., 2022).  

 

Dans une seconde étude, notre laboratoire montre qu’en réponse aux inhibiteurs de la voie des MAPK 

les cellules de mélanome vont secréter leur propre matrice extracellulaire. En effet les cellules de 

mélanome vont pouvoir s’adapter aux thérapies ciblées grâce à la mise en place d’une boucle 

d’amplification positive. Cette boucle va d’une part déclencher le remodelage et la rigidification 

autocrine de la MEC. D’autre part cette rigidification va être lue par la cellule au moyen des 

mécanosenseurs YAP (Yes Associated Protein) et MRTF (Myocardin-Related Trancription Factor) dans 

le cadre de la mécanotransduction. La mise en place de ces voies de mécanotransduction induit un 

programme transcriptionnel qui renforce la rigidification de la MEC créant ainsi une boucle. C’est la 

mise en place et l’amplification de ce phénomène qui va provoquer l’échappement thérapeutique du 

mélanome, on parle alors de mécanorésistance (Girard et al., 2020)(Fig8). Notre équipe propose donc 

que le ciblage de cette boucle d’amplification positive constitue une stratégie thérapeutique 

prometteuse contre l’apparition de résistances aux thérapies ciblées (Fig8). 
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Adapté de (Girard et a l. ,  2020) .  

Figure 8 : Modèle de la reprogrammation biomécanique des cellules de mélanome induite par les 

thérapies ciblées 
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II. Matrice extracellulaire et mécanotransduction  

A. Microenvironnement et matrice extracellulaire 
Dans un tissu sain, les cellules sont maintenues par un environnement permettant le maintien de leurs 

fonctions, c’est ce que l’on appelle le microenvironnement. Il est formé par des composants cellulaires 

(fibroblastes, cellules endothéliales, cellules immunitaires etc…) et des composants non cellulaires que 

l’on appelle la matrice extracellulaire (MEC).  

Adapté de (Frantz et a l. ,  2010) . 

1) Composants cellulaires du microenvironnement 
Au sein du microenvironnement, on va retrouver plusieurs types de cellules qui vont assurer 

l’immunité, l’intégrité l’innervation ainsi que la production de la matrice extracellulaire (MEC)(Fig9).  

On va tout d’abord trouver les cellules de la lignée myéloïde comme les cellules dendritiques et les 

neutrophiles. Leur rôle va être de mettre en place la réponse immunitaire innée pour lutter contre les 

pathogènes. Dans un contexte tumoral, ces cellules peuvent être détournées pour soutenir la 

progression tumorale. C’est notamment le cas des macrophages qui présenteront un phénotype anti 

inflammatoire et pro-tumoral de type M2 dans le voisinage des tumeurs (Biswas et al., 2006).  

On trouve ensuite les cellules de la lignée lymphoïde comme les lymphocytes T et les natural killer dont 

le rôle cette fois-ci sera de mettre en place la réponse immunitaire adaptative en coopérant 

notamment avec les cellules présentatrices d’antigènes. Dans le cadre du cancer, des mécanismes de 

freins immunologiques propres aux lymphocytes T sont souvent détournés à l’avantage des tumeurs. 

Figure 9: Schématisation du microenvironnement physiologique 
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C’est ce phénomène qui a permis le développement des immunothérapies dont nous avons parlé dans 

le chapitre I.  

On trouve aussi un grand nombre de cellules mésenchymateuses dont le rôle sera de structurer le 

microenvironnement tumoral. Par exemple les péricytes et les cellules endothéliales sont d’origine 

mésenchymateuse et permettent la mise en place des vaisseaux sanguins au sein du 

microenvironnement. Dans le cadre du cancer, ces cellules sont détournées afin de vasculariser la 

tumeur pour lui apporter les nutriments dont elle a besoin et lui faciliter la dissémination métastatique 

(Carmeliet and Jain, 2011). 

Enfin on trouve les fibroblastes qui vont être responsables de la synthèse de la matrice extracellulaire 

et qui vont également participer à la cicatrisation des tissus. Les fibroblastes associés au cancer (CAFs) 

sont le type cellulaire qui est le plus fréquent au sein du microenvironnement tumoral. Elles sont 

recrutées par les cellules tumorales ce qui leur donne des caractéristiques pro-tumorales (Kalluri, 

2016). 

 

2) Composants non cellulaires du microenvironnement 
Dans l’organisme, les cellules sont entourées par une structure tridimensionnelle complexe que l’on 

appelle la matrice extracellulaire. Cette matrice est composée d’un mélange de protéines, de 

glycoprotéines de protéoglycanes et de facteurs solubles (cytokines et facteurs de croissance). La MEC 

va à la fois fournir un support structurel et contextuel permettant à la cellule de réagir correctement 

(Koontongkaew, 2013). On verra également que la Mec peut être une source de signaux biophysiques 

qui sont lus et interprétés par la cellule au cours du processus de la mécanotransduction.  

 

a) Les facteurs solubles 

Parmi les facteurs solubles, on trouve les facteurs de croissance dont le rôle est de promouvoir la 

communication entre les différents types cellulaires composant le microenvironnement. Pour ce faire 

ils se lieront à leur récepteur spécifique à la surface des cellules. Ils sont capables de se lier aux 

protéines matricielles ce qui constituera un réservoir de facteur de croissance, c’est notamment le cas 

du FGF et du VEGF. La dégradation des protéines matricielles par des enzymes spécialisées permettra 

alors de libérer ces facteurs de croissance dans le milieu et leur permettre de jouer leur rôle (Hynes, 

2009). Parmi ces facteurs solubles on trouve également des cytokines dont l’interaction avec des 

protéines matricielles comme les protéoglycanes modifie leur dynamique ligand-récepteur. C’est 

notamment le cas du TGF-β (Schönherr and Hausser, 2000).  
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Adapté de (Mouw et a l. ,  2014) . 

b) Le collagène 

Les collagènes représentent à eux seuls 30% des protéines chez l’humain ce qui en font le type 

majoritaire de protéines retrouvées dans la MEC (Theocharis et al., 2016). Ils sont principalement 

synthétisés et secrétés par les fibroblastes. Les différents types de collagènes se forment par 

l’association homo ou hétérodimérique de 3 chaînes polypeptidiques en hélice α selon le type de 

collagène. Il existe au minimum 46 de ces chaines qui vont permettre de générer 28 types de collagènes 

différents (Tableau 1). Les collagènes fibrillaires représentent le type le plus fréquent et sont 

typiquement formés par l’autoassemblage de ces structures en triple hélice α. Cet autoassemblage va 

permettre la formation de fibrilles plus ou moins épaisses (Kadler et al., 2007). Les collagènes 

Tableau 1 : Les différents types de collagène 
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fibrillaires sont classés en 7 groupes (I, II, III, V, XI, XXIV et XXVII) selon leur fonction, leur structure et 

leur homologie de domaine (Theocharis et al., 2016).  

 

c) Les glycoprotéines 

Les glycoprotéines ont pour fonction de renforcer le réseau en connectant entre elles les protéines de 

structure de la MEC. Pour ce faire, elles vont posséder des motifs de liaison pour les autres protéines 

matricielles, mais aussi pour les facteurs de croissance ou encore les récepteurs à la surface des 

cellules. Comme leur nom l’indique, les glycoprotéines vont être constituées de chaînes 

polypeptidiques liées à des sucres. La fibronectine et les laminines sont les glycoprotéines majoritaires 

de la MEC. 

Les laminines sont de larges glycoprotéines hétéromériques en forme de croix. Chaque hétéromère 

consiste en l’assemblage d’une chaîne α, β et γ chacune codée par un seul gène. Il existe 5 chaînes α, 

3 chaînes β et 3 chaînes γ qui peuvent s’organiser en 16 configurations différentes (Mouw et al., 2014). 

Les laminines représentent les constituants majeurs de la lame basale qui sépare l’épiderme du derme. 

Elles jouent principalement un rôle structural dans la MEC, mais sont également capables d’influencer 

les cellules notamment par leur interaction avec les intégrines.  

La fibronectine est composée de deux sous-unités liées par un pont disulfure en Cterm (Pankov and 

Yamada, 2002). Elle est exprimée de manière ubiquitaire dans l’ECM produite par les divers types 

cellulaires. Les deux sous-unités qui la composent sont chacune formées de trois modules répétés 

nommés type I, type II et type III (Mouw et al., 2014; Schwarzbauer and DeSimone, 2011). Ces modules 

vont permettre la liaison avec différents composants de la MEC, mais aussi des protéines 

transmembranaires comme les intégrines. La fibronectine va donc servir d’intermédiaire entre les 

protéines matricielles et les cellules et ainsi conférer sa consistance à la MEC. Sans la fibronectine, le 

collagène n’est pas suffisant pour former une matrice ce qui en fait un régulateur critique de 

l’organisation de la MEC (Sottile and Hocking, 2002).   

Il existe d’autres glycoprotéines dans la MEC comme l’élastine qui comme son nom l’indique sera 

responsable des propriétés élastiques de la matrice et des vaisseaux sanguins.  

 

d) Les protéoglycanes 

Ces protéines sont caractérisées par leur liaison covalente à des glycosaminoglycanes (GAG). Les 

propriétés biochimiques et hydrodynamiques sont assurées par la présence de ces GAGs qui peuvent 

se lier aux molécules d’eau (Laurent and Fraser, 1992; Mouw et al., 2014; Theocharis et al., 2010). Cela 

explique que les protéoglycanes assurent un rôle d’hydratation et de résistance à la compression des 

tissus. Ainsi ils sont plus abondants dans les cartilages ou la MEC des tissus neuraux. Les protéoglycanes 

se subdivisent en quatre familles en fonction de leur localisation : les protéoglycanes intracellulaires, 

les protéoglycanes à la surface de la cellule, les protéoglycanes péricellulaires et les protéoglycanes 

extracellulaires (Theocharis et al., 2016).  

 

e) Les protéines matricellulaires 

Les protéines matricellulaires se caractérisent par une absence de rôle structural au sein de la MEC. 

Elles vont servir de modulateur des fonctions cellulaires en facilitant l’interaction cellules-cellules et 

cellules-MEC (Theocharis et al., 2016). Elles existent sous des formes et structures variées mais 

possèdent des domaines de liaison à la MEC et des fonctions similaires. Ces protéines présentent une 
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expression modérée dans la MEC de tissus adulte. Leur expression augmente lors du développement 

normal d’un tissu ou en condition pathologique (Bornstein and Sage, 2002). L’expression des protéines 

matricellulaires est régulée par de multiples mécanismes dont les contraintes mécaniques de la 

matrice via la mécanotransduction (Asparuhova et al., 2011). De manière non exhaustive, les 

ténascines, les thrombospondines et SPARC font partie des protéines matricellulaires. Ces protéines 

sont capables de lier une multitude de récepteurs, ainsi la plupart d’entre elles sont capables de lier 

différentes intégrines pour activer leur voie de signalisation respectives (Murphy-Ullrich and Sage, 

2014). Elles peuvent également réguler les fonctions cellulaires en liant les facteurs solubles présents 

dans la MEC. C’est notamment le cas de SPARC qui est capable de moduler l’activité du TGF-β ou de la 

thrombospondine 1 qui régule l’activation de la voie EGFR/ErB2 (Garg et al., 2011; Schiemann et al., 

2003). 

 

f) Les enzymes de dégradation de la matrice extracellulaire 

Les métalloprotéases matricielles (MMP) sont les enzymes de dégradation de la matrice extracellulaire 

les plus communément retrouvées. On les classe en 6 groupes distincts basés sur la spécificité de 

substrat, leur homologie de séquence et l’organisation de leurs domaines : les collagénases, les 

gélatinases, les stromélysines, les matrilysines, les MT-MMP et les autres MMPs (Visse and Nagase, 

2003). En condition normale, l’activité de ces enzymes est faible, mais elle augmente lorsque la matrice 

est endommagée, remodelée ou encore dans les tissus inflammés ou malade (fibrose, cancer) 

(Bonnans et al., 2014). La plupart des MMPs sont sécrétées sous forme de zymogène par différents 

types cellulaires tels que les fibroblastes ou les cellules épithéliales mais également les cellules 

tumorales (Vihinen and Kähäri, 2002). Leur activation se fait principalement par clivage protéolytique. 

Collectivement, les MMPs peuvent dégrader toutes les protéines de la matrice extracellulaire et jouent 

un rôle crucial dans l’organogenèse et la morphogénèse. Les MMPs peuvent également jouer un rôle 

dans l’immunité en générant des produits de dégradation appelés matrikines capables de stimuler 

l’invasion immunitaire (Wells et al., 2015).  

La cascade enzymatique du plasminogène aboutit à l’activation des plasmines qui sont des sérines 

protéases qui vont jouer un rôle dans le remodelage de la MEC. Elles sont ainsi capables de dégrader 

la fibrine, la fibronectine et les laminines. Ces enzymes sont activées par des protéases qui 

convertissent le plasminogène en plasmine (Theocharis et al., 2016).  

 

g) Les enzymes de réticulation de la matrice extracellulaire 

Pour acquérir ses propriétés biophysiques et biochimiques spécifiques, le collagène fibrillaire doit subir 

des modifications qui vont conduire à sa réticulation. Cette réaction est catalysée par la famille des 

lysyl oxydases (LOX) dont le rôle est de désaminer les résidus lysine et hydroxylysine du collagène. 

Cette réaction va entraîner la formation d’un groupe aldéhyde réactif qui va permettre la réticulation 

covalente du collagène. Cette réticulation va être responsable des propriétés de tension ainsi que de 

la stabilité structurelle des tissus. Une augmentation de l’activité de ces enzymes est directement 

reliée à l’augmentation de la rigidité matricielle (Bonnans et al., 2014).  

 

B. Rôle de la matrice extracellulaire dans le cancer 
Comme on a pu le voir, la matrice extracellulaire est responsable de la structure tissulaire et du 

contrôle de son développement. Ainsi La dérégulation de la MEC est souvent à l’origine de pathologie 

telles que la fibrose ou le cancer, ce qui s’explique par son importance dans la régulation du phénotype 
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des cellules qu’elle abrite (Lu et al., 2012). Malgré les mutations qui sont en général à l’origine de la 

tumorigénèse, les cellules tumorales évoluent dans cette MEC et engagent avec elle un dialogue 

complexe. En effet, les signaux biochimiques et biophysiques générés par la MEC sont capables 

d’influencer le développement tumoral via le développement vasculaire ou encore la réponse 

immunitaire. De plus ces signaux peuvent également moduler la croissance, la survie et la migration 

cellulaire (Pickup et al., 2014) (Fig10). 

Adapté de (Pickup et a l. ,  2014) . 

1) Rôle dans l’angiogenèse  
Bien souvent les tumeurs ont besoin de stimuler la néovascularisation afin d’éviter d’entrer en hypoxie 

et de garder un flux constant de nutriments pour soutenir leur métabolisme accru. L’angiogenèse est 

stimulée par des facteurs de croissance tels que le VEGF et le FGF qui vont stimuler la prolifération et 

la migration de cellules endothéliales pour former des vaisseaux sanguins au sein de la tumeur 

déprivée en oxygène et en nutriments (Fig10). La MEC qui entoure la tumeur sert donc de réservoir à 

ces facteurs pro- et anti-angiogéniques qui vont faciliter la mise en place de ce mécanisme en guidant 

les cellules endothéliales (Carmeliet and Jain, 2011).  

 

2) Rôle dans la réponse immunitaire 
La surveillance immunitaire réalisée par le système immunitaire adaptatif est une des premières lignes 

de défense de l’organisme contre la tumorigénèse. Elle repose sur la capacité des lymphocytes T à 

reconnaitre les antigènes mutés présentés par les cellules transformées et à détruire ces dernières. La 

réponse immunitaire adaptative peut être à la fois facilitée ou compliquée par la MEC. La matrice 

extracellulaire peut faciliter la migration des cellules immunitaires en générant des fragments de 

matrice chimio-attractants à l’aide d’enzyme de clivage MMP (Wells et al., 2015). Cependant, la 

Figure 10 : Rôle de la MEC dans les propriétés des cellules tumorales 
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matrice peut directement inhiber l’activation des cellules T via la liaison du collagène de type 1 au 

récepteur de surface LAIR (Leucocyte-Associated Immunoglobulin-like Receptor)(Frantz et al., 2010; 

Meyaard, 2008).  

En général, l’inflammation chronique constitue un facteur de risque favorisant l’apparition de 

transformation maligne. On note que les tissus victimes d’inflammation chronique sont sujets à la 

fibrose via un mécanisme de dépôt accru de collagène et de fibronectine (Izbicki et al., 2002; Stramer 

et al., 2007). De plus l’installation de la fibrose diminue le recrutement des cellules du système 

immunitaire inné. C’est par exemple le cas des macrophages via l’expression de la protéine 

matricellulaire SPARC (Sorokin, 2010). La composition de la MEC peut aussi influencer l’activation des 

cellules du système immunitaire inné déjà recrutées au sein de la tumeur. La littérature nous apprend 

qu’une MEC riche en collagène va promouvoir la prolifération et l’activation des macrophages mais 

également leur polarisation vers un phénotype M2 pro-tumoral (Wesley et al., 1998). A l’inverse une 

MEC riche en fibronectine va promouvoir la polarisation des macrophages vers un phénotype M1 

antitumoral (Perri et al., 1982). 

 

3) Rôle dans la prolifération  
Pour que la tumeur puisse se former, la cellule transformée va devoir acquérir des capacités 

prolifératives. La progression dans le cycle cellulaire est fortement contrôlée par le passage du point 

de contrôle G1/S (Pickup et al., 2014). L’adhésion à la MEC peut faciliter cette transition notamment 

via l’activation de la signalisation dépendante de ERK. Cette activation est dépendante de l’activation 

de Ras par les facteurs de croissance présents dans la MEC. L’adhésion à la MEC peut également 

promouvoir l’activation de la voie PI3K via la phosphorylation de FAK. L’activation de ces deux voies va 

permettre la translocation nucléaire de ERK et l’induction de la cycline D1 permettant à la cellule de 

poursuivre le cycle (Assoian and Schwartz, 2001; Keely, 2011; Pylayeva et al., 2009)(Fig10).  

 

4) Rôle dans la migration et l’invasion  
Pour pouvoir envahir d’autres tissus et former des métastases, les cellules tumorales ont besoin 

d’acquérir un phénotype plus motile et invasif. Pour développer ce phénotype, les cellules tumorales 

ont besoin de structures spécialisées appelées invadopodes qui sont des protrusions riches en actine. 

Pour permettre le déplacement des cellules, les invadopodes ont besoin d’adhérer à la MEC via 

l’expression de récepteur du collagène (intégrines, DDRs) et la formation d’adhésion focale (Parekh et 

al., 2011) (Fig10). Ainsi la formation d’une matrice extracellulaire plus dense et rigide aide à la 

formation de ces invadopodes et facilite l’invasion des cellules grâce au MMP présente dans ces 

structures (Beaty and Condeelis, 2014; Wang and McNiven, 2012). Ces dernières vont aider à dégrader 

la MEC entourant la tumeur permettant ainsi aux cellules de s’échapper et de rejoindre la circulation 

sanguine ou lymphatique (Celià-Terrassa et al., 2012). A terme ce sont ces cellules qui permettront la 

formation de métastases. Au contraire, une matrice constituée d’un réseau moins dense et moins 

rigide de collagène semble impacter négativement la capacité migratoire des cellules tumorales 

(Bondareva et al., 2009).   
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C. Introduction à la mécanotransduction  

1) Généralités  
Pour qu’une cellule fonctionne correctement au sein d’un organisme multicellulaire, elle doit être 

capable d’intégrer de nombreux signaux biochimiques, mais aussi biophysiques provenant des cellules 

et de la matrice extracellulaire qui l’entoure. D’un côté, ces contraintes mécaniques sont 

fondamentales au bon développement de l’embryon, de la régénération des tissus etc… D’un autre 

côté elles jouent un rôle crucial dans certaines situations pathologiques comme le cancer. La cellule 

est donc capable de convertir ces signaux biomécaniques en signaux biochimiques par un processus 

appelé mécanotransduction. Les premières études de la mécanobiologie se sont intéressées à la façon 

dont les cellules sensorielles peuvent transmettre les signaux qu’elles captent à l’organisme (toucher, 

onde sonore, pression etc…). En effet ces cellules spécialisées vont subir des changements de potentiel 

de membrane permettant la génération de potentiel d’action et donc la transmission du signal 

sensoriel au système nerveux. Dans les cellules ciliées de l’oreille interne ce mécanisme est rendu 

possible par la déformation mécanique de structure appelée stéréocils. Cette déformation va induire 

l’ouverture de canaux ioniques présents sur le stéréocil ce qui va modifier l’équilibre ionique entre le 

milieu intracellulaire et le milieu extracellulaire. Cette modification sera à l’origine de potentiel 

d’action permettant la transduction du signal (Eberl et al., 2000; Vollrath et al., 2007). 

Toutes les cellules sont exposées à ces contraintes mécaniques plus ou moins forte en fonction de leur 

environnement, ce qui va en partie dicter la morphologie et la physiologie de tous les tissus de 

l’organisme. La rigidité du substrat va jouer un rôle déterminant dans la différentiation cellulaire au 

cours de l’embryogenèse. Par exemple un support dont la rigidité se rapproche de celle des os, les 

cellules souches mésenchymateuses vont se différencier en ostéoblastes (Sun et al., 2018). On peut 

ainsi les classer sur une échelle de rigidité en utilisant le module de Young qui est le coefficient 

d’élasticité d’un tissu et qui se mesure en Pascal (Pa)(Fig11).  

Adapté de (Butcher et a l. ,  2009) .  

Figure 11 : Echelle de de rigidité des tissus humains comparés à une boite de pétri 
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2) Différents types de forces  
Dans un contexte physiologique normal, les cellules sont exposées à des stimuli mécaniques variés 

incluant la pression hydrostatique, l’étirement cellulaire, la tension cellulaire ou la compression 

intracellulaire. En physique, ces phénomènes se traduisent en trois forces distinctes (Butcher et al., 

2009)(Fig12) : 

• La force de cisaillement qui représente le stress appliqué de façon parallèle à la cellule  

• La force de compression qui est le stress appliqué perpendiculairement à la cellule et résulte 

en une compaction.  

• La force de tension qui est également appliquée perpendiculairement à la cellule mais résulte 

cette fois-ci en une expansion.  

Adapté de (Butcher et a l. ,  2009) . 

La troisième loi de Newton stipule que pour chaque action il existe une réaction opposée d’égale 

intensité. Les cellules sont évidemment soumises à cette loi et répondront aux altérations mécaniques 

de leur environnement en ajustant leur tension intracellulaire via leur cytosquelette. Ces changements 

induiront également des conséquences dans l’organisation de la MEC et donc sur ses propriétés 

mécaniques (Fig12). Dans le contexte de la biologie, ces forces peuvent se traduire de différentes 

façons :  

• Les forces hémodynamiques qui sont générés par le flux sanguin au sein des vaisseaux. Les 

cellules endothéliales au sein des capillaires vont donc subir des contraintes de cisaillement 

dans le sens du flux sanguin.  Pour maintenir l’intégrité des vaisseaux en cas de modification 

de ces forces, les cellules vont pouvoir ajuster la structure de la paroi des vaisseaux. (Lehoux 

et al., 2004) 

• Les forces de contact entre cellules peuvent intervenir lorsque les cellules sont organisées en 

épithélium. En effet au sein de tel structure les cytosquelettes des cellules sont reliés entre 

eux grâce à la présence de jonction intercellulaire faisant intervenir les cadhérines 

(desmosomes, jonctions adhérentes). Ainsi la contractilité de certaines cellules individuelles 

peut être amplifiée jusqu’à affecter un tissu tout entier (Martin et al., 2010).  

Figure 12 : Les différentes forces mécaniques pouvant s'appliquer à la cellule 
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• Les forces appliquées par le support vont prendre leur origine dans la composition et 

l’organisation de la MEC. La cellule au sein du tissu est sujette à des forces isométriques 

passant par son interaction avec la MEC (Butcher et al., 2009). Entre autre, le collagène, les 

enzymes de réticulation et les enzymes de dégradation de la MEC vont être responsable de la 

rigidité de la matrice (Bonnans et al., 2014; Cawston and Young, 2010; Payne et al., 2007).  

 

3) Mesure des forces  
Afin de mesurer les forces mises en jeux dans le contexte de la mécanobiologie, il existe plusieurs types 

de technique. Pour mesurer les forces de traction appliquées par une cellule sur son substrat, il existe 

des gels contenants des billes disposées à intervalle régulier. Lorsque la cellule va appliquer des forces 

de traction sur ce gel, elle va le déformer et les billes serviront de marqueur de cette déformation. 

C’est ce que l’on appelle la microscopie à force de traction ou TFM (Traction Force Microscopy)(Wang 

and Lin, 2007) . On peut également mesurer la rigidité d’un échantillon biologique en utilisant la 

microscopie à force atomique ou AFM (Atomic Force Microscopy). Cette technique mesure le module 

élastique (en Pascal) de l’échantillon en quantifiant la déflexion d’une pointe appliquée sur ce dernier 

(Thomas et al., 2013).  

 

D. Acteurs extracellulaires de la mécanotransduction 
Comme on a pu le voir dans l’introduction de cette partie, certaines cellules sensorielles sont capables 

de détecter les contraintes mécaniques via l’ouverture de canaux ioniques. Mais il existe également 

différents récepteurs à la surface des cellules dont le rôle va être de transmettre les signaux 

biomécaniques au cytosquelette de la cellule. Le cytosquelette va être capable de propager ces signaux 

au noyau cellulaire avec qui il est en interaction étroite. C’est par ce mécanisme dont on va maintenant 

détailler les acteurs que les contraintes mécaniques vont pouvoir agir sur le programme 

transcriptionnel de la cellule et ainsi influencer son comportement. Dans ce contexte, on distingue 

acteur extracellulaire impliqué dans la perception des signaux mécaniques qui sont principalement des 

récepteurs de la MEC, et les acteurs intracellulaires de la transduction des signaux mécaniques.   
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 T iré de (Barczyk et a l. ,  2010) . 

1) Les intégrines  
Les intégrines sont une famille de récepteurs impliquée dans l’adhésion de la cellule à la MEC. Chez 

l’homme, les intégrines jouent un rôle crucial dans le développement mais également dans certaines 

pathologies comme l’inflammation chronique et le cancer. Ces récepteurs sont composés de 

l’assemblage non-covalent d’une sous-unité α et d’une sous-unité β. Il existe 18 sous-unités α et 8 

sous-unités β qui vont donner les 24 hétérodimères connus d’intégrines (Barczyk et al., 2010; Hynes, 

2002). La structure de l’intégrine se divise en une partie extracellulaire appelée la tête et une partie 

intracellulaire formée par deux queues. La tête portera la fonction de liaison aux protéines de la MEC 

et les queues se lieront au cytosquelette à l’intérieur de la cellule formant ainsi une jonction directe 

entre la MEC et la cellule (Wegener et al., 2007). L’affinité de l’intégrine pour les protéines de la matrice 

est dictée par sa composition en sous-unité α et β (Fig13). Les intégrines spécifiques du collagène sont 

composées de la liaison de sous-unité β1 qui est la plus abondante avec une sous-unité α1, 2 10 ou 1. 

Lorsque la sous-unité β1 s’assemble avec une sous-unité α3, 6 ou 7, l’intégrine sera spécifique des 

laminines. Le motif RGD présent sur la fibronectine notamment sera reconnu par les intégrines α5β1, 

α8β1 et toutes les intégrines qui présentent une sous-unité αV. 

Lorsqu’elles sont liées à leur ligand, les intégrines vont recruter de nombreuses protéines grâce à leurs 

queues cytoplasmiques. Ce recrutement permet la formation de structures d’échafaudage et de 

rassembler des récepteurs et intégrines à la surface de la cellule. On parle de « clustering » des 

intégrines ce mécanisme est crucial dans la formation de structure d’adhésion telles que les adhésions 

focales (Winograd-Katz et al., 2014). Certaines des protéines recrutées par les domaines 

intracellulaires de l’intégrine (comme la taline) vont permettre de créer un lien mécanique entre la 

Figure 13 : Ligands et organisation des différents dimères d'intégrine 
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MEC et le cytosquelette d’actomyosine (Sun et al., 2016; Wegener et al., 2007). Cette liaison permet à 

l’intégrine de transmettre à la cellule les signaux mécaniques du microenvironnement et d’influer sur 

la transcription des gènes.  Elle permet également d’agir sur ce dernier en lui communicant les forces 

générées par le cytosquelette d’actine contractile. Les intégrines peuvent également recruter des 

kinases effectrices comme FAK. L’activation de FAK entraîne sa dimérisation et son 

autophosphorylation et recrute les kinases de la famille des SRC pour continuer la transduction du 

signal.  

 

2) Les récepteurs à domaine discoïdine 
D’autres récepteurs sont capables de convoyer les signaux mécaniques de la matrice extracellulaire, 

c’est le cas de la famille des récepteurs à domaine discoïdine ou DDRs (Discoidin Domain Receptor) 

composée de DDR1 et de DDR2 Ce sont des récepteurs à tyrosine kinase dont les ligands sont 

principalement les collagènes fibrillaires de type I, II et III (Fu et al., 2013). Ce sont les seuls RTKs qui 

peuvent interagir avec des composants de la MEC. Ils sont également caractérisés par la présence de 

deux domaines extracellulaires similaires : discoïdine et discoïdine-like. Les DDRs s’activent lors de la 

liaison à certains types de collagène fibrillaire par un mécanisme encore mal (Shrivastava et al., 1997; 

Vogel et al., 1997). Ils sont capables de coopérer avec les intégrines pour leur expression, l’adhésion 

et la contractilité cellulaire (Bayer et al., 2019). Coté intracellulaire, ils sont capables d’interagir avec la 

mysosine II ce qui explique leurs effets sur la contraction (Coelho et al., 2017). Ils possèdent également 

différents partenaires intracellulaires leur permettant d’interagir entre autres avec une kinase de la 

famille des SRC (Iwai et al., 2013).  

 

3) Les canaux ioniques mécanosensibles  
Parmi la multitude de protéines capables de ressentir et de répondre aux signaux de stress mécanique, 

se trouve certains canaux ioniques. Ces canaux ioniques mécanonsensibles sont directement activés 

par les stress appliqués sur la bicouche lipidique de la membrane plasmique (Jin et al., 2020). L’activité 

de ces canaux est très bien décrite dans les cellules sensorielles au sein desquelles les contraintes 

mécaniques vont générer des potentiels d’action en ouvrant le pore du canal. Parmi les canaux 

mécanosensibles on va retrouver des canaux potassiques à deux domaines pores (K2P) comme 

TREK1/2 et TRAAK dont le rôle va être de maintenir le potentiel de repos de la membrane 

cellulaire(Brohawn et al., 2014; Dedman et al., 2009). On trouve également des canaux calciques 

comme les TRP ou la famille Piezo dont le rôle dans l’import de calcium affecte la contractilité cellulaire 

(Jin et al., 2020)  

 

E. Acteurs intracellulaires de la transduction des signaux mécanique 
On a vu que de multiples récepteurs permettaient de créer un lien favorable à la transmission des 

signaux biomécaniques entre la cellule et la MEC. La plupart du temps ce lien est convoyé par le 

cytosquelette.  

 

1) Le cytosquelette  
Le cytosquelette est un réseau dynamique formé par trois différents types de fibres (les microfilaments 

d’actine, les filaments intermédiaires et les microtubules) dont le rôle principal est de maintenir la 
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cohésion de la cellule. Outre son rôle de charpente, il va servir dans le trafic des protéines, vésicules 

et organelles, la motilité et la contraction cellulaire et durant la mitose.  

 

a) Le cytosquelette d’actine 

Pour former un microfilament d’actine, la cellule va produire des monomères d’actine ou actine G. 

Chacun de ces monomères est capable de lier l’ATP qui va fournir l’énergie nécessaire à la formation 

d’un polymère d’actine. Le filament d’actine est quant à lui formé de deux polymères disposés en 

quinconce et organisés en double hélice. A ce filament s’ajoute les protéines de liaison à l’actine ou 

ABP (Actin Binding Protein) qui vont donner leurs propriétés au cytosquelette d’actine. En effet ce 

dernier est hautement dynamique et requiert un remodelage constant pour assurer ses fonctions 

(Pollard and Borisy, 2003). Il existe donc des ABP dont le rôle sera de stabiliser les filaments comme la 

tropomyosine ou encore d’autre dont le rôle sera de les fragmenter comme la gelsoline. Parmi les 

protéines de liaison à l’actine, on trouve la famille des myosines. La myosine II va participer à la 

contraction du muscle strié squelettique tandis que la myosine I va assurer le transport des vésicules 

dans cytoplasme de la cellule (Hartman and Spudich, 2012).  

La régulation des filaments d’actine se fait également à l’aide de certain enzyme de type petites 

GTPases de famille des protéines Rho. Ainsi la littérature nous montre qu’une version constitutive 

active de RhoA va induire l’assemblage de filaments d’actomyosine contractiles appelés fibre de stress. 

L’activation de Rac1 va induire la formation protrusion riche en actine à la surface appelée 

lamellipodes. Enfin l’activation de Cdc42 va permettre l’assemblage d’une structure distincte d’actine 

filamenteuse appelée filopodes (Etienne-Manneville and Hall, 2002)(Fig14). Comme on a pu le voir 

dans la partie précédente, le cytosquelette d’actine est directement relié au récepteur de la 

mécanotransduction afin de transmettre les signaux mécaniques à la cellule. Ainsi les signaux 

mécaniques convoyés par la MEC sont capables de provoquer des changements de la morphologie 

cellulaire. Par exemple la rigidification de la matrice extracellulaire est capable d’induire la formation 

de fibre de stress (Yeung et al., 2005). Enfin en réponse aux signaux mécaniques la contraction du 

cytosquelette d’actine est capable d’induire la translocation de co-facteur de la transcription comme 

YAP/TAZ et MRTF.  

 

Figure 14 : Effet de l'activation des Rho GTPase sur le cytosquelette d'actine 
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b) Les filaments intermédiaires 

Les filaments intermédiaires (FI) ont été classifiés en 5 types distincts en fonction de leur structure 

primaire, de leur structure génétique de leur propriété d’assemblage et des tissus où ils sont exprimés. 

On trouve les kératines, les neurofilaments, les desmines, les lamines et la vimentine. Contrairement 

à l’actine qui est globulaire, les FI ont une structure fibreuse et leur assemblage ne nécessite pas 

d’hydrolyse de l’ATP. Les FI s’organisent d’abord en tétramère. 8 de ces tétramères vont s’attacher 

entre eux pour former une structure qui va s’enrouler pour former une structure en corde.  

Chez la plupart des vertébrés, les FI forment un réseau au sein du cytoplasme qui va s’étendre 

radialement dans toutes les directions depuis la structure en forme de cage qui enferme le noyau 

jusqu’à la surface. Cette organisation confère aux FI un rôle évident de relais d’information entre la 

surface et les compartiments internes de la cellule. Dans le contexte de la mécanotransduction, les 

filaments intermédiaires constituent un réseau élastique capable de transmettre les signaux 

mécaniques de la MEC au sein de la cellule (Sanghvi-Shah and Weber, 2017). L’assemblage de fibre de 

stress peut également être indirectement modulée par vimentine. Ce mécanisme passe par la 

régulation de la GEF de RhoA (GEF-H1) (Y et al., 2017). 

 

c) Les microtubules 

La tubuline constitue l’unité de base des microtubules, elle est formée par l’assemblage d’une sous-

unité α et d’une sous-unité β. Cet hétérodimère α/β va ensuite se polymériser pour former un 

protofilament. Par la suite 13 protofilaments vont s’assembler entre eux de manière à former un 

cylindre. Tout comme les autres composants du cytosquelette, les microtubules sont des structures 

dynamiques qui vont jouer un rôle à tous les niveaux dans la cellule.  

Outre leur rôle dans le transport vésiculaire bien connu de la littérature et leur rôle dans la séparation 

des chromosomes, les microtubules peuvent également jouer un rôle dans la mécanotransduction. Par 

exemple l’inhibition de l’intégrine β1 empêche la polymérisation des microtubules (Yutao et al., 2006). 

Les signaux mécaniques sont également capables de stabiliser les microtubules en promouvant leur 

glutamylation (Torrino et al., 2021).   
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2) Les voies de signalisation de la mécanotransduction  

a) Le cofacteur transcriptionnel MRTF 

MRTF-A et B (Myocardin Related Transcription Factor) sont des cofacteurs de transcription de la famille 

des myocardines. La liaison de ces cofacteurs au facteur de transcription SRF (Serum Response Factor) 

stimule son activité transcriptionnelle (Wang et al., 2002). A cause de leur similarité de structure, 

MRTF-A et B ont des fonctions similaires, ce qui explique pourquoi certains défauts induits par la perte 

de SRF ne peuvent être reproduits qu’avec la perte des deux isoformes(Sun et al., 2009). Nous 

utiliserons donc par la suite « MRTF » pour désigner les deux isoformes. L’activité transcriptionnelle 

de MRTF dépend strictement de sa localisation subcellulaire. La voie de signalisation MRTF-SRF est très 

sensible à la concentration d’actine G monomérique qui va participer à sa séquestration dans le 

cytoplasme. Au contraire lorsque la polymérisation de l’actine est stimulée par l’activation constitutive 

de Rho on va observer une accumulation nucléaire de MRTF et son association avec SRF (Miralles et 

al., 2003; Mouilleron et al., 2008). La liaison de MRTF à l’actine nucléaire va mener à son exportation 

du noyau et sera facilitée par la phosphorylation de MRTF par l’effecteur final de la voie des MAPk 

(Muehlich et al., 2008, p. 1) (fig15).   

 

Considérant son lien avec le cytosquelette d’actine, on comprend que l’activité de MRTF peut aussi 

être contrôlée par les signaux mécaniques convoyés par le microenvironnement. En effet comme on a 

Figure 15 : L'activation de MRTF dépends des signaux mécaniques et du remodelage du cytosquelette 

d'actine 



 58 

pu le voir, le cytosquelette d’actine peut être remodelé par les forces biomécaniques (Fig15). La 

littérature indique que ce remodelage promeut la localisation nucléaire de MRTF (Iyer et al., 2012). Les 

premiers indices de l’activité de mécanosenseur de MRTF proviennent d’une étude de 2004 montrant 

que  l’accumulation nucléaire de MRTF est induite par un étirement de la cellule (Somogyi and Rørth, 

2004). Les intégrines jouent également un rôle dans l’activité transcriptionnelle de MRTF grâce à leur 

lien direct avec le cytosquelette d’actine (Maier et al., 2008). Une étude de 2017 montre que certains 

gènes cibles de MRTF tels que Myh9 ou SRF sont des régulateurs de la contraction du cytosquelette ce 

qui génère une boucle de rétrocontrôle positive et renforce la signalisation MRTF. De plus cette étude 

nous indique qu’il existe une dépendance mutuelle entre la transduction des signaux mécanique 

dépendant de MRTF et celle dépendante de YAP (Foster et al., 2017). 

 

b) Les coactivateur transcriptionnels YAP et TAZ 

YAP (Yes Associated Protein) et TAZ (Transcriptional CoActivator With PDZ -Binding Motif), sont les 

effecteurs de la voie Hippo. Comme ce sont des coactivateurs de la transcription, pour induire leur 

programme transcriptionnel, ils vont devoir former des complexes avec des facteurs de transcription 

tel que TEAD (Transcriptional Enhance Associate Domain), RUNX1/2 ou p73. La voie Hippo est une 

cascade de phosphorylation qui va conduire à la phosphorylation et à la dégradation de YAP/TAZ. Cette 

voie permet la transmission de signaux depuis la membrane plasmique vers le noyau et contrôle divers 

processus cellulaires tel que la survie, la prolifération et la différenciation. La voie hippo ne semble pas 

être placée sous la régulation d’un couple ligand-récepteur dédié, mais est régulée par un réseau de 

protéines et mécanisme qui sont impliqués dans la l’adhésion cellulaire et la polarité. Le cœur de la 

voie Hippo est composé de deux familles de sérine-thréonine kinases MST1/2 et LATS1/2. Lorsque que 

ces kinases sont actives, la voie Hippo est considérée comme active (Fig16). Ces kinases vont ensuite 

phosphoryler leur cible YAP et TAZ (Johnson and Halder, 2014). Cette phosphorylation va résulter en 

l’exclusion de YAP/TAZ du noyau. Ils seront ensuite séquestrés dans le cytoplasme par la protéine 14-

3-3 et seront ubiquitinés par l’E3 ligase β-TRCP au niveau d’un phosphodégron du coté Cterm (Fig16). 

Cette ubiquitination va conduire YAP et TAZ à la dégradation au niveau du protéasome (Lei et al., 2008; 

Zhao et al., 2010). Au contraire, lorsque la voie Hippo est inactive, YAP et TAZ vont s’accumuler dans 

le noyau, se lier à leur facteur de transcription pour activer la transcription de leurs gènes cibles.  
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La voie Hippo est impliquée dans le contrôle de la croissance des organes lors de l’embryogenèse 

(Halder and Johnson, 2011), mais aussi dans la biologie des cellules souches (Ramos and Camargo, 

2012). Du fait de son action inhibitrice sur YAP cette voie peut également être considérée comme un 

suppresseur de tumeur (Pan, 2010). En effet la surexpression de YAP ou la perte d’activité de MST 

entraine une prolifération accrue des cellules et une dérégulation de l’apoptose (Huang et al., 2005).  

YAP et TAZ partagent une homologie de 46%, ils possèdent tous les deux plusieurs domaines communs, 

notamment leur domaine de liaison à TEAD et un domaine transactivateur TAD qui contient le 

phosphodégron révélé par leur phosphorylation lors de l’activation de la voie Hippo (Piccolo et al., 

2014). La similarité entre ces deux protéines est assez forte pour créer des redondances, mais il existe 

des différences biochimiques entre les deux paralogues qui permettent des rôles et une régulation 

différente (LeBlanc et al., 2021). Par exemple la présence d’un second phosphodégron à l’extrémité 

Nterm de TAZ diminue sa demi-vie. Dans le fibroblaste embryonnaire murin, la demi-vie de TAZ n’est 

que de 2h tandis que YAP reste stable pendant 6h (Huang et al., 2012; Miranda et al., 2017).   

Figure 16 : Activation de la voie Hippo 
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En 2011, une étude montre que les cofacteurs de transcription YAP/TAZ sont régulés par la 

rigidification de la matrice extracellulaire. En effet les contraintes mécaniques générées par 

l’augmentation de la rigidité provoquent un remodelage du cytosquelette d’actine en fibres de stress 

dépendant de la voie ROCK (Fig17). Cette conformation particulière des filaments d’actine va 

permettre la translocation de YAP/TAZ dans le noyau en réponse à la rigidité matricielle et donc 

l’activation de leur programme génétique. Il est intéressant de noter que ce mécanisme est 

complétement indépendant de la voie Hippo. YAP et TAZ sont donc des mécanosenseurs qui vont 

mettre en place un programme transcriptionnel spécifique en réponse aux signaux de rigidité 

matricielle (Dupont et al., 2011). La localisation de YAP dépend également de la morphologie des 

cellules, la topologie de la matrice et des forces de cisaillement (Panciera et al., 2017).  En temps 

normal, une forte densité cellulaire active la voie Hippo et inhibe la localisation nucléaire de YAP/TAZ. 

Néanmoins la rigidité matricielle est capable de forcer la localisation nucléaire de YAP/TAZ en passant 

outre l’activation de la voie Hippo (Aragona et al., 2013).  

A gauche, une matr ice  souple ne permet pas la  relocalisation de YAP/TAZ dans le noyau. A droite, une 

matr ice r igide induit la  translocation de YAP et TAZ dans le noyau dépendamment du cytosquelette 

d’actomyosine.  

F. Rôle de la mécanotransduction dans le cancer 
Les cellules cancéreuses entretiennent un dialogue complexe et constant avec leur environnement, et 

la matrice extracellulaire n’est pas exclue de ce dialogue. Comme on a pu le voir, les cellules tumorales 

Figure 17 : L'activation de YAP et TAZ est contrôlée par les signaux mécaniques 
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manipulent la MEC afin de se créer une niche favorisant le développement tumoral. Une conséquence 

de ce remodelage matriciel est la rigidification des tissus tumoraux par rapport aux tissus sains. 

Typiquement le stroma tumoral du cancer du sein peut-être 10 fois plus rigide que le tissu normal en 

partie grâce à l’action des enzymes de réticulation du collagène (Levental et al., 2009). De plus la 

littérature note que l’apparition de cette rigidité n’est pas seulement un effet secondaire de la maladie 

mais constitue également un facteur de risque (Levental et al., 2009) (Panciera et al., 2020). Ces 

changements dans les propriétés mécaniques de la MEC sont également associés à une plus forte 

agressivité tumorale et une moins bonne survie des patients (Lu et al., 2012).  

 

1) Rôle dans l’angiogenèse  
Les signaux mécaniques générés par une matrice rigide sont capables de stimuler la formation 

aberrante de vaisseaux sanguins au sein de la niche tumorale (Zanotelli and Reinhart-King, 2018). En 

effet les cellules endothéliales au sein de de la tumeur présentent une activation anormale, une 

augmentation de leurs propriétés angiogéniques et d’adhésion cellulaire le tout associé à une 

dérégulation des voies de la mécanotransduction (Mason et al., 2013; Sieminski et al., 2004). La 

reprogrammation des cellules endothéliales exposées à une matrice rigide semble persister une fois 

retirées de leur environnement (Dudley, 2012).  La rigidification de la matrice extracellulaire peut 

également augmenter l’expression du récepteur VEGF2 qui contrôle la croissance et la survie des 

cellules endothéliales (Coon et al., 2015; Zanotelli and Reinhart-King, 2018). 

 

2) Rôle dans la réponse immunitaire 
La rigidification de la MEC peut également compromettre la réponse immunitaire anti-tumorale de 

façon intéressante, la rigidification de la matrice peut inhiber la prolifération des lymphocytes T en 

affectant la production d’IL2 nécessaire à la prolifération de ces derniers (O’Connor et al., 2012). 

Comme on l’a vu dans la partie B. 2), une matrice plus riche en collagène et donc plus rigide va stimuler 

la polarisation des macrophages vers un phénotype M2 plus permissif pour les tumeurs (Wesley et al., 

1998). De plus une étude récente montre que YAP joue un rôle dans la mise en place du phénotype 

M2 via un mécanisme dépendant de l’ubiquitination (Zhang et al., 2021). 

 

3) Rôle dans la prolifération 
En présence d’une matrice extracellulaire rigide, les cellules vont présenter une capacité de 

prolifération accrue. Les signaux mécaniques convoyés depuis les adhésions focales, sont capables de 

de recruter la voie Rho via la phosphorylation de la kinase FAK. Ce mécanisme va avoir pour 

conséquence la mise en place d’un programme génétique favorisant la prolifération (Provenzano and 

Keely, 2011). La rigidité matricielle est également capable d’induire la prolifération cellulaire en 

empêchant l’activité de suppresseur de tumeur comme P53 et PTEN (Ingallina et al., 2018; Mouw et 

al., 2014) 

Dans le contexte du mélanome, une étude montre que la rigidification de la matrice de collagène induit 

la différentiation des cellules de mélanome via l’axe YAP/PAX3/MITF. Comme on a pu le voir dans la 

partie I, les cellules de mélanome qui présentent une forte expression de MITF sont caractérisées par 

des capacités prolifératives accrues. De façon intéressante, cette étude montre que la stimulation au 

TGF-β empêche la mise en place de cet axe au profit de l’axe YAP/TEAD/SMAD (Miskolczi et al., 2018). 

Les cellules prennent ainsi un phénotype dédifférentié plus invasif. Cette implication de YAP et de la 
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rigidité matricielle au cœur des propriétés plastiques du mélanome soulignent l’importance d’étudier 

ce cancer dans le contexte de la mécanobiologie.  

 

4) Rôle dans la migration et l’invasion 
Les signaux mécaniques provenant d’une MEC rigide sont également capables d’influencer la migration 

et l’invasion des cellules tumorales. En effet, la rigidification de la MEC peut promouvoir la transition 

épithélio-mésenchymateuse grâce à la production de TGF-β et l’activation de la voie PI3K/AKT (Leight 

et al., 2012). Ces signaux peuvent également induire la formation d’adhésions focales qui vont 

participer à la migration et à l’invasion des cellules (Levental et al., 2009; Parekh et al., 2011). Ils 

peuvent aussi induire une augmentation de l’activité MMP permettant ainsi aux cellules cancéreuses 

de dégrader la matrice extracellulaire et rejoindre la circulation lymphatique ou sanguine (Haage and 

Schneider, 2014).  

Dans le cadre du mélanome qui est notre modèle d’étude, la rigidification de la MEC facilite l’invasion 

et la dissémination métastatique. Une étude de 2014 montre que le passage de la phase RGP vers la 

phase VGP est associé à la diminution de la rigidité intracellulaire. Ce mécanisme va faciliter l’invasion 

du stroma tumoral en permettant à la cellule de se déformer plus facilement. Cette capacité de 

modulation de la rigidité intracellulaire permet aux cellules de mélanome de s’adapter plus facilement 

et rapidement au changement de contexte d’adhésion à la MEC (Weder et al., 2014). Une étude 

récente de 2019 montre que la rigidification de la MEC augmente significativement la capacité de 

croissance et de migration de cellules caractérisées peu métastatiques (Li et al., 2019). De plus la perte 

de l’expression de YAP/TAZ conduit à une diminution d’invasion des cellules de mélanome in vitro et 

in vivo. Cette observation soulève un potentiel rôle de ces deux mécanosenseurs dans l’augmentation 

des capacités migratrices et invasives des cellules de mélanome induites par la rigidification de la MEC 

(Nallet-Staub et al., 2014). 

 

5) Rôle dans la résistance aux thérapies 
Il n’est pas rare de voir que les tissus cancéreux sont plus fibrotiques que les tissus sains. D’un point 

de vue mécanistique, la densification de la MEC qui est associée à la rigidification peut constituer une 

barrière physique au traitement. On a vu que la rigidification de la MEC pouvait induire une 

hypervascularisation au sein des tumeurs. Ce phénomène va générer des forces hemodynamiques 

importantes pouvant conduire les cellules à un état hypoxique plus résistant aux thérapies et 

favorisant la progression (Broders-Bondon et al., 2018; Karakashev and Reginato, 2015). Dans des 

cancers ou la fibrose joue un rôle important comme le cancer du pancréas ou du poumons, il a été 

montré que la voie YAP/TAZ pouvait favoriser la résistance aux chimiothérapies (Rice et al., 2017; Wu 

et al., 2021). Dans le cancer du sein l’action de ces mécanosenseurs est également reliée à une plus 

grande rigidité matricielle et une résistance aux chimiothérapies (Joyce et al., 2018).  

Au sein du mélanome, notre équipe montre que la matrice produite par les fibroblastes associés au 

cancer protège les cellules de mélanome. Cette première étude montre l’importance des DDRs qui 

sont des récepteurs associés à la mécanotransduction dans la résistance au traitement des cellules de 

mélanome. De plus plusieurs études de notre groupe montrent que le traitement aux thérapies ciblées 

induit une densification du réseau de collagène au sein de la tumeur. Cette rigidification induit la 

translocation des mécanosenseurs YAP et MRTF dans le noyau ou ils engagent un programme 

transcriptionnel. Ce programme va en retour renforcer le phénotype rigide de la MEC déclenchant ainsi 

une boucle d’amplification positive qui conduit les cellules à l’échappement thérapeutique (Fig8). Le 
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ciblage de la fibrose induite par les thérapies ciblées avec un antifibrotique ou l’inhibition de YAP avec 

la Vertéporfine empêche le remodelage de la matrice et limite la rechute. Ainsi le ciblage de cette 

boucle apparait crucial dans la lutte contre la résistance mécano-induite des mélanomes.  

De plus le potentiel lien de ce mécanisme avec la résistance croisée aux immunothérapies développée 

dans le chapitre I, souligne la pertinence de poursuivre l’étude de cette boucle d’amplification 

conduisant à la mécanorésistance au traitement des cellules de mélanome. C’est pourquoi 

l’identification de nouveaux acteurs de ce mécanisme apparaît comme un nécessité afin d’abroger 

complétement sa mise en place.  

 

G. Conclusion  
Certes l’activation de voies de signalisation permet à la cellule de mélanome de développer une 

résistance mécanodépendante aux thérapies ciblées, mais elle va aboutir à la surexpression de 

nombreuses protéines. Cette surcharge protéique va déstabiliser l’homéostasie protéique ou 

protéostasie au sein de la cellule. Pour pallier à ce problème, les cellules vont se reposer sur une 

suractivation de leurs systèmes de contrôle de la protéostasie tels que le système ubiquitine 

protéasome (SUP) qui va dégrader les protéines indésirables. Pour maintenir la balance il existe une 

classe d’enzyme les déubiquitinases ou DUBs dont l’un des rôles est de contrer la dégradation de ces 

protéines. Dans le cancer ces enzymes sont fréquemment détournées pour stabiliser des oncogènes 

tels que YAP ou TAZ qui peuvent être dégradé au protéasome via leur phosphodégrons. Dans ce 

contexte, nous proposons d’identifier de nouveaux acteurs de cette boucle de signalisation au sein du 

SUP et plus particulièrement par les DUBs.   
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III. Le système ubiquitine protéasome 

A. Ubiquitination : généralités 
Pour s’adapter à leur environnement, les cellules, à l’aide de leur matériel génétique, vont générer une 

multitude de protéines effectrices. Cet ensemble de protéines appelé le protéome constitue 

l’adaptation des cellules à leur environnement.  

Afin de maintenir l’homéostasie du protéome (ou protéostasie) de nombreux mécanismes sont mis en 

place par la cellule pour réguler l’activité, la localisation ou la stabilité des protéines déjà existantes. 

Cela permet de lui éviter une synthèse protéique excessive coûteuse en énergie tout en maintenant la 

protéostasie. On parle alors de modifications post-traductionnelles qui prendront la forme de clivages 

ou liaisons covalentes entre une protéine et une autre protéine/groupement moléculaire. Ces 

modifications peuvent être classées en trois groupes, le clivage, la liaison (par exemple la 

phosphorylation ou l’ubiquitination) ou la réticulation (par exemple la formation de ponts disulfure ou 

la glycosylation) (Farriol-Mathis et al., 2004). La phosphorylation qui est l’ajout d’un groupement 

phosphate inorganique en est l’exemple le plus frappant. Cet ajout qui est généralement activateur 

est essentiel à la biologie de la cellule notamment des cascades de signalisation tel que la voie des 

MAPK.  

Le maintien de la protéostasie passe également par la protéolyse qui permet l’élimination de protéines 

endommagées, en surnombre ou à courte durée de vie. La protéolyse d’une protéine libère les acides 

aminés qui la constituent et les redirige vers la synthèse protéique. Il existe plusieurs systèmes de 

dégradation chez la cellule eucaryote dont les principaux sont : les lysosomes, l’autophagie et le 

système ubiquitine-protéasome (SUP).  

Avant la découverte du système ubiquitine-protéasome à la fin des années 70 (Ciechanover et al., 

1980), on considérait que la dégradation des protéines au sein de la cellule se faisait exclusivement au 

niveau des lysosomes indépendamment de l’ATP. Cette découverte va secouer notre compréhension 

de la protéolyse cellulaire et aboutira à un prix Nobel de chimie en 2004. De nos jours le SUP est 

reconnu comme le système principal de la dégradation des protéines au sein de la cellule (environ 80% 

des protéines sont dégradées au protéasome)(Rock et al., 1994). Du fait de son importance capitale 

pour la cellule le SUP va se retrouver impliqué dans un très grand nombre de processus cellulaire, mais 

aussi dans de nombreuses pathologies (Glickman and Ciechanover, 2002; Swatek and Komander, 

2016).  

Le fonctionnement du système ubiquitine-protéasome se décompose en plusieurs étapes. La liaison 

covalente d’une protéine à l’extrémitée C-term d’une ou plusieurs molécules d’ubiquitine est appelée 

l’ubiquitination, cette liaison se fera généralement sur une lysine (mais pourra aussi se faire sur une 

serine, une thréonine, une cystéine ou encore une méthionine en position N-term). L’ubiquitination 

implique une cascade de trois classes d’enzymes. En premier lieu, une enzyme d’activation E1 

(ubiquitin activating enzyme) va consommer un ATP pour former une liaison thioester entre 

l’extrémité C-term de l’ubiquitine et la cystéine de son domaine catalytique ce qui va activer 

l’ubiquitine. Une fois activée l’ubiquitine est transférée à une enzyme de conjugaison E2 (ubiquitin-

conjugating enzyme) qui va coopérer avec une enzyme de liaison E3 (ubiquitin ligase) et transférer 

l’ubiquitine sur le substrat (Fig18, Fig21).  

Après la mise en place de cette liaison le code véhiculé par l’ubiquitine sera lu par des protéines 

possédant un domaine de liaison à l’ubiquitine (Ubiquitin Binding Domain ou UBDs) qui détermineront 

le destin de la protéine ubiquitinée (dégradation protéasomale, localisation subcellulaire etc…).   
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B. Les ubiquitines ligases 

L’ubiquitination passe par trois  étapes, l ’activation catalysée par une enzyme E1, la  conjugaison pr ise 

en charge par une enzyme E2 et la  l igation au substrat catalysée par une enzyme E3.  

 

1) Les enzymes activatrices E1 
La première étape de l’ubiquitination consiste à activer l’extrémité C-term de l’ubiquitine.  Cette 

réaction est catalysée par une enzyme spécifique de l’ubiquitine appelée E1. Chez les eucaryotes, cette 

réaction se divise en deux étapes, une première étape formant un intermédiaire Ub-adénylate qui va 

lui permettre de former un pont thioester avec l’enzyme E1 sur un résidu cystéine. Bien qu’il existe 9 

enzymes activatrices E1 seulement deux d’entre elles, UBA1 et UBA6 (Ubiquiytin-Like Modifier-

Activating Enzyme), sont spécifiques de l’ubiquitine. Cela implique l’existence de protéines semblables 

à l’ubiquitine appelées « ubiquitin like proteins » ou Ubls qui vont dépendre du même type de cascade 

d’activation (Schulman and Harper, 2009).  

Après la formation du complexe E1-Ub, l’enzyme E1 va transférer l’ubiquitine à une enzyme de 

conjugaison E2.  

 

2) Les enzymes de conjugaison E2 
La seconde étape de la cascade d’ubiquitination consiste au transfert de l’Ub (ou de l’Ubl) du résidu 

cystéine de l’enzyme E1 à une cystéine de l’enzyme E2.  

On dénombre une quarantaine d’enzymes de conjugaison E2 qui présentent toutes un domaine 

globulaire d’environ 150 acide aminés nécessaires à l’activité catalytique connu sous le nom d 

« Ubiquitin Conjugaison Domain ». Ce domaine va contenir la cystéine catalytique sur laquelle sera 

transférée l’Ub activée par l’enzyme E1 (Ye and Rape, 2009). En adition certaines enzymes E2 

possèdent des extensions N ou C-term qui pourraient réguler leur activité intrinsèque, la 

reconnaissance du substrat ou encore la sélection de l’enzyme E3. Cette dernière caractéristique 

confère à ces enzymes un rôle de tri des substrats en les menant vers un type d’ubiquitination 

particulier.  

 

Figure 18 : Schéma du mécanisme de l'ubiquitination 
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3) Les enzymes de liaison E3 
La dernière étape de l’ubiquitination est catalysée par les enzymes de liaison E3 ou E3-ligases qui vont 

médier le transfert de l’Ub de l’enzyme E2 au substrat. L’extraordinaire diversité des substrats de la 

cascade de l’ubiquitination peut être en partie expliquée par la grande diversité de ces enzymes qui 

forment une famille de plus de 600 membres. Cette famille se scinde en quatre groupes : les HECT 

(homologous to the E6AP carboxyl terminus), les RING (Really Interesting New Gene), les U-box et les 

RBR (RING-InBetweenRing-RING) E3-ligases.  

 

a) HECT 

Les HECT E3 ligases possèdent un mécanisme unique parmi les E3 ligases, puisqu’elles forment un pont 

thioester avec l’ubiquitine. Ce mécanisme est dépendant du domaine HECT qui se trouve au Cterm de 

l’enzyme et qui accepte l’ubiquitine issue de l’intermédiaire E2-Ub sur un résidu cystéine conservé. La 

partie Nterm de l’enzyme, quant à elle, va interagir avec le substrat afin de lui conjuguer l’ubiquitine 

(Metzger et al., 2012; Pickart and Eddins, 2004).  

 

b) RING 

Le domaine RING est un court motif riche en résidus cystéines et histidines qui va permettre de 

coordonner deux ions zinc. L’E2 va pouvoir interagir avec ce domaine de façon non covalente. Cela 

veut dire que le rôle des RING E3 ligases est d’augmenter la probabilité de réaction en approchant 

spatialement la lysine du substrat et l’intermédiaire E2-Ub(Metzger et al., 2012; Pickart and Eddins, 

2004).  

 

c) U-box 

Une petite famille d’E3 ligase a pu être identifiée à l’aide d’un domaine de liaison aux enzymes E2 

appelé U-box. Comme les RING E3 ligases, les U-box E3 ligases agissent comme une plateforme pour 

orienter le complexe E2-Ub vers le substrat. La similarité de ce mécanisme avec celui des RING E3 

ligases se retrouve également au niveau de la structure du domaine U-box qui ressemble à celle du 

domaine RING (Pickart and Eddins, 2004).  

 

d) RBR 

La particularité des RBR E3 ligases c’est que ce sont des protéines à multidomaines complexes. Au sein 

de ces protéines on trouve deux domaines RING1 et RING2 qui entourent un domaine IBR pour « In 

Between RING » qui donne son nom à cette classe d’E3 ligases. RING2 n’est pas un domaine RING 

classique et possède une unique cystéine catalytique qui va pouvoir accepter une Ub de la part d’une 

enzyme E2. Le domaine RING1 quant à lui va permettre la reconnaissance de l’enzyme E2 (Spratt et 

al., 2014). Parmi ces enzymes on trouve deux composants de LUBAC (Linear Ubiquitin Chain Assembly 

Complex), à savoir HOIP mais aussi parkin qui est impliqué dans la maladie de Parkinson (Komander 

and Rape, 2012; Spratt et al., 2014). 
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C. Le code de l’ubiquitine 

1) La molécule d’ubiquitine 
L’ubiquitine comme son nom l’indique, est une protéine de 76 acides aminés ubiquitaires et 

hautement conservées chez les eucaryotes. Au sein de sa structure, l’ubiquitine présente 7 résidus 

lysines : K6, K11, K27, K29, K33, K48 et K63 sur lesquels va pouvoir se former des liaisons isopeptidiques 

avec la protéine cible ou d’autre molécule d’ubiquitine. Ce rôle pourra également être joué par la 

méthionine en position 1 (M1) et la glycine en position 76 (G76). Ces résidus permettront ainsi la 

formation de chaînes de poly-ubiquitines qui sont une des caractéristiques principales de 

l’ubiquitination (Fig20).  

A. Structure générale des Ub/UBL. B. Structure tertia ire d’une molécule d’ubiquitine C. Structure 

tertia ire d’une molécule Nedd8. D.  Structure tertia ire d’une molécule SUMO1.  Adapté de (Vierstra, 2012)  

2) Les « ubiquitin like proteins » 
Ce sont des protéines dont la séquence et la structure tridimensionnelle sont apparentées à 

l’ubiquitine. Tout comme l’Ub, les UBLs présentent toutes une structure tertiaire composée d’une 

hélice α maintenue en place par 5 feuillets β que l’on appelle un « β-grasp fold »(Hochstrasser, 

2009)(Fig19).  Elles sont conjuguées au substrat via une cascade enzymatique qui ressemble à celle de 

l’ubiquitination. Il existe environ une dizaine d’UBL qui sont impliquées dans un nombre variés de 

processus cellulaires, comme le transport nucléaire, la traduction, les voies antivirales etc… (van der 

Veen and Ploegh, 2012). 

Si on omet l’ubiquitine, SUMO (Small Ubiquitin-related Modifier) est l’UBl la plus étudiée. La cascade 

de sumoylation est très semblable à l’ubiquitination et aboutit à une modification covalente et 

réversible du substrat. Une centaine de substrats de la sumoylation ont pu être identifiée et la plupart 

d’entre eux contiennent un site accepteur de SUMO. La sumoylation peut altérer les interactions 

moléculaires du substrat en masquant ou en ajoutant des surfaces d’interaction (Geiss-Friedlander and 

Melchior, 2007). Cette modification peut aboutir en fonction du substrat à un changement de 

Figure 19 : Représentation de la structure 3D d'une molécule d'ubiquitine ou d'Ubl 
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localisation subcellulaire, d’activité ou de stabilité. La sumoylation intervient dans un grand nombre 

de processus incluant les voies de réparation de l’ADN, la transcription, la progression du cycle 

cellulaire ou encore le trafic des protéines.  

Parmi les autres UBl on peut retrouver NEDD8 qui sera notamment impliquée dans l’activation de 

l’activité E3 ligase des cullin-Ring-ligases qui sont-elles même responsables de l’ubiquitination de 20% 

des protéines régulées par le protéasome. On peut aussi citer ISG15 qui va jouer un rôle dans les voies 

antivirale.  

 

3) Le type de liaison à l’ubiquitine  

 

a) La monoubiquitination  

La monoubiquitination consiste en l’ajout d’une seule molécule d’Ub sur la lysine d’un substrat (Fig20). 

Bien qu’étant la plus simple modification possible du code de l’ubiquitine, elle va coordonner de 

nombreux processus au sein de la cellule. Par exemple la monoubiquitination des histones H2A et H2B 

permet le recrutement d’histone méthyltransférase ce qui va impacter la transcription (Weake and 

Workman, 2008). La monoubiquitination est également connue pour réguler l’activité de protéines 

membranaires en déclenchant leur internalisation par endocytose (Nakatsu et al., 2000). Elle agit 

comme un signal d’endocytose pour les protéines membranaires devant être « down-régulées ». Ce 

processus est conservé dans l’évolution de la levure jusqu’au mammifère.  

 

Figure 20 : Schéma représentant les différents types d'ubiquitination 
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b) La multi-monoubiquitination  

La multi-monoubiquitination est la monoubiquitination d’un substrat sur plusieurs lysines (Fig20). Ce 

type d’ubiquitination va permettre l’internalisation de récepteurs membranaires (par exemple PDGFR 

et EGFR) afin de permettre leur recyclage ou leur dégradation au niveau des lysosomes (Haglund et al., 

2003). Le principal médiateur de ce mécanisme est le complexe ESCRT (Endosomal Sorting Complex 

Required for Transport) qui va contrôler le triage des endosomes contenant ces récepteurs multi-

monubiquitinés. 

 

c) La polyubiquitination 

La polyubiquitination va permettre la transmission d’un signal via l’ajout d’une chaîne d’Ub au substrat 

cible. Comme évoqué précédemment, la molécule d’Ub possède un résidu méthionine (M1) et 7 

résidus lysines (K6, K11, K27, K29, K33, K48 et K63) capables de former une liaison isopeptidique avec 

une autre molécule d’Ub au niveau de sa glycine 76. Cette caractéristique est à l’origine de la grande 

richesse du code ubiquitine puisque chacun de ces résidus lysines permet la formation d’une chaine 

d’Ub homotypique, hétérotypique ou branchée (Fig20). En effet chaque type de liaison va présenter 

une conformation unique qui va exposer différentes régions de l’ubiquitine conférant ainsi à la chaîne 

d’Ub sa spécificité qui la différentie d’autres chaînes (Komander and Rape, 2012). La formation de ces 

chaînes est permise par les enzymes E3 et/ou les enzymes E2 qui seules ou en complexe, vont 

promouvoir une conformation limitant l’addition d’Ub à un certain type de liaison. 

Le rôle des chaînes d’ubiquitine dans la dégradation des protéines est bien établi, mais elles ne sont 

pas exclusivement dédiées au processus dégradation. Ici nous allons voir les lister de manière non 

exhaustive les fonctions connues des différentes chaînes homotypiques d’ubiquitine (Swatek and 

Komander, 2016).  

Les chaînes K6 : 

Le rôle des chaînes d’ubiquitine en K6 est encore méconnu bien que l’absence d’accumulation de ce 

type de chaîne à la suite de l’inhibition du protéasome semble indiquer un rôle non-dégradatif. En effet 

une première étude relie les liaisons en K6 à la voie de réponse au dommage à l’ADN en condition de 

stress génotoxique via le complexe E3 ligase BRCA1/BARD1. Une seconde étude relie les chaînes d’Ub 

en K6 à l’homéostasie mitochondriale. Ainsi les chaînes en K6 assemblées par l’E3 ligase parkin 

participent au recyclage des mitochondries endommagées ou en excès via le processus de mitophagie.  

Les chaînes K11 :  

Au contraire des chaînes en K6, les chaînes en K11 s’accumulent lorsque l’activité du protéasome est 

inhibée. Cette observation montre un lien entre ces chaînes et la dégradation au niveau du protéasome 

(Xu et al., 2009). En plus de ce rôle les chaînes en K11 sont également impliquées dans la dégradation 

dépendante du réticulum endoplasmique (Endoplasmic Reticulum-Associated Degradation ou ERAD) 

qui joue un rôle dans la régulation du cycle cellulaire (Matsumoto et al., 2010). Cette dernière 

caractéristique explique que les chaînes en K11 soient « up-régulées » dans les cellules mitotiques. 

Outre leur implication dans les processus dégradatifs, les chaînes en K11 régulent la stabilité du facteur 

de trancription HIF-1α, lors de l’adaptation des cellules à l’hypoxie (Akutsu et al., 2016; Bremm et al., 

2014).  

Les chaînes K27 : 

De toutes les chaînes de poly-Ub, Les chaînes en lysine 27 sont les moins comprises et les moins 

étudiées. Cependant la littérature montre que les chaînes K27 sont « up-régulées » au niveau des 
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histones H2A et H2A.X lorsque que l’ADN est endommagé (notamment lors des cassures double brins) 

(Gatti et al., 2015). Ces chaînes servent de plateforme de recrutement pour les protéines impliquées 

dans la voie de réponse aux dommages à l’ADN tel que 53BP1 (P53 binding protein) (Swatek and 

Komander, 2016).  

Les chaînes K29 : 

Ces chaînes sont assemblées par l’E3 ligase KIAA10/UBEC3C qui s’associe avec le protéasome (Swatek 

and Komander, 2016; You and Pickart, 2001). Lorsque le protéasome est inhibé, on constate un 

enrichissement en chaînes K29 dans la cellule suggérant un rôle dans la dégradation protéasomale 

(Kim et al., 2011). Au-delà de ce rôle, les chaînes en K29 semblent jouer un rôle dans la voie Wnt (Fei 

et al., 2013). 

Les chaînes K33 : 

Les chaînes en lysine 33 sont impliquées dans des processus biologiques variés. Notamment dans le 

trafic de l’appareil de Golgi et la membrane. Par exemple la polyubiquitination en K33 de la coronin7 

va promouvoir son recrutement dans le réseau transgolgien (Yuan et al., 2014). Malheureusement les 

chaînes en lysine 33 restent encore méconnues comme c’est le cas de la plupart des chaînes atypiques 

(Swatek and Komander, 2016).  

Les chaînes K48 : 

Ce sont les chaînes les plus communes dans la cellule et comme les chaînes en k11 on observe une 

augmentation de l’abondance de ces chaînes lorsque l’activité du protéasome est abolie (Xu et al., 

2009). Leur rôle primaire est donc d’adresser des protéines au protéasome. Pour que ce mécanisme 

fonctionne, une chaîne en K48 doit être composé de 4 ubiquitines au minimum, même si ce dogme 

commence à être questionné (Swatek and Komander, 2016; Thrower et al., 2000). Malgré leur 

association bien connue à la dégradation protéasomale, les chaînes en K48 peuvent également avoir 

des propriétés non-dégradatives.  

Les chaînes k63 : 

Les chaînes en K63, sont connues pour jouer un rôle dans le trafic intracellulaire des protéines. En effet 

les chaînes en K63 peuvent servir de signal d’endocytose pour certaines protéines ou récepteurs 

membranaires. Les chaînes d’ubiquitine en K63 sont également utiles pour l’adressage de protéines 

au niveau des corps multivésiculaires (Erpapazoglou et al., 2014). Les corps multivésiculaires 

permettront de diriger ces protéines ubiquitinées en K63 vers la dégradation lysosomiale (Pickart and 

Fushman, 2004). Outre leur rôle dans le trafic intracellulaire des protéines, l’Ub en K63 intervient dans 

la voie de réparation des dommages à l’ADN. Par exemple la poly-ubiquitination en K63 de la 

polymérase PCNA permet d’enclencher son activité de réparation de l’ADN (Hoege et al., 2002). Ces 

chaînes sont également nécessaires à l’activation de la voie NF-κB. En effet l’ubiquitination en K63 de 

l’E3 ligase TRAF6 va conduire à l’activation de la kinase IKK et donc de la voie NF-κB (Pickart and 

Fushman, 2004).  

Les chaînes linéaires en M1 : 

Les chaînes linéaires en M1 peuvent être assemblées, le complexe d’assemblage des chaines linéaires 

d’ubiquitine (Linear Ubiquitin Chain Assembly Complex = LUBAC) qui va réguler l’inflammation et 

l’immunité (Kirisako et al., 2006) (Swatek and Komander, 2016). Les chaînes en M1 sont également 

liées à l’activation de la voie NF-κB via la modification de NEMO, une sous-unité du complexe IKK ou 

encore de RIPK1 (Tokunaga et al., 2009).  
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Adapté de (Dikic et a l. ,  2009a) . 

4) Le mécanisme de reconnaissance des substrats  
 

La grande complexité du code de l’ubiquitine implique l’existence de protéines possédant des 

domaines spécifiques capables de lire et d’interpréter le code. Ce sont donc ces protéines qui vont 

déterminer le devenir des substrats en fonction de leur type d’ubiquitination. Ces domaines que l’on 

Tableau 2 : Diversité fonctionnelle et structurelle des domaines de liaison à l'ubiquitine 
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nomme UBDs (pour Ubiquitin Binding Domain) sont répartis en 5 grandes familles (Dikic et al., 2009b; 

Hicke et al., 2005) (Tableau 2) : 

• Les UBD à hélice alpha contenant les UBA (Ub Associated domain) et les UIM (Ub Interacting 

Motif) 

• Les UBZ ou UBD à doigt de Zinc  

• Les UBD à domaine PH (Plekstrin Homology) 

• Les UBD à domaine Ubiquitin-conjugating (Ubc)-like 

• Et les UBD à domaine particulier 

On va retrouver ces domaines au sein de protéines qui vont interagir avec l’ubiquitine mais qui auront 

des fonctions biologiques différentes. Ce peut être des récepteurs à l’ubiquitine, ou encore des 

enzymes catalysant l’ubiquitination ou la déubiquitination de leur substrat. Ces domaines 

reconnaissent l’ubiquitine au niveau de deux régions hydrophobiques (Ile44 hydrophobic patch et 

Ile36 hydrophobic patch). Cette interaction n’étant pas covalente et relativement faible, les liaisons 

UBD-Ub sont fortement réversibles et transitoires.  

Cette reconnaissance entre l’Ub et les domaines UBD ne suffit pas à expliquer comment ces protéines 

sont capables de différentier entre les nombreuses configurations de chaîne d’ubiquitine (Komander 

and Rape, 2012). Certaines protéines à multiples domaines UBD vont tirer avantage du fait que la 

distance qui sépare deux ubiquitines d’une chaîne homotypique est fixe, en utilisant des espaceurs 

pour séparer les UBDs. Ainsi en séparant deux de ces UBDs par une hélice de sept résidus Rap80 va 

être capable de reconnaitre spécifiquement les chaînes en K63 (Sims and Cohen, 2009). Ces domaines 

peuvent également tirer parti de la flexibilité des chaînes d’ubiquitines notamment dans le cas des 

chaînes en K48 qui sont plus compactes. La spécificité pour un type de chaîne d’un domaine UBD 

singulier peut aussi s’expliquer par la reconnaissance de surfaces spécifiques exposées par deux 

molécules d’ubiquitine au sein d’une chaîne homotypique. 

Les domaines UBA et les domaines UIM sont particulièrement important pour le ciblage au niveau du 

protéasome (Tableau 2). En effet les protéines de recrutement au protéasome, (par exemple Rad23) 

vont reposer sur ces domaines pour reconnaître et délivrer au protéasome les protéines ubiquitinées 

(Mueller and Feigon, 2003).     
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Figure 21 : Illustration du fonctionnement du système ubiquitine protéasome 

D. Le système ubiquitine protéasome  

1) Généralités  
Le protéasome 26S, est un complexe protéique de 2,5 mDA qui se divise en deux sous-complexes : le 

protéasome 20S qui renferme l’activité protéolytique et la particule régulatrice 19S qui va réguler le 

premier (Glickman and Ciechanover, 2002; Tanaka, 2009) (Fig21). Sa fonction primaire est de dégrader 

les protéines qui lui sont adressées via la cascade de l’ubiquitination. Le système ubiquitine 

protéasome (SUP) représente le système majeur de protéolyse des cellules eucaryotes et se révèle 

crucial pour une majorité de fonction cellulaire (Notamment le contrôle du cycle cellulaire, de la qualité 

des protéines, de l’inflammation etc…). Lorsque qu’un substrat arrive au niveau du protéasome 26S, il 

sera pris en charge par la particule 19S qui va aider à son dépliage ainsi qu’au recyclage des molécules 

d’ubiquitine. Une fois le substrat déplié et déubiquitiné, il pourra pénétrer au cœur de la particule 

catalytique 20S pour y être dégradé.  

 

2) La particule régulatrice 19S 
La particule régulatrice (PR) 19S aussi nommé PA700 est un complexe de 19 sous-unités dont le rôle 

sera de guider l’entrée du substrat dans la particule 20S (Finley, 2009). En effet lorsque la particule 

catalytique 20S est dénuée de particule 19S l’entrée d’un substrat non déplié et non déubiquitiné dans 

la chambre est impossible pour des raisons purement topologiques. La PR 19S peut se lier au 

protéasome 20S à chaque extrémité du tonneau, cette liaison va permettre d’ouvrir un canal vers la 

chambre catalytique (Walz et al., 1998). Même ouvert, ce canal est suffisamment étroit pour empêcher 

les protéines cytoplasmiques de pénétrer dans le protéasome 20S (Groll et al., 2000; Lee et al., 2002). 

Cette caractéristique impose aux substrats du protéasome la contrainte d’être dépliés pour entrer 

dans la chambre catalytique ce qui facilite l’hydrolyse des liaisons peptidiques. C’est donc la PR19S qui 

va se charger de déplier les substrats via l’activité de 6 sous-unités ATPases que l’on appelle les 

protéines Rpt. Ces ATPases vont former un anneau hétérohexamérique qui va s’amarrer sur l’anneau 

extérieur de la particule catalytique (Vigneron and Van den Eynde, 2014).  
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La reconnaissance du substrat par le protéasome se fait via le tag ubiquitine porté par ce dernier. Cette 

fonction de reconnaissance est assurée par la PR 19S qui va reconnaître les substrats à l’aide de 

récepteurs à l’ubiquitine RPN10 et RPN13 (D’Arcy and Linder, 2012). Les 6 ATPases et les deux 

récepteurs à l’ubiquitines sont complétés par RPN1 qui va servir de site d’accueil pour les facteurs de 

recrutement de protéines ubiquitinées (Rad23, Dsk2 et Ddi1) et par RPN2 qui va assurer la liaison avec 

le protéasome 20S (Mueller and Feigon, 2003). Ensembles ces protéines forment ce que l’on appelle 

la base de la particule 19S.  

La PR 19S présente également un couvercle composé de 9 sous-unités (RPN3, RPN5, RPN6, RPN7, 

RPN8, RPN9, RPN11 et RPN12). RPN11 (ou PSMD14 ou POH1) est la plus notable de ces sous-unités 

puisque son activité est nécessaire à la fonction du protéasome. En effet RPN11 est une déubiquitinase 

dont le rôle sera de déubiquitiner les substrats adressés au protéasome afin de leur permettre l’accès 

au cœur catalytique d’une part et de régénérer le « pool » d’ubiquitine libre de la cellule d’autre part 

(Verma et al., 2002, p. 11).   

 

3) La particule catalytique 20S 
Le protéasome 20S est une structure en forme de tonneau composé de 28 sous-unités arrangées en 4 

anneaux hétéroheptamériques, deux anneaux β internes et deux anneaux α externes. Les 2 anneaux 

internes chacun sont composés de 7 sous-unités différentes (β1 à 7) mais seulement trois de ces sous-

unités sont protéolytiques : β1, β2 et β5. Les sous-unité β1, β2 et β3 vont renfermer l’activité 

« caspase-like », « trypsine-like » et « chymotrypsine-like » respectivement (Finley, 2009). Ce sont 

donc les anneaux β qui vont renfermer l’activité protéolytique du protéasome 20S tandis que les 

anneaux α, eux même composés de 7 sous-unités (α1 à 7) régulent l’entrée des substrats dans le cœur 

protéolytique. En effet dans la forme fermée de la particule 20S, les extrémités N-term des sous-unités 

α convergent en un réseau empêchant l’entrée dans le cœur de la particule 20S. Lorsque le protéasome 

20S est activé, ce réseau est rompu permettant l’entrée du substrat (Borissenko and Groll, 2007; Groll 

et al., 2000). Les sous-unités α contiennent également un motif de liaison à la PR 19S dont la liaison va 

permettre l’ouverture du 20S (Förster et al., 2005; Smith et al., 2007).   

La dégradation des substrats du protéasome est typiquement ATP-dépendante et se fait de manière 

processive. Contrairement à ce qu’on pourrait penser, le protéasome ne réduit pas ces substrats en 

acides-aminés mais en oligopeptides de longueurs variables (entre 8 et 12 acides-aminés) (Goldberg 

et al., 2002; Kisselev et al., 1999).   
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E. Les enzymes de déubiquitination  

1) Généralités  
Comme la plupart des modifications post-traductionnelles, l’ubiquitination est un processus réversible. 

Il existe donc un groupe d’enzyme capable de retirer, voire d’éditer le ou les groupements ubiquitines 

ajoutés sur le substrat. On appelle ces enzymes les déubiquitinases ou DUBs. On trouve environ une 

centaine de DUBs dans le génome que l’on subdivise 7 familles (Clague et al., 2013; Komander et al., 

2009; Reyes-Turcu et al., 2009). Parmi elle, on trouve une famille de métalloprotéases à zinc et 6 

familles de protéases à cystéine (Fig22). 

Tiré de (Ohanna et a l. ,  2022) . 

Figure 22 : Diagramme représentatif de la grande famille des DUBs 
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2) Les métalloprotéases à zinc 
Les DUBs appartenant à cette famille sont codées par 14 gènes et contiennent toute un domaine JAMM 

ou MPN+. Ce domaine contient le site catalytique de ces enzymes qui va contenir un résidu aspartate 

et deux histidines qui vont se coordonner avec un ion ZN2+ ainsi qu’une sérine. Sans rentrer dans les 

détails, le zinc va permettre de générer un hydroxyde qui va hydrolyser la liaison isopeptidique entre 

l’ubiquitine et son substrat. Ce mode d’action particulier  indique que les DUBs appartenant à cette 

famille ne forment pas d’intermédiaires covalents avec leur cible ce qui rend le développement 

d’inhibiteur ou l’étude de leur activité à l’aide de sonde plus difficile (Ambroggio et al., 2004)(Fig23A). 

On retrouve souvent ces DUBs au sein de larges complexes, c’est par exemple le cas de RPN11 qui se 

trouve dans la particule régulatrice du protéasome (Verma et al., 2002; Yao and Cohen, 2002) .  

Adapté de (Mevissen and Komander, 2017) . 

3) Les protéases à cystéine  
L’activité des DUBs appartenant à cette classe d’enzyme repose sur la présence d’une triade d’acides 

aminés conservée au niveau de leur site actif : une cystéine catalytique, une asparagine et une histidine 

(Li and Reverter, 2021). L’activation de l’enzyme se fait via le passage du thiol (-SH) inactif de cette 

cystéine vers un thiolate réactif (-S-) (Ronau et al., 2016). Cette transition est induite par un 

changement de conformation dû à la liaison au substrat ou la liaison à un complexe ou encore une 

modification post-traductionnelle (Hu et al., 2002; Komander et al., 2009; Sahtoe and Sixma, 2015). Le 

Figure 23 : Mécanisme biochimique de la déubiquitination 
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résidu cystéine ainsi activé va réaliser une attaque nucléophile sur la liaison isopeptidique entre 

l’ubiquitine et son substrat en formant un thioester. La libération du substrat se fait par hydrolyse de 

la liaison Ub-DUB qui permet un retour au thiolate de la cystéine catalytique indiquant que l’enzyme 

est prête pour un nouveau cycle (Fig23B). Cette classe de DUBs se subdivise en 6 familles que nous 

allons détailler ci-dessous : 

 

a) La famille des UCH 

Les UCH sont composées de 4 membres chez les mammifères (UCLHL1, UCLHL3, UCHL5 et BAP1). Elles 

sont caractérisées par la présence d’une boucle qui protège le site actif de l’enzyme. Cette 

caractéristique limite la taille des substrats avec lesquels ces enzymes peuvent interagir, typiquement 

des produits de la dégradation protéasomale ou lysosomale. C’est dans cette famille que l’on trouve 

la première DUBs dont la structure 3D a été établie : UCHL3 (Johnston et al., 1997). BAP1 est une autre 

UCH notable qui est impliquée dans le cycle cellulaire et la voie de réponse aux dommages à l’ADN. 

Cette DUBs est également connue pour être un des principaux oncogènes dans le mélanome uvéal 

(Masoomian et al., 2018; Yu et al., 2010).  

 

b) La famille des USP 

Les USP sont la plus large famille de DUB avec 54 membres. Elles sont caractérisées par une structure 

en forme de main composée de trois domaines : le pouce, la paume et les doigts (Hu et al., 2002). Le 

site catalytique se trouve entre le pouce et la paume et les doigts servent à stabiliser l’interaction avec 

le substrat de l’enzyme (Renatus et al., 2006). La plupart des USP ne sont pas spécifiques d’un type de 

chaîne d’Ub (Ye et al., 2011). Parmi les USP notables, on peut citer USP18 qui est spécifique de l’Ubl 

ISG15 et USPL1 qui est spécifique de SUMO (Basters et al., 2018; Schulz et al., 2012). 

 

c) La famille des OTU 

La famille des OTU compte 17 membres qui vont présenter une plus grande spécificité de chaîne que 

les autres DUBs. Par exemple OTUD1 sera spécifique des substrats ubiquitinés en K48 alors que 

cezanne sera plus spécifique des chaînes en K11 (Bonacci et al., 2018; Edelmann et al., 2009). Cette 

spécificité s’explique par la présence de domaines additionnels d’interaction à l’ubiquitine qui 

permettent la liaison à de plus longues chaînes de polyubiquitines spécifiques (Mevissen et al., 2013). 

A cause de cette spécificité, les OTU sont connus comme des régulateurs de voies de signalisation. Une 

autre particularité des OTU c’est l’absence d’asparagine au niveau du site actif (Nijman et al., 2005).  

 

d) La famille des MJD 

La famille des MJD, composée de 4 membres (ATXN3, ATXN3L et Josephin domain containing 1 et 2), 

est nommée à partir d’une maladie neurologique : la maladie de Machado-Josephin Desease (MJD : 

Machado-Josephin Desease). Cette maladie est causée par une extension de la répétition d’un motif 

CAG au sein de la DUB ATXN3 ce qui va provoquer son agrégation (Kawaguchi et al., 1994). On peut 

également noter que cette famille de DUBs est absente chez la levure.  
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e) La famille des MINDY 

On trouve 5 membres dans cette famille qui se distingue par une triade catalytique ou l’asparagine est 

remplacée par une glutamine. Ces enzymes sont auto-inhibées et c’est la liaison au substrat qui viendra 

lever cette inhibition en induisant un changement de conformation (Abdul Rehman et al., 2016). Les 

membres de cette famille sont également très spécifiques des chaînes d’Ub en K48 (Maurer and Wertz, 

2016).  

 

f) La famille ZUFSP 

Il n’existe qu’un seul membre de cette famille (ZUFSP1) qui contient un domaine peptidase spécifique 

UFM1. Cette DUB présente également 2 domaines de liaison à l’ubiquitine qui lui confère une très 

forte spécificité pour les chaînes d’Ub en K63 (Kwasna et al., 2018). 

 

4) Spécificité enzymatique des déubiquitinases 
Les DUBs vont être capables de lire le code de l’ubiquitine, et c’est cette lecture qui va dicter leur 

fonction. Pour les aider à lire le code, ces enzymes présentent souvent des domaines de liaison à 

l’ubiquitine (UBDs) qui vont leur permettre de reconnaitre la structure des différentes chaînes 

d’ubiquitine. Certaine DUBs vont cliver les chaînes d’Ub de manière non spécifique, c’est notamment 

le cas de la plupart des USP comme on a pu le voir précédemment. D’autres DUBs vont, au contraire, 

présenter une spécificité de clivage pour un seul type de chaîne. C’est par exemple le cas des OTU et 

des MINDY qui vont être spécifiques des chaînes en K48 sauf quelques exceptions (Cezanne qui est 

spécifique des chaînes en K11).   

Les DUBs vont aussi se différencier par leur méthode de clivage. On trouve des endo-DUBs qui vont 

cliver au sein d’une chaîne et des exo-DUBs qui vont attaquer la chaîne à partir de son extrémité 

(Komander et al., 2009; Komander and Rape, 2012).  

Certaines DUBs ont besoin d’un changement conformationnel induit par la liaison au substrat pour 

s’activer. C’est le cas des membres de la famille MINDY comme on a pu le voir, mais aussi d’USP7 dont 

la liaison à l’ubiquitine induit une activation du site actif(Hu et al., 2002; Sahtoe and Sixma, 2015). 

Certaines DUBs peuvent subir des modifications post-traductionnelles activatrices ou inactivatrices 

(phosphorylation, sumoylation, ubiquitination. Par exemple, la phosphorylation d’USP4 par AKT sur la 

ser445 va induire sa relocalisation du noyau vers le cytoplasme (Zhang et al., 2012).   
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5) Fonctions cellulaires régulées par les DUBs 
Comme l’ubiquitination est omniprésente dans la biologie cellulaire, les DUBs vont intervenir dans la 

régulation de nombreux mécanismes (Fig26). Nous allons illustrer ce concept à l’aide d’une liste non-

exhaustive. 

Adapté de (Swatek and Komander, 2016) . 

a) Rôle dans la synthèse et le recyclage de l’ubiquitine 

L’ubiquitine n’est pas directement synthétisée sous forme de protéine indépendante, mais elle sera 

soit codée avec une protéine ribosomale fusionnée au C-term soit sous forme de polymère 

d’ubiquitine. La libération de monomères d’ubiquitine à partir de ses précurseurs sera donc catalysée 

par des DUBs. Par exemple UCHL3, USP9X, USP7, USP5 et OTULIN vont être requises pour hydrolyser 

ces précurseurs et régénérer le pool d’ubiquitine libre (Grou et al., 2015).  

A part la production d’ubiquitine à partir de polymère, les DUBs vont également régénérer le pool 

d’ubiquitine libre en déubiquitinant les substrats destinés à la dégradation au niveau du protéasome. 

C’est notamment le cas des déubiquitinases associées au protéasome : RPN11, USP14 et UCHL5 

(Tanaka, 2009). Ainsi la présence de cette classe d’enzyme empêche la rapide déplétion du pool 

d’ubiquitine libre dû à l’omniprésence de l’ubiquitination et donc permet de maintenir l’homéostasie 

et la survie de la cellule.  

 

Figure 24 : Multiplicité de fonction de l'ubiquitination et des DUBs associées 
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b) Rôle dans le trafic des protéines 

Tout comme l’ubiquitination joue un rôle dans l’endocytose, la déubiquitination peut permettre le 

recyclage de protéines membranaires destinées à la dégradation lysosomale. Par exemple l’activité de 

USP8 va permettre la déubiquitination du récepteur EGFR et donc son recyclage à la surface de la 

cellule (Balut et al., 2011). USP32 peut également influencer le transport endosomal tardif via la 

déubiquitination de Rab7 (Sapmaz et al., 2019)(Fig24).  

 

c) Rôle dans la réponse aux dommages à l’ADN 

Certaines déubiquitinases sont impliquées dans les mécanismes moléculaires de réparation de l’ADN 

à la suite d’un stress génotoxique. Par exemple USP7 va stabiliser l’E3 ligase MDM2 qui en retour va 

envoyer P53 à la dégradation (Khoronenkova and Dianov, 2012). Lors d’un stress, USP7 va subir une 

phosphorylation inactivatrice ce qui va en retour diminuer l’activité de MDM2 et donc stabiliser P53 

dont l’expression est importante dans la voie de réponse des dommages à l’ADN (Fig24). 

Les DUBs peuvent également réguler l’ubiquitination des histones, la déubiquitinase Ubp8 est par 

exemple nécessaire au fonctionnement du complexe SAGA. Ce complexe va permettre la 

déubiquitination de l’histone H2B et ainsi réguler l’expression des gènes sous son contrôle (Lee et al., 

2005). D’autre DUBs comme sont impliquées dans l’activité de réparation de l’ADN. On peut citer 

USP47 qui va réguler la stabilité de la polymérase β responsable de la réparation des cassures simples 

brins (Parsons et al., 2011).   

 

d) Rôle dans la traduction 

Les DUBs peuvent également influencer la synthèse des protéines notamment en jouant sur 

l’ubiquitination des ribosomes. Récemment, une nouvelle forme de régulation des ribosomes par les 

DUBs a été mise en évidence : la RTU (Redox control of Translation by Ub). Dans ce mécanisme 

l’inhibition de la DUB Ubp2 par des espèces réactives de l’oxygène (ROS) induit une accumulation de 

ribosome ubiquitiné en K63 ce qui à terme réduit le taux global de traduction dans la cellule (Zhou et 

al., 2020). Certaines DUBs peuvent également réguler l’initiation de la traduction en stabilisant des 

facteurs d’initiation. Par exemple USP9X stabilise eIF4 et USP11 eIF4B (Kapadia et al., 2018; Z. Li et al., 

2018). La ribophagie est un mécanisme dépendant de l’ubiquitination des ribosomes qui peut se 

mettre en place lors de déprivation en nutriments. Par conséquent, les DUBs peuvent réguler ce 

mécanisme, c’est le cas de Ubp3 (homologue de USP10) chez la levure (Kraft et al., 2008).   

  

F. Les déubiquitinases dans le cancer 

1) Déubiquitinases et cancers : généralités 
Les voies de signalisation régulées par l’ubiquitination sont omniprésentes et donc essentielles à la 

biologie de la cellule. En modulant les signaux convoyés par l’ubiquitine, les DUBs se posent en acteurs 

indispensables au fonctionnement cellulaire. Comme on a pu le voir les DUBs ont une importance 

capitale dans la réponse au dommage à l’ADN via la régulation de voies oncogéniques (ex : P53). De 

plus l’impact des DUBs sur l’ubiquitination des histones va induire des modifications épigénétiques qui 

peuvent altérer le programme génétique de la cellule et affecter la survie, la prolifération etc… On peut 

aussi noter que le rôle des DUBs dans la traduction peut avoir un rôle dans la surexpression de 

certaines protéines ou voies oncogéniques (Fig24). Enfin, étant donné leur capacité d’édition du signal 

Ub, ces enzymes sont capables de prévenir la dégradation protéasomale de protéines oncogéniques 
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(Fig21). On comprend donc que l’action des DUBs peut se révéler crucial dans l’établissement, le 

développement et la progression du cancer.  

  

2) Déubiquitinases et mélanome  
Il est bien connu que BAP1, une DUB de la famille des UCH est un gène de prédisposition pour le 

développement du mélanome uvéal. Son inactivation par mutation est retrouvée dans la majeure 

partie des mélanomes de l’uvée et va jouer un rôle dans le développement, la progression et 

l’invasivité.  

En ce qui concerne le mélanome cutané, dans le cadre d’une revue écrite par le laboratoire, nous avons 

listé les DUBs pour lesquelles la littérature décrit un rôle dans la pathologie. Ce travail a permis de 

souligner l’implication de ces enzymes dans la majorité des processus associés au développement de 

la maladie (Ohanna et al., 2022) (Fig25).  

Figure 25 : Schéma récapitulant les DUBs impliquée dans la biologie du mélanome et publication 

associées. 

 

. 
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Adapté de (Ohanna et a l. ,  2022) . 

Plusieurs DUBs sont surexprimées dans les cellules de mélanome quand on les compare aux naevus ou 

au tissu normal. C’est notamment le cas de USP4, USP7 et MYSM1. De plus la surexpression de MYSM1 

est associée à un mauvais pronostic pour les patients ainsi qu’à la mélanomagénèse. De façon 

intéressante notre laboratoire a pu démontrer que USP14 présente une augmentation de son activité 

dans les cellules de mélanome comparé à des mélanocytes normaux (Didier et al., 2018). L’inhibition 

de USP14 va induire une accumulation de protéines polyubiquitinées et un stress du réticulum 

endoplasmique menant les cellules vers une mort indépendante des caspases. Contrairement à ces 

DUBs qui vont jouer un rôle plutôt pro-oncogénique, l’expression de CYLD va diminuer dans le 

mélanome métastatique et la tumeur primaire par rapport au tissu normal. Cela place donc ce gène 

en tant que suppresseur de tumeur dans le mélanome (Massoumi et al., 2009). 

Certaines de ces enzymes peuvent réguler l’expression de gènes importants pour le développement 

du mélanome. Par exemple USP9X est capable de contrôler indirectement l’expression de NRAS par la 

stabilisation du facteur de transcription Ets1 via son activité déubiquitinase (Potu et al., 2017).  De 

même en 2011, une équipe découvre que USP13 est capable de stabiliser le facteur de transcription 

MITF via son activité déubiquitinase. Comme précisé dans la partie I, MITF est le « master regulator » 

de la mélanogénèse et va jouer un rôle prépondérant dans la biologie du mélanome, notamment sa 

capacité de prolifération (Zhao et al., 2011). La déplétion de USP7 peut également affecter la 

prolifération et la croissance tumorale dans le mélanome en inhibant la voie PI3K/AKT (Gao et al., 2021, 

p. 3). 

D’autres DUBs semblent être impliquées dans les capacités invasives du mélanome, par exemple 

l’expression de USP9X est augmentée dans le mélanome métastatique comparé à la tumeur primaire. 

Le ciblage de USP7 altère non seulement la prolifération, mais également les capacités de migration et 

d’invasion des cellules de mélanome in vitro et in vivo (Xiang et al., 2021). La perte de CYLD au cours 

de la progression mélanome va impacter la capacité métastatique des cellules en affectant l’induction 

de la voie JNK/AP1 dépendante de la liaison au collagène IV de l’intégrine β1 (Ke et al., 2013).  

Dans le cadre du mélanome résistant, la déplétion d’USP5 augmente la sensitivité des cellules de 

mélanome aux inhibiteurs de BRAF (Potu et al., 2014). De la même façon l’inhibition de USP5 

potentialise l’effet des thérapies ciblées. C’est le cas d’autres DUBs comme USP9X dont l’activité 

semble être dépendante la voie BRAF et dont l’inhibition potentialise les thérapies ciblées. On peut 

également citer USP7 dont la déplétion augmente la sensibilité aux thérapies ciblées ou USP14 dont 

l’activité augmente avec la résistance (Didier et al., 2018).   



 83 

G. Conclusion : Déubiquitinase et mécanotransduction  
Un potentiel lien peut se dessiner entre les DUBs et la mécanotransduction. En effet dans un premier 

temps on peut noter que la présence de phosphodégrons sur les mécanosenseurs YAP et TAZ les rend 

susceptibles à une régulation par les DUBs. A ce sujet, la littérature décrit que OTUD5 est capable de 

déubiquitiner YAP chez le macrophage (Zhang et al., 2021, p. 5). Au sein de notre sujet d’étude, USP22 

a été identifié comme un régulateur de la résistance YAP dépendante au thérapies ciblées. En effet 

USP22 stabilise YAP lui permettant ainsi d’enclencher sur le programme de résistance (Wei et al., 

2021). D’autres DUBs pourraient également jouer ce rôle dans le mélanome comme par exemple 

USP9X dont le lien avec le mécanosenseur YAP est montré par plusieurs études (Kim et al., 2016; L. Li 

et al., 2018; Zhang et al., 2019).  

Cependant aucune de ces études ne relie l’action de ces DUBs aux propriétés de mécanosenseurs de 

YAP ni l’activité ou l’expression des DUBs à la mécanotransduction en général. Ainsi dans le contexte 

de la mécanorésistance du mélanome, nous nous proposons d’identifier des DUBs pouvant être 

régulées par les signaux mécaniques de la matrice extracellulaire.   
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Le mélanome se distingue des autres cancers cutanés par son hétérogénéité et son haut potentiel 

métastatique. Cette plasticité des cellules de mélanome va être responsable de leur adaptation rapide 

au traitement. Classiquement les mélanomes mutés sur la kinase BRAF sont traités aux thérapies 

ciblées qui sont des inhibiteurs de BRAF et de MEK. Nous avons récemment montré que le traitement 

aux thérapies ciblées induit un remodelage du réseau de fibres de la matrice-extracellulaire (Girard et 

al., 2020) (Diazzi et al., 2022). Ce remodelage a pour conséquence une rigidification de la matrice 

extracellulaire qui active les voies de la mécanotransduction dans les cellules de mélanome. Ces voies 

sont dépendantes de la contraction du cytosquelette d’actine qui permet la translocation dans le 

noyau du mécanosenseur et de YAP. Une fois relocalisé dans le noyau il va induire la mise en place 

d’un programme transcriptomique pro-fibrotique grâce à son activité de co-facteur de transcription. 

En conséquence une boucle d’amplification positive se met en place renforçant le phénotype de 

rigidification matricielle. A terme, nos travaux montrent que ce mécanisme aboutit à l’échappement 

thérapeutique des cellules de mélanome (Girard et al., 2020).  

L’activation aberrante de telles voies oncogéniques confère aux cellules tumorales un avantage contre 

le traitement mais déstabilise leur homéostasie protéique ou protéostasie. En effet l’activation de 

telles voies nécessite la surexpression de certaine protéine ce qui déséquilibre la balance 

protéostasique. Pour maintenir l’équilibre les cellules tumorales vont se reposer sur l’activité 

protéolytique du système ubiquitine protéasome d’une part et l’activité stabilisatrice des 

déubiquitinases (DUBs) d’autre part. Dans les pathologies cancéreuses, les DUBs sont fréquemment 

détournées pour prévenir la dégradation protéasomale d’acteurs de voies oncogéniques importantes 

dans la prolifération, l’invasion ou encore la résistance au traitement (D’Arcy et al., 2015; Ohanna et 

al., 2022). Dans ce contexte, les DUBs se révèlent des candidates idéales pour trouver de nouveaux 

acteurs dans la mécanorésistance des mélanomes, induite par les thérapies ciblées.  

Au cours de ce travail de thèse, nous avons identifié USP9X comme une DUBs dont l’activité est 

modulée par la rigidité de la matrice extracellulaire. Nous avons également mis en évidence que le 

mécanosenseur YAP, impliqué dans la migration, l’invasion et la résistance du mélanome, est le 

substrat de USP9X. Nous avons montré le rôle de USP9X dans la migration et l’invasion des cellules de 

mélanome in vitro et in vivo. Enfin nous avons montré que le ciblage de USP9X améliore l'efficacité des 

inhibiteurs de BRAF/MEK, contrecarre le remodelage du collagène induit par les médicaments et 

retarde la récidive tumorale. 
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Abstract  

Post-translational modification by ubiquitin plays a key role in protein turnover. Deubiquitinases 

(DUBs) removes ubiquitin chains from target proteins to prevent their degradation by the proteasome 

and with the ubiquitin-proteasome system (UPS), they are gatekeepers of protein homeostasis. 

Despite dramatic advances in its treatment, metastatic melanoma remains a therapeutic challenge. 

Melanoma cells show a great plasticity that allows them to adapt to the conditions of the tumor 

microenvironment and to anticancer treatments. In this context, we recently showed that, in response 

to BRAF-targeted therapies, extracellular matrix (ECM) remodelling, cytoskeletal plasticity and 

mechanotransduction play a major role in proliferation, invasion and drug-resistance of melanoma cell 

through the mechanosensor YAP. Remarkably, the accumulation of many master tumor factors is 

modulated by the UPS and DUBs. However, the contribution of DUBs in mechanotransduction is still 

unexplored. To identify DUBs involved in melanoma mechanotransduction, we used cell lines 

cultivated on collagen matrices with various stiffnesses combined to an activity-based ubiquitin probe 

for profiling DUB activity. Using this approach and quantitative proteomic, we identified the ubiquitin-

specific protease 9X (USP9X) as a DUB whose activity is increased by collagen stiffness. In silico analysis 

further revealed that YAP belongs to the USP9X interactome and showed a correlation between USP9X 

expression and YAP transcriptional signature in melanoma. We thus hypothesized that USP9X 

regulates levels of YAP in melanoma cells through its DUB activity. Consistently, siRNA-mediated 

depletion and pharmacological inhibition of USP9X decreased YAP expression at protein but not mRNA 

levels. Conversely, knockdown of the E3 ligase βTrCP increased YAP protein expression. A GST-TUBE 

pulldown assay revealed that combined USP9X and proteasome inhibition increased YAP poly-

ubiquitination, indicating that USP9X deubiquitinates YAP to prevent its proteasomal degradation. In 

line with a role of USP9X in mechanotranduction upstream of YAP, USP9X targeting impaired stiffness-

induced responses including YAP nuclear translocation and transcriptional activity, cell migration and 

invasion, and drug resistance. An experimental lung invasion assay further showed that USP9X stable 

knockdown impaired melanoma invasion in vivo. Finally, targeting USP9X in a syngeneic model of 

melanoma response to targeted therapy counteracted drug-induced collagen remodeling, enhanced 

treatment efficacy and delayed tumor relapse. Our results reveal an original role of USP9X in 

melanoma mechanotransduction and mechanoresistance through stiffness-dependent stabilization of 

the oncoprotein YAP. We therefore propose USP9X as a targetable “mechano-DUB” in melanoma. 
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Introduction 

Cutaneous melanoma is the skin cancer with the highest mortality rate. Its high metastatic potential 

associated with resistance to treatment makes it one of the most aggressive forms of cancer. 

Melanoma develops from melanocytes, pigmented cells derived from the neural crest that colonize 

the skin in the superficial layer of the epidermis (Shain & Bastian, 2016). The function of these cells is 

to protect our skin from ultraviolet (UV) radiation by synthesizing a pigment: melanin. In 75% of cases, 

melanoma develops "de novo" from a healthy melanocyte (in comparison to nevi or moles), notably 

because of their exposure to UV radiation, which causes mutations. Genetic alterations in the BRAF, 

NRAS, or NF1 genes define melanoma subtypes and lead to the constitutive activation of the MAPK 

pathway in more than 75% of the cases (Cancer Genome Atlas, 2015; Flaherty et al, 2012) When 

melanoma expresses the oncogenic BRAFV600(X) mutation, patients can be treated with targeted 

therapies that are specific inhibitors of this oncogenic kinase (Vemurafenib, Dabrafenib) or of MEK1/2 

downstream of BRAF (Cobimetinib, Trametinib) blocking the constitutive activation of the MAPK 

pathway. With these therapies, significant regression of melanoma is observed in some patients 

(Robert et al, 2019). However, in the majority of cases, resistance develops after 6 to 8 months of 

treatment.  

For patients who do not have the BRAFV600(X) mutation, or who have developed resistance to BRAF 

pathway inhibitors (BRAFi/MEKi), there are other therapeutic avenues such as immunotherapies 

whose main action is to prevent tumor cells from hijacking immunological braking systems such as the 

PD1/PDL-1 (or PD1/PDL- 2) ligand/receptor complex or B7/CTLA-4 (Luke et al, 2017). These 

immunotherapies give very satisfactory long-term responses when the patient responds. However, 

only a minority of patients respond optimally. Overall, more than 50% of patients need additional 

treatments. It is therefore important to find other treatment options to fill the treatment gap for 

patients who do not respond to targeted therapies or immunotherapies or who have relapsed.  

The appearance of activating mutations in the MAPK pathway induces the transformation of the 

melanocyte, which will proliferate and form a primary tumor characterized by a high mutational load 

and extensive intratumoral genetic heterogeneity. Additional mutational events and extracellular cues 

from the tumor microenvironment (TME) participate to the reactivation of an embryonic program of 

epithelial-mesenchymal transdifferentiation (EMT-like). This process, which is associated with EMT 

transcriptional factors such as SNAIL, SLUG and TWIST, the loss of E-cadherin and the gain of 

mesenchymal markers, allows melanoma cells to invade adjacent tissues (Caramel et al, 2013; 

Fenouille et al, 2012). Intrinsic melanoma cell phenotypic plasticity and signals from the TME, such as 

inflammation, growth factors or hypoxia, drive further metastatic progression, by providing 

advantages in terms of survival, dissemination and adaptation (Arozarena & Wellbrock, 2019; Holzel 
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& Tuting, 2016). Melanomas can be classified into several phenotypically different subpopulations 

(Hoek & Goding, 2010; Rambow et al, 2019; Tsoi et al, 2018). Melanocytic-like cells that are 

differentiated, less invasive and show a proliferative signature and high expression of the transcription 

factors MITF and SOX10 (Sun et al, 2014). The dedifferentiated cells with a mesenchymal signature, 

which will be much more invasive, with high expression of ZEB1 and receptor tyrosine kinases (RTK) 

like PDGFRβ or AXL (Muller et al, 2014; Nazarian et al, 2010; Rambow et al, 2018; Rathore et al, 2019; 

Tsoi et al., 2018; Villanueva et al, 2010). 

Besides genetic mechanisms of resistance, melanoma cell phenotypic plasticity and non-genetic 

heterogeneity actively participates in drug tolerance and the acquisition of therapy resistance, through 

transcriptional and epigenetic reprogramming in response to environmental challenges or therapeutic 

stress  (Arozarena & Wellbrock, 2019; Marine et al, 2020; Rambow et al., 2019). Recent findings reveal 

that reciprocal interactions between cancer cells and the extracellular matrix (ECM) contribute to 

adaptive and acquired resistance to BRAFi therapy by conferring a drug-protective niche to melanoma 

cells (Fedorenko et al, 2015; Girard et al, 2020; Titz et al, 2016). Moreover, we recently showed that 

upon targeted therapies, cell autonomous ECM deposition and remodeling and mechanical plasticity 

by dedifferentiated melanoma cells results in cross-linked collagen matrix and tumor stiffening 

triggering a feedforward loop dependent on the mechanotransducers YAP and MRTFA, implementing 

a pro-fibrotic reprogramming and leading to therapeutic escape (Berestjuk et al, 2022; Diazzi et al, 

2022; Girard et al., 2020) 

In cancer cells, the accumulation of genetic alterations, oncogenic pathways and the high proliferative 

index increase protein synthesis and addiction to mechanisms for maintaining protein homeostasis, 

including the ubiquitin-proteasome system (UPS) (Finley, 2009). Remarkably, the accumulation of 

many tumor plasticity, invasion, survival and therapeutic resistance factors is modulated at the post-

translational level by the UPS, and this is notably the case for the YAP oncoprotein (Moroishi et al, 

2015). Deubiquitination of proteasome substrates by ubiquitin-specific proteases called 

DeUBiquitinases (DUBs) will protect them from degradation by the proteasome (D'Arcy et al, 2015; 

Ohanna et al, 2022). For example, in melanoma, USP13 is involved in melanoma growth and regulates 

MITF expression {Zhao, 2011 #1484), and high levels of USP9X promoting ETS-1 and NRAS expression 

are correlated with melanoma aggressiveness (Potu et al, 2017). Our laboratory has also shown that 

targeting USP14, one of the three proteasome-associated DUBs, has a potent anti-melanoma effect 

(Didier et al, 2018). In this context, DUBs are ideal candidates to find new players in melanoma 

mechanoresistance induced by targeted therapies. However, the contribution of DUBs in 

mechanotransduction is still largely unexplored. 

In this study, using cells cultivated on collagen matrices combined to an activity-based ubiquitin probe 

for profiling DUB activity and quantitative proteomic, we identify USP9X as a DUB whose activity is 
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modulated by collagen stiffness. We also show that the mechanotransducer YAP is the substrate of 

USP9X and that the targeting of UPS9X phenocopies the function of YAP in melanoma cell migration, 

invasion and resistance to targeted therapy in vitro and in vivo.  

 

 

Results 

 

Collagen stiffness controls DUB activity, including USP9X 

To identify deubiquitinases whose activity is impacted by extracellular matrix stiffness, we developed 

the following protocol. We cultured a melanoma line (1205lu) and several primary melanoma culture 

lines (MM029 and MM099) on collagen matrices of different stiffness. We then extracted proteins 

from these cultures and using an active DUB labeling method we determined the activity of DUBs as a 

function of stiffness (Fig. 1A). This method works by using a probe formed by a vinylsulfone moiety 

fused to a ubiquitin and a hemagglutinin (HA) tag. The vinylsulfone moiety coupled to the ubiquitin, 

allows specific recognition of the probe by the active site of the active DUBs in the lysate to which it 

will covalently bind (Didier et al., 2018). We observe that the global activation pattern of DUBs is 

impacted by collagen stiffness (Fig. 1B). Knowing that the transmission of mechanical signals within 

the cell is dependent on the contraction of the actomyosin cytoskeleton, we used the myosin II 

inhibitor Blebbistatin. We observe that Blebbistatin treatment of cells grown on a rigid matrix partially 

restores the global activation pattern of DUBs observed for cells grown on a soft matrix (Fig. 1C). To 

confirm our observations, we applied the same protocol (Fig. 1A) to cell lines from other cancers: lung 

(A549), breast (MDA-MB-231), and pancreas (PANC1). For all these different lines, we make the same 

observation, namely a difference in the overall activity pattern of DUBs as a function of stiffness (Fig. 

1D). In order to individually identify DUBs whose activity is impacted by the stiffness of the collagen 

matrix we again used this protocol on 1205lu cells. Taking advantage of the HA label of the probe, we 

immunoprecipitated active DUBs from the lysate fused to the probe. Using quantitative proteomics, 

we identified several DUBs with increased activity either in soft or stiff conditions (Fig. 1E, Table 1). 

Among these DUBs we observe that the activity of USP9X is increased with the stiffness of the collagen 

matrix (Fig1. E, Table1). 

 

Physical and functional interaction between USP9X and YAP 

The choice of USP9X as the primary subject of this study was motivated by several reasons. First, 

bioinformatic data predict that the mechanotransducer YAP (Dupont et al, 2011) is a partner of USP9X 

(Fig. 2A). Second, protein expression of YAP is stabilized by matrix stiffening in different melanoma cell 

models (Fig. 2B). Third, USP9X expression is significantly increased in melanoma compared to nevus 
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(Fig. 2C). Third, a bioinformatics study revealed a link between USP9X expression and the 

transcriptional signature associated with YAP in melanoma (Fig. 2D). We also show that both USP9X 

and YAP1 gene expression are associated with poor prognosis when expressed at high levels in 

melanoma patients (Fig. 2E). An unbiased screening of DUBs involved in melanoma migration further 

confirm that USP9X is an important regulator of melanoma biology (Supp Fig. 1). For that purpose, we 

transfected a library of interfering RNAs targeting genomic DUBs in A375 invasive melanoma cells. We 

then performed a scratch assay and monitored wound closure for 48 h by real-time microscopy 

imaging. Results show that USP9X depletion affects the ability of cells to migrate into the wound (Supp 

Fig. 1). This observation is supported by the literature showing that USP9X is involved in the migration 

of neuronal cell (Homan et al, 2014), which share the same embryonic origin with melanocytes. 

Importantly, YAP is involved in the migratory and invasive capabilities of cutaneous melanoma (Nallet-

Staub et al, 2014). Therefore, we hypothesized that USP9X is a DUB activated by extracellular matrix 

stiffness, which can control YAP expression and transcriptional program in melanoma. 

 

USP9X controls YAP protein expression and activity in melanoma and other cancers 

To test this hypothesis, we used siRNA sequences directed against USP9X transfected into melanoma 

cell lines. This approach showed that USP9X depletion induces a loss of YAP protein expression without 

affecting its messenger (Fig. 3A, B). Moreover, USP9X knockdown induced a significant loss of the 

messenger of several YAP target genes (Fig. 3B). YAP is a transcriptional co-activator whose activity 

depends on its subcellular localization. We observe that USP9X knockdown in 1205lu cells with siUSP9X 

#1 induces a significant decrease in the nuclear localization of YAP (Fig. 3C). This is consistent with the 

result observed in Fig. 3B. In agreement with the previous results, we observed that treatment of 

1205lu cells with the USP9X inhibitor G9 (Potu et al., 2017) induced a decrease in YAP protein 

expression (Fig. 3D) without affecting its messenger (Fig. 3E). Interestingly, we observe a dose-

dependent loss of the messenger of several YAP target genes (Fig. 3E). Finally, pharmacological 

inhibition of USP9X also induced a dose-dependent decrease in the nuclear localization of YAP (Fig. 

3F). We also observe that depletion of USP9X induced the loss of YAP expression in other human (A375) 

and murine (YUMM1.7) melanoma cell lines, as well as in two short-term melanoma cell cultures 

(MM029 and MM099). This observation was also found in the BRAF inhibitor-resistant melanoma cell 

line M238R (Fig. 3G). Together, these results indicate that USP9X controls protein expression of the 

YAP mechanosensor in melanoma.  

Interestingly, we also found that the loss of USP9X was associated with a decreased protein expression 

of YAP in other cancer cell lines, including lung (A549), breast (MDA-MB-231) and pancreatic (PANC) 

cancer cell lines (Fig. 3H).  
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USP9X controls the ubiquitination and degradation of YAP 

We next examined how USP9X controls YAP expression. When USP9X was overexpressed in HEK293FT 

cells, an increase in YAP protein expression was observed that was not found with the overexpression 

of the catalytically inactive USP9X mutant (USP9X MT C1566A) (Fig. 4A). Previous studies showed that 

the E3 ligase β-TrCP ubiquitinates YAP after phosphorylation at its phosphodegron motif, leading to 

degradation at the proteasome as part of the Hippo pathway (Zhao et al, 2010). Here, we observe that 

depletion of β-TRCP in 1205lu cells increased YAP protein expression (Fig. 4B) and nuclear location (Fig. 

4C). To confirm that YAP is degraded at the proteasome level, we treated 1205lu cells with the 

proteasome inhibitor Bortezomib (BTZ) for increasing times. As a control, the levels of the labile EMT 

factor SLUG were also monitored. Consistent with previous studies, an increase in YAP expression after 

4h of treatment was observed, indicating that YAP is degraded by the proteasome (Fig. 4D). When 

these cells were treated with the protein synthesis inhibitor cycloheximide (CHX), a loss of SLUG 

expression but not YAP was found, suggesting that in contrast with SLUG, YAP is a relatively stable 

protein (Fig. 4E). Treatment with USP9X inhibitor G9 did not induce any effect on SLUG expression and 

did not induce a decrease in YAP expression at the times used (Fig. 4F). However, the combination of 

inhibition of USP9X with inhibition of protein synthesis caused a total loss of YAP expression as early 

as 1h (Fig. 4G), suggesting that the deubiquitinase activity of USP9X protects YAP from degradation by 

preventing its addressing to the proteasome. To assess the regulation of YAP ubiquitination by USP9X, 

we used GST-TUBEs fusion proteins to pull-down poly-ubiquitinated proteins from treated melanoma 

cells (Fig. 4H). To prevent the degradation of poly-ubiquitinated proteins, cells were treated with 

Bortezomib, an inhibitor of proteasome catalytic activity. To prevent their possible deubiquitination 

by USP9X, cells were treated or not with G9. Cell lysates were precipitated with GST-TUBEs and 

glutathione-agarose beads and analyzed by western blot. These experiments show that USP9X 

inhibition in the presence of Bortezomib increased YAP poly-ubiquitination, indicating that the 

deubiquitinase activity of USP9X is required to prevent YAP ubiquitination and degradation by the 

proteasome (Fig. 4I). In addition, we found that the expression of a proteasome-resistant form of myc-

tagged YAP, YAP 5SA was not affected by USP9X knockdown in M238P melanoma cells in contrast to 

the endogenous form of YAP (Fig. 4J). Taken together, these results show that USP9X controls the 

ubiquitination and degradation of YAP in melanoma.  

 

USP9X controls melanoma cell migration and invasion in vitro and in vivo 

To examine the functional link between USP9X and YAP in melanoma, we newt performed a scratch 

assay in the invasive melanoma line 1205lu transfected with two different interfering RNA sequences 

directed against USP9X. This approach confirmed that depletion of USP9X impairs cell migration (Fig. 

5A), similar to what was observed after depletion of YAP (Fig. 5B). We also found that random motility 
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(Fig. 5C) and chemotactic migration (Fig. 5D) of USP9X-depleted cells cultured on stiff collagen 

substrate was significantly decreased compared to control cells. These data were confirmed by 

pharmacological treatment with USP9X inhibitor which significantly and dose-dependently decreased 

motility and chemotactic migration of 1205lu cells (Fig. 5E, F). Interestingly, depletion of USP9X also 

induced a decrease in motility in our panel of solid cancer cell lines (Fig. 5G). Finally, overexpression of 

a proteasome-resistant YAP mutant (YAP5SA) in M238P cells rescued cell motility that was inhibited 

by USP9X and YAP depletion (Fig. 5H).  

To study the implication of USP9X in melanoma cell invasion, we generated lentiviral vectors 

containing a pSGEP Luc-PuroR plasmid expressing different shUSP9X sequences or a non-targeting 

shRNA sequence (directed against the Renilla luciferase mRNA). The interest of this plasmid lies in its 

luciferase reporter which allow to follow tumor cell invasion in vivo by bioluminescence imaging. We 

have generated 1205lu cells stably depleted for USP9X with these plasmids and first analyzed how 

their invasive properties were affected by collagen stiffness in vitro. We found that stable depletion of 

USP9X abrogated YAP expression in cells cultured on soft collagen substrate and prevented the 

upregulation of YAP induced by collagen stiffening (Fig. 6A). Consistently, we observed a loss of YAP 

nuclear localization in USP9X KD cells cultured on stiff collagen matrix (Fig. 6B). Cells stably depleted 

for USP9X also showed a significant decrease in motility when grown on a stiff collagen matrix (Fig. 

6C). Notably, the motility of USP9X KD cells seeded on stiff collagen was not statistically different from 

that of shControl cells seeded on a soft collagen (Fig. 6C), suggesting that the control of YAP expression 

by USP9X is important for mechanosensing. In addition, stable depletion of USP9X also significantly 

decreased melanoma cell invasiveness when grown as spheroids in a 3D collagen/matrigel matrix (Fig. 

6D). 

To take this a step further, we injected shControl and shUSP9X#1 cells into the tail vein of nude mice 

to monitor long-term lung metastasis. In vivo bioluminescence measurements were performed every 

7 days for 56 days until the end of the experiment. When cells were stably depleted for USP9X, no 

metastasis to the lungs was observed in vivo and ex vivo (Fig. 7A, B). A second series of short-term lung 

extravasation assay next revealed a decreased ability of cells to extravasate to the lungs associated 

with reduced USP9X expression (Fig. 7C). Together, these data indicate that USP9X targeting affects 

stiffness-induced and YAP-dependent tumor cell migration and invasion.  

 

Targeting USP9X improves sensitivity to targeted therapies in vitro and in vivo 

YAP plays a central role in melanoma resistance targeted therapy (Girard et al., 2020; Kim et al, 2016b). 

We therefore investigated how USP9X affect the sensitivity of melanoma cell to MAPK pathway 

inhibition. Time-lapse cell imaging first showed that treating 1205lu cells with a USP9X inhibitor G9 in 

combination with a BRAF inhibitor (BRAFi, Vemurafenib) dramatically decreased cell proliferation 
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compared to what was observed with BRAFi alone (Fig. 8A). Of note, G9 as a single agent had no effect 

compared to control DMSO on cell proliferation monitored up to 5 days. Our recent studies showed 

showed that BRAF-targeted therapies induced collagen remodelling and stiffening, 

mechanotransduction and drug resistance in melanoma through YAP (Diazzi et al., 2022; Diazzi et al, 

2020; Girard et al., 2020). With this in mind, and in view of the observed relationship between USP9X 

and YAP, we hypothesized that inhibition of USP9X may affect the fibrotic-like reaction induced by 

BRAF-targeted therapies and drug resistance. To test this hypothesis, the anti-tumor activity of G9 

combined with BRAFi/MEKiVemurafenib was assessed in a pre-clinical syngeneic melanoma model. 

YUMM1.7 murine melanoma cells were injected subcutaneously into C57BL/6 mice, which were 

treated with G9, BRAFi/MEKi or BRAFi/MEKi plus G9 (Fig. 8B). BRAF/MEK inhibition induced a rapid 

tumor reduction, compared to vehicle or G9 alone (Fig. 8C). However, after 3 to 4 weeks, tumors 

treated with BRAFi/MEKi resumed growth whereas the combination treatment with G9 delayed tumor 

relapse and led to a significant reduction in tumor volume (Fig. 8C). Immunohistochemical analysis of 

tumor samples further documented that in comparison to single regimen, the combined BRAFi/MEKi 

and G9 treatment dramatically reduced the fibrotic-like reaction induced by targeted therapy as shown 

by second harmonic generation (SHG) imaging of collagen fibrillar network (Fig. 8D). Consistently, 

immunoblot analysis of tumor samples showed that the triple combination BRAFi/MEKi/G9 reduced 

the expression of the myofibroblast marker α-SMA, the ECM component FN1 and of multiple YAP 

target genes, ANLN, CYR61, SERP1 and THBS1 that were triggered by targeted therapies (Fig. 8E). These 

data show that USP9X inhibition counteracted the fibrotic-like reaction induced by targeted therapy 

and delayed tumor relapse.  

 

Discussion 

Tumors are characterized by abnormal ECM deposition and greater stiffness than healthy tissue, which 

correlates with aggressiveness (Diazzi et al., 2020; Pickup et al, 2014). Mechanical stresses that 

stimulate tumor cell proliferation, survival and invasion, also promote angiogenesis, hypoxia, and 

decrease the anti-tumor immune response. ECM stiffening is also involved in therapeutic escape and 

we recently showed that melanoma cell mechanical plasticity in response to MAPK pathway inhibition 

triggers a YAP-dependent pro-fibrotic loop and tumor stiffening, involved in drug adaptation and 

resistance (Berestjuk et al., 2022; Diazzi et al., 2022; Diazzi et al., 2020; Girard et al., 2020). With the 

ubiquitin-proteasome system, DUBs represent essential gatekeepers of protein homeostasis and as 

such they play essential roles in virtually all biological processes (D'Arcy et al., 2015; Nijman et al, 

2005). However, how they contribute to biomechanical pathways is still unknown.  
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To address this question, we implemented a screening strategy based on cancer cells cultivated on 

collagen matrices with various stiffnesses combined to an activity-based ubiquitin probe for profiling 

DUB activity (Didier et al., 2018) and quantitative proteomics. Using this approach, we identified DUBs 

whose activity is modulated by collagen matrix stiffness, including the ubiquitin-specific protease 9X 

(USP9X). In parallel, a siRNA-based scratch assay screening also identified USP9X as a major actor of 

melanoma cell migration in vitro. USP9X (also known as FAM) is a highly conserved DUB from 

Drosophila to mammals (Murtaza et al, 2015). USP9X has been described before in melanoma in the 

regulation of NRAS through its stabilizing activity of the transcription factor ETS-1 (Potu et al., 2017) 

and in drug resistance via its effect on SOX2 (Potu et al, 2021). USP9X is also an important player in 

neuronal cell migration (Homan et al., 2014) and a key regulator of TGF signaling (Dupont et al, 2009). 

Interestingly, no studies have linked USP9X and mechanotransduction in cancer. 

In silico analysis showed that the mechanotransducer YAP belongs to the USP9X interactome. This 

observation is consistent with a study defining YAP as the substrate of USP9X in breast cancer (Li et al, 

2018). Furthermore, in the SKCM cohort from the TCGA, USP9X expression correlates with the 

transcriptional signature of YAP target genes and both proteins were found associated with a poor 

prognosis in melanoma. In line with the mechanical plasticity of dedifferentiated invasive melanoma 

cells (Diazzi et al., 2022; Girard et al., 2020). YAP protein expression was found to increase with collagen 

stiffness in several invasive melanoma cells lines, while it is not affected in a melanocytic differentiated 

cell line. The literature also describes the importance of matrix stiffness in migration and invasion in 

breast cancer (Levental et al, 2009) and the involvement of YAP and its transcription factor TEAD in 

melanoma migration (Nallet-Staub et al., 2014; Verfaillie et al, 2015). We therefore hypothesized that 

mechanical activation of USP9X by stiff ECM stabilizes YAP and controls its action on melanoma 

invasion and resistance. Interestingly, the effect induced by mechanical stress on the global activity of 

DUBs was found partially dependent on the actomyosin cytoskeleton. To further investigate how DUBs 

and USP9X are activated by mechanical signals, it would be relevant to study the effect of targeting 

ECM receptors, including Integrins (Humphrey et al, 2014; Pickup et al., 2014) and the collagen 

receptors DDR1/2 that our laboratory recently identified in matrix-mediated drug resistance (Berestjuk 

et al., 2022). 

We next show that depletion or pharmacological targeting of USP9X causes loss of YAP protein 

expression without affecting its messenger. This observation is consistent with a post-translational 

stabilization of YAP by USP9X via its deubiquitinase activity. This hypothesis is supported by the 

observation that overexpression of the wild-type version of USP9X induces an increase in the protein 

expression of YAP that is not found with its catalytically inactive mutant. A loss of nuclear localization 

of YAP and of its activity was also observed, consistent with a reduction of the expression of YAP/TEAD 

target genes. As a co-transcriptional cofactor, YAP can associate with other transcription factors such 
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as RUNX1/2. To confirm that the previously observed effects are indeed dependent on the YAP-TEAD 

interaction, it will be necessary to show that depletion of TEAD isoforms phenocopies the depletion of 

USP9X. Importantly, the relationship between USP9X and YAP was also confirmed in other human and 

murine melanoma cell lines as well as in short-term primary cultures of melanoma but also in a BRAF 

inhibitor resistant line. Finally, USP9X also regulates YAP protein expression in other cancers including 

breast, pancreas and lung carcinomas, where mechanical signals play an important role.  

When the Hippo pathway is active, YAP is phosphorylated by LATS kinases which reveals its 

phosphodegron motif allowing its ubiquitination by β-TRCP and its degradation at the proteasome 

(Zhao et al., 2010). Consistent with this mechanism, depletion of β-TRCP increases YAP expression and 

consequently its nuclear localization. This confirms that YAP can be ubiquitinated and sent to the 

proteasome for degradation in our model. Interestingly the YAP homolog TAZ is not impacted by β-

TRCP depletion in our model. Pharmacological inhibition of the proteasome with Bortezomib increases 

YAP expression which again confirms its regulation by the UPS in melanoma. On the contrary the 

blockade of protein synthesis with cycloheximide is not sufficient to induce a loss of short-term 

expression of YAP. However, the combination of protein synthesis blockade with USP9X inhibition 

causes a complete loss of YAP expression, revealing that USP9X activity protects YAP from degradation 

upon protein synthesis inhibition. An affinity purification approach for the polyubiquitinated protein 

fraction further confirmed that USP9X activity prevents the ubiquitination of YAP and thus its 

degradation by the proteasome. We next used an M238P melanoma expressing a constitutively active 

form of YAP, YAP5SA. This version of YAP is mutated on the 5 serine residues phosphorylated by LATS, 

which prevents its degradation and thus makes it constitutively active (Zhao et al, 2007). In M238P 

YAP5SA cells, USP9X depletion does not affect the expression of the proteasome-resistant YAP mutant 

or its target CYR61, while leading to endogenous YAP degradation as expected. Taken together, these 

results show that USP9X activity is responsible for YAP stabilization. However, we cannot conclude that 

the action of USP9X on YAP is direct and does not go through AMOTL2 as suggested before (Kim et al, 

2016a). To definitively answer this question, in vitro deubiquitination experiments using recombinant 

proteins would be required. One could also look at the expression of the long non-coding RNA 

LINC01433, which appears to play a scaffolding role physically bringing USP9X and YAP together to 

promote their interaction (Zhang et al, 2019). 

Subsequently, we confirm that depletion or pharmacological targeting of USP9X phenocopies YAP-

mediated functional outcomes, including cell motility and migration, invasion and resistance to 

targeted therapies in vitro and in vivo. To determine that the effect of USP9X on melanoma cell 

migration is indeed YAP-dependent, we depleted USP9X in M238P YAP5SA cells, showing to the non-

degradable version of YAP rescues cell motility that is impaired in the absence of USP9X. Interestingly, 

the motility of USP9X KD cells grown on a stiff collagen matrix was not statistically different from that 
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of control cells grown on a soft collagen matrix, supporting the notion that the loss of USP9X prevents 

cells from correctly interpret ECM mechanical signals. To study in vivo metastasis in mice, we 

generated melanoma cells stably depleted for USP9X and expressing a luciferase reporter. In an 

experimental lung invasion assay, we found that cells USP9X KD cells are unable to metastasize to the 

lungs, as a result of a defect in short-term extravasation across the lung parenchyma. Additional 

experiments, such as in vitro transendothelial migration (Zhang et al., 2019), are nevertheless required 

to consolidate these findings.  

Finally, we sought to understand the implication of USP9X within the YAP-dependent 

mechanoresistance loop described by our laboratory. First, we found that USP9X inhibition increases 

the sensitivity of melanoma cells to BRAF inhibition in vitro. To extend these observations in vivo, we 

used our syngeneic model of melanoma response to targeted therapy (Diazzi et al., 2022). In this 

model, targeting USP9X counteracted the fibrotic-like response induced by MAPK pathway inhibition, 

including collagen fibers remodeling and expression of myofibroblastic markers and YAP target genes. 

Remarkably, the combination of USP9X inhibitor with BRAFi/MEKi enhanced treatment efficacy and 

delayed tumor relapse in the absence of MAPK pathway reactivation. In line with the described 

mechanical mechanisms of non-genetic resistance to targeted therapies, it would be important to 

examine the impact of USP9X on MRTF/SRF-dependent pathways, described in melanoma 

development and therapy resistance (Girard et al., 2020; Lionarons et al, 2019). Recent studies have 

underlined mechanisms that may be involvedinvolved in cross-resistance between targeted therapies 

and immune checkpoint blockade therapies, including a YAP1 enrichment signature (Hugo et al, 2015; 

Hugo et al, 2017) and the activation of ROCK/actomyosin pathway (Orgaz et al, 2020). In this context, 

it would be interesting to study how the mechanically-activated couple USP9X/YAP participates to 

therapeutic cross-resistance. Finally, the functional relationship between USP9X and YAP was observed 

in other cancer cell lines, suggesting that USP9X is also a regulator a YAP-dependent mechanical 

pathways in a broad array of solid tumors, including lung, breast and pancreatic carcinomas.   

In conclusion, this study reveals for the first time that the DUB activity of USP9X is modulated by 

collagen matrix stiffness, resulting in stabilization of the YAP oncoprotein. This mechanism is 

associated with increased melanoma aggressiveness and drug resistance. We therefore propose that 

USP9X is a "mechano-DUB" whose targeting could prevent the development of ECM-induced 

progression and resistance of metastatic melanoma (Fig. 9).  

 

Materials and Methods 

Cell culture and reagents 

BRAF mutant melanoma cell lines 1205Lu and A375 were obtained as previously described (Didier et 

al., 2018; Rathore et al., 2019; Tichet et al, 2015). The isogenic pair of Vemurafenib-sensitive (P) and 
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resistant (R) cell line M238 was described before (Rathore et al., 2019). Melanoma cells were cultured 

in DMEM supplemented with 7% fetal bovine serum (FBS) (HyClone) and 1% penicillin/streptomycin 

(P/S) solution. Short-term cultures of patient melanoma cells MM099 and MM029 cells were provided 

by J.C. Marine (Girard et al., 2020) and were maintained in DMEM medium supplemented with 10% 

FBS, 1% P/S. The YUMM1.7 murine melanoma primary line (Diazzi et al., 2022) was grown in OPTIMEM 

medium with 10% FBS, 1% P/S. Lung (A549), breast (MDA-MB-231) and pancreatic (PANC1) cancer cells 

were grown in DMEM medium supplemented with 7% FBS, 1% P/S. For live imaging and red nuclear 

labeling 1205Lu cells were transduced with NucLight Red lentivirus reagent (Essen Bioscience) and 

selected with puromycin (1 μg/ml, Sigma Aldrich). Cells were maintained at 37°C in 5% CO2. pQCXIH-

Myc-YAP-5SA was a gift from K. Guan (Addgene plasmid # 33093) 

 

Preparation of collagen gels  

Soft and stiff collagen gels wre made according to the protocol described in Park et al., 2020. Soft 

collagen gels have a stiffness between 2.7 and 16.1 Pa and rigid collagen gels have a stiffness 

comparable to that of cultured plastic. When not specified, cells were grown on a stiff collagen gel.  

For soft collagen gels, a solution containing 8 parts of rat type I collagen (Corning) concentrated to 2.5 

mg/ml, 1 part of 10X PBS and 1 part of NaOH (0.1N) was used to obtain a basic pH favoring gel 

formation. This solution is then spread evenly with a sterile cone tip on the bottom of a well or culture 

diameter. The gel is then incubated for 1h at 37°C to allow it to polymerize. For stiff collagen gels, the 

rat type I collagen stock is diluted in 1X PBS to a final concentration of 50µg/ml. The solution is then 

deposited in the well or culture diameter and incubated for 1h at 37°C to allow it to polymerize. Cells 

are then detached using 1X collagenase I (Gibco) diluted in PBS according to the supplier's 

specifications. The cells are then incubated for 20 minutes at 37°C to allow the collagenase I to digest 

the gel. A cell centrifugation is then performed to recover the cells in the pellet.   

 

RNAi studies 

For transient RNAi transfection, cells were seeded on a culture dish and then transfected 24h later 

with 50nM siRNA targeting USP9X, YAP, β-TRCP or luciferase (non-targeting control) diluted in serum-

free medium containing 5μM RNAi MAX (Thermo Fisher Scientific). Cells were then incubated at 37°C 

and 5% CO2 for the indicated time post transfection.  

For the generation of cells stably depleted for USP9X, different shUSP9X sequences or a non-targeting 

shRNA sequence (directed against the Renilla luciferase mRNA) were cloned into a pSGEP Luc-PuroR 

lentiviral vector. Lentiviral particles were produced as follow. HEK293FT cells were seeded (500,000 

cells in a T75 flask) and then transfected 72h later with 5µg of VSV-G plasmid, 10µg of pCMV 8.91 

plasmid and 10µg of shUSP9X or shRenilla plasmid (control) diluted in optiMEM medium containing 60 
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µL of jetPEI DNA transfection reagent (Polyplus transfection). 1205Lu cells were seeded at 400,000 in 

a T75 flask. The medium containing the viral particles produced by HEK293FT was collected, 

centrifuged at 3,000 rpm for 5 minutes, filtered and put in contact with the 1205lu cells 24 hours after 

seeding. Stably depleted cells were then selected with 1µg/ml puromycin.  

 

Immunoblot analysis 

Cells were seeded on collagen gels. After pharmacological treatment or transfection, cells were lysed 

at 4°C in stop buffer (50mM TrisHCl, 150mM NaCl, 0.25% sodium deoxycholate, 1% NP-40, 1mM EDTA) 

supplemented with protease and phosphatase inhibitors (Pierce). Lysates were immersed in liquid 

nitrogen and centrifuged for 15 min at 13,300 rpm at 4°C. After colorimetric assay (DC protein assay-

Biorad), 30μg of total proteins are taken up in buffer (25mM Tris (pH 6.8), 2% SDS, 5% glycerol, 1% β-

mercaptoethanol, 0.01% bromophenol blue), heated to 95°C 5min, plated on electrophoresis gels, 

separated, and transferred to nitrocellulose membrane (Millipore). Membranes were saturated 1h at 

RT in saturation buffer (5% BSA, 10mM Tris-HCl (pH7.5), 500mM NaCl) and incubated with primary 

antibodies at 4°C ON. The next day, membranes were rinsed in wash buffer (10mM Tris-HCl (pH7.5), 

500mM NaCl, 0.1% Tween 20), incubated 1h at RT with the peroxidase-coupled secondary antibodies. 

After further washing, membranes were revealed by chemiluminescence (ECL, Millipore). Antibodies 

and inhibitors are listed in Supplementary Table 1.  

 

Affinity purification of poly-ubiquitinated proteins  

Cell lysates were incubated with agarose-beads for 2h at 4°C and centrifuged at maximum speed to 

recover the supernatant. Pre-cleared supernatants were mixed with 5 µg of GST-TUBE (Tandem 

Ubiquitin Binding Entities, Life Sensors) fusion proteins with glutathione-agarose beads for 2h at 4°C 

pull-down ubiquitinated proteins. Samples were then centrifuged for 2 min at maximum speed. After 

4 washes, pellets were then resuspended in 1X Laemli and analyzed according according to above 

immunoblot analysis.  

 

DUB TRAP assay and Immunoprecipitation  

DUB TRAP assays were performed as described before (Diazzi et al., 2022). Brifly, cells were lysed at 

4°C in buffer containing 50mM Tris (pH 7.4), 5mM MgCL2, 250Mm sucrose, 1mM DTT, 2mM ATP and 

1mM PSMF. The lysates were immersed in liquid nitrogen and centrifuged 15min at 13,300 rpm at 4°C. 

Lysates were then incubated for 1h at 37°C with 0.5mM HA-Ub-VS (Boston Biochem), which label active 

DUBs by covalently binding with their enzymatic site. After this step, samples were processed 

according to above immunoblot analysis.  
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For mass spectrometry analysis, lysates containing HA-Ub tagged DUBs were immunoprecipitated with 

anti-HA agarose beads (Sigma).  

 

Mass spectrometry analysis  

Immunoprecipitates were then subjected to mass spectrometry analysis as described before 

(Berestjuk et al., 2022; Girard et al., 2020). Samples were reconstituted in 0.1% trifluoroacetic acid 

(TFA) 2% acetonitrile and analyzed using liquid chromatography (LC)–tandem mass spectrometry 

(MS/MS) in an LTQ-Orbitrap-Velos (Thermo Electron, Bremen, Germany) online with a nanoLC 

Ultimate 3000 chromatography system (Dionex). Protein identification and estimation of abundance 

were determined using raw LC Orbitrap MS data that were processed using the MASCOT search engine 

(version 2.4.1). Spectra were searched against a SwissProt Human database.  

 

Proliferation assay 

Real time analysis of cell proliferation was assessed using an automated videomicroscope (Incucyte 

Zoom system) according to the manufacturer’s instructions (Essen BioScience) and as described before 

by counting the nuclei of NucLight Red infected cells (Berestjuk et al., 2022). Cells were seeded in 

triplicate in complete medium (15 x 103 cells/well in 12-well plates) on stiff collagen substrate and 

treated with the indicated drugs. Phase contrast and red immunofluorescent images were taken every 

6 h over a 5-day period (4 images per well at x 4 magnification). Cell proliferation was quantified by 

counting the number of fluorescent nuclei over time and growth curves were generated using the 

GraphPad prism 8 software. Results were normalized to time 0.  

 

Migration, invasion and in vitro scratch assays 

Serum-stimulated chemotaxis and invasion were analysed using modified Boyden chambers (8 µm 

pores, Corning) as described before (Rathore et al., 2019). For invasion assays, the upper side of the 

filter was coated with 0.5mg/ml matrigel (Corning, NY, USA). Migrated cells were stained with Hoechst 

and counted (four fields randomly per well). 3D Spheroid Invasion assays were performed as follow. A 

30µl drop containing 3,000 cells was placed on the inside of the lid and incubated for 3 days using the 

hanging droplet method. Once the spheroid is formed, it was embedded in a mixture containing 2.5 

mg/ml collagen, MEM 10X medium (Gibco), 1M HEPES and 0.3N NAOH to maintain pH 7.  Invasion was 

monitored and then imaged at 24 h using a light microscope (Zeiss). The invasion area was quantified 

by Image J software. For in vitro scratch assays, cells were grown approximately 80% confluence in 24-

well plates. Following treatment, wounds were generated using a sterile 200 μl pipette tip across each 

well and the coverage of the wound in each well was monitored by automated real-time imaging 

(Incucyte Zoom system). 
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Time lapse analysis of cell locomotion 

Cells were seeded on stiff or soft collagen gels in a 12-well plate (35,000 cells per well) and their nuclei 

were labeled with Hoescht. Cells were maintained at 37°C with 5% CO2 for 24 hours under a Leica TIRF 

videomicroscope and images were taken every 10min intervals for 24h. Cell movement was followed 

with the " Trackmate " plugin of the ImageJ software. 

 

Real-time quantitative PCR 

Cells were seeded on stiff or soft collagen gels. After pharmacological treatment or transfection, total 

RNAs were extracted using the Nucleospin Ⓡ RNA plus kit according to the supplier's 

recommendations (Macherey-Nagel). The amount of extracted RNA was measured using the 

Nanodrop (Thermo scientific). 2.5g of RNA was reverse transcribed using the High Capacity cDNA 

reverse transcription kit (Applied Biosystems). Real-time amplification of amplicons corresponding to 

different target genes was followed on the Step One thermocycler (Applied Biosystems) by 

incorporation of SYBR GreenⓇ (Applied Biosystems). Melting curve analysis was used to verify the 

specificity of the generated amplicons. The relative amount of each target was determined based on 

the expression of housekeeping genes using the ΔΔCt method. Heatmaps depicting fold changes of 

gene expression were prepared using MeV software. 

 

Immunofluorescence and microscopy 

Cells were cultured in a 12-well plate on a collagen-coated 15mm glass coverslip (35,000 

cells/condition). Cells were rinsed in PBS and fixed with 3% paraformaldehyde for 20 minutes. After 

washing, cells were incubated for 10 minutes with a buffer containing PBS + 0.3% Triton X100 for cell 

permeabilization and incubated in PBS, 0.1% Triton, 5% goat serum (Dako) for 1h, which allows 

saturation of non-specific sites. Cells were then labelled with primary antibodies in in PBS, 0.1% Triton. 

F-actin was stained with Alexa Fluor 488 phalloidin (1:100; Thermo Fisher Scientific) and nuclei were 

stained with DAPI. Following incubation with Alexa Fluor-conjugated secondary antibodies, coverslips 

were mounted in ProLong antifade mounting reagent (Thermo Fisher Scientific). Images were captured 

using a wide field microscope (Leica DM5500B). Quantification of the proportion of nuclear or 

cytoplasmic YAP was performed by comparing the nuclear fluorescence intensity to that of the 

cytoplasm using ImageJ software. Quantification of cell areas and YAP intensity were also performed 

with ImageJ software.  

 

In vivo experimentations, immunostaining and collagen imaging 
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All experiments requiring mice were performed in compliance with the institutional animal care and 

local animal ethics committees (CIEPAL-Azur agreement NCE/2018-509). For experimental lung 

metastasis assays, 5-week-old female nude mice (Janvier) were intravenously injected with 1205Lu 

Luc+ cells (1x106) that were transduced with non-targeting shRNA lentivirus (shCTRL) or USP9X 

targeting shRNA lentivirus (shUSP9X) expressing a luciferase reporter gene. Images were recorded 

using a photon imager (Biospace lab) on mice injected intraperitoneally with 50mg/kg D-luciferin 

(PerkinElmer). Lung metastasis was monitored and quantified using BLI (Rathore et al. 2019).  

For tumor tracking experiments, 5-week-old C57BL/6 mice were injected with 5x105 YUMM1.7 cells in 

100*µL of PBS. Tumors were measured with caliper and treatments were started when the tumors 

reached a volume equivalent to 100mm3, after randomization of mice into control and test groups. 

Vemurafenib (30 mg/kg p.o.), Trametinib (0.3 mg/kg p.o.), USP9X inhibitor G9 (7.5 mg/kg i.p) or the 

indicated combinations were administered every 3 days in vehicle (90% corn oil, 10% DMSO). Control 

mice were treated with vehicle only. After animal sacrifice, tumors were dissected, weighed and snap-

frozen in liquid nitrogen for RNA or protein extraction and immunofluorescence analysis (embedded 

in OCT from Tissue-Tek). For collagen imaging, tumor samples were fixed in formalin, embedded in 

paraffin and stained with picrosirius red using standard protocols. Tumor sections were analyzed using 

polarized light microscopy as previously described (Girard et al., 2020). For second harmonic 

generation (SHG) imaging, 7µM sections were deparaffinized and the collagen network was observed 

using a Zeiss 780NLO microscope (Carl Zeiss Microscopy) with Mai Tai HP DeepSee (Newport 

Corporation).  

 

Analysis of gene expression from public databases 

USP9X interactome was generated using the STRING tool (https://string-

db.org/network/9606.ENSP00000316357). Publicly available gene expression data sets of human 

melanoma cell lines were used to analyze USP9X and YAP1 levels (GSE3189). Normalized data were 

analyzed using GraphPad Prism software. Pearson correlation between USP9X levels and YAP1 

transcriptional gene signature (CORDENONSI YAP conserved signature) was assessed using the skin 

melanoma TCGA database retrieved using cBioPortal (cbioportal.org). Survival data from the skin 

melanoma TCGA database were retrieved using ProteinAtlas (https://www.proteinatlas.org/).  

 

Statistical analysis  

Unless otherwise stated, all experiments were repeated at least 3 times and representative 

data/images are shown. Statistical analysis was performed using using GraphPad Prism 8 software. The 

unpaired two-interval Mann-Whitney test was used for statistical comparisons between two groups 

when they do not follow a parametric distribution. The Student's T test was used for samples following 

https://string-db.org/network/9606.ENSP00000316357
https://string-db.org/network/9606.ENSP00000316357
https://www.proteinatlas.org/
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a parametric distribution. A Log-rank (Mantel-Cox) test was applied to Kaplan-Meier survival curves.  

Data represent biological replicates (n) and are depicted as mean values ± SEM as indicated in the 

figure legends.  

 

Data availability 

The mass spectrometry proteomics data have been deposited on the ProteomeXchange Consortium 

of proteomics resource (http://www.proteomexchange.org) with the dataset identifier XX.  
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Supplementary Table 1 
Antibodies 

Antibody Source Reference 

aSMA Abcam ab9694 

Β-TRCP 
 

Santa Cruz sc-33213  

YAP Cell Signaling 
Technology 

14074S  

Fibronectin  Sigma F3648 

HSP90 Santa Cruz sc-13119 

YAP/TAZ Cell Signaling 
Technology 

84185 

USP9X 
 

Novus biological NB100-61591 Novus 

ERK2 
 

Santa Cruz sc-154 

FAP Santa Cruz Sc-65398 

SLUG Santa Cruz Sc-10436 

HA Cell Signaling 
Technology 

3724S 

CYR61 Santa Cruz sc-374129 

SERP1 Santa Cruz sc-5297 

THBS1 Cell Signalling  
Technology 

376795 

ANLN  GTX107742 

Phospho-
ERK 

Cell Signalling  
Technology 

9101 

ACTIN Sigma A2066 

MYC Cell Signalling 
technology 

9402 

 
Pharmacological inhibitors 

Compound Source Reference 

G9 Selleckchem No. S6877 

Cycloheximide Sigma 01810-G 

Bortezomib Selleckchem No. S1013 

Vemurafenib AbMole No.M1761 

Trametinib AbMole  N.M1759 

Blebbistatine  Selleckchem No. S7099 
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Figure 1. USP9X activity is controlled by extracellular collagen matrix stiffness  
A. Principle of the in vitro labeling method of activated DUBs by the activity-based probe HA-Ub-VS (DUB trap 
assay) according to the collagen matrix stiffness. B. Effect of collagen matrix stiffness on DUBs activity in 
1205lu cells or MM029 and MM099 cultivated for 72h on soft versus stiff collagen matrices.  Lysates of the 
indicated cells were incubated at 37°C with the HA-Ub-VS probe and analyzed by anti-HA. ERK2, loading 
control. C. Effect of myosin II inhibition using 40µM of Blebbistatin (blebbi) on DUBs activity according to 
collagen matrix stiffness on 1205lu cells cultivated for 72h on soft versus stiff collagen matrices. Lysates of 
the indicated cells were incubated at 37°C with the HA-Ub-VS probe and analyzed by anti-HA. ERK2, loading 
control. D. Effect of collagen matrix stiffness on DUBs activity on A549 (lung cancer cells), MDA-MB-231 
(breast cancer cells) and PANC1 (pancreas cancer cells) cells cultivated for 72h on soft versus stiff collagen 
matrices. E. 1205lu cells were cultivated and lysed according to the DUB trap assay protocol in (B). Lysate 
containing the HA-Ub-VS-Active DUB complexes were immunoprecipitated using anti-HA coated agarose 
beads and sent to quantitative proteomic analysis to determine particular DUBs whose activity is affected by 
stiffness. Volcano-plot shows DUBs (blue dots) whose activity is increased on soft (green side) or in stiff (red 
side).  
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Table 1. DUBs whose activity is affected by collagen matrix stiffness  
Red background, DUBs whose activity are increased when 1205lu cells are plated on stiff collagen matrix. 
Green background, DUBs whose activity are increased when 1205lu cells are plated on soft collagen 
matrix.   
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Figure 2. Correlation between USP9X and the YAP mechanosensor in melanoma  
A. USP9X interactome generated using the STRING tool (https://string-
db.org/network/9606.ENSP00000316357). B. Western blot analysis of YAP expression on 501MEL, 1205lu, 
MM029 and MM099 cells cultivated for 72h on soft versus stiff collagen matrices. ERK2, loading control. C. 
Comparison of RNA expression of USP9X between naevus and metastatic melanoma (GSE3189 Talentov). 
**** P<0.0001. D. Scatter plots showing the correlation between USP9X expression and the transcriptional 
signature controlled by YAP (CORDENONSI YAP conserved signature). Each dots represent a SKCM cohort 
sample (TCGA). Pearson correlation and p-value are indicated. E. Kaplan-Meier showing patient survival 
percentage through time according to USP9X (left) and YAP expression (right).   

https://string-db.org/network/9606.ENSP00000316357
https://string-db.org/network/9606.ENSP00000316357
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Figure 3. USP9X controls YAP expression and activity in multiple solid cancers including melanoma A. 
Western blot analysis of USP9X and YAP expression on 1205lu cells transfected for 72h with 2 different 
sequences of siUSP9X or a control siRNA and cultivated on stiff collagen matrices. ERK2, loading control. B. 
Heatmap showing YAP and its target gens expression on 1205lu cells transfected and cultivated according 
to (A). C. On the left, immunofluorescence analysis of YAP (Green) of 1205lu cells transfected and cultivated 
according to (A). Scale bar = 50µM (white). On the right, quantification of YAP nucleoplasmic distribution 
(n>30).  **** P<0.0001. D. Western blot analysis of USP9X and YAP expression on 1205lu cells treated with 
2 doses of USP9X inhibitor G9 for 72h and cultivated on stiff collagen matrices. ERK2, loading control. E. 
Heatmap showing YAP and its target gens expression on 1205lu cells treated and cultivated according to 
(D). F. On the left, immunofluorescence analysis of YAP (Green) of 1205lu cells treated and cultivated 
according to (A). Scale bar = 50µM (white). On the right, quantification of YAP nucleoplasmic distribution 
(n>30).  ** P<0.01 *** P<0.001. G. Western blot analysis of USP9X and YAP expression on A375, YUMM1.7, 
M239R and MM029 cells transfected for 72h with different sequences of siUSP9X or a control siRNA and 
cultivated on stiff collagen matrices. ERK2, loading control. H. Western blot analysis of USP9X and YAP 
expression on A549, MDA-MB-231 and PANC1 cells transfected for 72h with the siUSP9X#1, the siYAP#1 or 
a control siRNA and cultivated on stiff collagen matrices. ERK2, loading control. 
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Figure 4. USP9X controls YAP stability and prevents its proteasomal degradation  
A. Western blot analysis of USP9X, FLAG, YAP and GFP expression on HEK293FT cells transfected for 48h with 
plasmid coding for a WT FLAG-USP9X, a dead catalytic mutant Flag-USP9X or GFP as control. ERK2, loading control. 
B. Western blot analysis of YAP, TAZ and β-TRCP expression on 1205lu cells transfected with a siβ-TRCP and a 
control siRNA for 72h and cultivated on stiff collagen matrices. ERK2, loading control. C. On the left, 
immunofluorescence analysis of YAP (Green) of 1205lu cells transfected and cultivated according to (B). Scale bar 
= 50µM (white). On the right, quantification of YAP nucleoplasmic distribution (n>30).  **** P<0.0001. D. Western 
blot analysis of USP9X, YAP and SLUG on 1205lu cells treated at indicated times with 100nM of the proteasome 
inhibitor Bortezomib (BTZ). ERK2, loading control. E. Western blot analysis of USP9X, YAP and SLUG on 1205lu cells 
treated at indicated times with 25µg/ml of the protein synthesis inhibitor Cycloheximide (CHX). ERK2, loading 
control. F. Western blot analysis of USP9X, YAP and SLUG on 1205lu cells treated at indicated times with 1µM of 
the USP9X inhibitor (G9). ERK2, loading control. G. Western blot analysis of USP9X, YAP and SLUG on 1205lu cells 
treated at indicated times with a combination of Cycloheximide (25µg/ml) and G9 (1µM). ERK2, loading control. 
H. Principle of the affinity-based precipitation of poly-ubiquitinated proteins using GST-TUBE (Tandem Ubiquitin 
Binding Entities) fusion protein and glutathione coated agarose beads. I. GST-TUBE pull down analysis of YAP 
ubiquitination on 1205lu cells treated for 3h with G9 (1µM), BTZ (100nM) or a combination of both. Precipitated 
protein a visualized using anti-K48 ubiquitin chain antibody and anti-YAP antibody. ERK2, loading control. J. 
Western Blot analysis of USP9X, YAP, MYC and CYR61 expression on M238P cells overexpressing YAP5SA 
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constitutive active mutant transfected with a siUSP9X#1, a siYAP#1 or a control siRNA and cultivated for 72h on 
stiff collagen matrices. ERK2, loading control.  

 
Figure 5. USP9X controls melanoma cells migration through YAP stabilization  
A. Wound closing percentage 24h after its realization on a 1205lu cell monolayer at 100% confluency transfected 
with 2 different sequences of siUSP9X or a control siRNA. Upper panel, quantification of closing percentage. 
Lower panel, western blot analysis of USP9X expression. ERK2, loading control. * P<0.05, ** P<0.01. B. Wound 
closing percentage 24h after its realization on a 1205lu cell monolayer at 100% confluency transfected with 2 
different sequences of siYAP or a control siRNA. Upper panel, quantification of closing percentage. Lower panel, 
western blot analysis of USP9X expression. ERK2, loading control. *** P<0.01. C. Videomicroscopy analysis of 
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1205lu cells displacement during 24h after siUS9X#1 or siControl transfection. Upper panel, displacement path 
of 5 representative cells for each condition. Lower panel, quantification of cells displacement (n>40). 
***P<0.001. D. Quantification of migration by chemotactism in Boyden chambers of 1205lu cells after 72h 
transfection of two sequences of siUSP9X or a control siRNA. *** P<0.001. E. Videomicroscopy analysis of 1205lu 
cells displacement during 24h after treatment with the USP9X inhibitor G9. Upper panel, displacement path of 5 
representative cells for each condition. Lower panel, quantification of cells displacement (n>40). **P<0.01. F. 
Quantification of migration by chemotactism in Boyden chambers of 1205lu cells treated with increasing doses 
of G9 during 24h. **** P<0.0001. G. Videomicroscopy analysis of A549, MDA-MB-231 and PANC1 cells 
displacement during 24h after siUS9X#1 or siControl transfection. Upper panel, displacement path of 5 
representative cells for each condition. Lower panel, quantification of cells displacement (n>40). * P<0.05, 
***P<0.001 **** P<0.0001. H. Videomicroscopy analysis of M238P-YAP5SA cells displacement during 24h after 
siUS9X#1, siYAP#1 or siControl transfection. Upper panel, displacement path of 5 representative cells for each 
condition. Lower panel, quantification of cells displacement (n>40). 
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Figure 6. USP9X affect invasives characteristics of melanoma cells in vitro 
A. Western blot analysis of USP9X and YAP expression on 1205lu cells having integrated by infection the 
lentiviral plasmid pSGEP Luc-PuroR ShUSP9X#1/2 or Control and cultivated for 72h on soft versus stiff 
collagen matrices. ERK2, loading control. B. On the left, immunofluorescence analysis of YAP (cyan) of 
shUSP9X1/2 or shControl cultivated on stiff matrices. Scale bar = 50µM (white). On the right, quantification 
of YAP nucleoplasmic distribution (n>30).  **** P<0.0001. C. Videomicroscopy analysis of of shUSP9X1/2 or 
shControl cells displacement during 24h after siUS9X#1 or siControl transfection. Upper panel, displacement 
path of 5 representative cells for each condition. Lower panel, quantification of cells displacement (n>40). ** 
P<0.01, **** P<0.0001. D. Analysis of tumoral invasion of shUSP9X1/2 or shControl cells cultivated in 
spheroids a 3D and included in a 3D collagen matrix. Upper panel quantification of invasion area in pixels. 
Lower panel, representative pictures of cellular invasion after 24h. *** P<0.001.  
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Figure 7. USP9X affects metastatic melanoma cells extravasation in vivo  
A. ShControl and shUSP9X#1 cells were intravenously injected in the caudal vein of nude mice and metastatic 
progression was followed and quantified using Biospace imager. On the left, representative pictures of 
photons fluxes produced by bioluminescent melanoma cells. On the right quantification of photon fluxes 
produced by shControl and shUSP9X#1 cells in mice lungs at the end of the experiment. * P<0.05. B. On the 
left, representative pictures of photon fluxes produced by metastatic foci in extracted lung. Ex vivo metastatic 
foci quantification at the end of the experiment.  *** P<0.001 C. ShControl and shUSP9X#1 cells were 
intravenously injected in the caudal vein of nude mice and metastatic progression was followed and 
quantified using Biospace imager. On the left, representative pictures of photons fluxes produced by 
bioluminescent melanoma cells 3h after the injection. On the right quantification of photon fluxes produced 
by shControl and shUSP9X#1 cells in mice lungs 3h after the injection. * P<0.05. 
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Figure 8. Targeting USP9X prevent collagen network remodeling induced by targeted therapies and delays 
treatment relapse 
A. 1205lu melanoma cells were seeded on stiff collagen matrices, treated with 2.5µM of Vemurafenib 
(BRAFi), 0.5µM of the USP9X inhibitor (G9) or a combination of both and proliferation was monitored using 
real time imaging (Incucyte Zoom System). Curve shows evolution of confluency through time relative to 
T0.  **** P<0.0001. B. YUMM1.7 murine melanoma cells were subcutaneously injected in C57BL/6 mice. 
Once tumors reached 100mm3, mice were treated with vehicle, USP9X inhibitor (G9), MAPK inhibitors 
(BRAFi, Vemurafenib + MEKi, Trametinib) or BRAFi/MEKi + G9. C. Representatives pictures of collagen fibers 
network in tumors according to treatment, taken using second harmonic generation (SHG). Scale bar = 
250µM (white). D. Western blot analysis of Phospho-ERK, α-SMA, FN1 and several target genes of YAP 
(ANLN, CYR61, SERP1 and THSBS1) expression according to treatment. E. Graphical representation of tumor 
growth according to treatment. F. Kaplan-Meier survival curves of mice according to treatment.  
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Figure 9. Proposed model of USP9X action in melanoma’s mechanobiology  
Scheme showing the relationship between USP9X, extracellular matrix stiffness and the YAP-dependent feed-
forward loop contributing to melanoma cells resistance to MAPK inhibitors.  
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Supplemental Figure 1. Screening of DUBs implicated in melanoma cell migration 
A375 melanoma cells cultivated at 100% confluency were transfected with a siRNA bank directed against 
most the DUBs in the human genome. After transfection a wound is realized, and wound healing is 
monitored by automatized real time imagery (Incucyte Zoom System). Panel shows wound healing 
percentage according to the depleted DUB 48h after transfection.  
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Le système ubiquitine protéasome joue un rôle critique dans le maintien de la balance protéostasique 

au sein de la cellule. Son activité sur l’ubiquitination consiste en l’addition de plusieurs molécules 

d’ubiquitines sous forme de chaîne sur les substrats du protéasome. Ces chaînes serviront ensuite de 

signal d’adressage à la dégradation au niveau du protéasome à l’aide de protéines navettes possédant 

des domaines spécialisés reconnaissant la conformation de ces chaînes. De plus ce système est 

complété par les déubiquitinases (DUBs) qui vont catalyser le clivage des chaînes d’ubiquitine de leur 

substrat. Leur rôle consiste ainsi à permettre l’édition du code de l’ubiquitine et dans le cas du système 

ubiquitine protéasome, ces enzymes vont empêcher la dégradation de leur substrat par le protéasome. 

Ensemble avec les autres composants du système ubiquitine protéasome, les DUBs constituent les 

gardiennes de l’homéostasie protéique. 

Dans la cellule cancéreuse, l’accumulation d’altérations génétiques, l’activation de voies oncogéniques 

et le fort index prolifératif augmente la synthèse protéique et l’addiction aux systèmes permettant de 

maintenir la protéostasie (Finley, 2009). De plus l’accumulation de facteurs jouant des rôles clés dans 

la plupart des processus tumoraux comme la survie, l’invasion et la résistance thérapeutique est régulé 

au niveau post-traductionnel par le système ubiquitine protéasome. C’est notamment le cas de 

l’oncoprotéine YAP (Moroishi et al., 2015) pour laquelle notre équipe décrit un rôle important dans le 

mécanisme d’adaptation au traitement du mélanome.  

Le mélanome est un cancer défini par sa forte capacité métastatique et sa propension à résister au 

traitement. Ces capacités prennent leur origine dans la grande plasticité que présentent les cellules de 

mélanome. Le développement d’inhibiteurs spécifiques de la version mutante de BRAF appelés 

thérapies ciblées a permis une révolution dans la prise en charge thérapeutique des patients. 

Malheureusement, la grande capacité d’adaptation des cellules de mélanome leur permette de mettre 

en place différentes stratégies conduisant à la résistance aux thérapies ciblées. Dans ce contexte, notre 

laboratoire montre que le traitement aux inhibiteurs de BRAF induit une rigidification de la matrice 

extracellulaire qui conduit à l’activation d’une voie de la mécanotransduction dépendante du cofacteur 

de transcription YAP. En retour ce dernier va promouvoir un programme génétique renforçant le 

remodelage et la rigidification de la matrice créant ainsi une boucle de rétrocontrôle positif qui a terme 

conduit les cellules à un échappement thérapeutique.  

Afin d’identifier de nouveaux acteurs dans ce mécanisme, nous avons choisi de nous pencher sur le 

système ubiquitine protéasome et les déubiquitinases (DUBs) qui y sont associées. En effet, Les cellules 

cancéreuses vont être capables de détourner l’activité des DUBs pour stabiliser des oncogènes (D’Arcy 

et al., 2015). C’est notamment le cas dans le mélanome dans lequel de nombreuses DUBs vont 

participer à tous les niveaux de la progression de la maladie : de sa transformation maligne à la 

résistance au traitement (Ohanna et al., 2022). Parmi ces DUBs impliquées dans le mélanome, on 

trouve USP9X qui est capable de réguler l’expression de NRAS via la stabilisation d’ETS1 (Potu et al., 

2017) et de jouer un rôle dans la résistance aux thérapies ciblées via la stabilisation de SOX2 (Potu et 

al., 2021). Notre laboratoire montre également que le ciblage de USP14, l’une des trois DUB associée 

au protéasome induit un fort effet anti-mélanome (Didier et al., 2018). De plus une seconde étude en 

cours de préparation au laboratoire identifie PSMD14 comme une DUB jouant un rôle critique dans la 

croissance tumorale et la résistance thérapeutique du mélanome via son interaction avec l’histone 

H2A (Ohanna et al., en préparation, annexes : publication 1). De plus, nous montrons que la régulation 

de l’ubiquitination de H2A par PSMD14 joue un rôle clé dans la mise en place de la résistance aux 

thérapies ciblées. Dans ce contexte, les DUBs sont des candidates idéales pour identifier de nouveaux 

acteurs dans la mécanorésistance du mélanome en réponse au thérapies ciblées. Toutefois, la 

contribution des DUBs dans la mécanotransduction est encore largement inexplorée. 
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De façon originale, ces travaux de thèse mettent en évidence pour la première fois que la rigidité de la 

matrice extracellulaire et du collagène en particulier peut moduler l’activité des DUBs dans plusieurs 

lignées de cellules de mélanome, mais également dans des lignées de différents cancers solides 

(poumon, sein et pancréas).   

Afin d’identifier précisément les DUBs dont l’activité est augmentée ou diminuée avec la rigidité de la 

matrice extracellulaire nous avons utilisé la protéomique quantitative couplée à notre méthode 

d’étiquetage des DUBs actives (Fig1A). Dans l’analyse des données de spectrométrie de masse, 

d’autres DUBs que USP9X présentent une augmentation de leur activité avec la rigidité matricielle et 

peuvent se révéler être des cibles intéressantes dans le cadre du mélanome. C’est notamment le cas 

de OTUD5 qui présente la plus forte augmentation d’activité en condition rigide (Article 1, Table 1). En 

effet, en 2021, une étude montre chez le macrophage que OTUD5 est responsable de la transition de 

M1 vers M2 et facilite le développement du cancer du sein triple négatif (Zhang et al., 2021). L’étude 

démontre que cela passe par une stabilisation de YAP hors du contexte de la mécanotransduction. 

Malgré tout, cette interaction possible entre le mécanosenseur YAP et OTUD5 confirme la validité de 

notre approche puisqu’on s’attend à trouver des DUBs pouvant être reliées à la mécanotransduction. 

Une autre étude de 2021 montre que USP22 dont l’activité est augmentée en condition rigide (Article 

1, Table 1) est un régulateur de YAP dans le mélanome et participe à la résistance aux thérapies ciblées 

(Ohanna et al., 2022; Wei et al., 2021). Toutefois, cette étude ne s’est pas non plus faite dans le 

contexte de la mécanotransduction ce qui souligne l’originalité de notre approche.  

D’après notre criblage, USP9X est une DUB dont l’activité est augmentée avec la rigidité de notre 

modèle de matrice de collagène. Notre choix s’est porté sur USP9X car son lien avec YAP n’est plus à 

faire dans la littérature. En effet plusieurs études montrent que USP9X va activer la signalisation YAP-

dépendante. Ici, la littérature décrit deux mécanismes possibles : d’une part une stabilisation directe 

via son activité déubiquitinase observée par une étude dans le cancer du sein en 2018 (L. Li et al., 

2018) ; d’autre part une étude de 2016 montre que YAP peut être indirectement stabilisé par la 

surexpression de USP9X via la perte de la monoubiquitination de AMOTL2. Lorsque la 

monoubiquitination de AMOTL2 est perdue, il ne peut plus remplir son rôle d’inhibiteur de YAP (Kim 

et al., 2016). Cependant, aucune étude montrant un lien entre USP9X et YAP ne le fait dans le contexte 

de la mécanotransduction ce qui souligne l’originalité de notre approche. 

Outre le lien déjà établi entre USP9X et YAP dans la littérature, nous avons mis en évidence une 

corrélation entre l’expression de USP9X et la signature transcriptionnelle contrôlée par YAP dans la 

cohorte SKCM du TGCA. De plus l’expression de USP9X et de YAP sont toutes deux associées à un 

mauvais pronostic dans le mélanome. De façon intéressante, avant la mise en place de cette étude, 

notre laboratoire avait réalisé un criblage des DUBs du génome pour identifier de nouveaux acteurs 

de la migration dans le mélanome. On observe que UP9X ressort comme la sixième meilleure cible 

identifiée par ce criblage. Cette observation est appuyée par la littérature qui montre que USP9X est 

impliquée dans la migration des cellules neuronales, ce qui est pertinent dans le cadre du mélanome 

puisque que les mélanocytes et les neurones présentent une origine embryonnaire commune (Homan 

et al., 2014). Enfin YAP, que nous avons identifié comme partenaire potentiel de USP9X est impliqué 

dans les propriétés invasives des cellules de mélanome (Nallet-Staub et al., 2014). Malgré son lien avec 

YAP dans le mélanome, USP22 n’est sortie que 70ième dans cette liste parmi les DUBs dont la déplétion 

n’a aucun effet sur la migration. Enfin, il est également connu que l’augmentation de la rigidité 

matricielle est associée à une augmentation des capacités motiles et invasives des cellules. En effet la 

rigidification de la matrice peut promouvoir la transition épithélio-mésenchymateuse via un 

mécanisme dépendant du TGF-β (Leight et al., 2012), mais aussi participer à l’invasion via l’assemblage 

d’adhésion focale (Parekh et al., 2011) et l’augmentation de l’activité métalloprotéase (Haage and 
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Schneider, 2014). De plus lorsque l’on cible la réticulation des fibres de collagène on observe une 

diminution de la formation d’adhésions focales, de l’activation de la voie PI3K ayant pour conséquence 

la diminution des capacité invasives de cellules de cancer du sein (Levental et al., 2009). Enfin, des 

résultats récents de notre laboratoire montrent que la rigidification de la matrice induit une 

augmentation de la motilité cellulaire dans des lignées de mélanome invasives. On montre également 

une plus forte expression protéique de YAP dans différentes lignées de mélanome cultivées sur une 

matrice de collagène rigide ce qui va de pair avec un rôle de YAP dans la migration mécano-induite 

dans le mélanome.  Ce contexte nous permet d’établir un lien potentiel entre la mécano-activation de 

USP9X, YAP et la migration/invasion des cellules de mélanome. C’est donc pour toutes ces raisons que 

le choix de USP9X nous est apparu pertinent dans le cadre de cette étude.  

Nous montrons aussi que la contraction du cytosquelette d’actine est importante la modulation de 

l’activité globale des DUBs induite par la rigidification de la matrice de collagène. En effet, l’inhibition 

de la myosine II dans des cellules cultivées sur matrice rigide restaure partiellement le phénotype 

d’activation des DUBS observé sur matrice souple. Cette observation est en accord avec la littérature 

qui montre que le cytosquelette d’actine et sa capacité de contraction est impliquée dans le transfert 

des signaux mécaniques au sein de la cellule (Dupont et al., 2011; Miralles et al., 2003; Yeung et al., 

2005). Le remodelage du cytosquelette d’actine est donc en partie responsable des différences dans 

le profil d’activation des DUBs observées en fonction de la rigidité. Les signaux mécaniques générés 

par la rigidification de la matrice extracellulaire sont transmis au cytosquelette de la cellule au moyen 

de différents récepteurs des macromolécules de la matrice extracellulaire telles que les intégrines 

(Aragona et al., 2013; Humphrey et al., 2014; Pickup et al., 2014). Parmi ces récepteurs on trouve 

également les récepteurs tyrosine kinases (RTKs) à domaine discoïdine DDR1/2 qui vont reconnaitre le 

collagène fibrillaire via leur partie extracellulaire et interagir avec le cytosquelette d’actine via leur 

partie intracellulaire (Coelho et al., 2017; Vogel et al., 1997). Une étude en cours au sein du laboratoire 

montre que ces récepteurs peuvent moduler la signalisation de YAP dépendante des contraintes 

mécaniques (Lecacheur et al., in preparation). Ces récepteurs, mais aussi les intégrines peuvent donc 

constituer une piste intéressante pour explorer la façon dont la rigidité matricielle peut influer l’activité 

des DUBs et plus particulièrement l’activité de USP9X et son interaction avec YAP. 

Nous avons également identifié d’autres cibles intéressantes dont l’activité est augmentée lorsque que 

la rigidité de la matrice de collagène est faible. Ainsi nous observons que BRCC3 et TNFAIP3 sont les 

principales DUBs de notre criblage à montrer une augmentation de leur activité inversement 

proportionnelle à la rigidité (Article 1, Table 1). De façon intéressante ces deux DUBs sont reliées à 

l’inflammasome NLRP3. En effet la littérature nous informe que BRCC3 est la DUB de NLRP3 (Py et al., 

2013) et TNFAIP3 qui est régulée par le TNFa peut indirectement moduler à la hausse NLRP3 (Wang et 

al., 2021). Cela concorde avec de récentes observations faites au laboratoire montrant que les cellules 

de mélanome cultivées sur une matrice souple ont un phénotype plutôt pro-inflammatoire (Fig26). Ces 

observations pointent vers l’installation d’un phénotype plutôt pro-inflammatoire dans les cellules 

cultivées sur une matrice souple avec une stabilisation de l’inflammasome et la production d’IL1α et 

β. Au contraire, la rigidité matricielle semble promouvoir un état plutôt anti-inflammatoire avec la 

sécrétion avec notamment l’augmentation de l’activité de OTUD5 qui favorise la polarisation du 

macrophage vers un phénotype M2 anti-inflammatoire (Zhang et al., 2021). Ces modifications de 

l’activité et/ou de l’expression des DUBs en fonction de la rigidité du collagène pourraient jouer un 

rôle important dans l’adaptation des cellules tumorales aux conditions hétérogènes de 

microenvironnement matriciel des multiples tissus parcourus au cours de la dissémination 

métastatique. A l’inverse, ces mécanismes pourraient aussi permettre aux cellules tumorales de 

modifier à leur avantage leur environnement en fonction des localisations dans l’organisme.  
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Figure 26 : Les cellules de mélanome dédifférenciées secrètent des facteurs pro-inflammatoires sur une 

matrice de collagène souple 
A. Dosage ELISA d ’ IL-1α  dans le surnageant de cellu les  de mélanome 1205lu, MM099 et 501M EL. B. 

Dosage ELISA d ’ IL-1β  dans le surnageant de cellu les  de mélanome 1205lu, MM099 et 501MEL.  

 

Le lien potentiel de USP9X avec YAP dans le mélanome est particulièrement intéressant dans le 

contexte de cette étude. En effet, YAP est un cofacteur transcriptionnel qui va induire un programme 

génétique spécifique en réponse aux contraintes mécaniques induites par la matrice extracellulaire. 

L’opportunité d’étudier une enzyme dont l’activité est augmentée avec la rigidité matricielle et qui 

peut potentiellement influer sur la stabilité d’une protéine mécanosenseur s’est présentée avec 

USP9X. De plus plusieurs études récentes du laboratoire montrent que la matrice et plus précisément 

sa rigidification due à une densification du réseau de fibres de collagène en réponse aux thérapies 

ciblées participent à l’apparition de résistances (Diazzi et al., 2022; Girard et al., 2020). Ce remodelage 

de la matrice va induire l’activation des voies de la mécanotransduction via YAP et MRTF qui en retour 

vont renforcer ce phénotype matriciel. La mise en place de cette boucle auto-amplificatrice aboutit à 

un échappement thérapeutique des cellules de mélanome aux thérapies ciblées (Girard et al., 2020). 

Ainsi le lien entre YAP et la mécanorésistance motive encore plus notre choix de USP9X comme nouvel 

acteur de cette boucle dans le cadre de cette étude.  

Par des approches de déplétion avec des siARN et d’inhibition pharmacologique, nous avons montré 

que l’expression protéique de YAP était contrôlée par USP9X dans le mélanome (Article 1). De façon 

intéressante, seule l’expression protéique de YAP semble être affectée. Cette observation renforce 

l’idée que l’action stabilisatrice de USP9X sur YAP est post-traductionnelle, et donc probablement 

médiée par son activité déubiquitinase. On note également que la déplétion ou le ciblage 

pharmacologique de USP9X diminue la proportion de YAP dans le noyau lorsque les cellules sont 

cultivées sur une matrice rigide de collagène. La perte de la localisation nucléaire de YAP est associée 

à une diminution de son activité de cofacteur de la transcription via sa liaison a TEAD (Verfaillie et al., 

2015). Ceci se traduit par la perte du messager des gènes cibles que le couple YAP-TEAD contrôle dans 

le cadre de la mécanotransduction (Fig3B Fig3E). En tant que cofacteur de la transcription, YAP peut 

également s’associer à d’autre facteur de transcription comme RUNX1/2. Pour confirmer que les effets 

observés précédemment sont bien dépendants de l’interaction de YAP-TEAD il faudra montrer que la 

déplétion des 4 isoformes de TEAD phénocopie la déplétion de USP9X.  

Nous observons également que l’expression de USP9X est nécessaire à l’expression protéique de YAP 

dans plusieurs autres lignées de mélanome comme les A375 ou la lignée murine YUMM1.7. On étend 

également cette observation aux deux cultures de cellules de mélanome fraîchement isolées de 

patients (MM029 et MM099) ce qui sous-entend que cette observation n’est pas lignée-spécifique. 

Enfin dans la lignée de mélanome résistante aux inhibiteurs de BRAF M238R, on observe également 

une diminution de l’expression protéique de YAP lorsque l’on déplète USP9X. 
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Par la suite, nous avons décidé d’étendre ces observations à d’autres lignées de cancer dans lesquelles 

la mécanotransduction joue un rôle important comme le sein ou le pancréas ou encore issues 

d’organes sujets aux fibroses comme le poumon. Dans ce panel de lignées, lorsque USP9X est déplétée, 

nous observons également cette perte d’expression protéique de YAP qui n’affecte pas son messager 

mais affecte en revanche celui de ses gènes cibles. 

Pris ensemble, ces résultats indiquent que l’expression et l’activité de USP9X sont nécessaires à la 

stabilité de YAP non seulement dans le mélanome, mais également d’autres cancers solides pour 

lesquels les contraintes mécaniques de l’environnement jouent un rôle important. De plus ces résultats 

nous indiquent que cette stabilisation est post-traductionnelle puisque le messager de YAP n’est pas 

affecté par la déplétion de USP9X (Fig3B, Fig3E). On fait donc l’hypothèse USP9X stabilise YAP via son 

activité déubiquitinase en lui retirant sa possibilité d’être dégradé au protéasome.  

Pour tester cette hypothèse nous avons surexprimé une version sauvage et une version 

catalytiquement inactive de USP9X dans des cellules HEK-293FT. On observe que la surexpression de 

la version sauvage USP9X induit bien une augmentation de l’expression de YAP que l’on ne retrouve 

pas avec son mutant inactif. Cette observation nous indique que c’est bien l’activité déubiquitinase de 

USP9X qui est responsable de la stabilisation de YAP. Dans le cadre de l’activation de la voie hippo, YAP 

va être phosphorylé sur son motif phosphodégron. A la suite de cette phosphorylation, l’E3 ligase β-

TRCP va pouvoir ubiquitiner YAP ce qui aboutit à sa dégradation au niveau du protéasome (Zhao et al., 

2010). Nous confirmons cette relation dans notre modèle en montrant que la déplétion de β-TRCP 

induit une augmentation de l’expression protéique de YAP et son accumulation dans le noyau de la 

cellule. Cette observation nous indique également que YAP peut être dégradé par le protéasome dans 

le mélanome. De plus, on observe que la déplétion de β-TRCP n’affecte pas l’expression de TAZ 

suggérant une spécificité pour la protéine YAP de notre modèle. Une approche d’inhibition 

pharmacologique du protéasome avec le Bortézomib, nous permet de confirmer que YAP est dégradé 

par le protéasome dans les cellules de mélanome. De manière intéressante, l’inhibition de la synthèse 

protéique avec du cycloheximide n’est pas suffisante pour induire une perte de l’expression protéique 

de YAP. Cette observation est cohérente avec la littérature qui décrit une demi-vie d’environ 6h pour 

la protéine YAP (Huang et al., 2012; Miranda et al., 2017). Nous avons donc fait l’hypothèse que USP9X 

est responsable de la stabilité de YAP lorsque la synthèse protéique n’est pas possible (Fig4E). Un co-

traitement avec le cycloheximide et l’inhibiteur de USP9X (G9) montre une perte totale et rapide de 

l’expression protéique de YAP. Cette observation nous permet de confirmer que c’était bien l’activité 

de USP9X qui protège YAP de la dégradation dans la figure 3D. Grâce à une approche de purification 

de la fraction des protéines polyubiquitinées, on observe que le co-traitement avec le Bortézomib et 

l’inhibiteur de USP9X induit une augmentation de l’ubiquitination de YAP par rapport à la condition 

Bortézomib seul. Le co-traitement avec le Bortézomib nous permet d’observer la fraction poly-

ubiquitinée des protéines sans qu’elle soit dégradée par le protéasome. Cette observation nous 

indique que l’activité de USP9X empêche l’ubiquitination de YAP et donc sa dégradation au 

protéasome.  

Par la suite, nous avons utilisé une lignée de mélanome M238P ayant intégré un vecteur d’expression 

d’une forme constitutivement active de YAP : YAP5SA. Cette version de YAP est mutée sur les 5 sérines 

phosphorylées par LATS1/2 ce qui empêche sa désactivation par dégradation et donc le rend 

constitutivement actif (Zhao et al., 2007). Dans ces cellules nous observons que la déplétion de USP9X 

n'affecte pas l’expression de la version mutante de YAP ni de son gène cible CYR61. Cette observation 

montre que l’introduction d’une version non dégradable de YAP permet de restaurer le phénotype 

dépendant de YAP même en absence de USP9X. Ensemble, ces résultats nous montrent que l’activité 

de USP9X est bien responsable de l’ubiquitination de YAP dans le mélanome. Cependant on ne peut 
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pas conclure que l’action de USP9X sur YAP est directe et ne passe pas par AMOTL2 (Kim et al., 2016). 

Pour cela il faudrait réaliser des expériences de déubiquitination in vitro à l’aide de protéines 

recombinantes. On pourrait également s’intéresser à l’expression du long ARN non codant LINC01433 

qui semble jouer un rôle d’échafaudage rapprochant physiquement USP9X et YAP pour promouvoir 

leur interaction (Zhang et al., 2019).  

Comme mentionné dans la première partie de la discussion USP9X semble jouer un rôle dans la 

migration des cellules de mélanome. Cette idée est supportée par le rôle connu de YAP dans migration 

des cellules de mélanome, mais également la plus forte propension des cellules à migrer/envahir en 

présence d’une matrice rigide. Dans ce contexte, nous avons fait l’hypothèse que USP9X peut impacter 

la migration des cellules de mélanome via son effet sur YAP. Tout d’abord nous avons confirmé le 

résultat du criblage sur notre modèle de cellule de mélanome avec un test de blessure. La même 

approche a été utilisée pour confirmer que la perte de YAP impacte la migration des cellules de 

mélanome dans notre modèle. Par la suite des approches de déplétion par siRNA et de ciblage 

pharmacologique, nous ont permis de montrer que USP9X est impliqué dans migration par 

chimiotactisme et la motilité des cellules de mélanome (Article 1). Néanmoins pour confirmer que 

l’effet de USP9X sur la migration est dépendant de YAP des expériences de sauvetage additionnelles 

seront nécessaires. Nous avons co-déplété β-TRCP cellules transitoirement déplétées pour USP9X afin 

de tenter de restaurer le phénotype migratoire. Malheureusement la déplétion de β-TRCP associée à 

la déplétion de USP9X se révèle bien trop toxique dans notre modèle ce qui induit un biais. En effet β-

TRCP fait partie d’un complexe d’ubiquitination qui joue un rôle critique dans de nombreux processus 

cellulaires dont notamment la progression du cycle cellulaire (Bi et al., 2021). La littérature montre 

également que la déplétion de  β-TRCP affecte la capacité migratoire des cellules ce qui en fait un 

probable mauvais candidat pour restaurer le phénotype migratoire des cellules déplétées pour USP9X 

(Cui et al., 2020). Dans les cellules M238P surexprimant la version non-dégradable de YAP, la déplétion 

de USP9X n’affecte plus la motilité cellulaire. Cette observation nous indique que l’effet de USP9X dans 

les propriétés motiles du mélanome est dépendant de YAP.  

Toujours dans le but d’étendre cette étude à d’autres types de cancer nous avons observé que la 

déplétion de USP9X induit également une diminution de la motilité de cellules de cancer du poumon, 

du sein et du pancréas.  

Afin d’étendre cette étude à notre modèle d’invasion au poumon chez la souris, nous avons généré 

des cellules 1205lu stablement déplétées pour USP9X. De plus ces cellules expriment un rapporteur 

luciférase qui permet le suivi des cellules in vivo. Tout d’abord, nous nous sommes assurés que ces 

cellules possèdent un phénotype consistant avec nos observations précédentes. On remarque qu’elles 

présentent une diminution de l’expression de YAP lorsqu’elles sont cultivées sur une matrice de 

collagène rigide. On fait la même observation lorsque ces cellules sont ensemencées sur une matrice 

de collagène souple avec une perte encore plus drastique de YAP. De plus on a également montré que 

ces cellules présentent une diminution de la localisation nucléaire de YAP. La motilité de ces cellules 

est également réduite par rapport au contrôle lorsqu’elles sont cultivées sur une matrice de collagène 

rigide. De manière intéressante la motilité des cellules stablement déplétées pour USP9X cultivées sur 

une matrice de collagène rigide n’est pas statistiquement différente de celle des cellules contrôles 

cultivées sur une matrice de collagène souple. Cela nous indique que la perte de USP9X empêche les 

cellules de correctement interpréter les signaux mécaniques de la matrice. Cet effet est probablement 

dû à la perte de l’expression de YAP ainsi qu’à son exclusion du noyau qui empêche la mise en place 

de son programme génétique. On note également que lorsqu’elles sont cultivées sur une matrice de 

collagène souple, les cellules stablement déplétées pour USP9X présentent une motilité réduite par 

rapport au cellules shContrôle. Il semble ainsi y avoir une corrélation entre le niveau d’expression de 
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YAP et la motilité des cellules. Ensemble, ces résultats renforcent l’idée que l’effet de USP9X sur la 

migration et la motilité cellulaire est probablement dépendant de YAP.  

De plus lorsque l’on cultive ces cellules en sphéroïdes inclus dans une matrice tridimensionnelle de 

collagène/matrigel, on observe une diminution de l’aire du gel envahie par les cellules 1205lu 

stablement déplétées pour USP9X. On en conclut que USP9X est également nécessaire à la mise en 

place des propriétés invasives des cellules de mélanome.  

Par la suite nous avons suivi la formation de métastases aux poumons après injection de ces cellules 

dans la veine caudale de souris immunodéprimées (souris nude) (Rathore et al., 2019; Tichet et al., 

2015). Nous observons que les cellules stablement déplétées pour USP9X sont incapables de former 

des métastases aux poumons. Pour expliquer ce résultat, nous faisons l’hypothèse que la perte de 

USP9X affecte la capacité d’extravasation des cellules de mélanome. Cette hypothèse est renforcée 

par la perte des propriétés invasives des cellules déplétées pour USP9X. Pour tester cette idée, nous 

avons lancé une seconde expérience de métastases expérimentales aux poumons pour regarder 

l’extravasation à court terme (Tichet et al., 2015). 3h après l’injection, nous observons une diminution 

de la quantité de cellules présentes dans les poumons de la souris. Cette observation concourt avec 

l’idée que les cellules présentant une extinction de USP9X sont incapables de traverser le parenchyme 

pulmonaire et sont rapidement évacuées dans la circulation sanguine du rongeur. Pour confirmer cette 

hypothèse on peut envisager des expériences complémentaires d’extravasation in vitro en utilisant 

une chambre de Boyden couverte d’une monocouche de cellules épithéliales.  

Dans l’ensemble, ces résultats indiquent un rôle important de USP9X dans les capacités motiles, 

migratoires et invasives du mélanome in vitro via un mécanisme dépendant du mécanosenseur YAP. 

USP9X joue également un rôle dans la formation de métastase in vivo dans un modèle d’invasion aux 

poumons chez la souris immunodéprimée.  

Nos travaux montrent que YAP est impliqué dans une boucle auto-amplificatrice dépendante de la 

rigidification de la MEC et menant à l’échappement thérapeutique du mélanome. Sachant que nos 

résultats montrent que USP9X contrôle l’expression et l’activité de YAP, nous avons cherché à 

comprendre l’impact de cette DUB au sein de cette boucle de mécanorésistance. Dans un premier 

temps, nous avons confirmé que l’inhibition de USP9X augmente la sensibilité des cellules de 

mélanome à l’inhibition de BRAF. Nous avons tenté de reproduire cette observation sur un modèle de 

cellules de mélanome résistantes aux inhibiteurs de BRAF (M238R) dans lequel nous observation la 

relation entre USP9X et YAP. Dans ces cellules nous n’avons pas pu observer de re-sensibilisation aux 

inhibiteurs de BRAF. Pour expliquer ce résultat, nous proposons que le ciblage de USP9X est 

uniquement capable d’influencer l’adaptation transitoire aux thérapies ciblées et ne peux pas 

restaurer le phénotype sensible de lignées résistantes telles que les M238R. De plus l’étude de Girard 

et., al montre que la résistance dans ces cellules est également dépendante de la signalisation du 

mécanosenseur MRTF. Ces données sont pertinentes dans le cadre de ces observations puisque nous 

observons une perte de l’expression du messager de MRTF dans les cellules transitoirement déplétée 

pour USP9X que nous n’observons pas dans le modèle de cellules stablement déplétée pour USP9X 

(données non montrées). Nous faisons donc l’hypothèse que ces dernières réactivent la signalisation 

MRTF pour s’adapter à la perte de USP9X et de l’activité de YAP. Sachant que les programmes 

transcriptionnels de MRTF et de YAP présentent des redondances (Foster et al., 2017), nous faisons 

l’hypothèse que c’est la voie de MRTF qui permet au cellules stablement déplétée pour USP9X de 

s’adapter et aux cellules résistante de maintenir leur résistance sous inhibition de USP9X. 

Pour aller plus loin, nous avons utilisé des cellules YUMM1.7 possédants un fond génétique C57BL/6 

afin de pouvoir les injecter dans des souris immunocompétentes. Des travaux précédant du laboratoire 
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confirment que le traitement aux thérapies ciblées induisent un remodelage du la matrice 

extracellulaire de collagène dans les tumeurs générées par ce modèle (Diazzi et al., 2022; Girard et al., 

2020). Dans un premier temps, nous avons confirmé que les tumeurs traitées aux thérapies ciblées et 

prélevées durant la phase de rechute présentent un réseau de collagène plus dense associé à une plus 

forte expression de marqueurs myofibroblastiques ainsi que des gènes cibles de YAP. Au contraire, les 

tumeurs prélevées durant la rechute à la trithérapie ne présentent pas de remodelage de la matrice 

extracellulaire de collagène. De plus on observe une perte de l’expression des marqueurs 

myofibrobastiques et des gènes cibles de YAP. Ce phénotype est associé à une meilleure survie globale 

des souris (données non montrées) et une rechute qui apparait en moyenne 7 jours plus tard que dans 

le groupe BRAFi/MEKi. On note aussi que les tumeurs traitées avec les thérapies ciblées en 

combinaison avec le G9, ne présentent pas de réactivation de la voie des MAPK puisqu’on observe une 

phosphorylation de ERK plus faible que dans le groupe BRAFi/MEKi seul. Cela sous-entend que dans 

ces cellules la résistance aux thérapies ciblées ne passe pas par une réactivation de la voie BRAF/MEK. 

De plus l’inhibition de USP9X en combinaison avec les thérapies ciblées, retarde la rechute au 

traitement.  

Ces observations montrent que le couple USP9X-YAP participe bien à la mise en place de phénomène 

de remodelage de la matrice de collagène sous l’impulsion des thérapies ciblées. De plus, l’utilisation 

d’un modèle syngénique de mélanome chez la souris immunocompétente permet d’ouvrir la voie à 

l’étude de la fonction du couple USP9X/YAP dans la résistance croisée aux immunothérapies. Cette 

perspective est d’autant plus pertinente que des études récentes montrent que la résistance croisée 

entre les thérapies ciblées et les immunothérapies peut être associée à une signature YAP (Hugo et al., 

2017, 2015) et être dépendante de l’activation de la voie ROCK/Myosine II (Orgaz et al., 2020). En effet, 

le remodelage du cytosquelette d’actomyosine est nécessaire à la translocation dans le noyau de YAP 

ce qui nous amène à l’hypothèse que le couple USP9X/YAP peut être impliqué dans ce type de 

résistance croisée.  
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Figure 27 : L’inhibition de USP9X inhibe l’expression de YAP et l‘activation myofibroblastique des CAFs 
A.  Analyse biochimique de l’activité des DUBs, de l’express ion des marqueurs  de CAF α-SMA et FAP et 

de l’express ion de USP9X et YAP sur  des f ibroblaste humain normaux (NHF)  tra itées ou non au TGF β  1  et 

des f ibroblastes  associés  au mélanome (MAF). HSP60, cont rôle de charge. B.  Heatmap montrant 

l ’express ion de YAP de deux de ses  gènes cibles  (CYR61 et THBS1), de USP9X et de FAP par RT -qPCR. C. 

Analyse biochimique de l’express ion de USP9X, de YAP et de α-SMA sur des NHF tra itées ou non au TGF β  

1  et transfectées avec un s iUSP9X ou un s iControl ou tra itée avec l ’ inhibiteur de USP9X G9. ERK2, 

contrôle de charge. D.  Quantif ication en immunofluorescence de l’a l ignement des f ibres de f ibronectines 

déposée par des MAF transfectées avec un s iControl ou un s iUSP9X ou tra i tées avec l ’ inhibiteur de USP9X 

G9. 

En condition physiologique, les fibroblastes sont responsables de la production et de la sécrétion des 
macromolécules de la matrice extracellulaire dans le microenvironnement. Ces macromolécules 
telles que les fibres de collagène ou la fibronectine s’organisent en un réseau complexe qui servira de 
charpente pour les cellules et assurera l’intégrité des différents tissus. Dans une étude récente, notre 
laboratoire montre que la matrice produite par les fibroblastes associés aux cancers (CAFs) peut 
protéger les cellules de mélanome des thérapies ciblées (Berestjuk et al., 2022). De plus le phénotype 
myofibroblastique présenté par les fibroblastes associés au cancer est dépendant de YAP (Calvo et 
al., 2013). Les résultats de cette thèse montrent que USP9X semble jouer un rôle important dans la 
capacité des cellules de mélanome à remodeler la matrice de collagène via la stabilisation de YAP. 
Dans ce contexte, nous nous sommes donc demandés si la relation entre YAP et USP9X se retrouve 
dans les fibroblastes associés au cancer et plus particulièrement au mélanome. Dans un premier 
temps notre technique d’étiquetage des DUB actives nous révèle que le motif d’activité global 
augmente dans les fibroblastes traités au TGFβ 1 pour simuler le phénotype « CAF » et dans une 
lignée de MAF par rapport à des fibroblastes normaux de peau (Fig27A). De plus cette augmentation 
de l’activité des DUBs est associée à une plus forte expression protéique de USP9X et YAP (Fig27A). 
En accord avec nos résultats dans le mélanome, on remarque que les messagers de USP9X et de deux 
gènes cibles de YAP augmentent avec le traitement au TGFβ sans que le messager de YAP soit 
impacté (Fig27B). Cette observation préliminaire concorde avec celles que nous avons faites dans le 
mélanome et renforce l’idée que USP9X stabilise YAP au niveau protéique dans ces cellules sous 
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l’action du TGFβ. Des approches de déplétion ou de ciblage pharmacologique de USP9X nous 
indiquent que son expression est importante pour la mise en place du phénotype CAF sous l’action 
du TGFβ. En effet lorsque l’on déplète USP9X on perd l’expression du marqueur de myofibroblaste α-
SMA (Sugimoto et al., 2006) en comparaison avec les cellules contrôles traitées au TGFβ 1 (Fig27C). 
De façon intéressante une étude de 2009 montre que USP9X est un régulateur de la réponse des 
cellules au TGFβ via un mécanisme de déubiquitination de SMAD4 (Dupont et al., 2009). Ainsi la 
modulation de l’expression de USP9X mais aussi la perte de l’induction de α-SMA dans les 
fibroblastes normaux de peau pourraient s’expliquer par ce mécanisme d’action. De plus on perd 
également l’expression protéique de YAP ce qui est consistant avec nos observations dans le 
mélanome. Enfin la perte de USP9X affecte également la capacité des MAFs à déposer une matrice 
de fibronectine alignée (Fig27D). Dans les fibroblastes associés au cancer (CAF), l’activité de YAP est 
nécessaire pour l’induction de la rigidification de la MEC (Calvo et al., 2013). Ainsi le ciblage de USP9X 
pourrait non seulement empêcher l’installation de résistance mécanodépendante au traitement dans 
les cellules de mélanome, mais également empêcher l’amplification de ce phénomène de façon YAP 
dépendante par les CAF via la déposition d’une matrice plus rigide. D’une manière générale, la 
modulation de l’expression de YAP par USP9X pourrait participer à l’hétérogénéité phénotypique et 
fonctionnelle des populations de CAFs (Mhaidly and Mechta-Grigoriou, 2021). 
Ces résultats montrent que USP9X est un acteur potentiel de l’installation du phénotype CAF dans les 

fibroblastes normaux. Ils suggèrent également un rôle de la DUB dans la résistance thérapeutique liée 

à la matrice extracellulaire déposée par les CAF. Ces résultats préliminaires pointent vers un rôle de 

USP9X dans l’adaptation non autonome des cellules de mélanome au traitement via la modulation de 

leur microenvironnement en addition de son rôle dans l’adaptation autonome des cellules de 

mélanome.  
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Le mélanome est caractérisé par sa grande agressivité, et surtout sa capacité à résister au traitement. 

Malgré l’essor des thérapies ciblées et des immunothérapies le mélanome métastatique reste un 

cancer extrêmement difficile à traiter. Cette forte propension à développer des résistances s’explique 

par l’hétérogénéité de phénotype des cellules de mélanome retrouvées au sein de la tumeur. Cette 

plasticité phénotype leur permet de s’adapter rapidement aux contraintes de l’environnement et donc 

au traitement auxquelles elles sont soumises. Parmi les différents mécanismes d’adaptation existants, 

notre équipe montre que les inhibiteurs de BRAF et de MEK poussent les cellules à densifier et rigidifier 

la matrice extracellulaire qui les entourent. Cette rigidité nouvellement acquise de la MEC va générer 

des contraintes mécaniques avec pour conséquence une activation de la voie de la 

mécanotransduction YAP dépendante au sein de la cellule de mélanome. En retour cette voie va 

amplifier le phénotype rigide de la matrice générant une boucle d’amplification qui conduira à la 

résistance thérapeutique. Dans ce contexte nous nous sommes intéressés au rôle du système 

ubiquitine protéasome et plus particulièrement des DUBs au sein de cette boucle.  

C’est ainsi que nous avons montré que l’activité de la DUB USP9X est sensible à la rigidité de la matrice. 

Ensuite nous avons observé que USP9X régule la stabilité de YAP dans les cellules de mélanome en 

empêchant sa dégradation au niveau du protéasome. Par conséquent USP9X influence également le 

programme transcriptionnel promu par l’activité de cofacteur de transcription de YAP. On observe 

donc une diminution de la capacité migratoire des cellules à la fois in vitro et in vivo. De façon 

intéressante, nous reproduisons cette observation dans différentes lignées de cancers 

mécanosensibles. Enfin nous montrons que le ciblage de USP9X semble normaliser le phénotype 

fibreux induit par l’activité de YAP sous l’action des inhibiteurs de BRAF et de MEK et retarde la rechute.  

Des données préliminaires suggèrent également que USP9X, contrôle l’expression de YAP au sein des 

cellules de fibroblastes associés au mélanome. Son ciblage semble également affecter le phénotype 

de ces cellules, ce qui fait de USP9X une cible intéressante pour le remodelage matriciel protecteur 

contrôlé par les CAF dans la pathologie du mélanome.  

Ces travaux ont donc permis de mettre pour la première fois en évidence que l’activité de USP9X est 

induite par la rigidité matricielle permettant la stabilisation de l’oncogène YAP. Cette stabilisation est 

associée à une plus grande agressivité et résistance des cellules de mélanome. Nous proposons donc 

que USP9X est une «mécano-DUB » dont le ciblage peut empêcher l’apparition de résistance mécano-

induite dans la pathologie du mélanome. 
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Présentations  
2021 : Journée école doctorale de Nice, prix de la meilleure présentation orale du jury cancérologie : 

 

Role of the deubiquitinase USP9X in melanoma invasion and mechanotransduction through YAP stabilization 

Background: The ubiquitin proteasome system (UPS) is a crucial mechanism that regulates protein degradation. 

It uses ubiquitin strain as a tag for proteasomal degradation. Deubiquitinases (DUBs) are ubiquitin specific 

proteases that remove ubiquitin from their targets, thus preventing their degradation, and together with UPS 

ensuring protein homeostasis. In cancer, DUBs can be hijacked to stabilize oncogenes or to activate oncogenic 

signaling pathways, thereby enhancing the proliferative and/or invasive properties of tumor cells. Cutaneous 

melanoma is a very aggressive cancer with a high propensity to form metastasis and strong resistance to targeted 

therapies. Recently our lab showed that extracellular matrix (ECM) stiffening and mechanotransduction play a 

significant role in proliferation and resistance to treatment through the activation of the mechanosensor YAP. In 

this study, we investigated the role of DUBs in melanoma cell invasive properties and mechanotranduction 

pathways.  

Key findings: We transfected invasive melanoma cells with a library of small interfering RNA targeting 95 human 

DUBs and performed a scratch assay, which identified USP9X as a novel regulator of melanoma cell motility. We 

next confirmed that USP9X depletion with siRNA/shRNA or pharmacological inhibition with G9 impaired 

melanoma cell migration and invasion. Interestingly, bioinformatical analysis showed an interaction between 

USP9X and YAP and a correlation between USP9X expression and YAP signature genes in melanoma. 

Furthermore, biochemical analysis of USP9X expression and activity (DUB Trap assay) conducted on melanoma 

cells plated on collagen matrices with various stiffness revealed that both USP9X and YAP protein expression was 

increased on stiff substrates compared to soft substrates. We thus hypothesized that USP9X regulate the levels 

of YAP in melanoma cells through its DUB activity. To test this, we showed that YAP expression decreased at 

protein level but not at mRNA level upon USP9X depletion in melanoma cells. Using a GST-TUBE (Tandem 

Ubiquitin Binding Entities) pulldown approach, we observed an increased poly-ubiquitination of YAP in cells 

treated with G9 in the presence of proteasome inhibitor, suggesting that USP9X is stabilizing YAP by preventing 

its proteasomal degradation. Consistent with a role of USP9X in melanoma mechanotransduction upstream of 

YAP we showed that USP9X localization is dictated by the matrix stiffness and that its inhibition impairs YAP 

nuclear translocation. Finally we showed that, similar to YAP depletion, USP9X depletion impaired the 

contraction of 3D collagen matrices mediated by invasive melanoma cells.  

Conlusion: Our study indicates that the deubiquitinase USP9X represents a novel regulator of 

melanoma cell invasion and mechanotransduction pathways through stiffness-dependent stabilization 

of the mechanosensor YAP. We also propose USP9X as a potential “mechano-DUB” in melanoma.  
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2021 : GDR Micronit, prix de la meilleure présentation orale : 

 

The deubiquitinase USP9X controls melanoma cell migration and mechanotransduction through YAP 

stabilization. 

Introduction : The Ubiquitin-Proteasome-System (UPS) uses ubiquitin to address for proteasomal degradation. 

Deubiquitinases (DUBs) remove ubiquitin from their targets to prevent their degradation and with the UPS, they 

are gatekeepers of protein homeostasis. DUBs can be hijacked to modulate oncogenic pathways, enhancing cell 

proliferation and/or invasion. Cutaneous melanoma exhibits a high propensity to form metastasis that are highly 

resistant to targeted therapies. We have recently shown that extracellular matrix (ECM) stiffening and 

mechanotransduction play a major role in proliferation, migration and drug-resistance of melanoma cells 

through the mechanosensor YAP. 

Methods : To identify DUBs involved in melanoma mechanotransduction, we used cell lines cultivated on 

collagen matrices with various stiffnesses combined with an activity-based ubiquitin probe  for profiling DUB 

activity.  

Results : Using this approach and quantitative proteomic, we identified USP9X as a DUB whose activity is 

increased by collagen stiffness. In silico analysis further revealed that YAP belongs to the USP9X interactome and 

showed a correlation between USP9X expression and YAP transcriptional signature in melanoma. We thus 

hypothesized that USP9X regulates YAP levels in melanoma cells through its DUB activity. Consistently, siRNA-

mediated depletion and pharmacological inhibition of USP9X decreased YAP expression at protein but not mRNA 

levels. Conversely knockdown of the YAP E3 ligase βTRCP increased YAP protein expression. A GST-TUBE 

pulldown approach revealed that combined USP9X and proteasome inhibition increased YAP poly-ubiquitination, 

indicating that USP9X deubiquitinates YAP to prevent its proteasomal degradation. In line with a role of USP9X 

in mechanotranduction upstream of YAP, USP9X targeting was found to impair stiffness-induced responses 

including YAP nuclear translocation and transcriptional activity, cell migration and invasion, force-mediated cell 

contractility and increased resistance to anti-BRAF targeted therapies. Finally, using bioluminescent melanoma 

cells stably depleted for USP9X in an experimental lung invasion assay, we found that USP9X knockdown impairs 

melanoma cell migration in vivo. 

Conclusion and Perspectives : Our results reveal an original role of USP9X in melanoma invasiveness and 

mechanoresistance through stiffness-dependent stabilization of YAP. We therefore propose USP9X as a 

“mechano-DUB” in melanoma. 
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2022 : Abstract accepté pour une communication orale à la 26ième Journée Jeune chercheurs en 

cancérologie de la fondation ARC : 

 

The mechanically-activated deubiquitinase USP9X controls melanoma invasiveness and drug 

response through YAP stabilization 

Deubiquitinases (DUBs) remove ubiquitin from their targets to prevent their degradation and with the UPS, they 
are gatekeepers of protein homeostasis. DUBs can be hijacked to modulate oncogenic pathways, enhancing cell 
proliferation and/or invasion. Cutaneous melanoma exhibits a high propensity to form metastasis that are highly 
resistant to targeted therapies. We have recently shown that extracellular matrix (ECM) stiffening and 
mechanotransduction play a major role in proliferation, migration and drug-resistance of melanoma cells 
through the mechanosensor YAP.  

To identify DUBs involved in melanoma mechanotransduction, we used cell lines cultivated on collagen matrices 
with various stiffnesses combined with an activity-based ubiquitin probe for profiling DUB activity. Using this 
approach and quantitative proteomic, we identified USP9X as a DUB whose activity is increased by collagen 
stiffness. In silico analysis further revealed that YAP belongs to the USP9X interactome and showed a correlation 
between USP9X expression and YAP transcriptional signature in melanoma. We thus hypothesized that USP9X 
regulates YAP levels in melanoma cells through its DUB activity. Consistently, siRNA-mediated depletion and 
pharmacological inhibition of USP9X decreased YAP expression at protein but not mRNA levels. Conversely 
knockdown of the YAP E3 ligase βTRCP increased YAP protein expression. A GST-TUBE pulldown approach 
revealed that combined USP9X and proteasome inhibition increased YAP poly-ubiquitination, indicating that 
USP9X deubiquitinates YAP to prevent its proteasomal degradation. In line with a role of USP9X in 
mechanotranduction upstream of YAP, USP9X targeting was found to impair stiffness-induced responses 
including YAP nuclear translocation and transcriptional activity, cell migration and invasion. Using bioluminescent 
melanoma cells stably depleted for USP9X in an experimental lung invasion assay, we found that USP9X 
knockdown impairs melanoma cell migration in vivo. Targeting USP9X enhances BRAF inhibitor efficacy, 
counteracts drug-induced collagen remodeling and delays tumor relapse in vivo.  

Our results reveal an original role of USP9X in melanoma invasiveness and mechanoresistance through stiffness-
dependent stabilization of YAP. We therefore propose USP9X as a “mechano-DUB” in melanoma. 
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Posters  
Présentation d’un poster à la Cancéropôle PACA 2021 : 

Role of the deubiquitinase USP9X in melanoma invasion and mechanotransduction through YAP 

stabilization 

 

Background: The ubiquitin proteasome system (UPS) is a crucial mechanism that regulates protein degradation. 

It uses ubiquitin strain as a tag for proteasomal degradation. Deubiquitinases (DUBs) are ubiquitin specific 

proteases that remove ubiquitin from their targets, thus preventing their degradation, and together with UPS 

ensuring protein homeostasis. In cancer, DUBs can be hijacked to stabilize oncogenes or to activate oncogenic 

signaling pathways, thereby enhancing the proliferative and/or invasive properties of tumor cells. Cutaneous 

melanoma is a very aggressive cancer with a high propensity to form metastasis and highly resistant to targeted 

therapies. Recently our lab showed that extracellular matrix (ECM) stiffening and mechanotransduction play a 

significant role in proliferation and resistance to treatment through the activation of the mechanosensor YAP. In 

this study, we investigated the role of DUBs in melanoma cell invasive properties and mechanotranduction 

pathways.  

Key findings: We transfected invasive melanoma cells with a library of small interfering RNA targeting 95 human 

DUBs and performed a scratch assay, which identified the DUB USP9X as a novel regulator of melanoma cell 

motility. We next confirmed that either USP9X depletion with siRNA or its pharmacological inhibition with G9 

impaired melanoma cell migration and invasion in Boyden chamber assay. Interestingly, bioinformatical analysis 

showed an interaction between USP9X and YAP and a correlation between USP9X and YAP signature gene in 

melanoma 

we found that impaired cell migration of USP9X-depleted melanoma cells was associated with a marked 

decreased of YAP expression and co-transcriptional activity. In addition, biochemical analysis of USP9X 

expression and activity (DUB Trap assay) conducted on melanoma cells plated on collagen matrices with various 

stiffness revealed that both USP9X and YAP protein expression was increased on stiff substrates compared to 

soft substrates. We thus hypothesized that USP9X may regulate the levels of YAP in melanoma cells through its 

DUB activity. To test this, we first showed that YAP expression decreased at protein level but not at mRNA level 

upon USP9X depletion in melanoma cells. Using an immunoprecipitation approach, we next observed an 

increased poly-ubiquitination of YAP in cells treated with G9 in the presence of proteasome inhibitor bortezomib, 

suggesting that USP9X is stabilizing YAP by preventing its proteasomal degradation. This observation was further 

confirmed in a pulldown approach using GST-TUBE (Tandem Ubiquitin Binding Entities). Finally, consistent with 

a role of USP9X in melanoma mechanotransduction upstream of YAP, we showed that, similar to YAP depletion, 

USP9X depletion impaired the contraction of 3D collagen matrices mediated by invasive melanoma cells.  

Conlusion: Together, our study indicates that the deubiquitinase USP9X represents a novel regulator of 

melanoma cell invasion and mechanotransduction pathways through stiffness-dependent stabilization of the 

mechanosensor YAP. We also propose USP9X as a potential “mechano-DUB” in melanoma.  

Evènements  
Participation à l’élaboration et à la tenue du stand « C3M Science Park » à la fête de la science 2021 

à Nice.  
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Abstract 

Advanced melanoma is the deadliest form of skin cancer. Targeted therapies against BRAF 
mutated melanoma and immune checkpoints have shown remarkable clinical efficacy. However, 
such treatments are limited to patient subsets and relapses invariably occur. Globally, more than 
50% of melanoma patients need additional treatments, warranting the development of novel 
therapies. Post-translational modification of proteins by ubiquitin coordinates essential cellular 
functions, including protein homeostasis and trafficking, transcriptional regulation and DNA 
damage response. Deubiquitinating enzymes (DUBs) are important components of the ubiquitin 
cascade. However, their functional significance in the pathogenesis of cutaneous melanoma 
remains poorly understood. We used a genetic screen with a small interfering RNA library targeting 
human DUBs to identify the proteasome-associated DUB, PSMD14 (proteasome 26S subunit, non-
ATPase 14) as a novel critical regulator of melanoma tumor growth, survival and drug resistance. 
Analysis of gene expression data from cohorts of melanoma patients correlated high levels of 
PSMD14 with melanoma progression and with a shorter survival rate in metastatic melanoma 
patients. PSMD14 inhibition with siRNA or with the inhibitor quinoline-8-thiol (8TQ) dramatically 
suppressed melanoma cell proliferation and viability of a panel of melanoma cell lines harboring 
different mutational status of BRAF, NRAS and NF1. PSMD14 inhibition also abrogated the 
development of BRAFi/MEKi drug tolerant cells and overcame acquired resistance to MAPK-
targeting therapies both in vitro and in vivo. We investigated the PSMD14 interactome using 
affinity purification and mass spectrometry and identified histone H2A variants as PSMD14 
interacting proteins. We provided evidence that targeting PSMD14 in melanoma cells exerts a 
cytotoxic action through DNA damage response involving nuclear accumulation of phosphorylated 
histone H2A and increased monoubiquitination of histone H2A (UbH2A) and UbH2A-dependent 
repression of the pro-survival protein MCL1. Importantly, targeted therapies, which decreased 
PSMD14 and MCL1 expression, also increased H2A monoubiquitination, suggesting that melanoma 
cells acquire drug resistance partially through PSMD14-dependent H2A regulation. Finally, we 
found that depletion of the H2A ubiquitin ligase RNF2 reversed H2A monoubiquitination and cell 
death induced both by PSMD14 targeting and BRAFi/MEKi treatment. We propose that PSMD14 is 
a novel DUB of histone H2A that plays a critical role in the maintenance of melanoma genomic 
stability and cancer cell adaptation to targeted therapies. Therefore, PSMD14 represents an 
attractive novel therapeutic target for melanoma treatment.  
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Introduction 

 

Cancer cells distinguish their ability to divide indefinitely and to escape programmed cell death from 

normal cells (Hanahan, 2022). Cancer is qualified as an evolutionary process in which an alteration of the 

capacity in the intracellular renewal of proteins (proteostasis) contributes fully from the tumor initiation to 

the tumor growth phase with the maintenance of an active proliferation until metastatic propagation. In 

addition, adaptive acquisition of proteostatic mechanisms allows the tumor cell to change their phenotype 

as a response to their microenvironment and various aggressions, such as oncogenic stress, therapeutic 

anticancer and immune response. The fundamental questions about how and why adaptive proteostasis 

perturbations happen and affect disease emergence and progression, remains an important part of cancer 

progression. Melanoma is one of these cancers in which cell cycle dysregulation is one of the crucial 

hallmark traits defining the aggressive nature of the pathology (Miller and Mihm, 2006; Rambow et al., 

2019; Shain and Bastian, 2016). The distinguishing features of aggressive behavior of melanoma cells are 

related with genetic alterations in the BRAF and NRAS genes, resulting in constitutive activation of 

mitogenic pathways such as the MEK/ERK mitogen-activated protein kinase (MAPK) pathway as well as 

constitutive activation of growth factor receptors, such as c-Kit, PDGFR-α, EGFR and subsequent stimulation 

of transcription factors, such as MYC, hypoxia-inducible factor 1α (HIF-1α) also induced by PI3K/AKT/mTOR 

and Wnt/β-catenin signaling (Wellbrock et al., 2004) (Holderfield et al., 2014) (Cancer Genome Atlas, 2015). 

This progress has allowed for a subset of patients to target specific cell cycle regulators and particularly the 

development of targeted molecular therapies based on the blockade of the altered MAPK pathway, such 

as BRAFV600E/MEK inhibitors (vemurafenib/trametinib). As a promising strategy in the treatment of 

melanoma, these drugs have significantly improved patient survival. Nevertheless, after a tumor response 

phase, a persistence and then resistance phase to systemic treatments occurs, in which a proportion of cells 

will be subjected to an active cycle and thus feeding the tumor growth (Flaherty et al., 2012; Long et al., 

2016) (Rambow et al., 2018). These drug tolerant sources of cells, which over the longer term participate 

in relapse, derive from the genetic capacity of melanoma to adapt its differentiation state (Tsoi et al., 2018; 

Widmer et al., 2012), to the hostile microenvironment, to resist treatment, to suppress immunosurveillance 

mechanisms, and to disseminate (Shaffer et al., 2017; Tsoi et al., 2018). Besides genetic alterations, the 

complex melanoma gene expression landscape is additionally regulated through several epigenetic 

mechanisms including chromatin methylation, modification, and remodeling, and cues from the tumor 

microenvironment affect the survival, proliferation, and invasive potential of melanoma cells by altering 

additional signaling pathways (Straussman et al., 2012; Young et al., 2017) (Konstantinov et al., 2016). In 

cases of melanoma with no BRAF mutations (more than 50% of the total), treatment with antibodies 

blocking the functions of the immune checkpoints PD-1 and CTLA-4 has become a first line therapeutic 
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regimen (Eggermont et al., 2014). Immunotherapy also appears as a second line of treatment in the cases 

of innate and acquired resistance to BRAF/MEK inhibitors. However, most patients do not fully respond to 

immunotherapies.  In this light, given limited current anti-melanoma therapies and the need to identify and 

develop new approaches (Eggermont et al., 2014), increasing evidence indicates that to support 

preservation of survival, their intrinsic plasticity and address genetic and non-genetic exigencies, melanoma 

cells must adapt the homeostatic pathways that control their global proteome, an obvious source of 

vulnerability to trigger the development of targeted anti-cancer drugs.  

The ubiquitin-proteasome system (UPS) plays a critical role in protein quality control and cancer 

proteostasis  (Balch et al., 2008; Finley, 2009). The UPS is composed of proteolytic multiprotein complexes 

called proteasomes acting downstream a cascade of E1, E2 and E3 enzymes that activate ubiquitin residues 

and add them to mutant/aged/misfolded proteins targeted for destruction by proteasomes (Finley, 2009). 

The removal of ubiquitin moieties from protein substrates is catalyzed by a family of more than 90 ubiquitin-

specific proteases called deubiquitinases (DUBs) that participate to key cellular processes (Nijman et al., 

2005; Reyes-Turcu et al., 2009). Evidences suggest that aberrant expression, mutations or dysfunction of 

DUBs are associated with the pathogenesis of neoplastic diseases (Kumari et al., 2017), underscoring the 

therapeutic potential of targeting DUBs in cancer (Ohanna et al., 2022). In melanoma, the mutation of genes 

associated with ubiquitination, such as BAP1, FBXW7 and PARK2, are frequently identified (Ma et al., 2017). 

Several DUBs have been directly implicated in melanoma tumorigenesis and therapeutic response. For 

example, USP13 was shown to regulate the stability of the microphthalmia-associated transcription factor 

(MITF) that is essential for melanocyte development and melanogenesis (Zhao et al., 2011). In NRAS mutant 

melanomas, USP9X has been identified as an important modulator of NRAS expression via the stabilization 

of ETS-1 (Potu et al., 2017). In BRAF mutant melanoma cells, USP5 inhibition promoted p53 and FAS 

expression, thereby potentiating targeted therapies (Potu et al., 2014). Other DUBs such as USP8 (Jeong et 

al., 2017) and USP15 (Zou et al., 2014) are overexpressed in melanoma and participate to disease 

progression or antitumor responses. Within a set of DUBs, USP7 removal is crucial in tumor development 

of BRAF and NRAS mutant melanoma PDX, favoring senescence through RRM2 polyubiquitination. Some 

DUBs are intrinsic components of the proteasome (Schnell and Hanna, 2022). in this context, we have 

shown that targeting USP14 exerts a broad anti-melanoma via a strong reticulum stress and a caspase-

independent cell death (Didier et al., 2018). Recently melanoma proliferative and migratory function has 

been controlled by PSMD14, a 19S regulatory particle subunit of 26S proteasomes, through SMAD3 stability 

and transcriptional activity (Yokoyama et al., 2020). In the other hand, the repression of CYLD by the EMT 

transcription factor Snail1 resulted in proliferation and invasion of melanoma cells (Massoumi et al., 2009), 

further illustrating the complexity of DUB functions in melanoma pathogenesis.  To date, the role of DUBs 

in melanoma remains undefines in to the control of survival / proliferation processes (Ohanna et al., 2022). 
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Using a genetic screen to identify new DUBs involved in melanoma cell proliferation and/or survival, 

we identify PSMD14 (the non-ATPase 14 regulatory subunit of the 26S proteasome ), as crucial to melanoma 

proliferation and survival. Although many reports have implied antiproliferative effects on other types of 

cancer, we report an impact of PSMD14 deletion on the efficiency and selectivity of melanoma cell 

proliferation, proposing its relevance as a valuable therapeutic target. We show that expression levels of 

PSMD14 are significantly related to advanced disease stages and shorter survival in patients with metastatic 

melanoma. We report for the first time that PSMD14 depletion and pharmacological inhibition of PSMD14 

(PSMD14i) alter the proliferation and viability of melanoma cells with different mutational status in vitro, 

and reduce the growth of BRAF and NRAS mutant mouse melanomas in vivo. Cellular pathways involved in 

proliferation (CDK2, P21), DNA damage (gamma H2A) and apoptosis, are predominantly impaired after 

PSMD14 depletion, which are central to melanoma cell proliferation and survival. Though a promising 

target, with specific therapeutic inhibitors tested in several cancer types even in melanoma, the function 

of PSMD14 in melanoma is poorly elucidated (Yokoyama et al., 2020) (Li et al., 2017). To reveal PSMD14 

mechanisms in melanoma proliferation and survival, we identified the histone H2A variant as a novel 

binding partner and functional target of PSMD14 through mass spectrometry profiling. First established as 

an epigenetic marker, mono-ubiquitination of histone H2A (UbH2A), mediated by the ubiquitin ligase RNF2 

(RING1B), regulates transcription initiation and elongation, transcriptional silencing of anti-apoptotic genes 

and DNA repair (Zhang et al., 2017) (He et al., 2019). Here we reported for the first time that both PSMD14 

activity and its expression levels control the level of UbH2A, irrespective of its role on the proteolytic activity 

of the 26S proteasome, thus offering another H2A regulator layer. The high UbH2A levels initiated either 

by the loss of PSMD14 or its activity, resulting in transcriptional alterations of specific target genes reported 

to be modulated by UbH2A such as MCL1anti-apoptotic factor. We demonstrate that RNF2 loss, re-

establishes the PSMD14 loss-associated proliferation arrest and death, decreases the level of UbH2A and 

the pro-survival genes Bcl2 and Mcl1, uncovering a role for UbH2A level control in PSMD14-mediated 

melanoma proliferation and survival.  

The dynamics of histone post-translational modifications is a major non-genetic mechanism 

observable during therapeutic treatment, we show for the first time that the level of UbH2A follows the 

tumor efficacy of therapies targeting the oncogenic MAPK pathway (BRAFi/MEKi). Modulation of UbH2A 

and PSMD14 levels altered both early response and the occurrence of refractive cells to targeted therapy 

in vivo. Hence, we showed the persistent anti-tumor effect exhibited by PSMD14 (PSMD14i) inhibition could 

be efficiently administered together with BRAFi/MEKi, suggesting a new combination therapy for 

melanoma. These findings imply that UbH2A level serves as key node linking several markers of PSMD14-

mediated cell proliferation and highlights a pivotal impact in targeting post-translational alterations of H2A 

in melanoma treatment. 
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Proteasomal deubiquitinating enzyme PSMD14, as a critical gene for proliferation/survival and as a 

prognostic factor in melanoma. 

We undertook an unbiased genetic screen to identify deubiquitinating enzyme superfamily 

members (DUBs) that melanoma cell proliferation and survival. We used 501Mel cells as a representative 

BRAF mutated melanoma cell line harbouring a proliferative phenotype (Widmer et al., 2012). A human 

DUB siRNA library consisting of pools of four oligonucleotide sequences targeting 98 human DUBs 

(Dharmacon siGENOME® SMARTpool® siRNA Library- Human Deubiquitinating Enzymes) and non-targeting 

siRNAs were transfected into 501Mel cells and cell proliferation was followed for 72h by live-cell imaging 

of cell confluence (Figure 1A). We then assembled our results into a rank order based on the effect of each 

pools of siDUBs on cell proliferation at 96h compared to the mean of non-targeting control siRNA conditions 

(Figure 1b). Importantly, our screen confirmed the importance of USP14 for the regulation melanoma cell 

proliferation in agreement with our previous studies (Didier et al., 2018), thereby validating our approach. 

Nevertheless, the knockdown of 7 additional DUBs, resulted in a more severe inhibition of 501Mel cell 

proliferation after 72h (>50% inhibition of cell proliferation). Utilizing the Achilles data (DepMap Public 

20Q3), which provides the genome-wide CRISPR knockout screen data, shows that out of the 7 screening 

genes, PSMD14 (also known as RPN11 and POH1) scored the most negative CERES, which indicates its role 

as an essential gene for cell viability in melanoma cells (Figure C) (Tsherniak et al., 2017). In addition, 

PSMD14 is essential in pan-cancer cells as well particularly in melanoma cells (Figure supp A). PSMD14 is a 

Zn2+-dependent metalloisopeptidase of the JAMM family, an intrinsic component of the 19S regulatory 

particle of the proteasome that prevents the degradation of ubiquitinated proteins but has also been 

recently reported to play a role in tumour growth and melanoma cell migration (Gallery et al., 2007; Spataro 

et al., 2002) (Yokoyama et al., 2020). We therefore hypothesized that PSMD14 may constitute a key 

contributor of melanoma biology and therapeutic response. Differential mRNA and protein expressions 

from both GEPIA and HPA databases revealed that PSMD14 was upregulated in melanoma tissue samples 

compared to normal tissue samples (Figure 1 supp B/C). Analysis of expression in public datasets (GSE8401 

and GSE46517) further revealed an elevated expression of PSMD14 in malignant melanoma as compared 

to primary melanoma (Figure supp D). PSMD14 expression was also significantly correlated with melanoma 

progression as indicated by the higher expression detected in metastatic melanoma compared to benign 

skin lesions (nevi) (Figure supp1 E). TCGA dataset analysis reveals that PSMD14 is altered in 9% of melanoma 

cases with predominantly higher RNA levels and high PSMD14 levels were also significantly associated as 

poor outcomes in melanoma patients (P=0.0079) (Figure supp1 E, Figure 1 supp1 F). Finally, GSEA analysis 

conducted on TCGA melanoma patient gene expression datasets indicated that PSMD14 levels are 

positively correlated with gene signatures of cell cycle checkpoints, cell proliferation and metabolic 

pathways, pathways that have been implicated in melanoma progression (Figure 1 supp1 H). Together, 
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these results identify PSMD14 as a novel potential target, as prognostic factor and may play an important 

role in melanoma pathogenesis. 

Previous studies have shown that PSMD14 confers a growth advantage in several types of cancer including 

melanoma (Chen et al., 2017; D'Arcy et al., 2015; Gallery et al., 2007; Luo et al., 2017) (Yokoyama et al., 

2020). To further investigate the role of PSMD14 in melanoma, we knocked down PSMD14 in BRAF mutant 

cell lines 501Mel and A375 by using three independent siRNA sequences and monitored cell proliferation 

by live-cell imaging. Consistent with the results of our screen, all three siPSMD14 sequences severely 

reduced melanoma cell proliferation after 30h to 48h of transfection (Figure 1 D/E). Growth inhibition 

induced by PSMD14 depletion was associated with the downregulation of the cell-cycle dependent kinase 

CDK2 and a strong induction of the CDK inhibitor p21Cip1 (Figure 1D). A massive accumulation of 

polyubiquitylated proteins was also observed in PSMD14 depleted melanoma cells (Figure 1 supp I), in 

agreement with previous studies that have attributed to PSMD14/RPN11 a major role in deubiquitination 

and proteasome-mediated protein degradation (Verma et al., 2002). Clonogenic growth is a hallmark of 

malignant cells.  We therefore performed a colony formation assay with melanoma cell lines depleted or 

not of PSMD14. Compared with cells transfected with control siRNA, A375 and 501Mel cells transfected 

with PSMD14 siRNAs were no longer capable of forming colonies after 7 days, indicating that PSMD14 

expression is required for melanoma clonogenic growth (Figure1 suppJ/K). We next examined the role of 

PSMD14 on cell survival of a collection of melanoma cell lines with diverse mutational status and metastatic 

potential and representative of three major subtypes of melanoma based on the frequency of BRAF, NRAS 

and NF1 mutations (Cancer Genome Atlas, 2015). PSMD14 was knocked down in seven melanoma cell lines 

harbouring activating mutations in BRAF (WM793, WM9, G361) and in NRAS (Sbcl2, WM2032) or 

hemizygous deletion of NF1 (MEWO), as well as in two short term cultures from metastatic melanoma with 

BRAFV600E mutations (M029 and MM099) (Figure 1F). After 72h the crystal violet staining of cell cultures 

was quantified. Compared to siCtrl, we found that PSMD14 depletion strongly reduced melanoma cell 

viability regardless of the type of oncogenic driver mutation and regardless of their transcriptional cell state 

and their metastatic potential. PSMD14 is apparently required for the proliferative function of melanoma 

cells, so the acquisition of PSMD14 overexpression in A375 is sufficient to promote proliferation and long-

term colony formation (Figure 1 supN & Figure 1 sup O). Conversely, the introduction of the mutant version 

of PSMD14, with a substitution of the two reactive histidines of the MPN/JAMM motif (His113/115Ala) 

(Figure 1 supp L), prevents cell proliferation and the emergence of cellular clones ( Figure 1 supp N/O/P). 

Western blot profiling shows that both wild type and mutant protein levels of exogenous PSMD14 were 

clearly overexpressed in A375 (Figure 1 supp M). These results suggest that PSMD14 controls melanoma 

cell proliferation, a function that is both dependent on its expression but requires a functional JAMM motif. 

Thus, we investigated PSMD14 activity on melanoma survival by using quinoline-8-thiol (8TQ- PSMD14i  as 
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a selective inhibitor of the JAMM domain of PSMD14, recently described (Perez et al., 2017). PSMD14i 

exhibited the similar 50% inhibition of cell growth (IC 50 - 0.25 to 0.75µM) across a variety of human 

melanoma cell lines (MM099, MM029, Sbcl2, 501Mel, WM9 and MEWO), short-term cultured cells or on 

murine lines (Yumm1.7 and MaNras) (Figure 1G). This result is consistent with those previously reported on 

a melanoma cell from NCI-60 human tumour cell lines (Li et al., 2017) and we report that PSMD14i (8TQ) 

markedly inhibited melanoma cell viability irrespective of the mutational status or the disease stage. 

Western blot reveals mechanism of this sustained dose-dependent inhibition or loss of PSMD14 function is 

responsible for both accumulation of high molecular weight ubiquitin conjugates as previously described 

(Figure 1 supp I/Q), but also induces apoptosis with caspase 3 activation and poly ADP-ribose polymerase 

(PARP) cleavage (Figure 1H) and increased Annexin V/PI propidium labelling analysed by flow cytometry 

(Figure 1 supp R). Evaluation of anti-cancer activity and efficacy of PSMD14i and PSMD14 depletion on a 3D 

spheroid multicellular model results in a significant regression of spheroids size an indicator of proliferative 

inhibition (Figure 1 supp T) and a decline in cell viability through increased incorporation of ethidium 

homodimer-1 from compromised cell membranes and loss of fluorescence of calcein AM marker of 

metabolically viable cells (green fluorescence), whereas the 10-day-old control spheroids remained viable 

(Figure 1 supp S). Thus, regardless of in vitro culture designs, these findings are consistent and point to a 

key function of both PSMD14 activity and its expression on critical tumour cell proliferation and survival 

processes. Apoptosis induction was associated to DNA damage, assessed by phosphorylated histone H2AX 

accumulation at 48h of PSMD14i treatment in the two distinct melanoma lines (Figure 1i) or following 

PSMD14 depletion (Figure 1 supp U) visible by a significant increase of nuclear localized damage foci (Figure 

1J). Keeping in mind a possible translation of our observations to the clinic, we tested the anti-tumoral 

impact of PSMD14i treatment on the tumor growth rate of Yumm1.7 cells and MaNRas cells , which derive 

from BrafV600E/Pten null/cdkn2a null mice (Meeth et al., 2016) and NRasQ61K mice (Petit et al., 2019), 

respectively, after s.c. injection in C57BL/6 mice (Meeth et al., 2016). Importantly, both Yumm1.7 and 

MaNRAS cells showed similar sensitivity to PSMD14 inhibition compared to human melanoma cells (Figure 

4C). PSMD14i treatment following the formation of tumors of 1 mm 3 in volume, leads to a reduction of 

both Yumm1.7 and MaNRAS tumor growth in tumor growth (Figure 1 K). Immunostaining analysis of 

YUMM1.7 tumor sections following PSMD14i treatment compared to control tumor (vehicle) is associated 

with decrease in proliferation markers (Ki67) and conversely an increase in apoptotic and DNA damage 

markers, cleaved caspase 3 and g-H2AX respectively (Figure 1 L).  Altogether, these results demonstrate 

that PSMD14 plays a critical role in melanoma cell survival in vitro and in vivo regardless of the oncogenic 

mutation. 

 

PSMD14 interact and modulated UbH2A  
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Overall, many questions remain on the mechanisms by which PSMD14 affects melanoma cell 

homeostasis, fate, proliferation, and survival. Some of these functions may be related to the proteins that 

PSMD14 interacts with. To identify new candidate PSMD14 interaction partners and further investigate the 

molecular function of PSMD14, we subsequently performed immunoaffinity purification experiments in a 

human malignant melanoma A375 cell line stably express HA-PSMD14 or HA-GFP followed by a mass 

spectrometry (MS) proteomics approach. The MS raw files acquired with data MaxQuant Software have 

identify 705 distinct interacting proteins in triplicate proteomics analysis of every condition represented by 

at least one unique peptide. The results plotted several significant differences in protein abundance 

between HA-PSMD14 and HA-GFP expressed sample (Figure supp 2A). We establish an ontological 

enrichment analysis of PSMD14-associated proteins after immunoprecipitation. The analysis of gene 

ontology (GO) significantly shows a significant clustering of biological process associated with protein 

deubiquitination (GO:0016579), proteasome assembly (GO:0043248) with identification of constituent of 

protein proteasome like PSMD7,PSMD6,PSMD12,PSMD11,PSMD13 which is consistent with the results 

reported previously in yeast proteasome (Lander et al., 2012). Further, Protein functions associated with 

chromatin remodelling and DNA damage (GO:0006342: chromatin silencing ; GO:0006303 : double-strand 

break repair via nonhomologous end joining, GO:0040029 regulation of gene expression, epigenetic) 

included included several histone implicated in chromatin structure and modification (H2A.H2AFX, H2B, 

H3B,H4) (Figure 2A). This Proteomic analysis suggests that PSMD14 may be involved in epigenetic regulation 

such as DNA/RNA or histone modification and chromatin remodeling. Based on the list of specific hits, 

STRING analyses of newly-identified, known, and predicted protein–protein-interactions of PSMD14 and its 

binding partners revealed a network of proteasome assembly and histone proteins with abundant 

functional relations between most members identified (http://string-db.org) (von Mering et al., 2005) 

(Figure 2B). PPi analysis, revealed multiple PSMD14-associated complexes outside to proteasomal assembly 

which suggest previously unknown functions of PSMD14. Additionally, the STRING network analyses placed 

Histone variant in a functional node with proteasome assembly and PSMD14 as well as other proteins 

involved in DNA replication and repair. Moreover, the mass spec results revealed increased potential 

interactions of PSMD14 with metabolic enzymes (ALDO, ENO1), ribosome complex (e.g., eEF1A1, Rps11, 

Rps27A), and components of the cytoskeleton (complete list in the suppl). No such peptide was identified 

in control enhanced GFP pulldowns, strongly suggesting the specificity of the interaction partners. Histone 

ubiquitination is a critical epigenetic mechanism regulating DNA-driven processes such as gene 

transcription and DNA damage repair. Moreover, H2A and ubiquitination state has been implicated in 

tumorigenesis and melanoma progression (Rai et al., 2015) (Barbour et al., 2020). To further support this 

deduction of the potential interaction of PSMD14 with histone variant proteins, we exploited analysis from 

recently published PSMD14 interactome dataset in two cancer types (Wang et al., 2019) (Sun et al., 2021a). 

Exploitation of these datasets reveal that histones are found to interact with PSMD14, suggesting conserved 
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patterns of interaction between histone proteins and PSMD14 in several cancer types even in the 

chromatin-bound histones fraction in yeast (Challa et al., 2021) (Figure 2C). This finding led us to 

hypothesize that PSMD14 might interact with variant histone H2A and facilitate histone deubiquitination 

and acts as the inverse role of the main E3 ubiquitin ligases, known to mediate monoubiquitination of H2A 

and transcription repression (Figure D). To address H2A binding to PSMD14, co-immunoprecipitation assays 

were performed A375 cell line expressed HA-PSMD14 proteins. In addition to a number of proteins known 

to co-immunoprecipitate with PSMD14, PSMD12 and PSMD7 , we identified H2A  partners as PSMD14-

interacting protein candidates (Figure 2 E).  Furthermore, interactions between PSMD14 and H2A was 

tested by the pull-down HA-based assay using Flag-tagged H2A and HA-tagged PSMD14 in HEK. As shown 

Figure 2F, HA-PSMD14 was purified by HA-beads, more importantly, Flag-H2A was also pulled down with 

PSMD14, confirming the direct interaction between PSMD14 and histone H2A. Taken together, these data 

suggest that H2A is a bona fide interactor of PSMD14 and showed that it is not specific to melanoma cells. 

we next investigated whether the level ubiquitination conjugates to H2A was specifically due to the catalytic 

DUB activity of PSMD14. Although ubiquitination has been observed on H2A lysine residues K129 and K15, 

ubiquitination predominately occurs on H2A lysine residue K119 (abbreviated as UbH2A). we generated 

PSMD14-protease inactivated H113A/H115A (Histine substituted termed JAMMM), two-point mutations in 

zinc-binding protein that contains JAMM motif which abrogated deubiquitination, previously describe like 

catalytically dead mutants of PSMD14 (Gallery et al., 2007) (Verma et al., 2002). The transfection of wild-

type PSMD14 in HEK cells decreased UbH2A levels, which is up regulated after 6h of PSMD14i treatment. 

In contrast, transfection of HA-PSMD14 JAMMM mutant maintained hight level of UbH2A compared to 

wild-type form (Figure 2G). In addition, melanoma cells treated by PSMD14i (8TQ) resulted on up regulation 

of UbH2A level in both dose and time dependent manners but did not affect H2A level (Figure 2H). 

Conversely, PSMD14 depletion increase the abundance of UbH2A (Figure 2I), independent to proteasome 

activity, after MG132 treatment (Figure 2G), suggesting PSMD14 level and deubiquitination-associated 

enzymatic activity regulates levels of H2A ubiquitination independently of its intrinsic role in the 26 

proteasome system. This result was in agreement with previously observations obtained in HEK cells, as 

PSMD14 be part of DUBs family identified to be able to deubiquitinate H2A in vitro (Li et al., 2019b). We 

demonstrate that PSMD14 levels and its activity mediate this balance between hypo- and hyper-

H2AK119ub1 

PSMD14 depletion-related cell death depends on UbH2A level  

PSMD14 appears to be a novel compound modifying the H2A ubiquitination (UbH2A) state, which 

remained a critical epigenetic mechanism to control chromatin-based nuclear processes such as gene 

transcription, DNA Replication and Repair and has an impact on the transduction of essential intra-cellular 

signals for cell proliferation and survival(Cai et al., 2021). To integrate the transcriptional role of PSMD14 
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dependent on H2A ubiquitination in proliferation and survival, we reused publicly available data from the 

studies of Zhang et al 2017 and He at al 2019 on gene silencing induced by histone H2A ubiquitination (He 

et al., 2019) (Zhang et al., 2017). We selected 27 genes for which a Gene Ontology (GO) analysis shows their 

involvement in regulatory apoptotic process (MCL1, BCL2, STEAP3, KCNMA1, TNFRSF19, TNFRSF10A, NF2, 

JAK2, DKK1, TBX3), initiation and transcription (TGFA, SOX2, HMGA2, NFATC1, NFATC2), cellular 

metabolism (HMGA2, PFKFB3), cell proliferation (WNT10, SPP1) and the homeotic genes (HOXC4, HOXA1, 

HOXB1, HOXD11, HOXB7) (Figure 3A supp).  The identification of candidate genes is based on the occupancy 

of transcription initiation sites by binding of the ubiquitinated form of H2A by immunoprecipitation and 

chromatin sequencing (ChIP-seq) and are significantly involved in melanoma progression from previous 

data related to PSMD14. Using the TCGA dataset, the signature of UbH2A regulated genes are positively 

correlated with PSMD14 expression (R =0. 37443 p= 3.329e-17) (Figure 3A). conversely this gene set 

signature of UbH2A binding appeared to correlate negatively with RNF2/Ring1B expression the subunit of 

the repressive Polycomb 1 complex (PRC1) that catalyses the ubiquitination of H2A (R=-0.3251 p 3.972 e-

13), indicating that PSMD14 and RING1b are most likely functioning in the same pathway in opposite 

directions to regulate the expression of these genes (Figure supp 3B). Subsequently analysis of a set of 

UbH2A-dependent genes are found to vary in expression according to PSMD14 expression and activity, so 

acquisition of the wild type of PSMD14 in A375 enhances the expression of these genes and are reduced by 

the mutant form of PSMD14 (JAMMM) (Figure 3B). This result is consistent not only at the transcript level 

but also at the protein level, with expression of the wild type of PSMD14 as compared to the control or 

mutant vector (JAMM) resulting in an increase in MCL1 expression coupled with a decrease in the levels of 

H2A ubiquitination (UbH2A) (Figure 3C). In addition, MCL1 expression is dependent on PSMD14 dose-

expression associated with the degree of H2A ubiquitination (UbH2A) (Figure 3D) in HEK (Figure 3D). This 

PSMD14 and MCL1 proteins correlation was also found in 30 distinct melanoma strains (r =0.362 p-value 

6.64e-.2 depmap.org/), also in most of the TGCA cancer lists (Figure supp C & D). MCL1 is an anti-apoptotic 

protein and high expression in melanoma cells is related to tumour progression as well as to targeted 

therapy resistance (Fofaria et al., 2015). In an examination of the amount of MCL1 protein and messenger 

as well as the UbH2A-dependent gene set are impaired upon depletion of PSMD14 in A375 (Figure 3E and 

3F). Subsequently, we sought to address the extent to which the ubiquitination of the H2A variant is 

functionally involved in PSMD14 depletion-induced death and proliferation arrest. The RING1B ubiquitin 

ligase (RNF2) known to promote ubiquitination of H2A, was knocked out in melanoma cells lacking PSMD14 

leading as readout a drop of ubiquitination level of H2A (Figure 3G). This dual inhibition, as compared to 

PSMD14 depletion, resulted in a significant decrease in cell death visualised in real time (Figure 3H) also a 

reduction of apoptotic markers such as PARP cleavage and restoration of protein expression of MCL1 and 

BCL2 (Figure 3G). In addition, the proliferative assay performed on three distinct melanoma lines shows 

that a combined PSMD14 and RNF2 depletion appears to partially reverse the arrest of proliferation 
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induced by PSMD14 deletion alone or relative to the control (Figure 3I). Overall, these results indicate that 

the PSMD14-related cell death mechanism is mediated by UbH2A-dependent transcriptional control of 

survival genes. 

PSMD14/UbH2A axis are implicated in MAPK inhibitor response. 

As we have shown that PSMD14, by modulating the ubiquitinated form of the H2A variant, 

promotes melanoma proliferation and survival, we next asked whether this axis contributes to the 

melanoma response to MAPK inhibition. Functional enrichment of genes in eleven melanoma cell lines 

exposed to MAPK pathway inhibitor from the GSE98314 data set, using GO annotation of Biological 

Processes (BP) revealed, common network previously observed an up-regulation of the fatty acid-related 

metabolic process or down-regulation of the most significantly enriched genes in the category of glycolysis, 

cell cycle, DNA repair process, followed interestingly by the GO family associated with deubiquitinase 

proteins (GO:0016579) NES = -2.030 P = 3.01E-16) and UbH2A signature genes (NES = -1.79 , P =0.000081) 

(Figure 4 - Figure 4A supp) (Ryu et al., 2011) (Ahn et al., 2019). To provide a more detailed overview of the 

expression patterns of gene specific of deubiquitinas proteins ontology, the heap-map of the hierarchical 

expression genes found that in elven melanoma, BRAFv600E pathway affect drastically PSMD14 expression 

(Figure 4B). Similar observation on PSMD14 expression is significantly down regulated on data set 

(GSE35230) from melanoma cells under mono and/or combo therapy targeted therapy to MEK1/2 Kinase 

inhibitor (GSK212-trametinb) with BRAF inhibitor (GSK436-BRAF inhibitor) (Figure 4B Supp) (Greger et al., 

2012). Besides bioinformatics analysis, we showed that PSMD14 level was dramatically down regulated 

after exposure to combination of BRAFi and MEKi in A375 cell line. This diminution is visualized to protein 

level but also in mRNA level after melanoma cell treatment with BRAFi/MEKi (Figure C et Figure C supp). To 

investigate the degree of correlation between the level PSMD14 and UbH2A and whether an increase in 

target therapy in melanoma concentration affects this degree. We further examined the effect of 

combination on the ubiquitylation of endogenous H2A and the level of PSMD14. We observed under dose 

dependant treatment of BRAFi/MEKi which induce a progressive strong inhibition of P-ERK1/2 we observe 

a up regulation of ubiqtuined form of H2A and a down regulation of PSMD14 (Figure 4C). Furthermore, the 

level of UbH2A and the diminution of PSMD14 is associated to the degree of viability induce by combination 

BRAFi/MEKi and apoptosis (Figure 4Dsupp). To analyze the effect of the increased of MAPKi concentration 

on cell growth and death, we monitored cellular density in the absence or presence of the inhibitor over 2-

day period using Incucyte system (Figure 4D supp). Compared with the low dose, highest dose combination 

which induce strongly up regulation of UbH2A level in A375 associated to stop in cell proliferation and had 

an enhanced effect on cells death. Thus, we suggested that ubiquitylation of H2A Is an important event in 

BRAF signalling pathway and in response to target therapy. To further elucidate the function of 

PSMD14/UbH2A after BRAF signalling treatment, we explored whether the change in the ubiquitylation of 
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H2A plays a role in response to drug treatment. To manipulate the level of UbH2A in cells, the reduction, 

or the up regulation of global UbH2A level is maintained after in RNF2(RING1B) and PSMD14 down 

regulation respectively and A375 are exposed to BRAF inhibitor and MEKi for 48h (Figure 4D). Exposing 

parental sensitive cells to RNF2 depletion reduced the efficacy of BRAF/MEK inhibition, and these effects 

were most significant after 14 days (Figure 4B supp) and produces drug tolerance. Inversely effect is 

observed in PSMD14 depleted melanoma cells with absence of persistence and resistance cell line 

apparition in long-term BRAFi/MEki treatment (Figure 4D supp & Figure 4F supp ). We next examined 

combination treatment with vemurafenib/cobimetinib and PSMD14 depletion in melanoma cells. The 

combined treatment significantly enhanced apoptosis, visualized and quantified by an increase in real time 

cell death marker (Figure 4E/4Esupp) associated with PARP cleavage coupled with an elevated level of 

UbH2A compared to either agent alone upon short term treatment with mitogen-activated protein kinase 

(MAPKi) inhibitor (Figure 4F). Moreover, PSMD14 inh in combination with and BRAFi/MEKi treatment also 

significantly have a synergic effect on melanoma cell lines (Figure 4G supp) and associated with a 

concomitant decrease in the size of the colonies after long treatment (Figure 4H /Figure 4Fsupp). At this 

stage, we are trying to establish the possibility of PSMD14 as a gene implicated for monitoring BRAFi 

resistance and relapse due the control of transcriptional network governed by UbH2A. To further 

investigate the function of PSMD14 in the modulation of melanoma response to MAPKi. A375 melanoma 

cells stably overexpressed PSMD14 under dose dependant of the combination BRAFi/MEKi are less sensitive 

to compared control A375 GFP melanoma cells (Figure 4G). Moreover, ectopic expression of PSMD14 

significantly stimulate the colony formation capacity of melanoma cell lines in the presence of BRAFi/MEKi 

over the 21-day experimental time course (Figure 4H). Importantly, the colony number was reduced by 90% 

in cells expressed PSMD14 mutant form or under PSMD14i following BRAFi/MEKi treatment, indicating a 

synergistic effect upon combined inhibition of BRAF and PSMD14 (Figure 4H). Relationships between 

PSMD14 genes and MAPKi response, have been provide by using assistance web cellMinerCDB 

(https://discover.nci.nih.gov/cellminercdb/). PSMD14 expression significant negative correlated with BRAF 

inhibitors (Vemurafenib- 761431 r=-0,.83, p=0.0059) in The National Cancer Institute 60 (NCI-60) cell line 

datasets in skin melanoma suggested that PSMD14 expression as a causal determinant of response to 

MAPK-targeted anticancer agents (Figure 4Hsupp). In order to ascertain the hypothesis, the role of PSMD14 

in melanoma to therapeutic response we evaluated PSMD14 expression in differentiated lines (M229 and 

M238 – GSE75299) were exposed to chronic exposure to BRAFi and analyzed at different days of treatment 

until resistance acquisition (Song et al., 2017). We observed in both cell lines a down regulation of PSMD14 

in early response and increased during the phase of drug-tolerant proliferating persister cells until arrive to 

similar level or upper in resistance phase (Figure 4I). Western blot analysis of PSMD14 have been performed 

in A375 during early, adaptive proliferative and resistance phase to MAPKi. Like previously, in the first phase 

treatment PSMD14 is down regulated associated to an increase of UbH2A, this ration is established in 
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adaptive/proliferation phase (Figure 4J). Moreover, similar result are observed on published scRNA-seq 

data analysis from BRAF-mutant PDX model undergo-ing BRAF and MEK inhibition, PSMD14 expression are 

significantly down regulated on correlation with UbH2A signature genes during the initial phase treatment 

and and partially or totally restored during in resistant melanoma cell (GSE116237) (Rambow et al., 2018) 

(Figure 4K). To evaluated the clinical relevant setting of the axis PSMD14 /UbH2A in melanomas from 

patients who develop acquired resistance to MAPK inhibitor treatment, we compared their expression 

levels pre- and post-treatment tumour biopsies, following progression on treatment (GSE65186) (Hugo et 

al., 2015). The expression UbH2A signature genes are significantly increased in relapse samples and 

PSMD14 is increased in 44% of patient resistant to MAPKi treatment (48%, n = 21) (Figure 4Isupp). Given 

the importance of genes signatures implicated in melanoma phenotype switching acquired resistance to 

BRAF inhibition (Tsoi et al., 2018). Thus by using the TGCA data base, PSMD14 expression is on inverse 

correlation to melanocyte differentiation markers Dopachrome Tautomerase (DCT), Melan-A/MART1, 

Tyrosinase (TYR), tyrosinase-related protein-1 (TYRP1); and positively correlated with melanoma-initiating 

cells NGFR and the receptor tyrosine kinase AXL (Figure 4J supp). Many of these genes have been associated 

with both enhanced tumor invasion and resistance to MAPK pathway inhibitors (Muller et al., 2014) 

(Konieczkowski et al., 2014). Moreover, Among 52 cell lines previously categorized on their differentiation 

states (Undifferentiated, Neural crest-like, Transitory, or Melanocytic - 

http://systems.crump.ucla.edu/dediff), PSMD14 expression is significatively expressed in dedifferentiated 

cells (Figure 4Ksupp) suggested PSMD14 role in MAPKi melanoma response (Tsoi et al., 2018). To translate 

the bench results into clinical practice, the effect of PSMD14i in melanoma cell in combinaison with 

BRAF/MEK inhibitors was further explored. The in vivo experiments showed that compared with vehicle or  

MAPKi, the combined administration of MAPKi and PSMD14i significantly inhibited the early response 

growth of xenografts and relapse phase observed on MAPKi treatment alone, suggesting that PSMD14i 

improved the chemotherapeutic efficacy in melanoma (Figure 4L). Overall, these findings indicate that 

PSMD14 inh could serve as a promising adjuvant to increase target therapy in melanoma. Together, these 

data in vivo and in vitro support the modulation of PSMD14/UbH2A genes signature in contribute to 

relapse, suggesting their involvement in establishing drug-tolerant and/or resistant phenotypes in vivo. 

Finally, based on cellular, biochemical and bioinformatics approaches, we propose a novel biological role 

for the deubiquitinating enzyme PSMD14 to interact and modulate histone H2A ubiquitination, an 

epigenetic player of transcriptional repression involved in melanoma cell survival, DNA damage and 

proliferation (Figure 4M). Sustaining low levels of H2A mono-ubiquitination, by high levels of PSMD14, both 

maintains and contributes to improving cell survival and MAPK targeting therapy resistance. Conversely, 

deep PSMD14 downregulation coupled with increased UbH2A leads to cell proliferation arrest, death, DNA 

damage and synergizes with MAPK-targeted therapies by significantly affecting the initial response to 

treatment and reduces the appearance of resistant melanoma cells (Figure 4M).  
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Discussion 

Since altered progression of the cell cycle leading to uncontrolled proliferation remains a 

fundamental feature of melanoma (Shen et al., 2014) (Hanahan, 2022), our targeting to this vulnerability 

spot using a library of siRNAs directed against Deubiquitinases (DUBs) in vivo remain on an interesting 

approach both for their involve of key actors of cell cycle regulation (Park et al., 2019) (Ohanna et al., 2022) 

and for developing novel therapeutic agent against cancer, particularly melanoma (Xu and McArthur, 2016) 

(D'Arcy et al., 2015). Considering the role of protein deubiquitination processes, the reverse process of 

ubiquitination is a post-translational modification, which affects almost all cellular functions such as 

apoptosis, cell cycle progression and transcription. The DUBs contribute to the removal of ubiquitin from 

target proteins and are implicated in the maturation, recycling and modification of ubiquitin. There is 

growing evidences linking deubiquitinating enzymes (DUBs) to melanoma progression and dissemination 

(Didier et al., 2018) (Ohanna et al., 2022). In this study, we have identified and investigated the top-ranked 

gene from genetic screening combined with directed bioinformatics analysis that out of the seven DUB 

families, zinc metalloprotease PSMD14, a 19S regulatory particle subunit of 26S proteasomes, has a crucial 

and essential role in melanoma cell proliferation/survival processes and its expression was related to 

melanoma grade and poor prognosis. PSMD14 research has been documented to be involved in the 

tumorigenesis of many cancers and recently in melanoma however its mechanism of action has not yet 

been uncovered (Yokoyama et al., 2020). 

initially described PSMD14 is alone essential in Saccharomyces cerevisiae and mammals, both in 

terms of deubiquitination activity and its stabilizing role in proteasome structure (Verma et al., 2002) 

(Gallery et al., 2007). Our assay has identified USP14 which is another proteasome-related DUB that was 

previously investigated by our team (Didier et al., 2018). The loss of USP14 is linked to an anti-proliferative 

phenotype in melanoma cells. However USP14 has less weight on the anti proliferative effect than PSMD14 

which is part of the proteosome subunit. This suggested that despite a similar effect on proliferation, USP14 

has functions distinct from those of the proteasome constituents. This is consistent with reports that USP14 

and PSMD14 are in competition to bind the substrate ubiquitin signal with differing ubiquitin release 

kinetics (Bashore et al., 2015). As suspect, PSMD14 function on proliferation and survival was initially and 

fundamentally highly conserved during evolution (Maytal-Kivity et al., 2002). We sought to knock down 

PSMD14 in various types of melanoma carrying mutations and all attempts led to cell death after 5 rounds 

of doubling. In vivo experimental data analysis shows that PSMD14 is one of the hits whose inactivation 

leads to the dramatic inhibition of tumor growth in the two metastatic melanoma PDXs carrying BRAF 

(MM27) or NRAS (MM13) mutations (Granieri et al., 2022). These data support the role of PSMD14 as an 

oncogene in melanoma, in a genetic background independent manner. Most recently, with a genome-wide 
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RNA interference (RNAi) screen in A375, PSMD14 was one of 622 genes whose alteration was shown to be 

essential for melanoma survival along with cell cycle, translation and ribosome regulators (Smith et al., 

2022). Bioinformatic examination of a wide range of PSMD14 knockout cancer cell lines indicated PSMD14 

to be an essential gene for cell survival (Meyers et al., 2017) (Doherty et al., 2022). As an aside, two 

additional DUBs PRPF8 and USP36 have been identified in our screen and have been reported to be 

essential for proliferation in cancer cell lines within the DepMap (Doherty et al., 2022). Both of these non-

proteasome candidates correlate respectively with splicing factors and control the stability of MYC (Sun et 

al., 2015)  or EZH2 (Histone-lysine N-methyltransferase) (Li et al., 2019a) and may present for similar 

functions to PSMD14 identical substrates or part of the same interaction network in the PPID data or co-

dependent relationships in the DepMap, providing additional confidence in the validity of our approach and 

subsequently to be considered promising therapeutical targets in melanoma. 

 Furthermore, we report the direct impact of PSMD14 deletion and study the essentiality on specific 

cancer cell types. By comparing DepMap data between collections of cell lines that had been split based on 

tissue of tumor origin, PSMD14 has a greater impact on the proliferation of melanoma cell lines than any 

other tumor type in the DepMap. Our results suggests the value of further examining PSMD14 in skin cancer 

and points to its pivotal role in the proliferation and survival within melanoma cells. 

We examined the prognostic potential value of PSMD14 in melanoma and report that both RNA 

and protein expression levels were significantly higher in tumor tissues than in normal tissues using GEPIA 

and Proteine Atlas online database analysis on immunohistochemical data. In two independent datasets 

the expression data of PSMD14 shows a notable profile difference in metastasis tumors compared to 

primary tumors/nevi. This result is reinforced by the identification of PSMD14 mRNA changes by in situ 

hybridization (ISH/TMA) in melanoma samples as compared to normal tissues and belongs to the previously 

described DuBs such as USP10, USP11 and USP22, which are associated with a more aggressive and invasive 

phenotype related to clinico-pathological parameters (Luise et al., 2011). However, no such parameters as 

Breslow depth value, T/N/M stages and Clark level, have been associated with PSMD14 expression. In our 

screening these DUBs have no impact on the proliferation of melanoma cells. The expression of PSMD14 as 

a bad prognostic is not restricted to melanoma but is found in several types of human cancers, including 

hepatocellular carcinoma (HCC) (Lv et al., 2020) esophageal squamous cell carcinoma (ESCC) (Jing et al., 

2021b), osteosarcoma (Gong and Wei, 2022) lung adenocarcinoma (Zhang et al., 2020) and breast cancer 

(Lee et al., 2022), This suggests that PSMD14 could be considered as an emerging biomarker potential 

prognostic marker to forecast metastatic potential and therapy response. Yet, due to the uncharacterized 

direct substrates of PSMD14, the underlying mechanisms by which PSMD14 inhibition exerts anticancer 

effects are unclear and remain uncertain in melanoma. 
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Molecular events proposed in previous studies implicates PSMD14 in tumor cells able to alter the 

stability of key players involved in cell cycle/senescence and survival pathways such as the transcription 

factor E2F1 (E2F1) and its target genes survivin and forkhead box M1 (FOXM1) in hepatocellular carcinoma, 

lung carcinoma (Byrne et al., 2010) (Wang et al., 2015) (Jing et al., 2021a), the ErbB2 receptor (Liu et al., 

2009), c-jun (Nabhan and Ribeiro, 2006), the microphthalmia-associated transcription factor (MITF) 

(Schwarz et al., 2010) and more particularly in melanoma PSMD14 participates in the control of p27Kip1 

(p27) expression by modulating the stabilization and activation of SMAD3 (Yokoyama et al., 2020). Our 

results are consistent with these previous observations, the cell cycle arrest observed in the absence of 

PSMD14 in melanoma cells is enrolled with a decrease in CDK2, MITF, E2F1 mRNA and an increase in p27 

protein. In contrast, the decrease in E2F1 or MITF was transcriptionally driven suggesting that PSMD14 is 

able to have a distinct substrate repertoire depending on the pathology. We show that the presence of an 

intact JAMM motif, the region responsible for the DUB catalytic activity of PSMD14, is necessary to maintain 

melanoma both 2D and 3D proliferation of melanoma cells in vitro. In spite of the extensive evidences of 

PSMD14 controlling cell cycle and tumor growth in various tumors, as well as various molecular pathways, 

the functional roles and specificity of PSMD14 remain to be explored in melanoma. To explore possible 

functional mechanisms involved in melanoma malignant progression related to PSMD14 expression, a co-

dependent genes associated with enrichment analysis (GSEA) from skin cancer TGCA, revealed that high 

expression of PSMD14 is positively associated with cell cycle related gene alterations 

(HALLMARK_G2M_CHECKPOINT and HALLMARK_E2F_TARGETS but also with altered metabolic signatures 

(TORC1/MYC signaling activation). Additional support from DUBpotail (https://labsyspharm.github. 

io/DuBportal) strengthen this notion in a more general context derived from the loss of PSMD14 is not only 

involved in cell cycle (HALLMARK_E2F_TARGETS HALLMARK_G2M_CHECKPOINT) as earlier but also in DNA 

repair ), chromosome organization (GO:0005694) and reactome related to epigenetic regulation of gene 

expression (PRC2 methylates histones and DNA). Previous reports have highlighted that among 19S 

subunits, specifically PSMD14 by localizing to DNA damage sites and engages in correct coordination of DNA 

damage response protein assemblies (Wang et al., 2009) (Tsolou et al., 2012).Likewise, we proved PSMD14 

participates in the maintenance of genome integrity by affecting the phosphorylation (S139) of γH2AX. 

γH2AX, is a variant of the core histone protein H2A at the onset of DNA DSBs can respond to DSBs. γH2AX 

has been considered to match the characteristics of a DNA damage sensor (Sharma et al., 2012). Under 

PSMD14 depletion, γH2AX foci persist over time, with greater accumulation after 48 h even without 

exposure to DNA damage induction. the same result is achieved upon inactivation of its activity using 

PSMD14i (capzimin). This supports PSMD14 function in both replication and/or repair of endogenously 

generated DNA damage. In combination with serious cell damage, loss of cell viability dependant to PSMD-

14 leads to dysregulation of apoptosis by increasing the protein levels of p53 and its targets such as p21 

with PARP and caspase 3 cleavage, which have been previously identified in other cancer models. (Luo et 
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al., 2017) (Wang et al., 2018). We found cell death not affected by z-VAD (an inhibitor of apoptosis) or ROS 

inhibition but partially by the P53 pathway, a mechanism previously reported (Wang et al., 2018). We are 

not ruling out dependencies on pathways modulating cell death such as Paraptosis recently implicated by 

PSMD14 independently of its action on proteasome (Lee et al., 2022).  

While in other cancers the cell cycle arrest/cell death and DNA damage phenotypes induced by loss of 

PSMD14 have been described, no research has investigated the underlying molecular mechanisms by 

interrogating the proteomic network of PSMD14 protein-protein interaction in melanoma. We report the 

identification of numerous substrate proteins of PSMD14 and particularly its interaction with histone 

variant H2A by participating in the control of the abundance of the monoubiquitination level on lysine 119 

(K119), plays an important role in melanoma proliferation and survival. The PSMD14-related interactome 

reveals links to numerous variant histone proteins including macro-H2A.1 (H2AFY), HIST1H4A, HIST1H2AH. 

These variant histones package eukaryotic DNA into nucleosomes and undergo numerous post-

translational modifications (PTMs) that regulate all processes mediated by chromatin dynamics, including 

transcription, DNA repair and replication (Bowman and Poirier, 2015). To strengthen this finding, by mining 

two existing large-scale PSMD14 protein-protein interaction databases in cancer cells as well as the Biogrid 

reference database (https://thebiogrid.org/115508/table/homo-sapiens/psmd14.html), histone variants 

appear among the candidate interactors. We therefore validated the histone variant H2A as a target protein 

of PSMD14 . Intriguingly, these findings are consistent with the evidence of PSMD14 localization in the 

nucleus (and physical interactions with proteins enriched in heterochromatin or recruited to the chromatin 

fraction following DNA damage (Zukowski et al., 2019) (Challa et al., 2021). The proteomic analysis 

associated with PSMD14 has also identified several polypeptides substantially enriched in isolated H2A 

nucleosomes : BMX (RNA-binding motif protein, X chromosome), SF3B2 (Splicing factor #B subunit 2), SSRP1 

(FACT complex subunit SSRP1). This results  lend further credence to that  PSMD14 is probably associated 

with a complex of proteins that have an affinity for H2A nucleosomes reinforcing its role in H2A chromatin 

remodeling (Zhang et al., 2017). By the way, PSMD14-related interactome analysis reveals an enrichment 

for the PSMD14 protesome partner process previously shown to be essential for melanoma survival (Smith 

et al., 2022), is one of the genes that affects cell viability as well as other major hubs that connect cell 

viability networks to glycolysis (ALDO , ENO1) and RNA translation composed components of the translation 

initiation complex (EIFG4), which may coordinately regulate metabolic and cell viability responses. The 

involvement of several of these interacting proteins will be explored further. One of these PTMs is the 

monoubiquitylation of histone H2A (UbH2A) at lysine 119 occurring on 10% of total cellular H2A. Whereas 

this ubiquitination was observed on H2A lysine (K) residues 129 and K15, ubiquitination occurs primarily on 

H2AK119 (Kalb et al., 2014).  H2A ubiquitination is an epigenetic mechanism by which cells adjust gene 

expression, DNA damage repair, chromatin structure and function, and cell identity and fate. Alterations in 
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histone ubiquitination level regulatory machinery are frequently altered in cancers, including melanoma 

pathology (Jeusset and McManus, 2019) (Mattiroli and Penengo, 2021). To our knowledge Histone H2A 

monoubiquitination is highly dynamic and involves cycles of ubiquitination and subsequent 

deubiquitination. While monoubiquitination of histone H2A by the RING1B/RNF2 ligases belonging to the 

polycomb repressor complex 1 (PRC1) ring finger ligases leads to transcriptionally silent and compacted 

chromatin, many DuBs are involved in the opposite process, among them USP16, USP12, USP21, USP46, 

USP3, USP22 and especially BAP1, MYSM1, USP7 in melanoma (Sparmann and van Lohuizen, 2006) 

(Pijnappel and Timmers, 2008) (Wilms et al., 2017) (Su et al., 2021). Here we report that the ubiquitin-

specific protease PSMD14 acts as a histone deubiquitinase to catalyze H2AK119. Using PSMD14 inactive 

mutant or its pharmacological inhibition as well as its depletion leads to in increased UbH2A levels without 

affected protein levels of BAP1 or USP22, suggesting that although several DUBs share a common substrate 

and appear to play distinct roles in vivo. Since pharmacological proteolytic core inhibition of the 20S 

proteasome did not recapitulate these effects on UbH2A level, we have concluded PSMD14 acts as a new 

regulatory factor of histone H2A variant ubiquitination state through a non-proteasome-dependent 

mechanism. In concern with unraveling the relationship between PSMD14, altered ubiqtuination of H2A is 

these consequences on transcriptional regulation. We issued a positive correlation of PSMD14 with genes 

specifically described to be target of the H2A ubiquitination state called "UbH2A signature". This signature 

inversely correlated with RNF2 (RING1B) belonging to the polycomb repressor complex (PRC1), suggestive 

of a new mechanism on the role of PSMD14 affecting uH2A-related transcription (Zhang et al., 2017). 

Subsequent supplementary genome-wide studies need to be conducted to characterise the UbH2A 

occupancy associated with the PSMD14 removal and the related transactional alterations in the genome 

and understand the functions of UbH2A modulators in melanoma. We have demonstrated that RNF2 

participate in PSMD14 depletion-related cell death and proliferation. We have observed that loss of RNF2 

alone does not impair proliferation of human melanoma cells, in contrast to what is observed in mouse 

cells more susceptible to this disruption (Rai et al., 2015). Deletion of RNF2 restores the degree of UbH2A 

to a basal level and improved viability of melanoma cells lacking PSMD14. H2A monoubiquitination by RNF2 

is established to silence transcription at the promoters of specific genes such as MCL2 and BCL2 (He et al., 

2019) (Cao et al., 2005; Wang et al., 2004). Here, apoptotic phenotype rescue by RNF2 loss in cells lacking 

PSMD14 is marked by re-expression of both BCl2 and MCL2 pro-survival genes. We have ourselves 

ascertained that MCL1protein expression positively correlates with PSMD14 in publicly available expression 

datasets from melanoma. It is important to note that the melanoma cells that express the wild type of 

PSMD14 have higher levels of the pro-survival protein MCL-1. The MCL1anti-apoptotic member has been 

shown in melanoma to be essential for melanoma survival, most refractory to cell death and impact of BRAF 

oncogene signaling (McKee et al., 2013; Tang et al., 1998). Consistent with this idea, acquisition of a gain in 

PSMD14 expression or activity provides a survival advantage in melanoma by promoting Mcl1 expression 
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through uH2A modulation and fully participates in melanoma pathology. Consequently, alterations in the 

level of UbH2A and its transcriptional control may contribute to a more comprehensive explanation for 

melanoma proliferation and cell death lacking tolerance to the loss of PSMD14. Although the question of 

whether and how the proteasome contributes to the regulation of heterochromatin is unclear and requires 

further investigation, some evidence suggests a role in maintaining heterochromatin structure (Qin et al. 

2009). Here PSMD14, a 19S regulatory particle component of proteasomes, could be characterized as true 

chromatin remodeling factors directly involved in histone H2A mono-ubiquitination, a potential non-

proteolytic role in transcription regulation. Further approaches would be interesting in case the H2A 

ubiquitination modification by PSMD14 leads to sequential events such as replacement of canonical 

histones by other histone variants or coexistence of several differently modified nucleosomes bearing other 

modifications. Thus, PSMD14 is able to bind to the JMJD2A protein, a transcriptional cofactor that catalyzes 

the demethylation of histones H3 lysine 9 and 36 (H3K9 and H3K36) (Butler et al., 2012) . Therefore, an 

additional function of PSMD14 related to its level might be to stimulate or repress gene transcription or to 

modulate association with the nuclear receptor co-repressor complex or direct binding to a transcription 

factor such as the tumor suppressor p53 (Wang et al., 2018). In melanoma we find this strong genetic 

correlation between PSMD14 and the chromatin modifiers: JMJD2A and HAT1 (histone acetyltransferase 1) 

reported to participated to cell proliferation (Li et al., 2020), cell death, metabolic rate (Gruber et al., 2019) 

and MAPKi resistance (Bugide et al., 2020).   

Besides mutational landscaping in melanoma, Epigenetic alterations in chromatin through post-

translational modifications (PTM) contribute to cellular plasticity, implying its role in mechanisms of 

therapeutic resistance in melanoma. In spite of a growing interest in the Molecular actors involved in the 

acetylation/methylation of histones leading to the clinical introduction of combination immunotherapies 

or targeted therapies with multiple classes of epigenetic drugs, histone ubiquitination regulation as key 

mecanisms whereby melanoma cells escape and develop resistance remain untested in this context. In this 

context, we proposed that the modification of the ubiquitination level of H2A might participate in both the 

elaboration of genetic diversity, consequently participating in the adaptive process, as well as in genomic 

instability leading to cell death and proliferation arrest. Our findings reveals for the first time that UbH2A 

levels are very dependent upon the dose of the MAPKi/MEKi combination; a strong initial response 

associated with a large increase in UbH2A causes cells to undergo a cell death programme, while at 

suboptimal doses sufficient to switch off the MAPK pathway, a proliferation arrest without the appearance 

of death markers results in a lower level of UbH2A.  Our results show that cells can readily respond 

differently to MAPKi by initially modulating their UbH2A level and thus both bypass cell death and 

proliferation. while molecularly, the role of histone UbH2A has been described in the processes of 

pluripotency, differentiation and cell lineage commitment, this same strategy can be used by melanoma 
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cells to change the transcriptional profile necessary to produce cellular phenotypic diversity (Yang et al., 

2014) (Tee and Reinberg, 2014). Melanoma resistant to therapy commonly undergoes dedifferentiation. 

We have observed that the strongest expression of PSMD14 is characterized by loss of melanocytic markers 

such as MLANA, DCT, and TYR and gain of molecular invasive markers such as NGFR (Fallahi-Sichani et al., 

2017) (Denecker et al., 2014) (Rambow et al., 2018) These findings reshape that notion of a PSMD14 in 

therapy resistance processes observed  and  in invasion pathways previously described in melanoma and 

other cancer types (Sun et al., 2021b) (Yokoyama et al., 2020) . Furthermore, UbH2A genes signature and 

PSMD14 were reported to be modulated during drug treatment and increased in melanoma patients 

progressing after treatment with BRAF ± MEK inhibitor therapy. Modulating components of the regulatory 

UbH2AU axis by depletion of RNF2 or PSMD14 impacts on both the response to therapy and the emergence 

of cell resistance during MAPKi treatment. The occurrence of persistent cells upon treatment is enhanced 

after depletion of RNF2, inversely a total extinction after PSMD14 loss or activity. RNF2 is one of the 

ubiquitinases found to modulate the response to targeted therapies, and its loss of function promotes 

resistance to MAPKi drugs in mutant melanoma (Rai et al., 2015) (Strub et al., 2018). By using CRISPR-Cas9 

data base, PSMD14 elimination impacts many genes involved in the adaptation phase of the cell state called 

MAPKi Escapeur, with a decrease of genes such as AXL, THBS1, MYL12A, ACTB and also the master genes 

involved in cell cycle and cell escape like CDC20, CDC6, CDK2, CDK2 (Yang et al., 2021). Therefore, we 

assumed that anti-tumor effect of MAPKi may be enhanced and synergistic with PSMD14 inhibitor. Our 

results showed that the combination of MAPKi and PSMD14i was able to synergetically inhibit proliferation 

in vitro and sustain long-term relapse-free in vivo , which is consistent with our hypothesis. Collectively, 

these large scale systematic analyses support a regulatory significance of the PSMD14/UbH2A axis for the 

establishment of melanoma cell proliferation and viability during and after BRAF inhibition.  
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Figure 1 - PSMD14 as a rogue gene essential in metastatic melanoma - A) Schematic 

showing the screening in BRAF-mutant melanoma cells (501 Mel) for identifying DUBs 

on cell growth and survival. Proliferation rate in melanoma cell 501MEl. siRNA mediated 

knockdown of DUBs was carried out in 501MEl (siRNA at 100 nM) and proliferation 

analyse from incucyte technology after 96h are normalized to relative to control (non-

targeting oligo) for each DUB contained in the library. B) Melanoma cell proliferation 

screen of a siRNA library targeting genome DUBs. 501Mel melanoma cells were 

transfected with non-targeting siRNA (siCTRL) or 98 siDUB pools (50nM) and cell 

confluence was imaged for 96h. Dot plots represent normalized cell proliferation of 

each siRNA after 72h relative to siCtl (representative of two screenings) C) Among the 

top hits, PSMD14 is the highly essential and selective for skin cancer cell growth and 

survival by using CRISPR screening data from The Cancer Dependency Map (DepMap). 

D) western blot for the expression of PSMD14, CDK2, p21 in 501Mel and A375 melanoma cells  

after using 3 differents siRNA sequences targeting PSMD14 (siPSMD14#1, #2 and #3). HSP90 was 

used as loading control. E) time Course of confluence in heatmapp following PSMD14 removal 

(#1,#2 and #3) in two BRAFV600 melanoma lines versus control condition (siCtl). Estimation of 

survival faction F) or IC50 G) after PSMD14 depletion or pharmacological inhibition with 8TQ 

(PSMD14inh), respectively. H) The level of proteolytic PARP and caspase-3 cleavage , a hallmark of 

apoptosis, is visualized by western blotting after PSMD14 depletion or inhibition. DNA damage γ-

H2AX marker detection by westernblot after PSMD14inh exposure I) and foci quantification by 

immunofluorescence after PSMD14 depletion J). K)  Left: 2 x 105 murine melanoma cells Yumm1.7 

(derived from BrafV600E/Pten null/cdkn2a null mice) or right: 4 x 105 murine melanoma MaNRas 

(NRasQ61K) were subcutaneously inoculated into both flanks of 6-week old C57Bl/6J female mice. 

After one week, mice were injected i.p 3 times per week with PSMD14inh (8TQ- 10 mg/kg) or 

vehicle. The tumor size was measured with a caliper and the tumor volume was determined. Data 

shown are mean ± sd of tumor volume (n=12; ***, ***P<0.001, 2way ANOVA). L) Representative 

images from KI67 , phosphorylated histone H2AX and cleaved caspase 3 immunohistochemical 

staining after vehicule or PSMD14inh(8TQ) treatment of Yumm1.7 tumors  (scale bar, 100 µm). 
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Figure 1 supp - PSMD14 as a rogue gene essential in metastatic melanoma – A) Dependency 
scores of PSMD14 across pan-cancer based on CRISPR (DepMap 21Q4) screening data by DepMap 
web portal (https://depmap.org/portal/depmap).  A lowest CERES score indicates a high 
probability of the corresponding cancer lineage being most susceptible to PSMD14 depletion. A 
score of 0 indicated that a gene is not essential; similarly, a score of -1 is comparable to the median 
of all genes. Melanoma cell lines are highlighted in red and belong to the most affected cancers by 
the depletion of PSMD14. B) Boxplots showing PSMD14 gene expression levels in primary 
melanoma tumors and normal skin tissues. GEPIA, gene expression profiling interactive analysis. 
*, P<0.05. C) A representative immune histochemistry (IHC) image of PSMD14 expression from the 
HPA database in normal tissue (melanocytes) and melanoma.  PSMD14 protein expression was not 
detected in melanocytes. D) Scatter plots showing an increased expression of PSMD14 in 
metastatic melanoma (MM) compared to primary melanoma (PM) (public GEO dataset GSE46157).  
E) Analysis of public dataset (GSE3189) correlates PSMD14 expression with melanoma progression. 
F) PSMD14 alteration proportion in 363 patients Skin Cutaneous Melanoma samples  (PanCancer) 
in the cBioPortal database. G) Kaplan-Meier overall survival curves in melanoma patients with high 
or low PSMD14 expression. Data from TGCA (Skin Cutaneous melanoma (SKCM) dataset) were 
obtained through SurvExpress (p=0.0079; log-rank test). H) Gene set enrichment 
analysis (GSEA) in melanoma patient gene expression profiles from TCGA (SKCM) 
showed positive association between high expression of PSMD14 and the enrichment 
in hallmarks of cell cycle checkpoints, cell proliferation and metabolic pathways. I) poly-
ubiquitinated proteins (poly-Ub) form A375 depleted for PSMD14 (#1,#2 &#3) J) Colony 
survival analysis after PSMD14 depletion (siPSMD14#1, #2 and #3) compared to control 
siRNA (siCTRL). 501Mel, UACC62 and A375 cells were transfected with siRNAs, re-
seeded at 2,000 cells/well and grown for 1 week. Colonies were stained with crystal 
violet. K) Histograms showed the quantification of crystal violet absorbance at 595 nm. 
Data are the mean of three independent experiments performed in duplicate (± s.em).  
***P<0.001. Images of one representative experiment are shown. L) Sanger sequencing 
of PSMD14 wildtype (WT) and mutant forme (JAMMM) with two histidines substitution 
in catalytic JAMM. M) Westernblot expression of HA-PSMD14 WT/ JAMMM. N) 
confluence evaluation of A375 stably expressed PSMD14 wt /JAMMm compared to GFP 
controle cell. O) Confluence histogram values indicate significant separation of PSMD14 
wt and GFP melanoma after 72 days. PSMD14 mutant form impedes cell proliferation. 
One-way analysis of variance (ANOVA) was used to determine statistical significance 
(*p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001, ****p < 0.0001).Each bar represents the mean 
S.E.M of representative experiments, from three independent experiments. P) Crystal 
violet staining of PSMD14 control (GFP), PSMD14 WT and mutant cells remaining after 
2 weeks Q) Poly-ubiquitinated protein (poly-Ub) western blot of A375 cell lysates 
treated with dose-dependent PSMD14inh (8TQ) R) Effect of PSMD14 activty inhibition 
(PSMD14inh) or depletion on melanoma cell viability. After 72h, cells were labeled with Annexin 
V-FITC and DAPI and analysed by flow cytometry. Histograms show the percentage of cell death 
(Annexin V and DAPI positive cells) (mean ± s.em, N=6 or = 3 ). S) representative Phase contrast 
and Immunofluorescence images of 501MEl treated with PSMD14inh gold after depletion of 
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PSMD14 for 8 days in a 3D culture system (CaM: green; PI: red). Scale bar, 100µm. T) Spheroid area 
quantification U) γ-H2AX protein expression in PSMD14 depleted cells at the experimental time 
conditions specified (24h, 48h, 72h) 
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Figure 2 - PSMD14 interact and modulated H2Aub  – A) Bar graph of pathway distribution of 

identified hits as per KEGG pathway analysis or GOs analysis of the PSMD14-interacting 

proteins categorized into functional groups. B) STRING data base connected to the protein 

interactors of PSMD14 indicates hub proximity of proteasome components in green and 

histone components in blue. C) Similar protein network analysis (string-db) from the two 

database from PSMD14 interactome indicates a close linkage of the core histone components 

with the PSMD14 associated proteins. D) We hypothesized that PSMD14 impacts on 

ubiquitinated H2A (ubH2A) level and relieves ubH2A-dependent repression E) HA-PSMD14 

immunoprecipitation resulted in the co-precipitation of proteasome-binding proteins 

(PSMD7, PSMD12) and H2A histone variant.  F) The exogenous interaction between HA-

PSMD14 and FLAG-H2A in HEK293 cells was evaluated by co-immunoprecipitation assays. G) 

Detection of endogenous uH2A and H2A levels by western blot analysis after overexpression of Flag-

tagged full-length WT alone or in combination PSMD14 inh and JAMM mutant (H113A) in HEK293T 

cells. G) western blot of ubH2A level following melanoma cell (A375) treatment with PSMD14inh in a 

dose- and time-dependent manner. I) Increased ubH2A (UBK119H2A) levels after 72h of PSMD14 

depleted A375 cells visualized by Western blotting, compared to control scrambled siRNA. anti-

PSMD14 and anti-ubH2A and anti-H2A total as shown. HSP90 is used as loading controls. J) A375 cells 

with or without PSMD14 siRNA transfection were treated with MG132 (20μg/ml) for 4h. The whole cell 

lysates were analyzed by Western blot using the indicated antibodies.  
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Figure 2 supp : - PSMD14 interacts with histone variants. - A) Volcano plot showing differential 
display of significant PSMD 14 interactions partners identified in six MS sample pairs . compared 
to HA-GFP melanoma cell by quantitative mass spectrometry (LC-MS/MS). (Y–axis) fold 
enrichment T-test p-value and (X-axis) mean fold difference shown (protein abundance evaluated 
as sum of PSMs).  
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Figure 3 - PSMD14 depletion-related cell death depends on UbH2A level -  A)  
Correlation of ubH2A signature genes (from Zhuo Zhang et al 2017 & Meng He et al 2019) with 
the expression of PSMD14 (UCSC Xena - Xena Browser) in TCGA Melanoma data set (SKCM 
cohort, n = 421). Spearman rank-order. B) Expression heatmap for some ubH2A signature 
genes implicated in apoptosis and metabolism in A375 stable for PSMD14 WT (wild type ) or 
mutant form with two point mutations on deubiquitinating enzymatic activity domain ( 
PSMD14JAMMM-H113A/H115A). C) UbH2a and MCL1 expression levels by western blot of 
lysate from A375 expressing PSMD14 wt and mutant (PSMD14 JAMMM). D) overexpression of 
wild type PSMD14 (PSMD14 WT) on the level of ubH2A and apoptotic markers MCL1 and BCL2 
by western blot. E) PSMD14 depletion (#1 et #2) on ubH2A level and apoptotic marker MCL1 
and BCl2 F) Expression heatmap of the ubH2A target genes under PSMD14 depletion in A375.  
G)  fluorescently-labelled nuclei dye positive apoptotic cells index under defined conditions  
H) PSMD14 inactivation triggers BCL2 or MCL1 with combined loss of RNF2, E3 ubiquitin 
ligases that modify histone H2A, we lost apoptotic signature at the protein level I) crystal violet 
visualization of remaining cells at one week after PSMD14 (siPSMD14) or RNF2 (siRNF2) alone 
and in combination  (siPSMD14/SiRNF2) 

 

 

Figure 3 supp - PSMD14 depletion-related cell death depends on UbH2A level -  A) 
Clustergram of ubh2A specific gene enrichment terms obtained by Enrichr web tool. B) 
Negative correlation of genes selected from the UbH2A signature (from Zhang et al 2017 & 
Meng He et al 2019) with RNF2 (RING1B) expression (UCSC Xena - Xena Browser) in the TCGA 
melanoma dataset (SKCM cohort, n = 421). Spearman's rank order. C) Scatter plot with Linear 
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regression shows significantly correlated PSMD14 and MCL1 proteins levels using Deep map-
proteomic (metastatichttps://cellmodelpassports.sanger.ac.uk/.) from a collection of 30 
metastatic melanoma cell lines. D) GEPIA Matix plot provides spearman correlation between 
PSMD14 and MCL1 gene correlation analysis on TGCA data set. 
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Figure 4 - PSMD14/ubH2A axis are implicated in MAPK inhibitor response – A) Bubble 
plot reveal differentially functional enrichment GO terms score groups enriched (NES) 
in melanoma cell exposed to under BRAFi (GSE98314) during 24h compared to DMSO, 
GO terms are listed. The x-axis label represents the normalized enrichment score (NES). 
Protein deubiquitination (red box) and UbH2A target genes (blue box) are visualized. 
FDR corrected p-values are ranked in −log(2) color. B) Heatmap evalued transcript levels 
of Deubiquitinase genes of GO:0016579 in eleven BRAF mutated melanoma cell lines 
under MAPK inhibitors (Dabrafenib or a combination with Trametinib) compared to 
DMSO treated cell (each colume correspond to cell line). Color scale: red, high 
expression; blue: low expression. Each line represents one gene. C) Western blot 
analysis of PSMD14 and ubH2A after dose-dependent combination treatment of BRAFi 
(vemurafenib) and MEKi (cobimetinib) of A375 cells. D) Viability curves obtained under 
a series of combination inhibitors concentrations (1:10 ratio) of the MAPK pathway 
(vemurafenib/cobimetinib) for 48 h in A375 after depleting PSMD14 and RNF2 relative 
to control condition (siCtrl). E) Détection intégrée en temps réel par Incucyte® de la 
cytotoxicité des cellules A375 contrôlées et déplétées en PSMD14 après traitement par 
MAPKinh au ration vemurafinb 1µM- cobimetinib 10µM pendant 24h. Les cellules 
mourantes sont marquées avec le colorant rouge Incucyte® Cytotox et les valeurs sont 
détectées en temps réel. Data are presented as mean ± SEM. *P ≤ 0.05, **P ≤ 0.01, and 
***P ≤ 0.001 (one-way ANOVA followed by Bonferroni post hoc comparison tests). F) 
Control and PSMD14 knockout A375 cells were treated with BRAFi/MEKi for 24h, and 
lysates were assessed by western blotting for indicated proteins. HSP90 served as the 
loading control. G) Viability curves obtained under a series of concentrations of 
combined inhibitors (ratio 1:10) of the MAPK pathway (vemurafenib/cobimetinib) for 
48 h in A375 cells overexpressing the wild type (HA-PSMD14) compared to parental 
control cells (HA-GFP)  H) clonogenic assay on the effects of overexpression of wild-type 
or mutant PSMD14 or in the presence of PSMD14inh (1µM) after 21 days treatment 
with MAPK inhibitors  I) Expression levels of PSMD14 in M229/M238 melanoma cells 
during the BRAFi-resistance acquisition. P: parental cells, 2D: two days of treatment, 
DTP: drug-tolerant persister cells, DTPP: drug-tolerant proliferating persister cells, SDR: 
single-drug-resistant cells (BRAFi) (Song et al, 2017). J) Western blot of PSMD14 and 
Ubh2A expression on various stages in A375 following MAPKinh treatment. condition 
are as follows:  P: A375 parental isogenic BRAFV600E; TX: BRAF/MEKinh 24h; PR: cancer 
cells surviving (14 days- residual cancer cells "persist"); DDR: isogenic pair doubly 
resistant to the combination of BRAF and MEK inhibitors (BRAFi + MEKi) was generated 
by treating the A375 parental lines with vemurafenib/trametinib (200nM). K) PSMD14 
expression and ubH2A-specific target gene score on single cell RNA sequencing of PDX 
model MEL006 pre-treatment (T0), following 24h of treatment to dabrafenib-
trametinib and during minimal residual disease (T28) and resistant phase (TRES) 
(GSE116237- Florian Rambow et al 2018) L) Change in tumor volume of A375 xenografts 
in nude mice after treatment with BRAFi+MEKi (vemurafenib/ cobimetinib orally at a 
dose of 30m/kg and 7mg/kg  respectifly every two days ) alone or in combination with 
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PSMD14inh (15mg/kg) compared to vehicle (n = 8–12 mice/group). Error bars represent 
mean and SEM. (***P<0.001, 2way ANOVA). M) Depiction of the mechanism of action of 
PSMD14 on histone ubiquitination and on cell fate and drug resistance. 
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Figure 4supp - PSMD14/ubH2A axis are implicated in MAPK inhibitor response – A)  

Signature ubH2A-specific gene set enrichment profile of melanoma cell lines treated 
with dabrafenib ± trametinib (GSE98314) B) PSMD14 expression within A375 after BRAF 
inhibitor (GSK2118436) or MEK inhibitor (GSK1120212) administration alone or in 
combination, data set from GSE35230. C) PSMD14  mRNA expression in two different 
melanoma lines (A375 and 501MEl) following combination of vemurafenib 1µM and 
cobimetinib 10µM (N= 3. Data are presented as mean ± SEM. ***P ≤ 0.001). D) 
Cytotoxicity curve of A375 cells in response to a range of BRAFi and MEKi concentrations 
determined by using Incucyte® Cytotox red dye. Data are presented as mean ± SEM. E) 
representative images of A375 cells dye-stained with a real-time cell death marker 
(Incucyte® Cytotox Red) in control or PSMD14-deleted conditions with or without 
vemurafinb 1µM- cobimetinib 10µM for 24h. F) Clonogenic assay and values following 
crytal violet staining after 21 days of treatment on A375 cells lacking PSMD14 or RNF2 
compared to control (N=2, Data are presented as mean ± SEM. *P ≤ 0.05, **P ≤ 0.01 
and ***P ≤ 0.001 G)  Synergy scores from A375 ,determined for the combination of 
PSMD14 inhibitor and Vemurafenib (BRAFi)+Cobimetinib (MEKi) according to the 
Loewe Additivity model; Scores >1 are characteristic of synergy above additivity also 
visible in BRAF 501MEL and ACC62 mutant melanoma cells. H) CellMinerCDB 
visualization and exploration of pharmacological-molecular relationship between 
PSMD14 expression levels to Vemurafenib activity in the NCI-60. I) Expression level of 
PSMD14 in cutaneous melanoma biopsies before the BRAFi treatment (baseline) and 
during the relapse. Cohort from (Hugo et al, 2015b - GSE65186). The expression level of 
our BRAFi-resistance genes is increased in relapse samples (48%, n = 21). J) Correlation 
of indicated gene expression with PSMD14 expression (HTSeq ( 
https://gdc.xenahubs.net) fragments per kilobase transcript per million mapped reads 
[FPKM]) in the Genomic Data Commons (GDC) TCGA melanoma dataset (SKCM cohort, 
n = 421). Spearman's order. K) PCA analysis of PSMD14 expression within melanoma 
cell lines according to their dedifferentiation states. Expression of PSMD14 in these four 
melanoma cell subtypes (U, undifferentiated; NC, neural crest-like; T, transient; M, 
melanocytic). Number in each group: U = 10, NC = 14, T = 12, M = 17. Error bars reflect 
the mean ± s.d. Multiple comparisons were performed using ordinary one-way ANOVA 
**P < 0.01, ***P < 0.001 
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Simple Summary: Metastatic melanoma is one of the most aggressive skin tumors with a poor
prognosis. Despite the efficacy of immunotherapy and targeted therapies, advanced melanoma
patients are often refractory to treatments and have high rates of relapse and death. A major chal-
lenge is to identify and understand the mechanisms associated with melanoma development and
resistance to gold-standard therapies. Thus, new therapeutic strategies are needed. Ubiquitination
is a post-translational modification that plays a crucial role in various cellular biological activities
and participates in cancer pathogenesis, including melanoma. Here, we report on the deubiquitina-
tion enzymes (DUBs) and their ubiquitin-modified substrates and signaling pathways involved in
melanoma progression.

Abstract: Metastatic melanoma is the leading cause of death from skin cancer. Therapies targeting
the BRAF oncogenic pathway and immunotherapies show remarkable clinical efficacy. However,
these treatments are limited to subgroups of patients and relapse is common. Overall, the majority
of patients require additional treatments, justifying the development of new therapeutic strategies.
Non-genetic and genetic alterations are considered to be important drivers of cellular adaptation
mechanisms to current therapies and disease relapse. Importantly, modification of the overall pro-
teome in response to non-genetic and genetic events supports major cellular changes that are required
for the survival, proliferation, and migration of melanoma cells. However, the mechanisms un-
derlying these adaptive responses remain to be investigated. The major contributor to proteome
remodeling involves the ubiquitin pathway, ubiquitinating enzymes, and ubiquitin-specific proteases
also known as DeUBiquitinases (DUBs). In this review, we summarize the current knowledge regard-
ing the nature and roles of the DUBs recently identified in melanoma progression and therapeutic
resistance and discuss their potential as novel sources of vulnerability for melanoma therapy.

Keywords: melanoma; skin cancer; ubiquitination; deubiquitination; proliferation; invasion; metastasis

1. Introduction
1.1. Melanoma

Melanoma is a tumor arising from the malignant transformation of melanocytes,
pigment-producing cells from the neural crest [1,2]. Several prevalent clinical types of
melanoma exist, including cutaneous, uveal, and acral melanoma, according to the location
of the transformed melanocyte within the body. In this review, we focus on cutaneous
melanoma as it is the most dangerous type of skin cancer, accounting for only 4% of skin
cancers, but responsible for approximately 80% of deaths. In the top 20 most prevalent
cancers overall, the increasing incidence of cutaneous malignant melanoma accounted
for around 330,000 cases (1.6%) of all newly diagnosed cancers worldwide and more
than 58,000 deaths in 2021 (Global Cancer Observatory (http://gco.iarc.fr/ (accessed on
1 July 2022)). Melanoma development is due to increased genetic and epigenetic alterations,
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which create an imbalance in homeostatic signaling pathways. This leads to excessive
proliferation of out-of-control tumor cells and subsequent dissemination to distant sites,
invading organs and metastasizing. This high mortality and morbidity rate is related
to its high ability to metastasize, migrate by tropism, and invade specific sites, such as
lymph nodes, the brain, lungs, or liver [3,4]. When metastasis is clinically evident, the
prognosis is very poor. Consistent with the Breslow thickness and Clark’s model, melanoma
progression is generally described as a linear process, passing first horizontally through
the epidermis and then vertically with a high level of proliferative capacity as indicated
by the Ki-67 index; these are currently the most important prognostic factors in invasive
melanoma [5]. The process is recognized today as being much more complex and less linear
in nature. At an early stage, patients with primary cutaneous melanomas are managed
by surgical excision with a high remission rate [6] and a good long-term prognosis with
a high survival rate at 5 years. Furthermore, the difficulty lies in the diagnosis of early
forms of melanoma, with initial management primarily guided by the Breslow thickness
(BT), which is the depth of tumor invasion into the dermis, a prognostic method that
remains unreliable and demonstrates its shortcomings in risk stratification. There is an
urgent need to understand the mechanisms and explore methods of making an accurate
assessment of small melanomas with metastatic potential in order to target them and
develop new treatments.

Over the past 10 years, new therapeutic options have emerged for the management of
patients diagnosed with metastatic melanoma with the discovery of an activating mutation
in the gene that codes for the protein kinase BRAF, following studies of the mutational
“landscape” in melanoma and supported by more recent data from The Cancer Genome
Atlas (TCGA) project [7]. About 50% of melanomas carry activating mutations in the
BRAF oncogene and about 30% in the NRAS gene leading to overactivation of the mitogen-
activated protein kinase (MAPK) pathway, making this signaling cascade a preferential
target for melanoma treatment [8]. Several highly selective RAS/MAPK signaling pathway
inhibitors have been identified, and this has changed the curative measures applied to these
patients. The clinical use of BRAF inhibitors (vemurafenib, dabrafenib, and encorafenib)
and MEK inhibitors (trametinib, cobimetinib, and binimetinib) in specific combinations,
which have proven to be superior to single-agent therapy, has been shown to be effective in
the treatment of melanoma and to significantly improve patients’ progression-free survival
and overall survival [9]. Unfortunately, these treatments tend to become progressively
less effective, and most patients develop resistance to these inhibitors soon after starting
treatment, categorized as acquired resistance, thus adding new categories of patients: those
with intrinsic or adaptive (tolerance) resistance to the drugs whose resistance is already
present before starting treatment or emerges within hours of treatment. Acquired resistance
to inhibitors is commonly caused self-autonomously by genomic rewiring through genetic
aberrations of components of the MAPK pathway and its hyperactivation as well as parallel
signaling networks such as the PI3K/AKT kinase cascade and alterations in mitochondrial
oxidative or redox metabolism [10–13]. This concept of adaptive capacity is reported in
a range of studies as arising from the ability of a sub-population of tumor-derived cells
to evolve into a persistent and tolerant state during the initial phases of drug treatment,
while most of these tumor cells die [14–16]. Single-cell profiling has shown that some of
the genetically distinct rare clones, thus fully resistant, can re-enter the cell cycle during
treatment and reform the tumor [17–19]. The biological events involved are reversible
drug or non-genetic adaptation mechanisms that are characterized by changes in the
expression of genes involved in cellular plasticity leading to a dedifferentiated state as well
as transcriptional, metabolic, and epigenetic signaling pathways [20,21]. Thus, despite the
potential of this precision cancer therapy, these treatments also highlight problems of drug
resistance that limit the benefit to the patient. Thus, a greater knowledge of the processes
of drug adaptation holds the promise of improving the success of melanoma therapy by
postponing or reversing acquired resistance.
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In recent years, a new era in cancer treatment has emerged with the development
of cancer immunotherapy, which seeks to use the patient’s innate and adaptive immune
system to recognize and destroy tumor cells. The improved understanding of the immune
system based on the modulation of immune checkpoint blocking systems at the cell surface
has led to a new age of treatments for melanoma and has become the first-line treatment,
even though long-term and durable tumor regression was observed in only a subset of
patients [22]. The clinical development of antibodies specifically designed to block immune
checkpoint molecules such as CTLA-4 (ipilimumab) and PD-1-/PD-L1-blocking antibodies
(pembrolizumab, nivolumab, and atezolizumab) are currently approved as monotherapies
for the first-line treatment of advanced melanoma [23–26]. In spite of such advances, these
treatments are also limited by the fact that 40–50% of patients do not respond to these
treatments (primary resistance), and, even in responders, resistance to therapy develops
in the majority of patients (acquired or secondary resistance). Several causes of resistance
to immunotherapy or immune escape have been identified, including defects in antigen
presentation in certain tumors or the lack of recognizable foreign antigens. The production
of a range of immunosuppressive proteins and metabolic changes both in tumor and T cells
are part of the resistance to immune checkpoint blockade therapies [27–29].

Accordingly, there is still an unmet need to find alternative therapy options to improve
the treatment of melanoma. In this perspective, whether genetic or non-genetic alterations
are involved in resistance mechanisms or intrinsic or exogenic drivers leading to epigenetic
and transcriptional rearrangement, melanoma cells must fine-tune protein homeostasis and
function to support unrestricted cell proliferation. Modulation of the machinery controlling
protein ubiquitination, a type of post-translational modification (PTM), has an impact
on the stability and functional activity of proteins implicated in a plethora of regulatory
pathways such as DNA damage and repair, cell cycle progression, apoptosis, endocytosis,
and signal transduction essential for supporting cellular functions. In this review, we
focus on recent studies regarding the enzymes involved in protein deubiquitination, the
deubiquitinating enzymes (DUBs), which affect the hallmarks of cancer and have a possible
impact on melanoma pathogenesis.

1.2. The Ubiquitin Pathway

The modulation of cell signaling depends critically on a repertoire of protein post-
translational modification (PTM) mechanisms, which provide an extra regulatory layer that
contributes to the functional diversity of the proteome. Protein ubiquitination has emerged
as a modification used by signaling processes to regulate a range of functional behav-
iors [30,31]. Protein ubiquitination (or ubiquitylation) is the dynamic process of covalent
binding of the C-terminal glycine of ubiquitin, a small protein of 76 amino acids, to a lysine
moiety on protein substrates, whereby serine, threonine, cysteine, and N-terminal methion-
ine moieties can also be modified [32]. Target proteins can be either monoubiquitinated by
the addition of a single ubiquitin molecule or polyubiquitinated by the consecutive addition
of several ubiquitins to the previous ubiquitin leading to disparate fates of the modified pro-
teins. The designation of the polyubiquitination chain depends on the type of lysine residue
(seven lysine residues: K6, K11, K27, K29, K33, K48, and K63) to which the ubiquitin at-
taches, which also gives rise to a variety of biological outcomes. Lys48-linked chains mainly
tag proteins for 26S proteasome-mediated recognition and degradation while K63-related
chains play a variety of non-degradative roles and can alter signaling and transcriptional
processes as well as protein interaction or localization [30,31]. Monoubiquitination plays
an active role in histone regulation and DNA damage repair, signal transduction, traffick-
ing of receptors, and stress response [33,34]. The ubiquitin–proteasome system (UPS) is
implicated in the degradation of more than 80% of short-lived proteins in cells and ensures
the elimination of useless, damaged, misfolded, and potentially dangerous proteins and
the recycle of ubiquitin. Most of the proteins involved in the cell cycle, cell adhesion,
migration, invasion, apoptosis, differentiation, angiogenesis and tumor growth, antigen
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processing, cytokine signaling, transcription, and DNA damage response are regulated by
UPS (Figure 1).

Figure 1. Fate of protein-tethering ubiquitin, a post-translational modification, to proteolytic and
non-proteolytic pathways, resulting in specific cellular responses. The ubiquitination process drives
protein homeostasis by controlling abundance, temporal and structural integrity, proper localization,
and protein non-mutational burden. Called the quality control function, it supports nearly all the
cellular functionalities implicated in protein–protein interactions, gene expression, signal transduction
cascades, and metabolic pathways. 1—Protein ubiquitination is performed by the coordinated
activity of ubiquitin ligase (E1, E2, and E3 enzymes) and deubiquitinating enzymes (DUBs), called
deubiquitination, by antagonizing ligase activity and altering the substrate fate. 2—Ubiquitin is
covalently transferred (isopeptide bonds) between the C-terminal glycine residue (Gly) and substrate
lysine residues (Lys) to form monoubiquitinated proteins or can join up with other ubiquitin molecules
at the intrinsic N-terminal Met1 residue and/or at the seven intrinsic Lys residues (Lys6, Lys11,
Lys27, Lys29, Lys33, Lys48, and Lys63) and may form multi- or poly-ubiquitin chains. 3—The
fate and function of ubiquitinated proteins are affected by the topology and type of ubiquitin-
binding. The K48/K11 polyubiquitinated chains have historically been identified as mediating
proteasomal degradation of normally folded short-lived proteins and recycling ubiquitin called the
ubiquitin–proteasome system (UPS). To date, three deubiquitinases, the metalloprotease PSMD14
and the two cysteine proteases UCHL5 and USP14, have been found to be components of the
proteasome 19S regulatory particle implicated in both binding of the ubiquitinated substrate and
proteasome activity. 4—The UPS is a selective and irreversible protein removal mechanism that
controls signal transduction, cell division, stress response, and immune adaptation. The degradation
of misfolded proteins by the UPS or autophagy is mainly mediated through K48/K63 branch chains.
Met1/K63/K29 linkage can modulate various non-degradative processes such as signal transduction,
DNA repair, and kinase activation. Lys6-linked chains have been identified as being involved in
mitophagy. Monoubiquitination plays various roles in such functions as protein trafficking, DNA
repair, chromatin remodeling, and regulation of transcription. (Created with BioRender.com, accessed
on 20 June 2022).

The classical cascade of ubiquitin conjugation to a protein substrate (ubiquitination) is
initiated by a family of ATP-dependent enzymes called E1-activating enzymes, in which
ubiquitin is transferred to the cysteine residue of the active site of E1 with an adenylation
of the second ubiquitin, subsequently followed by the transfer of the adenylated ubiquitin
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to the active site of the E2 ubiquitin conjugating-enzymes (E2 conjugators) and completed
by the ligation of ubiquitin to the lysine residues of the target proteins by E3 ligases,
which plays a key role in the specific type of ubiquitinated substrate and its associated
function [35].

Since ubiquitination is a dynamic and reversible process, the removal of ubiquitin
is catalyzed by DUBs. Thus, the main function of DUBs, beyond their role in protein
stabilization, is to adjust the degree of protein ubiquitination/deubiquitination, protein
activity, and subcellular localization, and to preserve the cellular pool of monoubiquitin.
Around 100 DUBs are encoded in the human genome and have been divided into six
families based on sequence and structure, including UCH (ubiquitin C-terminal hydrolase),
USP (ubiquitin-specific protease), OTU (ovarian tumor proteases), Josephin (Machado-
Joseph disease, MJD), ZUP1 (zinc finger-containing ubiquitin peptidase), and the JAMMs
(JAB1/MPN/Mov34 metalloenzyme) [36–38]. The first five families are cysteine proteases,
while the JAMM proteins belong to the zinc-dependent metalloproteinase family. There are
approximately 57 USPs, 4 UCHs, 15 OTUs, 4 MJDs, 1 ZUP1, and 9 JAMMs (Figure 2). Due
to the number and variety of their substrates, DUBs can drive various cellular processes
such as the cell cycle, apoptosis, gene transcription, and DNA repair, and they can exhibit
versatile functions in tumor progression, such as epithelial-mesenchymal transition (EMT),
cancer stem cell development, metastasis, and tumor microenvironment cross-talk. Here,
we compile evidence regarding the involvement of DUBs and related substrates in several
biological processes and their relevance in melanoma progression and therapeutic response
(Figure 3).

Figure 2. DUB categories: DUBs currently encoded in the human genome are clustered in five classes
depicted in different color schemes. Of the six subfamilies, five are cysteine proteases: ubiquitin
C-terminal hydrolases (UCH), ubiquitin-specific proteases (USP), zinc finger-containing ubiquitin
peptidase (ZUP1), Machado-Joseph disease proteases (MJD, Josephins), and ovarian tumor proteases
(OTU), and a one family belongs to the Jab1/Pab1/MPN domain-associated zinc metalloproteases
(JAMM). (Created with BioRender.com, (Created with BioRender.com, accessed 20 June 2022).
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Figure 3. A schematic snapshot of deubiquitinases involved in melanoma pathogenicity based on
published studies. From left to right, the following categories are shown: DUBs implied in tumor
initiation or progression, mainly found in vivo studies, followed by a list of DUBs and their substrates
and/or signaling pathways leading (in bold) to alteration of the proliferation, therapeutic response
adaptation, and invasion/migration processes of melanoma cells. (Created with BioRender.com,
accessed on 20 June 2022).

2. Deubiquitinating Enzymes in Melanoma
2.1. Ubiquitin-Specific Proteases (USPs)
2.1.1. USP4

The ubiquitin-specific protease USP4 is another novel oncogene that belongs to the
USP family. It causes a strong increase in melanoma tissue and is almost undetectable in
nevus tissue or primary tissue. Deletion of USP4 does not directly impact melanoma cell
proliferation but increases melanoma susceptibility to DNA damage-induced cell apoptosis,
depending on p53 signaling [39]. Previous reports have associated DNA repair, p53 sta-
bility, and USP4 with cancer [40]. In a large library screening of USP cDNA expression
after DNA damage, USP4 was found to be one of a group of peptidases having a profound
negative effect on p53 activity, by a degradation-dependent mechanism without affecting
its transcription. This regulation depends on the binding of USP4 to ARF-BP1 through
deubiquitination, promoting ARF-BP1-dependent ubiquitination and degradation of p53,
which indicates its tumor-promoting role [40]. Altered USP4 expression inhibits the inva-
sion and migration capacity of melanoma cells with a drastic decrease in N-cadherin and
an increase in E-cadherin mRNA and protein, both markers of epithelial–mesenchymal
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transition (EMT) [39]. More importantly, USP4 appears to be a regulator of different cellular
pathways and targets a variety of substrates. Like the previously described deubiquitinases,
USP4 plays a role in critical signaling pathways. It inactivates the NF-κB signaling path-
way by targeting TRAF2 and TRAF6 for deubiquitination or by regulating DNA damage
response (DDR) with a direct interaction with the MRN (MRE11-RAD50-NBS1) and CtIP
complexes that are required for initiating DSB repair [41].

Interestingly, USP4 is one of the DUBs that undergoes activity-dependent relocation.
The activated protein kinase B (AKT)-dependent phosphorylated form of USP4 (Ser 445)
is an indispensable process that leads to the relocation of USP4 from the nucleus to the
cytoplasm where it subsequently exercises its deubiquitinating capacity [42]. These USP4-
associated pathways are vital in the pathogenic role of melanoma; however, they remain to
be explored.

2.1.2. USP5

It is noteworthy that, among a large number of DUBs, USP5 was the first enzyme
studied in relation to the BRAF signaling pathway [43]. When profiling the DUB active site
using the HA-UB-VS probe, the DUB catalytic site of USP5 was found to be both downreg-
ulated after BRAFinh (vemurafenib) or inversely upregulated after BRAF activation in a
heterologous cell line under BRAFV600E overexpression. USP5 has been implicated in the
tumorigenesis of various types of human cancers. Consistent with this observation, the
depletion of USP5 in BRAF mutant or non-mutant melanoma cells has a greater effect on
growth in 3D models than in 2D ones. Furthermore, overexpression of USP5 promotes a
proliferative advantage in 2D models, but its effect on proliferation-independent anchoring
was not proposed in this study. Several DUBs have been reported to regulate p53 stabiliza-
tion directly or indirectly by suppressing their level of polyubiquitination linked to p53 K48,
and USP5 is one of the DUBs involved in these processes. Thus, arrested melanoma cells
lacking USP5 are associated with upregulation of p53, p21, and, specifically, p73 in p53 mu-
tant cells, resulting in impaired entry into the G2/M phase of the cell cycle. Furthermore,
USP5 deprivation is associated with an increase in p53, p21, and p73 activity. Furthermore,
USP5 deprivation leads to an increased sensitivity to the cell death program with increased
p53 and caspase 8 and caspase 3 cleavage in combination with BRAFinh [43]. Several USP5
inhibitors have been proposed for human cancers, such as PYR-41, formononetin [44], and
WP1130 or one of its optimized analogues EOAI3402143 (G9) [45,46], but these compounds
do not exclusively target USP5. In melanoma, G9 synergizes with a BRAF inhibitor and an
MEK inhibitor to enhance apoptosis signaling, increase sensitivity to targeted therapies,
reverse resistance to vemurafenib in vitro, and reduce tumor growth in vivo [43]. Targeting
USP5 offers a potential therapeutic strategy for p53-related melanoma, and, in combination
with current therapeutic strategies, it alters cell growth and cell cycle distribution associated
with p21 induction in melanoma cells.

2.1.3. USP7

USP7, also known as herpesvirus-associated ubiquitin-specific protease (HAUSP), was
originally implicated in many cellular functions such as the cell cycle, apoptosis, and DNA
repair through its interaction and stabilization with P53, a tumor suppressor [47]. As USP7
acts on a broader range of chromatin-associated events such as transcription, chromatin
organization, and DNA repair through deubiquitination of the histone H2A and H2B vari-
ants, it has been found to be a key component in the regulation of DNA repair. The dynamic
regulation of H2A or H2B ubiquitination has been associated with several disease processes,
particularly in melanoma [48,49]. USP7 depletion or pharmacological inhibition by P22077
treatment in melanoma or murine (B16) cell lines has been shown to alter tumor expansion
in vivo, cell proliferation in vitro, and migration and invasion [49–51]. The cytotoxic effect
of inhibiting USP7 activity induces ROS production and DNA damage, a mechanism that
is independent of p53 signaling. Cells lacking USP7 show an increased susceptibility to
BRAF [49] inhibitors, which makes this DUB a good therapeutic target in melanoma in
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combination with existing treatments. In tumor progression, consistent findings show
that USP7 levels are increased in both the transition from nevi and benign to cutaneous
melanoma and also in melanoma tissue relative to normal tissue [49,50]. In terms of its
mode of action, USP7 appears to stabilize and interact with EZH2, which is also implicated
in the chromatin repressive complex 2 (PRC2) that mediates transcriptional repression
by impairing the transcription of Forkhead Box O1 (FOXO1), the transcription factor that
drives genes involved in the apoptotic response, cell cycle, and cell metabolism [49]. The
levels of USP7, EZH2, and FOXO1 were found to be correlated with tumor histological
grades. Of interest, the proteome of cells lacking USP7 shows a metabolic pathway dysfunc-
tion including an inhibition of the PI3K/AKT/FOXO signaling pathway [50]. Therefore,
USP7 plays a role at several scales in melanoma by monitoring the mitogenic activation of
the PI3K-AKT signaling pathway, metabolic activation by controlling the redox status of
cells, and epigenetic and transcriptional regulation.

2.1.4. USP9X

Another important drug target in melanoma is the deubiquitinase USP9X (X-linked
ubiquitin-specific peptidase 9), which prevents the degradation of ubiquitin-specific pro-
teins that are essential in various biological pathways involved in the regulation of cell
transformation and survival. USP9X activity and expression were found to be elevated
in metastases compared to those in the primary tumor [52]. Thus, enforced expression
of USP9X enhances tumor growth in vitro and in vivo [52,53]. Particularly for USP9X, its
expression and activity are upregulated after ectopic expression of BRAFV600E in 293T
cells; conversely, inhibition of the kinase partly suppresses USP9X activity in vemurafenib-
sensitive but not resistant cells, indicating that USP9X is one of the first DUBs whose
activity is dependent on MAPK signaling [52]. Although depletion of USP9X reduces
tumor growth in melanoma cells carrying BRAF or NRAS mutations, its combination with
MAPK pathway inhibitors (vemurafenib or MEKi) has been shown to enhance the thera-
peutic response [52]. This improved apoptotic response is mediated by the stability of the
transcription factor SOX2, a treatment-induced protein, which, upon depletion of USP9X,
leads to SOX2 breakdown, thereby inducing death signals that inhibit growth in vitro and
in vivo [52,53]. This USP9X regulation of SOX2 is a recurrent mechanism in prostate cancer
and osteosarcoma [46,54]. Of interest, inhibition of USP9X activity by the small-molecule
inhibitor DUB G9 also appears to have susceptibility to tumor growth in NRAS mutant
lines compared to BRAF lines in vivo and in vitro. Upon investigation, the deletion or
pharmacological inhibition of USP9X was found to reduce the level of NRAS. This reg-
ulation could be achieved through a direct interaction of USP9X with the transcription
factor ETS-1, preventing its proteasomal degradation by deubiquitination, and favoring
its binding activity on NRAS promoters in melanoma cells [53]. The ETS family function
has been poorly studied in melanoma, with only ETS1 described as favoring invasion
and being involved in resistance to MAPKinh. While ETS-1 and ETS-2 are both targets of
ubiquitination, loss of USP9X only affects the ETS-1 protein. USP9X inhibition has emerged
as a therapeutic strategy alone or in concert with existing therapeutics.

2.1.5. USP13

The deubiquitinase USP13 is a member of the USP subclass of the deubiquitinating
enzyme superfamily. USP13 can remove ubiquitin chains from its substrates to inhibit
protein degradation. It has been reported that among the DUB family involved in MITF
(microphthalmia-associated transcription factor-M) deubiquitination, only USP13 stabilizes
and increases the protein levels of MITF, which, in turn, affects the expression of its target
gene expression Trpm1 and c-Met [55]. Depletion of USP13 in MITF-positive melanoma
cells reduces MITF protein levels without affecting MITF mRNA levels through regulation
of its ubiquitination state and the subsequent increase in MITF proteasome-mediated degra-
dation. Consequently, USP13 is involved in cell cycle progression, cell colony formation
in vitro, and the growth of tumor xenografts in vivo. This is the only study that implicates
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USP13 deubiquitinase in melanoma development by regulating MITF protein stability.
However, given the critical role of MITF in so many aspects of the developmental and
therapeutic response to BRAFinh, the possibility of targeting USP13 activity as responsible
for MITF stability needs to be further studied in some aspects of melanoma therapy.

2.1.6. USP14

The deubiquitinating enzyme ubiquitin-specific protease 14 (USP14) represents the
only DUB USP family that reversibly associates with the proteasomal 19S regulatory parti-
cle [56,57]. This association with the proteasome subunit occurs through the ubiquitin-like
domain (Ubl) at the N-terminus of USP14 [58]. Through its strategic location, USP14 serves
as a negative and selective regulator of the 26S proteasome, acting as a brake on protein
degradation by deubiquitination and facilitating free ubiquitin recycling [58]. The fact that
USP14, as well as PSMD14 and UCHL5, are specific subunits of the proteasome makes
them the last DUBs encountered prior to proteasome engagement and protein degradation
and also makes them attractive therapeutic targets for the treatment of cancers that de-
pend on their ability to absorb the excessive accumulation of toxic proteins and oncogenes.
Recent research on melanoma has revealed that USP14 activity inhibition, via the small
molecule b-AP15, or loss of function triggers the accumulation of poly-ubiquitinated pro-
teins and a stress response in the ER leading to dysfunctional cell proliferation combined
with cell death irrespective of caspase activities [59]. Interestingly, the antitumor effect
of USP14 targeting is applicable to BRAFV600E-, NRAS-, and NF1-mutated melanoma
cells and to BRAF/MEK inhibitor-resistant cells [59]. Similar observations were made
in other cancer types such as myeloma cells [60]. A reduction in tumor growth and the
induction of cell death in vivo were observed following b-AP15 treatment in melanoma
xenografted mice [59]. While high expression levels of USP14 are closely correlated with
poor prognosis and follow tumor disease progression, its activity was increased in tumor
cells as compared to normal melanocyte cells and in BRAFi-resistant cells as compared
to the parental cells, resulting in higher responsiveness to b-AP15. These results point to
USP14 as a valuable candidate for melanoma treatment and the prevention of resistance to
MAPK-targeting therapies.

2.1.7. USP15

USP15 (ubiquitin-specific peptidase 15 or ubiquitin carboxyl-terminal hydrolase 15)
belongs to the USP family, and melanoma is one of the cancer tissues where USP15 ex-
pression shows a high degree of immunoreactivity (www.proteinatlas.org, accessed on
7 June 2022). The USP15 gene is unusually composed of 22 exons for which eight human
isoforms have been described, which may imply specific functions for those isoforms in
melanoma. To date, USP15 is an attractive DUB target because of its involvement in both
tumor growth and immunity processes [61,62]. Murine or human melanoma cells lacking
USP15 were found to exhibit a proliferation arrest and an apoptotic induction in vitro with
reduced tumor growth in nude mouse xenografts in vivo. USP15 functionally interacts
with and stabilizes the oncoprotein (E3 ubiquitin ligase) MDM2 to avoid its proteasomal
degradation and regulates the signaling of p53, a mediator of cell survival. This mechanism
appears to be maintained in other cancers such as colon cancer [61] and glial cancer [63],
as well as in lymphocyte cell sub-populations such as T cells, but not in murine B cells or
thymocytes nor in human primary fibroblasts [61]. Evidence regarding the relationship
between USP15 and the melanoma immune response is based on two investigations [61,62].
In Usp15 −/− (KO) mice as compared to wild-type (WT) mice and after B16 injection,
the growth curve of melanoma cells was profoundly reduced with a prolonged lifespan.
In such mice, Usp15 deficiency enhanced MDM2/NFATC2 pathway-dependent T-cell ac-
tivation in vitro and a strong T-cell tumor infiltration in vivo with a major contribution
of T-cell-mediated IFN-γ within the anti-tumor immune response [61]. The underlying
mechanism behind this control places the USP15 axis and the immune response in relation
to epigenetic modifications, particularly of the enzymes that catalyze DNA methylation in
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the ten-to-eleven translocation (TET) family, enzymes frequently altered in hematopoietic
pathologies. Therefore, USP15 interacts with and inactivates TET2 by altering its DNA
binding to the inflammatory genes. In contrast, the deletion of USP15 enhances TET activity
and tumor-intrinsic chemokines as well as infiltration and IFN-γ production from active T
cells. Further studies providing additional support for USP15 functions in IFN signaling
include IκBα regulation and the E3 ligase TRIM25, which both play a critical role in the
innate and inflammatory immune response [64,65]. At this stage, USP15 in melanoma ap-
pears to be involved in the anti-tumor immune response and its targeting could be a useful
strategy to inhibit growth by inducing apoptosis of tumor cells by activating anti-tumor
immunity and/or by boosting the efficacy of existing immunotherapy.

2.1.8. USP22

Ubiquitin-specific peptidase 22 (USP22) is a novel DUB in melanoma that has been
linked to cell cycle progression, treatment resistance, metastasis, and immune response.
USP22 is widely regarded as an oncoprotein; its aberrant expression has been associated
with poor cancer prognosis in various types of human cancer, including melanoma patients.
A higher expression of USP22 has been observed in metastatic melanoma compared to
that in the primary tumor, indicating an important role in melanoma progression [66].
Recently, knockdown of USP22 in reduced melanoma cells has been associated with cell
proliferation. In this mechanism, USP22-dependent proliferation is mainly under the
dependence of Ye-associated protein 1 (YAP) pathways. In melanoma patient samples, a
correlation between USP22 and YAP was observed, and, as a result, high USP22 expression
was associated with high YAP expression. In this study, USP22 specifically interacted
with and de-ubiquitinated YAP, as well as downstream target genes such as CTGF and
CYR61. Depletion of USP22 decreased the half-life of YAP protein levels, but not mRNA
levels, and significantly suppressed CTGF and CYR61 [2,67]. Recently, YAP/TAZ activation
was found to enhance resistance to MAPK inhibitor drugs. Under PLX 4032 treatment,
drug-resistant melanoma cells exhibited increased nuclear accumulation of YAP/TAZ
and transcriptional activity, which, in turn, conferred resistance to BRAF inhibitors in
BRAF V600E mutant melanoma cells [68]. Thus, overexpression of USP22 resulted in
resistance to the BRAF inhibitor vemurafenib through the stabilization of YAP and opened
new therapeutic avenues for combined inhibition of USP22/YAP and BRAF as an option
for melanoma treatment [67]. Another way to regulate tumor growth is to modulate
the potential of tumors to hijack immune recognition and immunological response. It
was recently reported that the significant reduction in tumor volume/weight upon stable
knockdown of USP22 in B16 is associated with a decrease in PD-L1 stability. Conversely,
overexpression of USP22 prolongs the half-life of the PD-L1 protein [69]. This study
highlights a novel role for the tumor suppressive properties of USP22 via regulation of PD-
L1, which suppressed antitumor immunity in melanoma mouse tumor models but also in
other cancers [70]. However, the role of USP22 remains controversial at this stage and was
challenged by a study showing that suppression of Usp22 expression in B16-OVA melanoma
cells markedly reduced the immune response. Inversely, overexpression of Usp22 increased
the sensitivity of T-cell-mediated killing. The mechanism of immune therapeutic response
dependent on USP22 involves STAT1 stabilization via deubiquitination and promotes the
FN-JAK1-STAT1 signal, which is a pathway involved in immune therapy resistance in
melanoma [68]. How USP22 senses tumor microenvironment signals to regulate PD-L1, and
whether other deubiquitinating enzymes are able to sense these signals, remains unknown.
These new findings may provide potential therapeutic targets for enhancing the efficacy of
T-cell-based immunotherapy. USP22 controls cell growth and activation in different ways:
it induces changes in gene promoter regions by removing ubiquitin moieties from histones
H2A and H2B leading to transcription activation [71], and it induces cell cycle progression
by stabilizing TRF1 [72], COX-2 [73], CCNB1 (Cyclin-B1) [74], CCND1 (Cyclin D1), NFAT,
and SIRT1 [75], which regulate the genes involved in metabolism, cell cycle, invasion, and
apoptosis, a pathway implicated in melanoma progression [76]. However, the functional
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impact of USP22 deubiquitylation of histone or non-histone substrate regulation has not
yet been studied in the melanoma process.

2.1.9. USP28

As a nucleoplasm-located DUB, USP28, ubiquitin-specific peptidase 28, is among the
deubiquitinases that alter the stability and turnover of critical cancer oncoproteins such as
cMYC involved in the proliferation and aggressiveness of colon and breast carcinoma and
glioblastoma cells [77–79]. Recently, efforts have been made to investigate DUBs involved
in MAPK signaling pathway modulation. Upon functional shRNA screening of DUBs,
USP28 was recognized as a regulator of the stability and abundance of BRAF, a major proto-
oncogene driver of MAPK cascade upregulation in cell culture models and in vivo [80].
Although lack of USP28 expression in melanoma cells has no impact on cell proliferation,
it favors both the development of resistance to BRAF/MEK inhibitor combination thera-
pies in vitro and in vivo and the generation of emergent tumor cells in mouse xenograft
experiments. This short-term resistance results in an impairment of apoptosis markers in
cells lacking USP28 under treatment. Of clinical relevance, decreased USP28 expression is
more frequently observed in BRAFV600E melanoma patients and leads to a poorer overall
survival, indicating the possible role of USP28 as a relevant factor in melanoma progression.
Moreover, USP28, in addition to its role in tumor-promoting substrate stabilization qualify-
ing as a proto-oncoprotein, it also controls the stability of several proteins involved in DNA
damage response (CHEK2) [81], the metabolism (HIF1) [82], translation (JAK-STAT) [83],
and the cell cycle (TP53) [84], all of which are relevant pathways in melanoma development
and MAPKinh response.

2.1.10. CYLD

CYLD (cylindromatosis-associated DUB) belongs to the USP class of cysteine proteases
and is identified as a tumor suppressor on account of its loss of function correlated with
several cancers including melanoma. CYLD expression was shown to be inversely corre-
lated with overall and progression-free survival in melanoma patients [50,85,86]. Initial
investigations into the role of CYLD in malignant melanoma have shown that its transcript
or protein level is strongly decreased in primary or metastatic melanomas compared to
normal human epidermal melanocytes in vitro as well as in vivo on immunohistochem-
istry sections [85,87]. Furthermore, CYLD expression is not influenced by either origin
or genetic background and remains highly heterogeneous both in melanoma cells and
in fresh tissue melanoma progression [86]. However, CYLD has been implicated in the
control of melanoma tumorigenesis in vivo. Melanoma development and progression
were studied in Cyld-epleted mice (C57BL/6 Cyld knockout) in a mouse model of spon-
taneous melanoma development (Tg (Grm1) Cyld +/+ mice). These Cyld-deficient mice
showed an earlier onset and accelerated growth of melanoma compared to wild-type
mice due to lymphatic angiogenesis caused by its deubiquitinase function. However, this
process is a tumor-autonomous self-mechanism, as cell lines generated from these mice
(Tg(Grm1) Cyld−/−) showed increased proliferation and migration, as well as clonogenic-
ity in vitro [88]. Thus, the deubiquitinase function of CYLD appears to be more relevant
to vascular remodeling than to the proliferation process. CYLD expression is mediated
by the transcriptional repressive SNAIL1 and by promoter regulation binding dependent
on ERK signaling. Thus, a decrease in SNAIL1 expression after treatment with a BRAF
inhibitor leads to an increase in CYLD mRNA levels and, conversely, after transfection with
a mutated form of BRAF. Melanoma cells overexpressing CYLD showed an anchorage-
independent reduction in proliferation and growth demonstrated both in vivo and in vitro
using a murine xenograft model. Other studies on in vitro or in vivo melanoma have also
concluded that this process is dependent on deubiquitinase activity [86,87]. Conversely,
CYLD expression has been suggested to be downregulated because of elevated SNAIL1
expression, resulting in increased levels of CCND1(Cyclin-D1) and CDH2 (N-Cadherin)
and enhanced proliferation, migration, and invasion of human melanomas [85]. Additional
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investigations have shown that this control of proliferation after CYLD depletion is due
to the induction of apoptotic markers such as activation of caspase 3 and cleavage of
poly(ADP-ribose) polymerase (PARP). This mechanism involves the suppression of the
K63-linked polyubiquitin chains of RIPK1 (receptor-interacting protein kinase 1) by CYLD,
thereby promoting its degradation, a mechanism that does not appear to be exclusive to
melanoma [86]. RIPK1 overexpression is known to promote caspase activation-dependent
cell death in many other cell types [89]. Thus, depleting CYLD in melanoma cells leads to an
increase in RIPK1 associated with an increase in K63-related polyubiquitination of RIPK1.
At the molecular level, some mechanisms are maintained, such as activation of NF-κB and
JNK/AP-1/β1-integrin pathways in response to CYLD gain and loss of function that could
explain the observed melanoma tumorigenesis [87,90]. Recently, CYLD has been shown to
participate in the tumorigenicity of melanoma cells through its important role in regulating
the MAPK pathway by modifying lysine-63 (K63)-linked polyubiquitinated chains for
ERK1/2. Forced expression of CYLD results in a hypoubiquitinated state of ERK1/ERK2
with reduced activation, but not observable with a catalytically inactive CYLD mutant
(C601A). This inverse correlation between CYLD and ERK1/2 activation is observable by
immunohistochemistry on human melanoma samples with a preference for a decreased
CYLD transcript in highly metastatic melanoma and is associated with poor survival in
melanoma patients. This regulation involves an interaction between CYLD and ERK1/2
in A375 cells. In addition, melanoma-derived point mutants of CYLD (F675S, P698L, and
D681G) also lose the ability to remove ubiquitin chains from ERK1. For the first time, the
ubiquitination role of ERK1 and ERK2 kinases, involved in the major signaling pathways
of fundamental processes such as cell proliferation, survival, migration, and differentiation,
has been identified in melanoma. K63 ubiquitination and ERK1/2 activation are closely
correlated, as the increase in ERK1/2 proteins conjugated with K63 ubiquitin and their
phosphorylation were activated after stimulation with growth factors. Among the 11 lysine
residues of ERK1, ERK1 ubiquitination occurs mainly at residues K168 and K302, a site
maintained on ERK2 that corresponds to K149 and K283. Expression of ERK1 and ERK2
proteins, which are mutant for these ubiquitination sites, results in decreased ERK activa-
tion and renders melanoma cells resistant to the BRAF inhibitor PLX4032 (vemurafenib).
Moreover, overexpression of these mutants does not cause any cytotoxic effect in A375 cells
as does forced expression of ERK1 or ERK2. Interestingly, ubiquitination of ERK2 at the
K302 site, by its structural localization, favors interaction with MEK without modifying
activation, which makes ubiquitination of ERK2 a drug strategy of choice for the activation
of the MAPK pathway that is mostly reactivatable in BRAFinh resistance mechanisms.

2.2. JAB1/MPN/MOV34 Metalloenzymes (JAMMs)
2.2.1. MYSM1

During the transformation of cells into cancer cells, overexpression of the enzyme Myb-
like SWIRM and MPN domain 1 (MYSM1, also known as 2A-DUB) allows for an increased
expression of genes involved in cell growth and proliferation. This functional involvement
in MYSM1 genome regulation is due, in part, to chromatin-associated factors and catalyzes
the deubiquitination of histone H2A on lysine residue K119. More recently, it has also
been implicated in poor outcomes in melanoma [91]. Of interest, MYSDM1 has been
identified as involved in the proper functioning of melanogenesis, as well as in melanoma
tumorigenesis [92]. Melanoma clones lacking MYSM1 have been found to exhibit reduced
overall proliferation and viability, including in 3D culture models, with increased apoptosis.
In addition to the growth defects, MYSM1-deficient mice exhibit “belly and tail patches”
(Bst) characteristic of a phenotypic dysfunction of skin development that intensifies with
age. These mice show abnormalities in the specification of murine melanocytes, which
affects the tyrosinase (Tyr) genes and causes the loss of epidermal stem cells implicated in
derived precursor regeneration. These processes are dependent on the P53 pathway and
the expression of the cMET transcription factor gene through regulatory MYSM1-binding
to promotor elements. An MYSM1 protein quantification showed an incremental increase



Cancers 2022, 14, 3371 13 of 19

during the progressive transformation of normal melanocytes into malignant melanoma
cells with a correlation with c-KIT expression in melanoma. MYSM1 expression is sensitive
to chemotherapy-induced DNA damage response (etoposide) with nuclear recruitment
to the γH2AX site in melanoma cells [93]. The therapeutic potential of MYSM1 in the
maintenance of genome integrity could be explored by targeting the ubiquitinated form of
its substrate histone H2A (H2Aub), as well as other components of the MYSM1 interactome,
including DNA repair and replication factors, previously implicated in DNA damage
responses and melanoma cell survival [92,93].

2.2.2. PSMD14

PSMD14 (RPN11 or POH1) is a member of the JAMM domain class of metallopro-
teinases with ATP- and Zn2+-dependent deubiquitinase activity. This domain, composed
of two histidine residues and aspartic acid (His-X-His-X10-Asp), allows binding to a zinc
ion to form the catalytic site of PSMD14. This DUB is an intrinsic component of the 26S pro-
teasome that sits directly above the substrate translocation gate in the 19S RP lid [94]. It is a
strategically important location for the control of substrate recognition prior to degradation,
thus acting as a gatekeeper for ubiquitinated substrate entry and participating in the release
of ubiquitin chains after cleavage. Studies have shown the importance of the JAMM motif
of PSMD14 in the deubiquitination of substrates by the proteasome [95]. Thus, PSMD14
may have a dual function after the removal of the ubiquitin chains, either facilitating the
delivery of the substrate to the proteasome and facilitating its proteolysis, or conversely
releasing the protein from the proteasome and preventing its degradation. PSMD14 exerts
both a proteasome-dependent deubiquitinase activity via cleavage of K48-linked ubiquitin
chains for proteasomal processing and degradation, and a non-proteasomal activity by
targeting K63-linked ubiquitin chains [96–98]. As suspected, due to its key role in protea-
somal integrity and activity, PSMD14 functional alteration leads to cell viability defects
in all species and has recently been studied in melanoma. After a screening of the DUB
siRNA library, depletion of PSMD14 was found to be the main process in both the suppres-
sion of growth by controlling SMAD3 stabilization and activation and the suppression of
metastatic capacity by affecting the TGFb pathway and the transcription factor SLUG [99].
In addition to melanoma cellular proliferation, these findings suggest a role of PSMD14
within the EMT process, as also observed in breast and esophageal cancers [100,101]. Hence,
PSMD14 activity or expression may mediate the EMT phenotype that is associated with
tumor progression, metastasis, and drug resistance [102–104]. Recently, capzimine has been
developed as a selective inhibitor of PSMD14. Capzimine induces cell death, is associated
with DNA damage, and blocks proliferation in 60 cancer cell lines (NCI panel), including
melanoma cell lines [105]. At this point, PSMD14 appears to be a promising new thera-
peutic target in melanoma. However, further studies are required to better understand the
cellular and molecular mechanisms involving PSMD14 in relation to either degradative
or non-degradative processes. Regarding the role of PSMD14 in cell survival, additional
research should also address the potential of targeting PSMD14 in combination with current
anti-MAPK therapies or immune checkpoint blockade therapies.

3. Conclusions and Perspectives

Despite recent advances in melanoma treatment, with the use of therapies targeting
BRAF oncogenic signaling and anti-PD-1 immunotherapies, treatment failure and disease
relapse occur in a majority of melanoma patients with advanced late-stage melanoma,
warranting the development of novel therapeutic options. This review article focuses on
the role of DUBs and their ubiquitin-modified substrates in the pathogenesis of cutaneous
melanoma at the level of tumor initiation, survival/proliferation, and migration/invasion,
processes that drive tumor progression. Among the DUBs encoded in the human genome,
twelve are experimentally involved in melanoma progression through their alteration
and are related to a poor prognosis in melanoma patients. In addition to USP10, USP11,
and USP22, which are associated with a more aggressive and invasive phenotype linked
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to clinico-pathological parameters, USP9X, USP7, CYLD, and MYSM1 are also impli-
cated in the transformation of melanocytes to melanoma and in the melanoma metastatic
processes [66]. These DUBs are involved in a variety of biological processes, including
proteasomal and transcriptional programs, DNA damage response, inflammation, and
MAPK oncogenic signaling pathways that may lead to therapeutic resistance. In this way,
these DUBs could be considered as emerging biomarkers by which to predict metastatic
potential and response to treatment. Additional research may address functional relation-
ships between the involvement of deubiquitinase in both genetic alterations that contribute
to the molecular classification of melanoma [106] and non-genetic alterations (metabolism
and epigenetic changes) implicated in key signaling pathways responsible for melanoma
progression and resistance [107,108].

Regarding the role of PSMD14 in cell survival, additional research should also address
the potential of targeting PSMD14 in combination with current anti-MAPK therapies or
immune checkpoint blockade therapies. Therefore, investigating the effect of compounds
targeting these DUBs in combination therapy regimens may pave the way for future ther-
apies for metastatic and resistant melanoma. For example, USP7 has recently gained
attention in cancer biology due to its central role in stabilizing the tumor suppressor p53.
USP7 activity has been successfully targeted with small-molecule inhibitors FT827 and
FT671, which showed cytotoxic effects in in vitro and in vivo models [47,109]. At present,
these pharmacologic inhibitors have not been assessed in clinical trials. A clinical trial
testing the USP14 and UCHL5 competitive inhibitor VLX1570 in combination with dex-
amethasone in patients with multiple myeloma (NCT02372240) was suspended due to
high toxicity. In this context, testing lower doses of VLX1570 (or related compounds) in
combination with current anti-melanoma therapies may reveal novel therapeutic opportu-
nities. In addition, PSMD14 inhibitors may provide an alternative to current proteasome
inhibitors due to a better efficacy on solid tumors, particularly melanoma cells [105]. To
date, however, most of the small-molecule DUB inhibitors developed suffer from poor
potency and selectivity. Thus, the non-selective quality of some DUBs inhibitors is high-
lighted by two main barriers: the first barrier that has impeded the development of drugs
targeting DUBs is the similarities in catalytic domains among each subclass. This has
rendered it difficult to find molecules that show selectivity among related DUBs without
having off-target effects. For instance, UCHL5 and USP14, the proteasomal DUBs, share
similar active sites, so therapy specific to a single DUB remains to be improved. A second
barrier relates to the discovery that many DUBs have several substrates, implicated in
several protein complexes, molecular pathways, and cellular identities. Thus, a specific
inhibitor might have limitations in its mechanism of action [110]. Hence, understanding
the mechanisms by which individual DUBs act is important in initiating any subsequent
screening and drug discovery campaign. Efforts are being undertaken through large-scale
approaches, including a combined computational and experimental approach that can be
used to propose potential new DUB functions and provide useful resources for interested
investigators [111].

Owing to their biological activity and their druggability, DUBs represent fascinating
targets. As such, great advances have been made by attributing specific functions to DUBs
in multiple processes related to melanoma pathology. However, before DUB targeting can
have clinical application, a better understanding of their mechanisms of action is needed
and future studies should address several key issues, such as the following: What are the
substrates of these direct DUBs in melanoma? Are they the same as those in other tissues or
cancers? How are these DUBS adjusted at these distinct pathological stages? Are melanoma
pathological processes regulated by degradative ubiquitination, non-degradative ubiq-
uitination, or a combination of both? Does environmental diversity, such as metabolic
changes [112], circulating growth factor levels, changing physical stresses or different
angiogenic or inflammatory zones [113,114], or the mutational context as “pilot” [59] or
“transient” mutation, affect the degree of deubiquitination, the expression level of DUBs,
and the diversity of the substrates of interest in melanoma? Both the modulation of deubiq-
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uitinase activity and targeted substrates contribute to this diaphony affecting cellular fate
decisions directly relevant to cancer, hinting that the same DUB can be assigned properties
of both oncogenes and tumor suppressors depending on the cellular and environmental
context [115,116]. Answering these questions should certainly ameliorate the translational
potential of targeting DUBs in advanced and refractory melanoma.
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Deubiquitinase Inhibitors Impair
Leukemic Cell Migration Through
Cofilin Oxidation and Alteration of
Actin Reorganization
Frédéric Larbret1,2*, Pierric Biber1,2, Nicholas Dubois1, Stoyan Ivanov1,
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Actin networks are dynamically regulated through constant depolymerization and
polymerization cycles. Although the fundamental mechanisms that govern these
processes have been identified, the nature and role of post-translational modifications
(PTMs) of actin and actin regulatory proteins are not completely understood. Here, we
employed Actin CytoFRET, a method that we developed for real time detection of
fluorescence resonance energy transfer (FRET) signals generated by actin dynamics,
to screen a small library of PTM-interfering compounds on a biosensor leukemic T cell line.
This strategy led to the identification of small molecule inhibitors of deubiquitinating
enzymes (DUBs) as potent inducers of actin polymerization and blockers of
chemotactic cell migration. The examination of the underlying mechanism further
revealed that the actin depolymerizing protein cofilin represents a major effector of
DUB inhibitor (DUBi)-induced actin reorganization. We found that DUB blockade
results in the accumulation of polyubiquitinated proteins and ROS production,
associated with cofilin oxidation and dephosphorylation on serine 3, which provokes
uncontrolled actin polymerization impairing cell migration. Together, our study highlights
DUBs as novel regulators of actin dynamics through ROS-dependent cofilin modulation,
and shows that DUBi represent attractive novel tools to impede leukemic cell migration.

Keywords: actin cytoskeleton, FRET, DUB, cofilin, leukemic cell migration

INTRODUCTION

Dynamic remodeling of actin structures allow cells to respond to extracellular stimuli and
mechanical cues and occur during major cell biological processes, including cytokinesis,
endocytosis, adhesion and migration (Pollard and Cooper, 2009; Tojkander et al., 2012).
Consequently, actin cytoskeleton dysfunction has been implicated in many pathological
conditions including immunological diseases and cancer. Actin, one of the most abundant
proteins found in all eukaryotic cells, exists under two different forms: a monomeric globular
form (G-actin) and a polymeric filamentous form (F-actin). Spontaneous actin polymerization
follows the hydrolysis of a bound adenosine triphosphate (ATP) molecule. However, an equilibrium
between G-actin and F-actin is maintained through continuous actin filaments treadmilling, in
which monomers dissociate from the pointed end and polymerize at the barbed end (Suarez and
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Kovar, 2016). The shaping of complex and dynamic actin
filament networks is controlled by actin regulatory proteins
displaying specialized functions such as actin monomers
sequestration, filament nucleation, elongation and branching,
as well as filament capping, severing and crosslinking
(Paavilainen et al., 2004; Rotty et al., 2013; Pollard, 2016). In
addition, small GTPases of the Rho superfamily provides a link
between extracellular environment and the actin machinery (Sit
and Manser, 2011).

Post-translational modifications (PTMs) of actin emerge as
major regulatory events of actin dynamics (Terman and Kashina,
2013). Specific covalent modifications by a vast array of enzymes
include acetylation, methylation, ADP-ribosylation, arginylation,
phosphorylation and ubiquitination. These PTMs, as well as
other redox-related modifications such as oxidation,
differentially alter actin cytoskeleton remodeling in both
physiological and pathological situations (Schaefer et al., 2012;
Terman and Kashina, 2013). Adding to the complexity, actin
regulatory proteins are also subjected to PTM. For example,
tyrosine phosphorylation of WASp is linked to signal-
enhanced actin polymerization (Cory et al., 2003; Badour
et al., 2004). Actin binding of the actin-depolymerizing factor
(ADF)/cofilin family is modulated by PTMs, including
phosphorylation on serine 3 (Bernstein and Bamburg, 2010;
Kanellos and Frame, 2016) and oxidation (Klemke et al., 2008;
Cameron et al., 2015). Recent studies have shown the importance
of ubiquitination/deubiquitination of ABPs such as WASH and
Coronin 7 for the regulation of actin assembly and protein
trafficking (Hao et al., 2013; Yuan et al., 2014). Also, the
activity and expression of RhoA are regulated through
phosphorylation and ubiquitination (Lang et al., 1996; Wang
et al., 2003). However, the role and interplay between the multiple
PTMs of actin and actin regulatory proteins are still largely
misunderstood.

In this study, we examine the effect of pharmacological
modulators of PTMs on actin remodeling by using Actin
CytoFRET, a method that we developed for the detection of
FRET signals generated by actin polymerization/
depolymerization (Larbret et al., 2013). The major advantage
of this approach is that it makes it possible to measure not only
the degree of polymerized actin (F-actin), comparable to
phalloidin labeling, but also the actin nucleation allowing to
better evaluate the steady-state dynamics of actin filaments.
The screening of a small library of PTM-interfering chemical
compounds on the Actin CytoFRET leukemic biosensor T cell
line Jurkat identified multiple inhibitors of deubiquitinating
enzymes (DUBs) as potent inducers of actin reorganization.
DUBs represent a large group of ubiquitin-specific proteases
that are involved in essential processes, such as ubiquitin
recycling, protein trafficking and activity and protein
degradation by the ubiquitin-proteasome system (UPS)
(Komander et al., 2009; D’Arcy et al., 2015). Several DUB
inhibitors (DUBi) were found to trigger a rapid and dose-
dependent actin reorganization, and to impair leukemic cell
chemotactic migration. Mechanistically, we found that actin
reorganization triggered by DUB blockade involved the
dephosphorylation and oxidation of the actin remodeling

protein cofilin. These findings provide evidence that DUB
inhibitors induce a strong oxidative burst impacting actin
cytoskeleton reorganization and cell migration, thereby
suggesting their use as potential anti-leukemic therapies.

MATERIALS AND METHODS

Cells, Culture, Antibodies and Reagents
The Jurkat leukemic T cell line (clone E6.1) was from American
Type Culture Collection (ATCC, catalog number TIB-152).
Jurkat cells were cultured at 37°C in 5% CO2 in RPMI
supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS) (Hyclone),
and DMEM, 10% fetal bovine serum, respectively). Control (CT)
and Actin CytoFRET (ACT) reporter cell lines were generated as
previously described (Larbret et al., 2013). Antibodies against
β-actin (C4) were purchased from Santa Cruz Biotechnology,
cofilin (D3F9), ERK2 (9108), profilin (C56B8), ubiquitin (P4D1),
and phospho-ADF/cofilin (3312) were purchased from Cell
Signaling Technology. Anti-gelsolin (ab11081) was from
Abcam. Anti-thymosin β4 (AF6796) and recombinant human
CXCL12/SDF-1 were from R&D Systems. WP1130, b-AP15 and
PR-619 were from Merck. VLX1570 and AMD3100 were from
Selleckchem. All other chemicals were from Merck. Plasmid
DNA were transfected with Lipofectamine 2000 (Thermo
Fischer Scientific).

Plasmid Constructions
Plasmid constructions, cloning, and DNA sequencing were
carried out according to standard protocols. For single color
(EGFP or mOrange) and EGFP or mOrange fused to actin,
cloning strategies were described previously (Larbret et al., 2013).

Cofilin shRNA Lentiviral Particles
Cofilin-1 shRNA and control shRNA lentiviral particles were
purchased from Santa Cruz Biotechnology. To generate cofilin-1
knockdown cells, 1 × 105 Jurkat cells were infected with 10 μl of
lentiviral particles encoding either non targeting control shRNA
sequence or cofilin shRNA for 12 h, washed and cultured for 48 h.
After a second infection cycle, cells were cultured with puromycin
to select infected cells. Transduction and shRNA efficiency was
assessed by immunoblotting with antibody against cofilin.

FRET Measurement and Actin CytoFRET
Screening Protocol
Actin FRET signals were recorded on actin biosensor cell line
(FRET-ACT) using a ratiometric method (Larbret et al., 2013).
Briefly, untreated or treated FRET-CT and FRET-ACT cell lines
were analyzed on a FACSCanto II flow cytometer (BD
Biosciences) by using 488 nm donor excitation wavelength.
Donor fluorescence was collected in the EGFP channel with a
530/30 nm filter, while mOrange acceptor signal was measured
with a 610/15 nm filter. FRET ratio was determined as the ratio
between acceptor (mOrange) and donor (EGFP) fluorescence
intensity under the donor excitation wavelength. The FRET ratio
that is determined in untreated or DMSO-treated FRET-ACT
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cells reflects the degree of basal actin polymerization. For each
sample, a minimum of 5,000 cells that fell within the adjusted
morphology gate was analyzed. For real time flow cytometry
analysis, measurements were performed using an ARIA II
cytometer (BD Biosciences) equipped with a heating sample
injection chamber that maintains samples at 37°C during the
analysis.

For treatment with chemical compounds, FRET-CT and
FRET-ACT cell lines were seeded in 96 well plates at a density
of 1 × 105 cell/ml the day before FACS analysis. Cells were then
incubated with each compound or DMSO for 1 h at 37°C before
flow cytometry analysis. A FACSCanto II flow cytometer
equipped with a carousel loader was used. Each compound
was screened at three different concentrations, with DMSO
treatment as control. To calculate actin FRET efficiency in the
presence of a compound, we used the following formula:
Compound FRET efficiency (%) � [1-(DMSO FRET ratio/
Compound FRET ratio)] × 100.

ROS Staining
CM-H2DCFDA (Thermo Fisher Scientific) was dissolved in
DMSO and stored as 100 mM at –20°C. Cells were incubated
with 10 μM CM-H2DCFDA for 30 min at 37°C. Then, cells were
washed twice with PBS and exposed to pharmacological
treatments during 1 h at 37°C. CM-H2DCFDA fluorescence
was detected by flow cytometry with an excitation wavelength
of 488 nm and emission wavelength of 535 nm.

Apoptosis Analysis
Cell death was evaluated using an Apoptosis Detection Kit
(BD Biosciences) as described previously (Didier et al., 2018).
Briefly, 105 cells were washed twice with PBS, stained with
Annexin-V and propidium iodide in binding buffer for
15 min at room temperature. Cells were then analyzed by
flow cytometry using a FACSCanto II and the DIVA8
software (BD Biosciences).

Aggresome Staining
Proteostat aggresome detection kit (Enzo Life Sciences) was used
for aggresome staining. Briefly, Jurkat cells were washed with Ice
cold PBS, then fixed with 3.7% formaldehyde in PBS, and
permeabilized with 0.5% Triton in PBS, 1% bovine serum
albumin for 20 min at room temperature. Cells were washed
and labeled with 200 μl of proteostat red dye and incubated for
30 min at room temperature. Analysis was performed by flow
cytometry.

Cell Lysis and Immunoblotting
Cells were lysed in ice-cold RIPA lysis buffer: 1% NP-40 in
50 mM NaCl, 50 mM Tris-HCl, pH 7.4, 0.1% SDS, 0.5%
sodium deoxycholate, 150 mM NaCl, 2 mM EDTA, 50 mM
NaF supplemented with protease and phosphatase inhibitors
(Roche Diagnostics) for 30 min on ice. Then, samples were
centrifuged at 7,500 g for 10 min at 4°C. Supernatant (soluble
fraction) was separate from pellet (insoluble fraction). Oxyblot
detection kit (Abcam) was used for the detection of cofilin
oxidation. The procedure for derivatization of protein

carbonyls with DNPH and subsequent detection using the
Oxyblot kit basically follow the procedure as outlined in the
kit brochures. Briefly, 20 μg protein was derivatized with DNPH
and separated on a 10% pre-cast gel (BioRad, United States) using
standard SDS polyacrylamide electrophoresis. Following
separation, the gels were transferred to a PVDF membrane
and probed with the primary polyclonal anti-DNP and
secondary antibodies anti-rabbit IgG provided in the kit and
developed using enhanced chemiluminescence (GE Healthcare).

GFP-Trap Immunoprecipitation
Jurkat T cells were electroporated with GFP-cofilin expression
vector (Addgene Plasmid #50859). 48 h post transfection cells
were lysed in ice cold RIPA lysis buffer supplemented with
10 mM DTT. 2 ml of clarified lysate was incubated with 50 µl
of GFP-Trap® (Chromotek) for 1 h at 4°C, and washed three times
in IP buffer for 5 min each. The washed GFP-Trap® (Chromotek)
resin was incubated for 2 min in IP buffer adjusted to pH 2.0 in
order to acid-elute the samples.

Cell Migration Assay
Jurkat cell migration was assessed on uncoated polycarbonate
Transwell-96 well support plates with 5-μm pore size
(Corning). Cells were serum-starved for 4 h before the
experiment. 1 h before the experiment, chemical
compounds were added to the medium. Then, medium
alone or CXCL12 (100 ng/ml) was added in the lower
chamber, and the treated cell suspension (5 × 105 cells)
was added in the upper chamber. Cell migration in the
lower well was measured after 90 min of migration and
quantified by flow cytometry as described before
(Ticchioni et al., 2002).

Immunofluorescence and Microscopy
Analysis
Jurkat cells were adhered on poly-L-lysine coated slides (Thermo
scientific), fixed with 3.7% paraformaldehyde. Cells were then
permeabilized with 0.1% Triton X-100, washed and incubated
overnigh with PBS supplemented with 1% bovine serum albumin
(BSA) in the presence of anti-Cofilin antibodies. Following
incubation with Alexa Fluor 594-conjugated goat anti-rabbit
cross-adsorbed secondary antibodies (Thermo Fischer
Scientific) for 30 min and nuclei staining with DAPI,
coverslips were mounted in ProLong antifade mounting
reagent (Thermo Fisher Scientific). Slides were then analyzed
on a Axiovert 200Mmicroscope (Zeiss) equipped with Orca CCD
camera (Hamamatsu).

Statistical Analysis
All data are presented as the mean ± SD of at least three
independent determinations. p-values were determined using
the Prism software (GraphPad, United States). Data sets were
tested for normality, no outliers were removed and Student’s T
tests were performed to determine statistical significance.
p-values of 0.05 (*), 0.01 (**) and 0.001 (***) were considered
statistically significant.
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RESULTS

Actin CytoFRET Screening Identifies DUB
Inhibitors as Actin CytoskeletonModulators
In order to evaluate the impact of post-translational
modifications on actin dynamics, we employed Actin
CytoFRET, a method that we developed for real-time

detection by flow cytometry of FRET signals generated by
actin filament remodelling in engineered Jurkat leukemic T cell
lines (Larbret et al., 2013). Briefly, the principle of the method
is based on the use of biosensor cell lines expressing actin
monomers fused to EGFP or mOrange fluorescent proteins. A
cell line (CT) expressing actin-EGFP and unfused mOrange
serves as a negative control (Figure 1A). Within the Actin

FIGURE 1 | High-content screening using Actin CytoFRET identifies deubiquitinase inhibitors as novel modulators of actin remodeling. (A) Actin CytoFRET
principle: Actin-FRET (ACT) cell line expresses EGFP-actin and mOrange-actin fluorescent proteins (FPs). FRET signals are emitted in FRET-ACT cells when EGFP-actin
and mOrange-actin locate close to each other in actin filaments. FRET-control (CT) cell line expresses EGFP-actin and mOrange alone that cannot be incorporated into
actin filaments, preventing FRET signal emission. FRET signals are monitored by flow cytometry using a ratiometric method. (B) Heatmap representation of Actin
CytoFRET screening of a small library of compounds affecting post-translational modifications. Each compound was tested at three concentrations (5, 10, 30 µM) for
60 min on ACT and CT reporter cell lines and FRET signals were recorded by flow cytometry. Data are expressed as the percentage of FRET efficiency between DMSO-
treated and compound-treated cells. Jasplakinolid and Latrunculin B were tested as controls for actin polymerization and depolymerization, respectively. (C) Dose-
response determination of the activity of DUBi WP1130, b-AP15, PR-619 and VLX1570 on actin FRET efficiency. Data represent the mean ± SD of n � 3 independent
experiments. EC50 for each drug were calculated using GraphPad Prism software.
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CytoFRET cell line (ACT), the interaction of actin-EGFP and
actin-mOrange during actin assembly generates a FRET signal
that is recorded by flow cytometry using a ratiometric method
(Larbret et al., 2013). Increase of FRET signal is characterized
by a decrease in GFP fluorescence intensity and an increase in
mOrange intensity upon 488 nm wavelength excitation laser.
The actin stabilizing agent Jasplakinolide and the actin
depolymerizing drug Latrunculin B were used as controls
for monitoring actin assembly and disassembly, respectively.
While Jasplakinolide induced an increase of FRET signals,
Latrunculin B resulted in a decrease of FRET signals
(Figure 1B). Using this method, we screened a small library
of compounds interfering with PTMs such as acetylation,
methylation, oxidation, phosphorylation and ubiquitination
for their activity on actin cytoskeleton. ACT and CT cell lines
were incubated with either DMSO or increasing doses of the
indicated compounds. The majority of tested molecules had no
effect on actin dynamics. On the contrary, the treatment with
four inhibitors of DUBs, WP1130, b-AP15, VLX1570 and PR-
619 (Supplementary Figure S1) induced a strong dose

dependent increase of actin FRET signals that compared to
the effect of Jasplakinolide (Figure 1B). At a concentration of
30 μM, FRET signals were augmented by WP1130, b-AP15,
VLX1570 and PR-619 by 20.3, 15.8, 7.6 and 8.1%, respectively
(Figure 1B). Dose responses performed with these compounds
showed that the EC50 for increasing actin FRET efficiency was
4.9, 5.6, 8.6 and 19.1 μM for WP1130, b-AP15, VLX1570 and
PR-619, respectively (Figure 1C). In contrast, UPS inhibition
by Bortezomib and MG132 or the inhibition of the
E1 ubiquitin-activating enzyme by Pyr-41 did not affect
actin reorganization (Figure 1B). Our screening strategy
thus identifies multiple DUB inhibitors (DUBi) as novel
inducers of actin assembly.

DUB Inhibitors Promote Actin
Polymerization and Impair Leukemic Cell
Migration
To confirm the effect of DUBi on actin polymerization, we
analyzed ACT cells by confocal microscopy following treatment

FIGURE 2 | DUB inhibition increases actin polymerization and blocks leukemic cell chemotactic migration. (A) Confocal microscopy analysis of actin-mOrange
distribution in ACT Jurkat cells treated with DMSO or 15 µM of WP1130 and b-AP15 for 30 min. Nuclei were counterstained with DAPI before analysis. Scale bar, 5 µm.
(B) Effects of WP1130, b-AP15, PR-619 and VLX1570 on CXCL12-induced Jurkat T cell migration. Cells were migrated against 100 ng/ml of CXCL12 for 90 min in the
presence or not of 15 µM of the indicated compound. Results are expressed as the fold of cell migration compared to DMSO control condition. Scatter plots show
the mean of n � 3 independent experiments. ***p < 0.001, unpaired t-tests between DMSO and each treated condition. (C) Real time analysis of actin FRET signals
induced by 100 ng/ml CXCL12 on ACT cell line treated with DMSO or 15 µMWP1130 and b-AP15 for 30 min. Flow cytometry histograms show representative data on
ACT cell line treated with DMSO or DUBs inhibitors. Data are representative of n � 3 independent experiments. The effect of CXCR4 inhibitor AMD3100 (5 µM) on
CXCL12-induced actin FRET signals is shown as control.

Frontiers in Pharmacology | www.frontiersin.org January 2022 | Volume 12 | Article 7782165

Larbret et al. Deubiquitinase Inhibitors Impair Cell Migration

https://www.frontiersin.org/journals/pharmacology
www.frontiersin.org
https://www.frontiersin.org/journals/pharmacology#articles


with WP1130 and b-AP15. DUB inhibition by WP1130 and
b-AP15 resulted in a dramatic redistribution of actin-mOrange
fluorescence in a cortical ring (Figure 2A). Actin remodeling is a
crucial event regulating cell motility (Olson and Sahai, 2009;
Pollard and Cooper, 2009). We thus examined the effect of
DUB inhibition on leukemic T cell chemotactic migration.

Jurkat cells were treated or not with DUBi and the CXCR4
inhibitor AMD3100 for 60min and equal numbers of cells were
allowed to migrate for 90 min towards a gradient of CXCL12 in
Transwell chambers as described before (Ticchioni et al., 2002).
The number of migrating cells in lower chambers was then
determined by flow cytometry. The chemotaxis-driven

FIGURE 3 | DUB inhibition induces cofilin dephosphorylation. (A) Analysis of actin FRET efficiencies on ACT cell line pre-treated with 500 nM Latrunculin B or 5 µM
CK-666 for 1 h prior addition of 15 µM of WP1130 or b-AP15 for one additional hour. Data are expressed as the percentage of FRET efficiency between DMSO-treated
and compound-treated cells. Graphs aremean ± SD of n � 3 independent experiments. (B) Immunoblot analysis showing the effect of WP1130 and b-AP15 (1 h, 15 µM)
on the levels of actin sequestering proteins. Membranes were probed with the indicated antibodies and anti-ERK2 as loading control. (C) Effect of increasing
amounts of WP1130 and b-AP15 on the phosphorylation of cofilin at Ser3. Membranes were probed with the indicated antibodies and quantified against total cofilin
signal (bar graph). Upper panel, bar graphs show actin FRET efficiencies recorded on ACT cells upon the same treatment (mean ± SD of 3 independent experiments).
immunoblot analysis of lysates obtained from cells treated as above. (D) Time-course analysis of cofilin Ser3 phosphorylation following treatment with 15 µM of WP1130
and b-AP15 for the indicated time. Membranes were probed with the indicated antibodies and quantified against total cofilin signal (bar graph). Upper panel, the graph
shows the corresponding effects on actin FRET efficiencies. (E)WP1130 and b-AP15, but not 8TQ, HBX41108 and MG132, reduce cofilin Ser3 phosphorylation levels.
Immunoblotting were performed on lysates from Jurkat cells treated with 15 µM of the indicated compound for 30 min. (F) Immunoblot analysis of cofilin Ser3
phosphorylation on cells treated with 500 nM Latrunculin B or 5 µM CK-666 prior addition of 15 µM of WP1130 and b-AP15 for 30 min.
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migration of leukemic cells treated with WP1130, b-AP15,
VLX1570, PR-619 and AMD3100 was dramatically impaired
compared to cells treated with DMSO (more than 90% of
reduction) (Figure 2B). Note that the dose of WP1130 and
b-AP15 that blocked cell migration had no impact on Jurkat
cell viability as shown by FACS analysis of annexin V/PI
staining (Supplementary Figure S2). We next examined
whether the inhibition of leukemic cell migration by DUBi
originated from an impaired response to CXCL12 of its

receptor CXCR4. Real time analysis of actin FRET following
CXCL12 stimulation showed that the rapid reorganization of
actin that was triggered by CXCL12 was completely abolished
by a co-treatment with WP1130, b-AP15 and AMD3100
(Figure 2C). Importantly, DUB inhibition had no effect on the
levels of CXCL12 receptor CXCR4 (Supplementary Figure S3).
These observations show that DUB inhibition promotes
exacerbated actin polymerization, which impairs leukemic cell
chemotactic migration.

FIGURE 4 | Effect of cofilin knockdown on DUBi-induced actin reorganization. (A) Immunoblot analysis showing cofilin downregulation on Jurkat ACT cell line
following stable transduction with shCtrl or shCofilin vectors. ERK2, loading control. Densitometric quantification to ERK2 signal is shown (lower panel). (B) Basal actin
FRETmeasurement expressing shCtrl or shCofilin vectors. Data are representative of n � 5 independent experiments. (C) Analysis of actin FRET efficiency following DUB
inhibition on shCtrl and shCofilin ACT cell lines. Cells were treated or not withWP1130 and b-AP15 (15 µM each) for 30 min and FRET efficiencies were recorded by
flow cytometry. Data are expressed as the percentage of FRET efficiency between DMSO-treated and compound-treated cells. Scatter plots show the mean of n � 5
independent experiments. ***p < 0.001, unpaired t-tests between DMSO and each treated condition. (D)Confocal microscopy analysis of actin-mOrange reorganization
in shCtrl and shCofilin ACT cells. Scale bar, 20 µm. (E) Effect of WP1130 and b-AP15 on SSH1 expression and LIMK1/2 and Cofilin phosphorylation. Cells were treated
for 1 h at 37°C with the indicated compound (15 µM) and lysates were analyzed by immunoblotting with the indicated antibodies and quantified by densitometry analysis
against total cofilin signal (right panel).
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DUB Inhibition Induces Actin
Reorganization Through Cofilin
Dephosphorylation
We next wish to characterize how DUB inhibition resulted in
actin reorganization. The Jurkat ACT cells were pre-treated with
the F-actin depolymerizing drug Latrunculin B (LB) or the Arp2/
3 complex inhibitor CK-666. As shown in Figure 3A, the pre-
treatment with LB abolished the elevation of actin FRET signals
induced byWP1130 and b-AP15, whereas the pre-treatment with
CK-666 dramatically reduced it, indicating the involvement of
actin monomers nucleation and/or assembly in this process. We
therefore hypothesized that DUB inhibition could affect the
expression and/or the activity of actin-binding protein
involved in actin nucleation or polymerization (Pollard, 2016).
Western blot analysis of lysates from Jurkat cells treated with
WP1130 and b-AP15 revealed that DUB inhibition did not affect
the protein levels of ABPs such as profilin, gelsolin, cofilin and
thymosin β4. However, a decrease of the phosphorylation of
cofilin serine 3 was observed upon WP1130, b-AP15, VLX1570
and PR-619 treatment (Figure 3B) (Supplementary Figure S4).
The phosphorylation of the actin-severing protein cofilin
suppresses its depolymerizing and nucleation activity, thereby
pointing at cofilin as a key target of DUBs in actin remodeling.
Dose-response and kinetic analysis of DUBi treatment further
showed a correlation between cofilin dephosphorylation and
actin FRET Efficiency (Figures 3C,D). In contrast, MG132
and two other DUBi, 8TQ and HBX41108, which generated
no actin FRET signals (Figure 1B), had no impact on the
levels of cofilin phosphorylation (Figure 3E). Importantly,
Jurkat cell treatment with Latrunculin B and CK-666 did not
affect DUBi-induced cofilin dephosphorylation (Figure 3F),
indicating that cofilin dephosphorylation was not secondary to
actin depolymerization.

To confirm that cofilin is a major target for cytoskeletal
changes induced following DUB inhibition, we stably knock-
downed cofilin in the ACT cell line (Figure 4A). Surprisingly,
cofilin-depleted leukemic cells exhibited a very low
modification of basal actin FRET signal (+5%) compared to
control cells (Figure 4B). However, the reduction of actin
FRET efficiencies observed in shCofilin ACT versus shCtrl
ACT reporter cells treated with WP1130 and b-AP15 revealed
that actin polymerization induced by DUBi required the
expression of cofilin (from 19% for shCtrl to 9% for
shCofilin treated with WP1130 and from 13 to 4% for cells
treated with b-AP15) (Figure 4C). Confocal microscopy
analyses further showed that cofilin depletion in Jurkat cells
resulted in increased polymerization of actin filaments
associated with uropod-like structures and elongated cells
(Figure 4D), a phenotype that is consistent with the
described role of cofilin (Nishita et al., 2005). We next
examined the involvement of Slingshot Protein Phosphatase
(SSH) and LIM domain kinase (LIMK), two known upstream
regulators of cofilin phosphorylation and activity (Huang
et al., 2006; Prunier et al., 2017). DUB inhibition with
WP1130 and b-AP15 has no detectable impact on LIMK
phosphorylation and SSH1 expression as measured by

immunoblot analysis (Figure 4E). These results indicate
that actin reorganization induced by DUBi involves a non-
degradative and LIMK-independent modulation of cofilin
activity.

Actin Reorganization Induced by DUBi Is
ROS-Dependent and Involves Cofilin
Oxidation
We next wished to clarify the molecular mechanism underlying
the effects of DUB inhibition on actin cytoskeleton. DUB
inhibition is linked to increased protein ubiquitination
followed by proteasome-mediated proteolytic degradation and/
or aggresome formation.(Kapuria et al., 2010; D’Arcy et al., 2011).
Consistently, we observed that the treatment of Jurkat cells with
WP1130 and b-AP15 induced the accumulation of
polyubiquitinated proteins (Supplementary Figure S5A).
However, the direct inhibition of 26S proteasome by MG-132
and bortezomid had no effect on either basal (Figure 1B) or
DUBi-induced actin FRET signals (Figure 5A), indicating that
DUB-mediated actin regulation is not a direct consequence of the
accumulation of polyubiquitinated proteins. Furthermore, in
contrast to WP1130 or MG-132, b-AP15 treatment did not
result in aggresome formation (Supplementary Figure S5B),
suggesting that the effect of DUB inhibition on actin
remodeling did not follow protein accumulation within
aggresome-like structures. In support to this, blocking the
regulator of aggresome formation HDAC6 (Kawaguchi et al.,
2003) with tubastatin A or trichostatin A had no impact on actin
assembly that was promoted by WP1130 and b-AP15
(Figure 5A) (Supplementary Figure S5C). Recent studies
have linked DUB inhibition to increased oxidative stress and
ROS generation (Didier et al., 2018; Charbonneau et al., 2019;
Zhang et al., 2019). Conversely, DUBs can be inactivated by ROS
(Cotto-Rios et al., 2012; Lee et al., 2013). Keeping in mind that
cofilin activity can be modulated by oxidative signals (Klemke
et al., 2008; Cameron et al., 2015), we examined the involvement
of ROS in DUBi-induced actin rearrangement. The pre-treatment
of Jurkat ACT cells with the antioxidant compounds DTT, NAC,
α-tocopherol and DPI abrogated actin FRET signals that were
induced by WP1130 and b-AP15 (Figure 5A). Consistently, the
addition of DTT or NAC prevented the generation of ROS
induced by DUB inhibition (Figure 5B) and the
dephosphorylation of cofilin that was induced by WP1130 and
b-AP15 (Figure 5C). In addition, the pretreatment of Jurkat cells
with NAC or DTT restored the ability of leukemic cells to migrate
against CXCL12 when DUB activity was inhibited (Figure 5D).
As a control of the effect of ROS on actin reorganization in
leukemic cells, the treatment with Auranofin, a compound known
for its capacity to induce ROS in leukemic cells (Fiskus et al.,
2014) (Figure 5E), was found to increase actin FRET signals
(Figure 5F), decreased cofilin serine 3 phosphorylation
(Figure 5G), and blocked CXCL12-induced chemotactic cell
migration in ROS-dependent manner (Figure 5D).

These results showing that DUBs regulate cofilin function
through a ROS-dependent pathway led us to investigate the
impact of DUB inhibition on cofilin oxidation, a process linked

Frontiers in Pharmacology | www.frontiersin.org January 2022 | Volume 12 | Article 7782168

Larbret et al. Deubiquitinase Inhibitors Impair Cell Migration

https://www.frontiersin.org/journals/pharmacology
www.frontiersin.org
https://www.frontiersin.org/journals/pharmacology#articles


to actin cytoskeleton dynamics in T cells (Samstag et al., 2013).
Jurkat cells stably expressing a GFP-cofilin construct were
treated with WP1130 or b-AP15 for 30 min. Oxidated
proteins were labeled with DNPH in cell lysates after
pulldown with anti-GFP-Trap nanobodies and immunoblot
analysis with antibodies against DNP. As shown in Figure 6A,
WP1130 and b-AP15 increased cofilin oxidation by 2.6 and 2.2

fold, respectively, compared to DMSO-treated conditions.
Cofilin exhibits a tendency for self-association under
oxidative stress, inducing the rapid formation of dimers and
oligomers (Pfannstiel et al., 2001; Goyal et al., 2013).
Consistently, immunofluorescence microscopy analysis
revealed that compared to control cells Jurkat cells treated
with DUBi exhibit increased cofilin aggregates that partially

FIGURE 5 | Actin cytoskeleton reorganization induced by WP1130 and b-AP15 is ROS dependent. (A) Heatmap representation of actin FRET efficiencies on ACT
reporter cells that have been pre-treated with the indicated compounds, following exposure to 15 µM WP1130 or b-AP15 for 60 min. FRET signals were recorded by
flow cytometry. Data are expressed as the percentage of FRET efficiency between DMSO-treated and compound-treated cells and are representative of n � 3
independent experiments. (B) Effect of WP1130 and b-AP15 on ROS production. ACT reporter cells that have been pre-treated with 1 mM DTT and 100 µM NAC
were incubated with 15 µM WP1130 or b-AP15 for 60 min. Following treatment, cells were stained with 5 µM CM-H2DCFDA and analyzed by flow cytometry. Bar
graphs show the mean fluorescence intensity (MFI) of ROS staining of n � 3 independent experiments. (C) Whole cell lysates of Jurkat pre-treated with 100 µM NAC
before addition or not of 15 µMWP1130 or b-AP15 for 30 min were analyzed by immunoblotting with antibodies against phosphorylated cofilin and total cofilin. (D) Effect
of WP1130, b-AP15 and Auranofin on chemotactic migration of leukemic cells pretreated or not with DTT and NAC. Cells were migrated against 100 ng/ml of CXCL12
for 90 min in the presence or not of the indicated compound. Results are expressed as the fold of cell migration compared to the DMSO condition. Bar graphs show the
mean of n � 3 independent experiments. ***p < 0.001, unpaired t-tests between DMSO and each treated condition. (E) Effect of Auranofin on ROS production. (F) Dose
response curve of the activity of Auranofin on actin FRET efficiency. (G) Immunoblot analysis showing the effect of Auranofin on the phosphorylation of cofilin at Ser3.
Densitometric quantification against total cofilin signal is shown (lower panel).
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located in the nucleus (Figure 6B). Together, these results
demonstrate that DUBs inhibitors display antimigratory
activity in leukemic cells through ROS-mediated cofilin
oxidation and actin cytoskeleton dysfunction.

DISCUSSION

The remodelling of the actin cytoskeleton is modulated by
interactions between actin and a number of proteins such as

FIGURE 6 | Inhibition of DUBs in leukemic cells induces Cofilin oxidation and oligomerization. (A) Jurkat cells stably expressing GFP-cofilin were treated or not with
15 µMWP1130 or b-AP15 for 30 min and lysed. Cell lysates were incubated with anti-GFP nanobody (GFP-Trap) coupled to agarose beads. The trapped proteins and a
fraction of the cell lysates (Input) were incubated with DNPH for 15 min at room temperature before immunoblot with antibodies against DNP or GFP. Anti-DNP
immunoblot of DNP-labelled oxidized BSA (40 ng) is shown as a control. Data are representative of n � 2 experiments. Densitometric quantification of cofilin
oxidation against GFP signal is shown as bar graph (bottom panel). (B) Immunofluorescence microscopy analysis of actin-mOrange and Cofilin distribution in ACT Jurkat
cell treated with DMSO or 15 µM ofWP1130 and b-AP15 for 30 min. Scale bar, 10 µm. Inset, white arrows showCofilin aggregates. (C) Schematic overview of the effect
of DUB inhibition on cofilin activity, actin polymerization and cell migration.
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ABPs (Pollard, 2016). The expression, activity and location of
actin and ABPs are regulated by a large number of PTMs
(Terman and Kashina, 2013), which largely account for the
complexity of actin networks and their dysregulation in
pathological processes. A better understanding of these
molecular mechanisms is therefore of critical importance. In
this study, we have examined the impact of pharmacological
modulators of PTMs on actin dynamics by using our method
named Actin CytoFRET (Larbret et al., 2013). The screening
with Actin CytoFRET of a small library of compounds
targeting enzymes involved in acetylation, methylation,
phosphorylation and ubiquitination of proteins revealed
that several small molecules, including WP1130, b-AP15,
VLX1570 and PR-619, have a marked effect on actin
polymerization. These compounds have been characterized
as broad-range inhibitors of DUBs, a group of enzymes with a
cysteine protease activity, which catalyze the removal of
ubiquitin or ubiquitin chains from post-translationally
modified targets (Kapuria et al., 2010; Altun et al., 2011;
D’Arcy et al., 2011). DUBi can form stable covalent adducts
with specific cysteine contained within the catalytic domain of
these enzymes, thereby inhibiting their cysteine protease
activity. DUBs display several essential cellular functions,
such as the recycling of ubiquitin, protein trafficking, and
regulating protein degradation by the ubiquitin-proteasome
system (UPS) (Komander et al., 2009; D’Arcy et al., 2015). To
this regard, the effects of DUB inhibitors on actin remodeling
is unlikely related to a general inhibition of the UPS since short
term proteasomal inhibition by Bortezomib and MG132 does
not alter actin reorganization. In addition, other DUB
inhibitors such as 8TQ (Mofers et al., 2017) and HBX41108
(Colombo et al., 2010), as well as the selective inhibitor of
ubiquitin-activating enzyme E1 PYR-41 (Yang et al., 2007),
have no detectable impact on actin dynamics, indicating that
the identified DUB inhibitors are not affecting actin
polymerization through a general disruption of ubiquitin
homeostasis or proteasome activity.

Molecular mechanisms that are considered hallmarks of
DUB inhibition consist of an accumulation of poly-
ubiquitinated proteins, the activation of the unfolded
protein response (UPR), proteotoxic and oxidative stress,
and cytotoxicity (D’Arcy et al., 2011; Brnjic et al., 2014;
Tian et al., 2014; Didier et al., 2018; Zhang et al., 2019).
Whether DUB inhibitors can regulate others cellular
mechanisms has been poorly investigated. We found that
short exposure of leukemic cells to DUB inhibitors increased
actin remodeling and dramatically impedes leukemic cell
migration through a ROS-dependent process. Such a
mechanism was supported by the observation that anti-
oxidant molecules prevented the exacerbated actin
remodeling triggered following DUB inhibition. Although
the induction of ROS is a common feature in response to
these compounds, what the generated ROS exactly target is
poorly characterized. Our results show that enhanced
oxidation of cofilin represents another major determinant
of the cellular action of DUBi in leukemic cells. The treatment
of Jurkat cells with DUB inhibitors such as WP1130, b-AP15,

VLX1570 and PR-619 was associated with a marked
downregulation of phosphorylated levels of cofilin serine 3.
In addition, the induction of actin FRET signals by DUBi is
markedly reduced in Jurkat biosensor cells in which cofilin
has been knocked down. The ADF/cofilin family are closely
related ABPs that play overlapping but distinct roles in
cellular processes in which rapid reorganization or renewal
of actin filaments is required (Bernstein and Bamburg, 2010;
Kanellos and Frame, 2016). The activity of ADF/cofilin family
is tightly regulated by phosphorylation of the common serine
3 residue by upstream kinases such as LIMK.
Unphosphorylated cofilin bind actin filaments and
promote cycles of actin depolymerization/polymerization
that are critical for biological processes (Kanellos and
Frame, 2016). Interestingly, the treatment with WP1130
and b-AP15, in addition to induce the dephosphorylation
of cofilin on serine 3, also promotes cofilin oxidation. We also
show that LIMK and SSH1 were not affected following DUB
inhibition, indicating that cofilin dephosphorylation occurs
independently of SSH/LIMK modulation. Consistent with
our observations, cofilin oxidation in T cells has been
associated with an increase of F-actin characterized by cell
migration defects and hyporesponsiveness (Klemke et al.,
2008), leading to the hypothesis that cofilin acts as a redox
sensitive mediator of actin dynamics in T cell (Samstag et al.,
2013). Furthermore, polarized migration of mesenchymal
cells has been linked with localized H2O2 production that
inhibits cofilin via cysteine oxidation (Cameron et al., 2015;
Rudzka et al., 2015). Our hypothesis is that, while cofilin
oxidation following DUB inhibition promotes its
dephosphorylation and binding to F-Actin, it also prevents
its severing activity, leading to an uncontrolled production of
actin filaments, a massive accumulation of cortical actin,
which eventually impairs leukemic cell migration
(Figure 6C).

The notion that ROS produced in response to DUB inhibitors
are central to their action on actin cytoskeleton is consistent with
our observations that the treatment with the thioredoxin
reductase inhibitor Auranofin, which induces a strong
oxidative stress, is also accompanied by actin remodeling and
impaired leukemic cell migration. The oxidation of the catalytic
cysteine of DUBs by exogenous and endogenous ROS have been
shown to reversibly inhibit their isopeptidase activity (Lee et al.,
2013). It is therefore possible that DUB inhibitors may have their
action amplified through oxidation of cysteine residues within the
catalytic domain of DUBs, therefore reinforcing their potent
action on cell migration. In this context, it would be
interesting to determine how the expression of oxidation-
resistant cofilin may affect actin dynamics and leukemic cell
migration.

The critical role of ROS as second messengers in cell
biological functions including actin cytoskeleton
remodeling and cell migration has been described (Finkel,
2011; Stanley et al., 2014). Here, we identify several
inhibitors of deubiquitinating enzymes as critical
regulators of actin cytoskeleton and cell migration
through ROS-mediated regulation of the actin remodeling
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protein cofilin, suggesting that pharmacological targeting of
DUBs may represent a novel way to manipulate leukemic cell
migration.
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